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MoA = Mode d’action 

-     N     - 

nAChR = Récepteur cholinergique de type nicotinique 

NAM = Modulateur allostérique négatif 

Nav = Canal sodique dépendant du potentiel 

NIC = Nicotine 

-     P     - 

PAM = Modulateur allostérique positif 

pb = Paire de bases 

Phe = Phénylalanine 

PIP2 = Phosphatidylinositol-biphosphate  

piRNA = « PIWI-associated RNA » 

PIWI = « P-element Induced WImpy testis » 

PKA = Protéine kinase dépendante de l’AMPc 

PKC1 = Protéine kinase C 1 

PKC2 = Protéine kinase C 2 
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PKG = Protéine kinase dépendante du GMPc 

PLC = Phospholipase C  

PMA = Phorbol-myristate acetate 

PP2B = Protéine phosphatase dépendante du complexe calcium-calmoduline de type 2B  

PPSE = Potentiel post-synaptique excitateur 

Pro = Proline 

-     Q     - 

qPCR = PCR quantitative 

-     R     - 

rDNASE = DNAse recombinante 

RdRP = « RNA-dependent RNA Polymerase » ou ARN polymérase dépendante de l’ARN 

RE = Réticulum endoplasmique 

RISC = « RNA-induced silencing complex » 

RR = « Resistance Ratio » 

-     S     - 

SAM = Modulateur allostérique silencieux 

Ser = Sérine 

Sid = Protéine « Systemic RNA interference defective » 

Sil1 = Gène « Sid-1-like » 

siRNA = « short interfering RNA » 

SNC = Système nerveux central 

SNP = Système nerveux périphérique 

-     T     - 

TcAChE = Acétylcholinestérase de Torpedo californica 

THI = Thiaclopride 

THIAM = Thiaméthoxame 

Thr = Thréonine 

Trp = Tryptophane 

Tyr = Tyrosine 

-     V     - 

Val = Valine 

VLP = « Virus-like particle » ou Particule pseudo-virale  
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Préambule 
 

 

 

 

D’après les Nations Unies, la population mondiale a atteint les huit milliards d’habitants le 15 novembre 

2022. De ce fait, elle a triplé en moins de cent ans et pourrait atteindre onze milliards d’ici la fin du XXIème 

siècle (Nations Unies, Département des Affaires Economiques et Sociales, La Division de la Population, 2022). 

Cette explosion démographique s’accompagne de nouveaux enjeux économiques et sociétaux majeurs tels que 

l’augmentation de la production agricole actuelle pour répondre aux besoins alimentaires croissants. 

L’augmentation des rendements agricoles nécessaire est difficile à estimer et varie selon les modèles prédictifs 

utilisés mais il semblerait qu’une augmentation de 60% d’ici 2050 soit indispensable pour assurer la sécurité 

alimentaire de la population en pleine croissance (van Dijk et al., 2021). La protection des cultures contre les 

bioagresseurs, tels que les insectes ravageurs, a permis d’augmenter ces rendements. Encore aujourd’hui, le 

contrôle des populations d’insectes ravageurs se base principalement sur la lutte chimique, c’est-à-dire sur 

l’utilisation d’insecticides. Cependant, leur utilisation est aujourd’hui décriée notamment à cause de leurs effets 

néfastes sur la santé humaine et animale ainsi que sur l’environnement. Entre autres, un lien a pu être établi 

entre une exposition répétée à de fortes doses d’insecticides et le déclenchement de maladies 

neurodégénératives (Narayan et al., 2017). Des effets délétères de ces composés sur des organismes non-

cibles comme l’abeille Apis mellifera, un insecte indispensable à l’agriculture et au maintien d’un écosystème 

varié, ont également pu être rapportés (Leska et al., 2021). De plus, l’utilisation massive et non raisonnée des 

insecticides a conduit à l’augmentation du nombre d’espèces d’insectes résistants (Sparks et al., 2021) et 

accommodés (Bantz et al., 2018) se traduisant par une diminution globale de l’efficacité de ces composés. En 

ce sens, il apparaît urgent de restructurer les stratégies de contrôle des populations d’insectes ravageurs qui se 

basent sur l’utilisation d’insecticides. C’est pourquoi, en France, de nouvelles directives gouvernementales ont 

émergées comme le plan Ecophyto II+. Ce dernier a pour objectif de réduire l’utilisation des produits 

phytopharmaceutiques, comme les insecticides, de 50% d’ici 2025 ainsi que de favoriser la recherche et le 

développement de nouvelles stratégies de lutte innovantes. Parmi ces stratégies innovantes, la technique 

d’interférence ARN présente un intérêt tout particulier. En effet, contrairement aux insecticides qui agissent sur 

un spectre large d’insectes, l’interférence ARN est décrite comme pouvant cibler spécifiquement un gène donné 

d’une espèce d’insecte. 

 

Ce travail de thèse se concentre sur l’utilisation dans la lutte contre les insectes ravageurs de la 

technique d’interférence ARN dirigée contre les acteurs du système cholinergique, qui sont des cibles de 

nombreuses familles d’insecticides. 
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Introduction 
 

 

Chapitre 1 : Le système cholinergique de l’insecte 

1. Généralités sur le système cholinergique 

Depuis son identification il y a plus de cent ans, l'acétylcholine (ACh, 2-acetyloxy-N,N,N-

trimethylethanaminium) s'est avérée jouer un rôle primordial dans de nombreuses fonctions essentielles au 

maintien de l’état physiologique des organismes (Bertrand et Wallace, 2020). L'ACh a été synthétisée pour la 

première fois par Adolf von Baeyer en 1867, bien avant que son rôle biologique n’ait été élucidé. En 1921, Otto 

Loewi démontre en stimulant le nerf vague parasympathique qui innerve le cœur de grenouille, que la 

transmission de l’excitation nerveuse au niveau des terminaisons nerveuses se faisait par voie chimique. Ce 

n'est que 15 ans plus tard, que Henry Dale et ses collaborateurs ont démontré que l'ACh agissait comme un 

neurotransmetteur au niveau de la jonction neuromusculaire (Dale et al., 1936). Les travaux de Loewi et Dale 

ont été récompensés par un prix Nobel de physiologie ou médecine en 1936. Il est aujourd’hui admis que l’ACh 

présente un rôle de neurotransmetteur dans le système nerveux central (SNC) et périphérique (SNP) comme au 

niveau des jonctions neuromusculaires chez les vertébrés (Fisher et Wonnacott, 2012). En revanche, chez les 

insectes, l’ACh est principalement retrouvée dans le SNC et ne semble pas être impliquée dans la transmission 

neuromusculaire de l’influx nerveux. A l’instar du glutamate chez les vertébrés, l’ACh est supposée être le 

neurotransmetteur excitateur principal du SNC de l’insecte (Millar et Denholm, 2007). Cette affirmation a pu 

être attestée entre autres chez l’abeille Apis mellifera (Oleskevich, 1999), la mouche Drosophila melanogaster 

(Lee et O’Dowd, 1999), la sauterelle Omocestus viridulus (Heinrich et al., 1997) ou encore le criquet Locusta 

migratoria (Gauglitz et Pflüger, 2001). L'ACh est synthétisée à partir de la choline et de l'acétyl-CoA par 

l'intermédiaire de la choline acétyltransférase, une enzyme présente dans différents neurones ainsi que dans 

des cellules non-neuronales (Wessler et Kirkpatrick, 2008; Schubert et al., 2012). Au sein d’une synapse 

cholinergique, l’ACh est libérée dans la fente synaptique et se lie aux récepteurs cholinergiques de type 

nicotinique (nAChR) et muscarinique (mAChR) qui sont largement distribués au sein du SNC. Le tissu nerveux 

des insectes est l'une des sources les plus riches en nAChRs neuronaux (Breer et Sattelle, 1987). La quantité 

d’ACh présente au sein d’une synapse cholinergique est régulée par une enzyme, l’acétylcholinestérase (AChE). 

L’AChE hydrolyse l’ACh et permet le recyclage de la choline au niveau du neurone pré-synaptique (Massoulié, 

2002; Thapa et al., 2017). Cette méthode de régulation est inhabituelle et suggère que l’ACh est finement 

régulée dans le temps pour maintenir une quantité optimale de ce neurotransmetteur nécessaire aux fonctions 

de bases qui lui sont associées (Fisher et Wonnacott, 2012). Ces différents éléments sont indispensables au bon 

fonctionnement de la synapse cholinergique (figure 1). De ce fait, l’importance du système cholinergique pour 

la physiologie des organismes, et notamment des insectes, en fait une cible de choix des produits 

phytopharmaceutiques pour contrôler les populations de bioagresseurs (Casida et Durkin, 2013a; Casida, 2018; 

Matsuda et al., 2020). Dans ce chapitre, seuls les nAChRs et l’AChE sont abordés. 
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Figure 1 : Représentation schématique d’une synapse cholinergique et des différents éléments cellulaires et moléculaires 
impliqués dans la transmission rapide de l’influx nerveux. L’arrivée d’un potentiel d’action (PA) au niveau du neurone 
présynaptique va activer des canaux calciques dépendants du potentiel et engendrer un flux entrant de Ca2+. Ces ions vont 
favoriser l‘exocytose d’acétylcholine dans la fente synaptique. Ce neurotransmetteur va activer des récepteurs 
cholinergiques de type muscarinique et nicotinique sur le neurone postsynaptique. Les récepteurs nicotiniques vont 
notamment induire un flux net entrant de cations dans le neurone postsynaptique et générer une potentiel postsynaptique 
excitateur (PPSE) qui se propagera de façon décrémentielle. Enfin, l’acétylcholinestérase va hydrolyser l’acétylcholine dans 
la fente synaptique en acétate et choline qui sera recyclée par le neurone présynaptique. 
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2. Les récepteurs cholinergiques de type nicotinique 

2.1. Découverte et généralités sur les récepteurs nicotiniques 

Au début du XXème siècle, John Newport Langley a observé que l’application de nicotine (NIC) 

déclenchait la contraction tonique du muscle squelettique dorsal de la patte, ou muscle gastrocnémien, de la 

grenouille et que l’application de curare inhibait cette contraction (Langley, 1905). A partir de ces observations, 

il a pu émettre l’hypothèse que la NIC et le curare se combinaient avec une « substance réceptrice » qui n’était 

pas la molécule contractile à proprement parler mais qui pouvait l’influencer (Langley, 1907). Il a noté que 

cette « substance réceptrice » se trouvait proche d'une « substance synaptique ». La théorie de la « substance 

réceptrice » de Langley a évolué vers la théorie des récepteurs, qui est aujourd’hui l'un des principes de base 

de la biologie moderne. En 1914, l’étude pharmacologique de Henry Dale a permis de mettre en évidence deux 

« actions » différentes de l’ACh. Une première dite « muscarinique » qui pouvait être mimée par l’application de 

muscarine et qui était bloquée par l’atropine ; et une deuxième « nicotinique » qui était mimée par l’application 

de NIC en présence d’atropine (Dale, 1914). Aujourd’hui, il est admis que ces différentes actions de l’ACh sont 

associées à deux familles de récepteurs cholinergiques pharmacologiquement et fonctionnellement distinctes 

que sont les mAChRs et nAChRs respectivement. Les études sur les nAChRs qui ont suivi ont été réalisées sur 

l’organe électrique de l’anguille Electrophorus electricus. Cet organe permet de produire d’importantes 

décharges électriques grâce aux milliards de terminaisons nerveuses libérant de fortes quantités d’ACh et au 

nombre conséquent de nAChRs de type musculaire présents. En 1970, Jean-Pierre Changeux et ses 

collaborateurs ont pu identifier un nAChR en inhibant l'action d'un agoniste cholinergique, la carbamylcholine, 

sur l'électroplaque isolée d’anguille (in vivo) et sur des fragments de membranes (in vitro) en utilisant l’α-

bungarotoxine (α-bgt), une toxine du serpent Bungarus multicinctus (Changeux et al., 1970). Dans les années 

qui ont suivi, ce nAChR a été le premier récepteur à être purifié (Kasai et Changeux, 1971; Olsen et al., 1972; 

Meunier et al., 1974) et son poids moléculaire a également pu être déterminé (Hucho et Changeux, 1973). En 

parallèle, d’autres collaborations ont abouti à la purification d’un récepteur similaire à partir de l’organe 

électrique de torpille Torpedo marmorata (Cartaud et al., 1973). Quelques années plus tard, la partie amino-

terminale de la sous-unité α du nAChR de la torpille a pu être séquencée (Devillers-Thiery et al., 1979). La 

séquence codante complète de cette sous-unité a ensuite été obtenue (Devillers-Thiery et al., 1983). Après le 

clonage des nAChRs de Torpedo, des sous-unités nicotiniques de nAChRs ont été clonées à partir de 

nombreuses autres espèces. En effet, les sous-unités des nAChRs de type musculaire (α1, β1, γ, δ et ε) et 

neuronal de vertébrés (α2-α10, β2-β4) ont pu être clonées (Millar, 2009). Puis en 1984 et pour la première fois, 

un nAChR fonctionnel a pu être exprimé dans un système hétérologue à partir d’ADNc issus de la torpille 

Torpedo californica (Mishina et al., 1984). Enfin, l’identification et le séquençage des sous-unités qui composent 

les nAChRs d’insectes ont été possibles notamment chez la mouche Drosophila melanogaster (Hermans-

Borgmeyer et al., 1986; Jones et Sattelle, 2010). Aujourd’hui, on peut définir les nAChRs comme des 

récepteurs canaux. La fixation d’un ligand endogène comme l’ACh ou exogène comme la NIC entraîne 

l’ouverture du canal et le passage de cations (Na+, K+ et Ca2+) à travers la membrane cellulaire (figure 2). 

Lorsqu’ils se situent sur un neurone postsynaptique, leur activation induit un flux net de cations entrant dans la 

cellule et génère un potentiel post-synaptique excitateur (PPSE). De ce fait, ils permettent la transmission 

rapide de l’influx nerveux (Thany et Tricoire-Leignel, 2011). Les nAChRs peuvent également être 
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présynaptiques. Dans ce cas, ils vont être impliqués dans la modulation, positive ou négative, de la libération 

de neurotransmetteurs dans la fente synaptique (Thany et Tricoire-Leignel, 2011; Pyakurel et al., 2018).  

 

 

 

 

 

Figure 2 : Photographie d’un nAChR. La photographie correspond à une coupe transversale d’une membrane cholinergique 
de la torpille Torpedo marmorata en microcopie électronique. Le nAChR de gauche est au repos et son canal est fermé. 
Après la fixation de l’ACh sur le récepteur, celui-ci va s’activer. Dans cet état, le canal est ouvert (nAChR de droite) et 
permet le passage d’un flux net de cations entrant dans la cellule. ACh = acétylcholine ; EC = extracellulaire ; IC = 
intracellulaire ; nAChR = récepteur nicotinique. Modifiée d’après Unwin, 2022. 

 

2.2. Structure tridimensionnelle des récepteurs nicotiniques 

2.2.1. Structure générale des récepteurs nicotiniques 

Le nAChR de l'organe électrique a été l’un des premiers récepteurs à être purifié, cloné et exprimé. 

Ainsi, il a été une source importante de matériel pour les études visant à élucider la structure du nAChR. Sur 

une période de plusieurs années, la structure tridimensionnelle du nAChR de l'organe électrique a été observée 

avec une résolution de plus en plus élevée allant jusqu’à 4Å en microscopie électronique (Unwin, 2005). Grâce 

à ces études, le nAChR est l’une des premières protéines transmembranaires pour laquelle des données 

structurelles tridimensionnelles à haute résolution ont été disponibles. L’élucidation de sa structure ainsi que 

celle d’autres protéines transmembranaires a permis de regrouper les nAChRs neuronaux au sein d’une 

superfamille de récepteurs ionotropes dépendants de la liaison d’un ligand qui présentent un motif « Cys-Loop » 

(cysLGIC). Chez les vertébrés, cette superfamille regroupe notamment, en plus des nAChRs, les récepteurs à 

l’acide γ-aminobutyrique (GABAR), à la glycine ou encore à la sérotonine (Jones et Sattelle, 2010; Jones, 

2018). En revanche, chez les invertébrés, cette superfamille regroupe également les récepteurs au glutamate 

perméables aux ions chlorures, à l’histamine, à la dopamine et à la tyramine (Matsuda et al., 2020). La 

structure de base des nAChRs neuronaux est homologue à celle des nAChRs musculaires (Papke, 2014; Dani, 

2015). Les nAChRs sont des glycoprotéines transmembranaires constituées de cinq sous-unités nicotiniques 

homologues arrangées en anneau perpendiculairement à la membrane pour former un canal ionique central 
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(figure 3A). L’agencement des sous-unités nicotiniques permet de diviser le récepteur en trois domaines 

distincts (figure 3B ; Unwin, 2005; Sine et Engel, 2006; Albuquerque et al., 2009; Unwin, 2013; Dani, 2015): 

- un domaine extracellulaire d’environ 70Å, principalement composé de feuillets β, qui définit l’entrée du 

pore ionique ainsi qu’un premier vestibule sur lequel sont retrouvés les sites de liaisons à l’ACh ; 

- un domaine membranaire d’environ 30Å composé d’hélices α où se trouve un passage plus étroit en 

continuité de l’ouverture du pore ; 

- un domaine intracellulaire composé d’hélices α amphiphiles qui délimitent un deuxième vestibule en 

forme de cône inversé. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Structure générale d’un nAChR. Le nAChR est représenté en (A) vue du dessus où les sous-unités nicotiniques 
s’arrangent pour former un canal ionique central, et en (B) vue de profil où les domaines du récepteur sont différenciables. 
Modifiée d’après Unwin, 2005. 
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2.2.2. Structure des sous-unités nicotiniques 

Les nAChRs formés par l'assemblage des sous-unités nicotiniques sont dits « homomériques » s’ils sont 

composés uniquement de sous-unités identiques ou « hétéromériques » si au moins deux sous-unités 

différentes sont présentes. Les nAChRs musculaires peuvent être composés de sous-unités α et non-α qui sont 

nommées β, δ, ε ou γ. Les nAChRs neuronaux, qui sont notamment retrouvés en grande quantité chez les 

insectes, sont quant à eux exclusivement composés de sous-unités α et β (Jones et Sattelle, 2010; Dani, 2015). 

Toutes les sous-unités nicotiniques ont une structure similaire (figure 4A) : 

- un long domaine N-terminal hydrophile extracellulaire ; 

- quatre domaines transmembranaires hydrophobes nommés TM1 à TM4 ; 

- une boucle intracellulaire reliant les TM3 et TM4 de taille variable ; 

- un court domaine C-terminal hydrophile extracellulaire. 

 

La partie N-terminale extracellulaire possède la structure la plus complexe. Elle commence par une hélice α 

amino-terminale nommée α1 qui est directement attachée à un premier brin β nommé β1. Au total, dix brins β 

sont retrouvés dans la partie N-terminale de la sous-unité nicotinique et constituent le cœur du domaine 

extracellulaire. Ils sont agencés en « sandwich » avec les brins β1, β2, β3, β5, β6 et β8 qui forment les feuillets 

β « intérieurs » et les brins β4, β7, β9 et β10 formant les feuillets β « extérieurs ». Deux acides aminés 

cystéines espacées de treize acides aminés sont également retrouvées dans cette extrémité amino-terminale. 

Elles permettent la création d’un pont disulfure entre leur groupement thiol pour ainsi former une boucle 

cystéine ou « Cys-Loop » qui est commune à tous les récepteurs appartenant à la superfamille des cysLGIC. 

Cette boucle est notamment impliquée dans l’assemblage des sous-unités (Green et Wanamaker, 1997) ainsi 

que dans la cinétique d’ouverture du canal (Albuquerque et al., 2009). Deux cystéines adjacentes 

supplémentaires et indispensables pour la liaison de l’ACh sur le récepteur sont présentes dans le domaine 

extracellulaire des sous-unités α (Karlin et al., 1986; Albuquerque et al., 2009). D’autres boucles particulières 

sont également présentes dans la partie extracellulaire comme les boucles A, B, C, D, E et F qui sont impliquées 

dans la fixation du ligand au récepteur, et la boucle β1/β2 qui permet de faire le lien entre les feuillets β 

intérieurs et le TM2 (Unwin, 2005; Unwin, 2013). Les différents domaines transmembranaires, qui sont 

composés d’hélices α, sont connectés entre eux par une alternance de boucles intracellulaires et 

extracellulaires. On peut noter la présence d’une grande boucle intracellulaire qui relie les TM3 et TM4. Sa taille 

est variable (Dani, 2015) et elle présente de nombreux sites de phosphorylation où des phénomènes de 

phosphorylation/déphosphorylation peuvent intervenir, suggérant que ces phénomènes pourraient jouer un rôle 

important dans le fonctionnement de ce récepteur (Thany et al., 2007; Raymond et al., 2017). La boucle 

intracellulaire reliant les TM3 et TM4 comporte également une hélice α courbée amphiphile (figure 4B ; Unwin, 

2005).    
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Figure 4 : Structure d’une sous-unité nicotinique. (A) Représentation schématique d’une sous-unité nicotinique α qui 
compose le nAChR. (B) Représentation schématique d’une sous-unité nicotinique vue de profil avec les éléments structuraux 
qui délimitent les domaines de la protéine. Le lien entre la boucle amphiphile et le TM3 n’est pas représenté. C = Cystéine ; 
EC = extracellulaire ; IC = intracellulaire ; P = site de phosphorylation ; TM = domaine transmembranaire. Modifiée d’après 
Unwin, 2005. 

 

2.2.3. Structure des sites de liaison des ligands 

Les sites de liaison de l’ACh, ou sites orthostériques, sont retrouvés à l’interface entre deux sous-unités 

nicotiniques adjacentes. La présence des deux cystéines adjacentes dans la partie amino-terminale 

extracellulaire spécifiques aux sous-unités α est indispensable à la liaison d’un ligand sur le récepteur 

(Albuquerque et al., 2009). Ainsi, un nAChR fonctionnel est obligatoirement composé d’au moins deux sous-

unités α. Le nombre de sites de liaison est directement dépendant de la composition en sous-unités des 

nAChRs. Les différentes études réalisées sur les nAChRs isolés à partir de l’organe électrique de torpille (Unwin, 

2005) mais également sur une protéine nommée AChBP (« Acetylcholine Binding Protein ») sécrétée par les 

cellules gliales de l’escargot Lymnaea stagnalis (Smit et al., 2001) ont permis de bâtir un socle de 

connaissances sur la structure des sites de liaison des ligands des nAChRs. L'AChBP est un homologue naturel 

soluble du domaine extracellulaire des nAChRs, et comme certains d’entre eux, elle est homopentamérique 

(Shahsavar et al., 2016). Le site de fixation du ligand correspond à une « poche » hydrophobe séparée en deux 

composantes. La première composante dite principale ou positive correspond aux boucles A, B et C d’une sous-

unité α. La deuxième composante dite complémentaire ou négative est, quant à elle, composée des boucles D, 

E et F d’une sous-unité α ou non-α (figure 5). Dans la composante principale, des acides aminés aromatiques 
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tyrosine et tryptophane ainsi que les deux cystéines adjacentes sont très conservés et se rassemblent à 

l’interface des sites de liaison. Chez la torpille, ces résidus sont Tyr93 (boucle A), Trp149 et Tyr151 (boucle B), 

Tyr190, Tyr198 et les résidus Cys192 et Cys193 (boucle C). Lorsqu’un ligand se fixe sur le site orthostérique, la 

boucle C va se déformer et recouvrir le ligand (Celie et al., 2004). Dans la composante complémentaire, les 

Trp55 et Trp57 sont retrouvés dans la boucle D (Sine et Engel, 2006; Taly et al., 2009; Unwin, 2013). Les 

résidus aromatiques retrouvés dans les boucles A, B, C et D permettent de créer une « boite aromatique » où 

l’ammonium quaternaire de l’ACh est chélaté. Dans les nAChRs musculaires, la création d’une liaison cation-π, 

c’est-à-dire une interaction non-covalente entre un cation et un système riche en électron, entre l’acide aminé 

tryptophane de la boucle B et l’amine quaternaire de l’ACh participe à la fixation du ligand (Taly et al., 2009). 

Au sein du nAChR neuronal α4β2, ce type de liaison est notamment responsable de la haute affinité de la NIC 

pour le récepteur. Le groupement acétyle de l’ACh interagit quant à lui avec les boucles E et F de la composante 

complémentaire dont la séquence est très variable selon les nAChRs (Corringer et al., 2012). En général, les 

résidus hydrophobes de la composante principale déterminent l'affinité du ligand, tandis que les résidus 

apportés par la composante complémentaire déterminent la sélectivité du ligand (Albuquerque et al., 2009).  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Représentation schématique d’un nAChR et d’un site de fixation de l’ACh. Les composantes principale et 
complémentaire, composées des boucles A, B, C et E, F, G respectivement, sont représentées sur les sous-unités du 
récepteur. EC = extracellulaire ; IC = intracellulaire. Modifiée d’après Jones et Sattelle, 2010. 
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2.2.4. Structure du pore ionique 

Les cinq sous-unités nicotiniques qui composent le nAChR s’arrangent de manière régulière en anneaux 

de telle sorte à former un canal ionique à travers la membrane. Ce canal est composé d’un pore ionique 

encadré par des vestibules intracellulaire et extracellulaire qui sont délimités par les boucles intracellulaires 

reliant les TM3 et TM4 des sous-unités nicotiniques et par leurs domaines extracellulaires respectivement 

(figure 6A). Les TM2 des cinq sous-unités longent le pore ionique ainsi formé et les TM1, TM3 et TM4, quant à 

eux, font face aux lipides de la membrane. Les nAChRs existent dans un état de repos, activé et désensibilisé 

(Wu et al., 2015). Lorsque le nAChR est à l’état de repos, c’est-à-dire en absence de tout ligand, le canal est 

fermé et les TM2 sont courbés vers la lumière du canal (Unwin et Fujiyoshi, 2012). Des expériences de 

marquage par affinité ont permis d'identifier des résidus homologues clés des TM2 qui permettent la formation 

d'anneaux pentamériques superposés (figure 6B ; Taly et al., 2009). Les anneaux extracellulaire, intermédiaire 

et intracellulaire sont chargés négativement et sont impliqués dans la sélectivité ionique du canal (Corringer et 

al., 2000; Jensen et al., 2005). Les anneaux hydrophobes constituent la partie la plus étroite du pore lorsque le 

canal est fermé. A ce niveau, le pore a un diamètre d’environ 6Å. En comparaison, les ions sodium ou 

potassium solvatés ont une taille d’environ 8Å. Ainsi, lorsque le canal est à l’état fermé, cette gaine compacte et 

hydrophobe constitue une véritable barrière physique et énergétique imperméable aux ions (Miyazawa et al., 

2003; Unwin, 2013). La fixation d’un agoniste sur le récepteur va induire des changements de conformation 

pour faciliter le passage des cations à travers le pore.  

 

 

  

Figure 6 : Structure du pore ionique d’un nAChR. (A) Représentation schématique d’un nAChR. Les vestibules et le pore 
ionique qui permettent le passage sélectif des cations à travers le canal sont représentés en bleu foncé. Modifiée d’après 
Sine et Engel, 2006. (B) Représentation schématique du pore ionique du nAChR homomérique α7 de poulet à l’état ouvert. 
Les acides aminés formant les différents anneaux sont indiqués sur le TM2 et sur la boucle intracellulaire reliant les TM1 et 
TM2. Modifiée d’après Corringer et al., 2000. 
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2.2.5. Dynamique structurale des nAChRs en réponse à la fixation d’un agoniste 

Les nAChRs agissent comme des interrupteurs moléculaires qui changent de conformation lors de la 

liaison avec un agoniste tel que l'ACh pour permettre un flux net de cations entrant dans la cellule (Changeux et 

Taly, 2008). Ainsi, la fixation d’un agoniste sur le récepteur va engendrer une succession de changements 

conformationnels rapides conduisant à l’ouverture du canal. Comme décrit précédemment, lors de la fixation 

d’un agoniste sur le site orthostérique, la boucle C va recouvrir le ligand et ainsi plafonner le site de fixation 

(Celie et al., 2004). Ce mouvement va induire la rotation des feuillets β du domaine extracellulaire des sous-

unités nicotiniques. Ces réarrangements seront ensuite transmis aux TM2 et TM3. Le TM2 passe alors d’une 

forme courbée vers la lumière du canal à étendue (figure 7 ; Unwin et Fujiyoshi, 2012). Ainsi, la section la plus 

étroite du pore qui se trouvait initialement au niveau des anneaux hydrophobes au centre de la bicouche 

lipidique, est transférée au niveau des anneaux polaires qui sont proches du milieu intracellulaire. Dans ce cas, 

le passage sélectif des cations solvatés est possible par la légère augmentation de la largeur de cette section du 

pore et par le caractère polaire et hydrophile de cette partie du canal (Unwin et Fujiyoshi, 2012; Dani, 2015). 

Le nAChR est ainsi à l’état ouvert. Cet état d’ouverture est instable et l’action prolongée d’un agoniste sur le 

récepteur peut induire son passage à un état non-conducteur ou désensibilisé (Papke, 2014). 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Dynamique structurale des nAChRs. (A) Le nAChR est à l’état de repos et le canal est fermé. Dans ce cas, les 
TM2 sont courbés vers l’intérieur du canal. (B) Le nAChR est à l’état ouvert et le canal est ouvert grâce aux TM2 qui sont 
étendus. Les flèches rouges représentent la forme des TM2 nécessaire au passage des ions à travers le canal. La flèche 
verte correspond à la section la plus étroite du canal. Les barres grises horizontales représentent la bicouche lipidique de la 
membrane plasmique. EC = extracellulaire ; IC = intracellulaire. Modifiée d’après Unwin et Fujiyoshi, 2012. 
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2.3. Diversité des sous-unités nicotiniques d’insectes 

2.3.1. Les sous-unités nicotiniques conservées 

Les nAChRs d’insectes sont majoritairement retrouvés dans le SNC et sont principalement neuronaux 

chez ces invertébrés (Vo et al., 2010). Ainsi, ils sont composés de sous-unités α et β. La superfamille de gènes 

qui code pour les sous-unités nicotiniques de la mouche Drosophila melanogaster a été la première à être 

complètement identifiée chez l’insecte. En effet, comme il a été démontré que les séquences protéiques des 

sous-unités nicotiniques de divers organismes présentaient des pourcentages d’identité conséquents (Corringer 

et al., 2000), les différentes séquences de ces protéines de vertébrés ont permis d’identifier des gènes 

orthologues chez les insectes. Ainsi, une sous-unité nicotinique nommée ARD pour « acetylcholine receptor 

Drosophila », puis appelée Dβ1 par la suite, a pu être identifiée chez la drosophile (Hermans-Borgmeyer et al., 

1986). Il s’agit de la première sous-unité nicotinique à avoir été identifiée chez un insecte et il a fallu presque 

20 ans supplémentaires pour identifier les autres sous-unités nicotiniques de cet insecte. Le séquençage de son 

génome a facilité leur identification (Adams et al., 2000). Plus tard, le séquençage de génomes (Holt et al., 

2002; Xia et al., 2004; Weinstock et al., 2006; Nene et al., 2007; Richards et al., 2008; The International 

Aphid Genomics Consortium, 2010; Harrison et al., 2018; Li et al., 2018b) et l’identification des familles de 

gènes qui codent pour les sous-unités nicotiniques ont pu être réalisés pour d’autres espèces d’insectes 

(tableau 1). Ces études ont permis de mettre en évidence, par homologie de séquence, sept groupes de sous-

unités nicotiniques hautement conservés entre les espèces d’insectes (Jones et al., 2007a; Jones et Sattelle, 

2010) : α1, α2, α3, α4, α5-7, β1 et α8/β2 (tableau 1). Les sous-unités α5, α6, et α7 sont regroupées car elles 

présentent une forte homologie de séquence avec les sous-unités α7 de vertébrés (Jones et al., 2007a; Thany 

et al., 2007). D’autres sous-unités dites « α7-like » ont été identifiées chez le nématode (Mongan et al., 2002; 

Williamson et al., 2007) ou encore le trématode (Bentley et al., 2004) suggérant une lignée ancienne et 

commune pour ces gènes. Les autres sous-unités nicotiniques d’insectes ne présentent pas une telle homologie 

avec les vertébrés. Le groupe α8/β2 est composé de la sous-unité Dβ2 et de ses homologues qui sont des sous-

unités α. Ainsi, la sous-unité Dβ2 a pu subir des changements fonctionnels au cours de son évolution (Jones et 

Sattelle, 2010). L’étude comparative des séquences protéiques des sous-unités nicotiniques de la mouche 

Drosophila melanogaster, du moustique Anopheles gambiae, du papillon Bombyx mori, de l’abeille Apis 

mellifera et du scarabée Tribolium castaneum ont permis de mettre en avant des caractéristiques particulières 

aux sous-unités nicotiniques d’insectes. Les sous-unités appartenant aux groupes α1 à α4 et α8/β2 présentent 

un polypeptide supplémentaires de 9 à 10 acides aminés dans leur boucle F (Shimomura et al., 2004; Jones et 

Sattelle, 2010). Une telle insertion a également pu être identifiée pour les sous-unités équivalentes des blattes 

Periplaneta americana et Blatella germanica (Jones et al., 2021). La délétion de ce polypeptide dans le nAChR 

hybride Dα2 de Drosophila melanogaster/β2 de poulet a conduit à une diminution de sensibilité du récepteur 

pour l’insecticide imidaclopride (IMI) suggérant son rôle dans l’interaction IMI-nAChRs d’insectes (Shimomura et 

al., 2004). Enfin, la boucle intracellulaire qui relie le TM3 et le TM4 des sous-unités Agamα3 et Dα3 est 

inhabituellement longue (Schulz et al., 1998; Jones et al., 2005). 

Le regroupement des gènes des sous-unités nicotiniques d’insectes en cluster a pu être observé pour 

plusieurs espèces. Par exemple, les sous-unités Dα1, Dα2 et Dβ2 de Drosophila melanogaster sont espacées de 

200 kilobases (kb) (Jones et al., 2005) ; Agamα1, Agamα2 et Agamα8 d’Anopheles gambiae de 220kb (Jones et 



  24 

al., 2005) ; Amelα1 et Amelα2 d’Apis mellifera de 120kb (Jones et al., 2006) ; Bgerα1, Bgerα2 et Bgerα8 de 

Blatella germanica de 686kb (Jones et al., 2021). Les sous-unités α7 et β1 sont également regroupées en 

cluster chez Tribolium castaneum, Anopheles gambiae, Apis mellifera, Blatella germanica et Periplaneta 

americana (Jones et al., 2005; Jones et al., 2006; Jones et Sattelle, 2007; Jones et al., 2021). Des expériences 

d’immunohistochimie et de co-immunoprécipitation ont pu démontrer que les sous-unités Dα1, Dα2 et Dβ2 

composent certains sous-types de nAChRs (Chamaon et al., 2002). Ces résultats suggèrent que le 

regroupement des gènes des sous-unités nicotiniques en cluster faciliterait la coordination de leur expression et 

leur assemblage pour former un nAChR fonctionnel.  

 

 

Groupe 
 
 
Espèce 

α1 α2 α3 α4 α5-α7 β1 α8/β2 Réf 

Acyrthosiphon 

pisum 
Apisumα1 Apisumα2 Apisumα3 Apisumα4 

Apisumα6 
Apisumα7 Apisumβ1 Apisumα8 

Dale et al., 
2010 

Aedes aegypti Aaeα1 Aaeα2 Aaeα3 Aaeα4 
Aaeα5 
Aaeα6 
Aaeα7 

Aaeβ1 Aaeα8 
Lan et al., 

2021 

Anopheles 

gambiae 

(Ag) 
Agamα1 Agamα2 Agamα3 Agamα4 

Agamα5 
Agamα6 
Agamα7 

Agamβ1 Agamα8 Jones et 

al., 2005 

Apis mellifera 

(Am) 
Amelα1 Amelα2 Amelα3 Amelα4 

Amelα5 
Amelα6 
Amelα7 

Amelβ1 Amelα8 
Jones et 

al., 2006 

Blatella 

germanica 
Bgerα1 Bgerα2 Bgerα3 Bgerα4 

Bgerα5 
Bgerα6 
Bgerα7 

Bgerβ1 Bgerα8 
Jones et 

al., 2021 

Bombyx mori 

(Bmor) Bmα1 Bmα2 Bmα3 Bmα4 
Bmα5 
Bmα6 
Bmα7 

Bmβ1 Bmα8 
Shao et al., 

2007 

Drosophila 

melanogaster 

(Dm ; Dmel) 

Dα1 
(ALS) 

Dα2 
(SAD) 

Dα3 Dα4 
Dα5 
Dα6 
Dα7 

Dβ1 
(ARD) 

Dβ2 
(SDB) 

Littleton et 
Ganetzky, 

2000 

Locusta 

migratoria 
Locα1 Locα2 Locα3 Locα4 

Locα5 
Locα6 
Locα7 

Locβ1 Locα8 
Wang et 

al., 2015 

Periplaneta 

americana 
Pameα1 Pameα2 Pameα3 Pameα4 

Pameα5 
Pameα6 
Pameα7 

Pameβ1 Pameα8 

Taillebois 
et Thany, 

2016; 
Jones et 

al., 2021 

Tribolium 

castaneum 
Tcasα1 Tcasα2 Tcasα3 Tcasα4 

Tcasα5 
Tcasα6 
Tcasα7 

Tcasβ1 
Tcasα8 
Tcasα11 

Jones et 
Sattelle, 

2007 

 

Tableau 1 : Les sous-unités nicotiniques conservées chez les insectes. Tableau non-exhaustif des sous-unités nicotiniques 
hautement conservées chez différentes espèces d’insectes. Il est indiqué entre parenthèses d’autres dénominations qui font 
références au même gène, ou à la même famille de gènes et qui peuvent être retrouvées dans la littérature. 
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2.3.2. Les sous-unités nicotiniques divergentes  

De façon générale, les séquences protéiques des sous-unités nicotiniques équivalentes identifiées chez 

différentes espèces d’insectes ont un pourcentage d’identité d’au moins 60%. Cependant, d’autres sous-unités 

nicotiniques phylogénétiquement éloignées des sous-unités conservées ont été identifiées chez certaines 

espèces d’insectes. Ces sous-unités dites « divergentes » présentent une faible homologie de séquence 

protéique avec les autres sous-unités nicotiniques d’insectes, soit moins de 29% d’identité (Jones et Sattelle, 

2010). Contrairement aux groupes de sous-unités conservées, il est difficile d’identifier des rapports 

analogiques entre ces sous-unités divergentes. Chaque espèce d’insecte présente un ensemble de sous-unités α 

et β divergentes qui lui est propre (tableau 2). 

 

 

Sous-unité 
 
Espèce 

α β Réf 

Acyrthosiphon pisum 
Apisumα9 
Apisumα10 Apisumβ2 Dale et al., 2010 

Aedes aegypti Aaeα9 - Lan et al., 2021 

Anopheles gambiae 
(Ag) Agamα9 - Jones et al., 2005 

Apis mellifera 
(Am) Amelα9 Amelβ2 Jones et al., 2006 

Blatella germanica 
Bgerα9 
Bgerα10 

Bgerβ2 
Bgerβ3 
Bgerβ4 
Bgerβ5 
Bgerβ6 
Bgerβ7 

Jones et al., 2021 

Bombyx mori 
(Bmor) 

Bmα9 
Bmβ2 
Bmβ3 

Shao et al., 2007 

Drosophila 

melanogaster 
(Dm ; Dmel) 

- Dβ3 Littleton et Ganetzky, 
2000 

Locusta migratoria Locα9 
Locβ2 
Locβ3 

Wang et al., 2015 
Bao et al., 2017 

Periplaneta 

americana Pameα9 

Pameβ2 
Pameβ3 
Pameβ4 
Pameβ5 
Pameβ6 
Pameβ7 
Pameβ8 
Pameβ9 
Pameβ10 

Jones et al., 2021 

Tribolium castaneum 
Tcasα9 
Tcasα10 

- Jones et Sattelle, 2007 

 

Tableau 2 : Les sous-unités divergentes chez les insectes. Tableau non-exhaustif des sous-unités nicotiniques divergentes 
identifiées chez différentes espèces d’insectes. Il est indiqué entre parenthèses d’autres dénominations qui font référence à 
la même famille de gènes et qui peuvent être retrouvées dans la littérature. 
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Le nombre de sous-unités nicotiniques divergentes est variable selon les espèces. A ce jour, les blattes 

Blatella germanica et Periplaneta americana sont les insectes qui en présentent le plus, soit 8 et 10 

respectivement. Certains de ces gènes forment des clusters. Par exemple, Bgerα10 et Bgerβ7 sont espacés de 

63kb ; Bgerβ3, Bgerβ4, Bgerβ5 et Bgerβ6 de 50kb ; Pameβ7 et Pameβ9 de 53kb ; Pameβ3, Pameβ4, Pameβ5, 

Pameβ6 et Pameβ8 de 50kb (Jones et al., 2021). Ce regroupement en cluster pourrait impliquer des 

évènements de duplication de gènes récents expliquant le nombre conséquent de sous-unités divergentes au 

sein de ces espèces. Les sous-unités divergentes ont également la particularité d’avoir une boucle intracellulaire 

qui relie les TM3 et TM4 plus courte. De plus, Tcasα9, Bmα9, Bmβ2, Bmβ3 ainsi que toutes les sous-unités 

divergentes de Blatella germanica et Periplaneta americana à l’exception de leur sous-unité α9 ne présentent 

pas le motif très conservé GEK (Gly-Glu-Lys) qui précède le TM2 (Jones et Sattelle, 2007; Shao et al., 2007; 

Jones et al., 2021). Ce motif est important dans la sélectivité ionique du canal, notamment le résidu Glu qui 

participe à la formation de l’anneau intermédiaire décrit précédemment (Jensen et al., 2005). Des études de 

mutagénèse dirigée sur le nAChR homomérique α7 de poulet ont montré que la délétion de ce motif altérait la 

perméabilité calcique du récepteur (Bertrand et al., 1993). Ainsi, ces sous-unités divergentes d’insectes 

pourraient participer à la formation de nAChRs avec un canal qui présente des caractéristiques particulières. Les 

sous-unités Tcasα9 et Bgerα10 présentent un motif inhabituel FXCC (Phe-X-Cys-Cys) à la place du motif 

conservé YXCC (Tyr-X-Cys-Cys), qui est impliqué dans la fixation des insecticides néonicotinoïdes (Shimomura 

et al., 2004), ce qui pourrait impliquer des propriétés particulières de leurs sites de fixation (Jones et Sattelle, 

2007; Jones et al., 2021). Les sous-unités Apisumα9 et Apisumα10 ne présentent pas le deuxième résidu Cys 

qui permet de former la boucle cystéine caractéristique des CysLGIC (Dale et al., 2010). Cette boucle est 

impliquée dans l’assemblage du récepteur (Green et Wanamaker, 1997). Des expériences de mutagénèse 

dirigée sur l’un des deux acides aminés qui participent à la formation de cette boucle dans la sous-unité α de la 

torpille Torpedo californica et l’expression fonctionnelle d’un nAChR avec ces sous-unités porteuses de la 

mutation en ovocyte de xénope ont démontré que la fixation de l’α-bgt sur le récepteur n'était plus possible et 

que la réponse à l’ACh était altérée (Sumikawa et Gehle, 1992). Ainsi, les sous-unités Apisumα9 et Apisumα10 

auraient des propriétés fonctionnelles et pharmacologiques différentes. 

La fonction des sous-unités nicotiniques divergentes ainsi que l’implication de leur spécificité pour une 

espèce d’insecte donnée sont encore largement inconnues. Cependant, il a été rapporté que la sous-unité 

nicotinique Locβ3 participait à la formation d’un site de fixation de haute affinité pour l’IMI (Bao et al., 2017). 

Les sous-unités divergentes pourraient alors être impliquées dans des sous-types de nAChRs spécifiques d’une 

espèce d’insecte qui sont des cibles privilégiées d’insecticides. 

 

2.3.3. Les modifications post-transcriptionnelles responsables de la diversification des sous-
unités nicotiniques chez les insectes 

a) L’épissage alternatif 

Le nombre de gènes codants pour les sous-unités nicotiniques d’insectes est généralement plus faible 

que pour les autres organismes. Bien que l’analyse récente des génomes des blattes Blatella germanica et 

Periplaneta americana a permis de démontrer qu’elles possèdent respectivement 17 et 19 gènes codants pour 

des sous-unités nicotiniques (Jones et al., 2021), la majorité des insectes pour lesquels ces gènes ont été 
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identifiés n’en présente que jusqu’à 12 (Jones et Sattelle, 2010). En comparaison, l’Homme en possède 16 

(Millar et Gotti, 2009) et le nématode Caenorhabditis elegans, 29 (Jones et al., 2007b). Cependant, des 

phénomènes d’épissage alternatif des sous-unités α4, α6, α7 et α8 ont pu être décrits chez les insectes 

permettant ainsi de diversifier leur répertoire de sous-unités nicotiniques. Le nombre de variants produits 

diffère selon les espèces mais les exons épissés sont relativement conservés (tableau 3). 

 

 

Sous-unité 
 

Espèce 

α4 
exon 4 

α6 
exon 3 

α6 
exon 8 

α7 
exon 7 

α7 
exon 8 

α8 
exon 7 

Réf 

Acyrthosiphon 

pisum 
2 1 2 2 3 1 Dale et al., 

2010 

Anopheles 

gambiae 
2 2 2 1 1 1 Jones et al., 

2005 

Apis mellifera 2 1 2 1 1 1 Jones et al., 
2006 

Blatella 

germanica 
2 2 3 2 4 1 Jones et al., 

2021 

Bombyx mori 2 2 2 1 1 2 
Jin et al., 

2007; Shao 
et al., 2007 

Drosophila 

melanogaster 
2 2 3 1 1 1 

Lansdell et 
Millar, 2000; 

Grauso et 

al., 2002 

Periplaneta 

americana 
2 2 3 2 4 1 Jones et al., 

2021 

Tribolium 

castaneum 
2 2 3 1 1 1 

Jones et 
Sattelle, 

2007 
 

Tableau 3 : L’épissage alternatif des sous-unités nicotiniques chez les insectes. Tableau non-exhaustif du nombre de 
variants des sous-unités nicotiniques produits par épissage alternatif. 

 

 

Les différents variants d’exons obtenus par épissage alternatif présentent des substitutions d’acides 

aminés au sein de régions importantes pour le fonctionnement et l’assemblage du récepteur. Les deux variants 

de l’exon 4 des sous-unités α4, nommés 4 et 4’, présentent des résidus différents au niveau des boucles E et 

cystéine. Elles sont impliquées dans le site de fixation et l’assemblage du nAChR respectivement. Par exemple, 

des tests d’affinité de liaison des nAChRs hybrides Dα4exon4/β2 de rat et Dα4exon4’/β2 exprimés dans des cellules 

S2 de drosophile a permis de conclure que, sachant que l’affinité du radioligand pour ces récepteurs ainsi que 

les quantités protéiques des sous-unités sont les mêmes, l’assemblage des nAChRs constitués des sous-unités 

Dα4exon4’ est moins efficace (Lansdell et Millar, 2000). Au sein de l’exon 8c d’Agamα6, un acide aminé leucine 

retrouvé dans le TM2 a été substitué par un résidu valine (Jones et al., 2005). Cette leucine est conservée au 

sein des variants de cet exon dans d’autres espèces d’insectes (Jones et Sattelle, 2010). Des expériences de 

mutagénèse dirigée, permettant la substitution de la leucine équivalente de la sous-unité α7 de poulet par une 
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valine, ont démontré que cette mutation impacte le passage du nAChR vers un état désensibilisé et augmente 

l’affinité du récepteur pour l’ACh (Revah et al., 1991). Ainsi, l’épissage alternatif pourrait générer des isoformes 

de sous-unités nicotiniques avec des propriétés fonctionnelles particulières à certaines espèces d’insectes. A ce 

jour, le puceron Acyrthosiphon pisum et les blattes Blatella germanica et Periplaneta americana sont les seuls 

insectes à présenter plusieurs isoformes de leur sous-unité α7 produites par épissage alternatif. Les variants de 

l’exon 7 ont des résidus différents au niveau de la boucle C et du TM1, et les variants de l’exon 8 au niveau du 

TM2 (Dale et al., 2010; Jones et al., 2021).  

Finalement, l’existence de sous-unités nicotiniques tronquées a été rapportée pour différentes espèces 

d’insectes. Elles sont produites en raison de l’absence d’un exon ou par la présence d’un codon stop en amont. 

Le rôle de ces sous-unités tronquées est encore inconnu mais la majorité d’entre elles sont dépourvues de 

certaines boucles impliquées dans la fixation du ligand sur le récepteur. Ainsi, leur capacité à pouvoir interagir 

avec l’ACh reste encore à déterminer (Jones et Sattelle, 2010). La co-transfection d’un variant complet de la 

sous-unité α7 de souris avec un variant tronqué de cette dernière dans des cellules GH4C1 a montré que ce 

dernier agit comme un régulateur négatif dominant des nAChR homomériques α7 (Saragoza et al., 2003). Par 

la suite, une sous-unité nicotinique tronquée humaine nommée dupα7 a été étudiée. Cette sous-unité tronquée 

dupα7 présente la même fonction régulatrice (Araud et al., 2011; Sinkus et al., 2015). 

 

b) L’édition d’ARN 

L’édition d’ARN est un autre mécanisme impliqué dans la diversification protéique des sous-unités 

nicotiniques d’insectes. Ce mécanisme modifie des nucléotides spécifiques d’un pré-ARNm et produit ainsi des 

transcrits avec une séquence nucléotidique qui ne correspond pas à l’ADN génomique. Chez les insectes, cette 

édition peut être de plusieurs types mais le plus commun est la désamination d’une adénosine par une 

adénosine désaminase ou « ADAR » (« Adenosine Deaminase Acting on RNA ») pour former une inosine (Grau-

Bové et Weetman, 2020). Lors de la traduction, l’inosine est interprétée comme étant une guanosine par la 

machinerie cellulaire et des acides aminés différents peuvent alors être incorporés à la chaine peptidique en 

formation pouvant ainsi aboutir à de nouvelles isoformes de la protéine (Nishikura, 2010). Ces phénomènes 

d’édition d’ARN sont fréquemment observés pour les gènes impliqués dans la signalisation neuronale 

(Hoopengardner et al., 2003). De telles modifications ont pu être rapportées pour les sous-unités α6 de la 

mouche Drosophila melanogaster, du scarabée Tribolium castaneum, de l’abeille Apis mellifera, du papillon 

Bombyx mori et de la blatte Periplaneta americana (Grauso et al., 2002; Jones et al., 2006; Jones et Sattelle, 

2007; Shao et al., 2007; Jones et al., 2021) et semblent relativement conservées. Ces éditions des transcrits 

engendreraient la perte d’un site de N-glycosylation de la boucle E. Sachant que ces sites de N-glycosylation 

sont impliqués dans la maturation du récepteur ainsi que dans sa désensibilisation et la conductance du canal 

(Gehle et al., 1997; Nishizaki, 2003), l’édition d’ARN pourrait altérer les propriétés des nAChRs. En dehors de 

ces sites d’édition conservés des sous-unités α6 d’insecte, d’autres sites, dont le nombre est variable selon les 

espèces d’insectes, ont été identifiés. A ce jour, la drosophile est l’insecte présentant le plus de sous-unités 

nicotiniques avec des sites d’édition (Dα5, Dα6, Dα7, Dβ1 et Dβ2) qui induisent des modifications de la 

séquence protéique au niveau de diverses régions fonctionnelles. L’édition d’ARN pourrait alors permettre de 
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créer des isoformes de sous-unités nicotiniques spécifiques à une espèce d’insecte, isoformes qui pourraient 

être impliquées dans la formation de nAChRs particuliers (Jones et Sattelle, 2010). 

  

2.4. Pharmacologie générale des récepteurs nicotiniques d’insectes 

2.4.1. Profils pharmacologiques des récepteurs nicotiniques natifs d’insectes 

L’identification et la caractérisation pharmacologique de certains sous-types de nAChRs natifs d’insectes 

ont été possibles, notamment par des approches électrophysiologiques, à partir de préparations neuronales 

issues de différentes espèces d’insectes. Les nAChRs d’insectes, à l’instar des nAChRs de vertébrés, sont 

regroupés en deux classes pharmacologiques qui se distinguent par leur sensibilité à l’α-bungarotoxine (α-bgt). 

Parmi ceux-ci, des sous-types de nAChRs natifs ont pu être étudiés au sein de neurones « Dorsal Unpaired 

Median » (neurones DUM) contenus dans le dernier ganglion abdominal (DGA) de la blatte Periplaneta 

americana adulte. Entre autres, deux sous-types de nAChRs insensibles à l’α-bgt ont pu être caractérisés 

pharmacologiquement par la technique de patch-clamp en configuration cellule entière (Courjaret et Lapied, 

2001). La mesure des courants ioniques induits par l’application d’agonistes cholinergiques (ACh et NIC) en 

potentiel imposé combinée à l’application de différents antagonistes a permis d’identifier ces sous-types de 

récepteurs insensibles à l’α-bgt. En effet, les courbes courant-potentiel biphasiques ainsi obtenues mettent en 

évidence que les courants mesurés pour des valeurs de potentiels allant de -90 à -30mV correspondent 

préférentiellement à l’activation d’une première population de nAChRs, nommée nAChR1, et les courants 

mesurés pour des valeurs de potentiels allant de -30 à +20mV correspondent quant à eux à l’activation d’une 

deuxième population de récepteurs, nAChR2. Le nAChR2 présente un fonctionnement atypique. Quand le 

récepteur est à l’état de repos, son canal est ouvert et lorsqu’un agoniste se fixe, il se ferme (Courjaret et 

Lapied, 2001; Thany et al., 2008). Les profils pharmacologiques sont présentés dans le tableau 4. Il est 

intéressant de noter que seul le nAChR1 est sensible à l’IMI. Plus tard, il a été démontré que les nAChR1 et 

nAChR2 sont sensibles à d’autres molécules insecticides comme la clothianidine (CLO), l’acétamipride (ACET) et 

le sulfoxaflor (Thany, 2009; Bodereau-Dubois et al., 2012; Houchat et al., 2019). De manière intéressante, 

l’IMI inhibe de façon réversible le courant induit par l’application de sulfoxaflor (Houchat et al., 2019) suggérant 

une complexité pharmacologique plus importante des nAChR1 et nAChR2 que celle décrite dans la littérature 

actuellement. De plus, Huahua Sun et ses collaborateurs se sont basés sur ces données électrophysiologiques 

et pharmacologiques des nAChR1 et nAChR2 pour élucider leur composition en sous-unités nicotiniques (Sun et 

al., 2017). Ainsi, en combinant l’utilisation d’ARN interférents dirigés contre les sous-unités nicotiniques de la 

blatte à la mesure des courants ioniques induits par l’application de NIC tout en imposant un potentiel adéquat 

pour étudier préférentiellement les nAChR1 ou les nAChR2, les auteurs ont déterminé les sous-unités 

nicotiniques pouvant composer ces récepteurs. Ainsi, les nAChR1 peuvent être composés des sous-unités 

nicotiniques Pameα3, Pameα8 et Pameβ1 et les nAChR2 des sous-unités Pameα1, Pameα2 et Pameβ1. En 

revanche, comme de nouvelles sous-unités nicotiniques ont été identifiées au sein du génome de la blatte 

Periplaneta americana (Jones et al., 2021), il est possible que d’autres sous-unités nicotiniques participent à la 

formation de ces sous-types de récepteurs insensibles à l’α-bgt. En comparaison, la composition de deux sous-

types de nAChRs de la cicadelle brune Nilaparvata lugens a pu être élucidée par co-immunoprécipitation. Le 

premier peut être composé des sous-unités nicotiniques Nlα3, Nlα8 et Nlβ1, et le deuxième de Nlα1, Nlα2 et 
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Nlβ1 (Li et al., 2010). De plus, des expériences d’immunoprécipitation couplées à des tests d’affinité de liaison 

avec de l’IMI radiomarquée montrent que le premier sous-type participe à la formation d’un site de haute 

affinité pour l’IMI et le deuxième, à un site de basse affinité (Li et al., 2010). 

 

 

Sous-type 
 
Type de ligand 

nAChR1 nAChR2 

Agoniste 

NIC 
ACh 
CLO 
ACET 

Sulfoxaflor 
IMI 

NIC 
ACh 
CLO 
ACET 

Sulfoxaflor 

Antagoniste d-tubocurarine Mécamylamine 
α-conotoxine 

 

Tableau 4 : Profils pharmacologiques des nAChR1 et nAChR2 des neurones DUM du DGA de la blatte Periplaneta americana 

adulte. ACET = acétamipride ; ACh = acetylcholine ; CLO = clothianidine ; IMI : imidaclopride ; NIC : nicotine. Basé sur 
Courjaret et Lapied, 2001; Thany, 2009; Bodereau-Dubois et al., 2012; Sun et al., 2017; Houchat et al., 2019. 

 

 

Au sein des neurones DUM contenus dans le DGA de la blatte adulte, d’autres sous-types de nAChRs 

ont pu être caractérisés. Des nAChRs sensibles à l’α-bgt ainsi qu’à des antagonistes nicotiniques et 

muscariniques ont notamment pu être identifiés (Lapied et al., 1990; Grolleau et al., 1996). Cependant, à ce 

jour, aucune étude complémentaire ne permet d’affirmer que cette mixité pharmacologique se traduit par une 

mixité fonctionnelle des récepteurs. Enfin, des études électrophysiologiques réalisées sur ce modèle cellulaire 

ont aussi révélé l’existence de nAChRs à la fois sensibles à l’α-bgt et à certains néonicotinoïdes (Thany, 2009; 

Sun et al., 2017). 

  

Hormis les études réalisées sur les neurones DUM issus du DGA, d’autres travaux ont mis en évidence 

des sous-types de nAChRs dans des préparations neuronales différentes issues de la blatte Periplaneta 

americana adulte. Par exemple, Vincent Salgado et ses collaborateurs (Salgado et Saar, 2004; Salgado, 2016; 

Salgado, 2021) ont pu identifier au sein de neurones contenus dans les ganglions thoraciques de la blatte, qu’ils 

pensent être des motoneurones, des neurones DUM et des interneurones, deux autres sous-types de nAChRs 

qui sont sensibles à l’α-bgt. Le premier, nommé nAChRD pour « Desensitizing nAChR », peut être dans un état 

désensibilisé lorsqu’un agoniste est appliqué en continu. Le deuxième, nAChRN pour « Non-desensitizing 

nAChR » ne se désensibilise pas et est activé en continu par des agonistes cholinergiques. Les auteurs ont pu 

élucider les profils pharmacologiques de ces sous-types de nAChRs (tableau 5). Il est intéressant de noter que 

les nAChRD présentent une affinité plus importante pour l’IMI que les nAChRN. Les nAChRD et nAChRN sont 

sensibles à l’IMI à une concentration de l’ordre du nanomolaire et micromolaire respectivement. Comme les 

symptômes excitateurs induits par un traitement avec l’IMI ne sont observés que lorsque la concentration de 

cet insecticide est de l’ordre du micromolaire dans l’hémolymphe des insectes (Greenwood et al., 2002) et qu’à 
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cette concentration les nAChRD sont désensibilisés, les auteurs ont suggèré que les nAChRN pourraient être 

impliqués dans l’effet insecticide de l’IMI. 

 

 

Sous-type 
 

 
Type de ligand 

nAChRD nAChRN 

Agoniste 

NIC 
ACh 

Epibatidine 
CLO 

THIAM 
N-Desmethyl-thiamethoxame 

IMI 
N-Methylimidacloprid 

Sulfoxaflor 
Dinotefurane 

NIC 
ACh 

Epibatidine 
CLO 
IMI 

Antagoniste 

α-bgt 
Condelphine 

DhβE 
d-tubocurarine 
Mécamylamine 

MLA 
Phencyclidine 

Triflumezopyrim 

α-bgt 
Condelphine 

DhβE 
d-tubocurarine 
Mécamylamine 

MLA 
Phencyclidine 

Triflumezopyrim 
 

Tableau 5 : Profils pharmacologiques des nAChRD et nAChRN des neurones issus des ganglions thoraciques de la blatte 
Periplaneta americana adulte. α-bgt = α-bungarotoxine ; ACh = acétylcholine ; CLO = clothianidine ; DhβE : dihydro-β-
érythroidine ; IMI = imidaclopride ; MLA = méthyllycaconitine ; NIC = nicotine ; THIAM = thiaméthoxame. Basé sur Nauen 
et al., 2003; Salgado et Saar, 2004; Salgado, 2016; Salgado, 2021. 

 

 

Finalement, on peut noter qu’un certain nombre d’études s’est intéressé à élucider les profils 

pharmacologiques des nAChRs natifs retrouvés dans plusieurs types cellulaires et ce à différents stades de 

développement chez d’autres espèces d’insectes (tableau 6). Entre autres, les nAChRs des neurones des lobes 

antennaires et des cellules de Kenyon des corps pédonculés de l’abeille Apis mellifera adulte présentent des 

profils pharmacologiques similaires. Cependant, les neurones des lobes antennaires présentent une sensibilité 

plus importante que les cellules de Kenyon des corps pédonculés pour la méthyllycaconitine (MLA ; CI50 : 

1,4±0,11nM vs 51,4±5,2nM) et le Dihydro-β-érythroidine (DhβE ; CI50 : 3,59±0,43nM vs 256±1,4nM) (Barbara 

et al., 2008; Dupuis et al., 2011). De plus, des expériences de RT-PCR sur cellule unique ont permis d’identifier 

les profils d’expression des sous-unités nicotiniques au sein de ces types cellulaires. Les sous-unités 

nicotiniques Amelα2, Amelα7, Amelα8 et Amelβ1 sont exprimées dans les neurones des lobes antennaires et 

Amelα2, Amelα8 et Amelβ1 dans les cellules de Kenyon (Dupuis et al., 2011). Ainsi, des différences dans la 

composition des nAChRs de ces deux types cellulaires pourraient expliquer les variations de sensibilité à ces 

antagonistes. 
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Tableau 6 : Liste non-exhaustive de profils pharmacologiques de nAChRs natifs présents dans différents types cellulaires 
d’insectes. Le symbole «-» ne signifie pas que les nAChRs natifs ne sont sensibles à aucun antagoniste mais, qu’à ma 
connaissance, aucune étude n’a rapporté l’effet de telles molécules sur ces préparations neuronales. α-bgt = α-
bungarotoxine ; ACh = acétylcholine ; CLO = clothianidine ; DhβE = dihydro-β-érythroidine ; IMI = imidaclopride ; MLA = 
méthyllycaconitine ; NIC = nicotine. 

 

Espèce Type cellulaire Agoniste Antagoniste Réf 

Apis mellifera 
(pupe) 

Neurone des lobes 
antennaires 

ACh 
NIC 

Epibatidine 
IMI 

α-bgt 
DhβE 
MLA 

Picrotoxine 

Barbara et al., 2005 

Cellule de Kenyon 

ACh 
NIC 

Epibatidine 
Carbamylcholine 

IMI 

α-bgt 
DhβE 
MLA 

Mécamylamine 
Hexamethonium 
d-tubocurarine 

Goldberg et al., 1999; 
Déglise et al., 2002; 

Wüstenberg et 
Grünewald, 2004 

Apis mellifera 
(adulte) 

Neurone des lobes 
antennaires 

ACh 
NIC 
IMI 

α-bgt 
DhβE 
MLA 

Barbara et al., 2008 

Cellule de Kenyon 
ACh 
NIC 
IMI 

α-bgt 
DhβE 
MLA 

Dupuis et al., 2011 

Drosophila 

melanogaster 

(larve) 

Neurone impliqué 
dans le contrôle des 
rythmes biologiques 

ACh 
NIC 

Mécamylamine Wegener et al., 2004 

Motoneurone ACh d-tubocurarine Rohrbough et Broadie, 
2002 

Neurone 
cholinergique 

ACh 
IMI 

α-bgt 
Mécamylamine 

Jepson et al., 2006 

Drosophila 

melanogaster 

(pupe) 
Cellule de Kenyon ACh 

α-bgt 
Curare 

Su et O’Dowd, 2003 

Heliothis 

virescens 

Neurone de la 
chaîne nerveuse 

ventrale 

IMI 
CLO 

N-desméthyl-
thiamethoxame 

- Nauen et al., 2003 
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2.4.2. Influence de la composition en sous-unités nicotiniques sur la pharmacologie des 
récepteurs nicotiniques d’insectes  

Bien que les sous-unités nicotiniques pouvant participer à la formation de sous-types de nAChRs natifs 

ont pu être déterminées pour diverses espèces d’insectes (Li et al., 2010; Dupuis et al., 2011; Sun et al., 2017) 

et qu’altérer leur expression impacte leur sensibilité aux insecticides à l’échelle de la cellule (Sun et al., 2017) 

ou de l’organisme (Zhang et al., 2015b; Qu et al., 2016; Perry et al., 2021; Bantz et al., 2022), il est 

aujourd’hui encore impossible de déterminer la composition précise en sous-unités nicotiniques d’un récepteur 

natif et d’y associer un profil pharmacologique. Pour pallier ces limitations, l’expression en système hétérologue 

de nAChRs fonctionnels d’insectes recombinés, hybrides ou chimériques permet, entre autres, de pouvoir 

caractériser pharmacologiquement, par des tests électrophysiologiques ou d’affinité de liaison, un nAChR dont 

la composition en sous-unités nicotiniques est connue. L’expression en système hétérologue de nAChRs 

hybrides qui sont composés de sous-unités nicotiniques d’insectes et de vertébrés ou de nAChRs composés de 

sous-unités chimériques qui présentent des domaines issus d’autres récepteurs transmembranaires a permis de 

contourner les difficultés rencontrées dans l’expression fonctionnelle de nAChRs recombinés qui eux sont 

uniquement composés de sous-unités d’insectes (Millar et Lansdell, 2010). Cependant, dans ce cas, il peut 

s’avérer difficile de suggérer des profils pharmacologiques propres aux nAChRs d’insectes. En ce sens, la co-

transfection de sous-unités nicotiniques d’insectes avec des protéines chaperonnes a permis d’augmenter 

l’efficacité de l’expression en système hétérologue des nAChRs d’insectes recombinés qui s’avérait hasardeuse 

(Millar et Lansdell, 2010). Ainsi, des nAChRs homopentamériques recombinés ont pu être exprimés et leur 

réponse à différents agonistes cholinergiques a pu être évaluée (tableau 7). Les nAChRs homomériques de 

vertébrés, qui ne peuvent être composés uniquement des sous-unités α7 ou α9, sont sensibles à l’α-bgt (Gotti 

et Clementi, 2004). Ainsi, il est couramment admis que les nAChRs homomériques sont sensibles à cette 

toxine. Malgré l’absence de liaison de l’α-bgt radiomarquée aux nAChRs homomériques Dα5 et Dα7 exprimés en 

cellules S2 de drosophile qui pourrait être liée à un problème de repliement ou d’adressage des protéines , les 

courants mesurés par l’application d’ACh par la technique de double microélectrode intracellulaire sont 

complètement inhibés et ceux de manière réversible par l’α-bgt lorsque que ces récepteurs sont exprimés en 

ovocyte de xénope (Lansdell et al., 2012). De plus, selon la même technique, la réponse à l’ACh des nAChRs 

homomériques Mpα1 et Amelα6 est inhibée par l’α-bgt de manière irréversible (Sgard et al., 1998) et réversible 

(Hawkins et al., 2022) respectivement. En revanche, les nAChRs Mpα2 et Pameα7 y sont insensibles (Sgard et 

al., 1998; Cartereau et al., 2020). Ainsi, au vu des données pharmacologiques disponibles, il peut être suggéré 

que, contrairement aux nAChRs homomériques de vertébrés, les nAChRs homomériques d’insectes peuvent 

être sensibles ou insensibles à l’α-bgt. On peut également noter que le nAChR Amelα6 a une affinité plus 

importante pour l’ACh et que le nAChR Mpα2 a une affinité plus importante pour la NIC. De plus, le nAChR 

homomérique Amelα5 a un profil pharmacologique particulier. Il présente une faible affinité pour l’ACh (tableau 

7) et possède une plus grande affinité pour la sérotonine (CE50 = 119µM) que pour l’ACh (CE50 = 2,336mM ; 

Mitchell et al., 2022).  
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Espèce nAChR 
ACh NIC 

Réf 
CE50 Imax CE50 Imax 

Drosophila 

melanogaster 

Dα5 
(sensible à 

l’α-bgt) 
8,8µM 200nA   Lansdell et 

al., 2012 

Dα7 
(sensible à 

l’α-bgt) 
6,7µM 86nA   

Lansdell et 

al., 2012 

Myzus 

persicae 

Mpα1 
(sensible à 

l’α-bgt) 
40µM 20nA 0,5µM 40nA 

Sgard et al., 
1998 

Mpα2 
(insensible à 

l’α-bgt) 
nc 10nA nc 10nA 

Sgard et al., 
1998 

Periplaneta 

americana 

Pameα7 
(insensible à 

l’α-bgt) 
nd 56nA 790µM 212nA 

Cartereau et 

al., 2020 

Apis 

mellifera 

Amelα5 2,366mM nc nc nc Mitchell et 

al., 2022 

Amelα6 
(sensible à 

l’α-bgt) 
0,88µM 15nA   

Hawkins et 

al., 2022 

 

Tableau 7 : Tableau non-exhaustif représentant les réponses à l’ACh et NIC de divers nAChRs homopentamériques 
d’insectes exprimés en ovocyte de xénope. Les résultats ont été obtenus par la technique de double microélectrodes 
intracellulaires en imposant un potentiel. ACh = Acétylcholine ; CE50 = Concentration d’agoniste induisant 50% de l’effet 
maximal ; Imax = Amplitude maximale du courant ionique ; nc = Non-communiqué ; nd = Non-déterminé ; NIC = Nicotine. 

 

 

L’expression fonctionnelle en système hétérologue de nAChRs hétéropentamériques d’insectes 

recombinés a été rapportée entre autres pour la mouche Drosophila melanogaster (Lansdell et al., 2012; Ihara 

et al., 2020; Komori et al., 2023), l’abeille Apis mellifera et le bourdon Bombus terrestris (Ihara et al., 2020). 

Des profils de réponses à l’IMI, la CLO et le thiaclopride (THI) ont pu être établis pour différents nAChRs 

hétéromériques formés par la combinaison des sous-unités Dα1, Dα2, Dα3, Dα4, Dβ1, Dβ2 ou Dβ3 de 

Drosophila melanogaster (tableau 8). Dans ce cas, les trois insecticides présentent un effet agoniste (Ihara et 

al., 2020; Komori et al., 2023). Les auteurs ont déterminé que substituer les sous-unités Dα1 ou Dα2 par Dα3 

augmentait l’affinité du récepteur pour l’IMI et la CLO et que remplacer Dα2 par Dα3 augmentait l’affinité du 

nAChR pour le THI. Ainsi, Dα2 diminuerait l’affinité du récepteur pour les néonicotinoïdes alors que Dα3 pourrait 

l’augmenter (Komori et al., 2023). De plus, il a pu être démontré par des tests locomoteurs que diminuer 

l’expression de la sous-unité Dα2 de la drosophile adulte par la technique d’interférence ARN (ARNi) augmente 

la toxicité de l’IMI, la CLO et le THI favorisant l’hypothèse que Dα2 agit comme un régulateur négatif de 

l’affinité des récepteurs pour ces insecticides (Komori et al., 2023). Enfin, sachant que protéger les organismes 

non-cibles, comme les insectes pollinisateurs, est une priorité dans la lutte contre les insectes ravageurs et 

notamment dans la mise en place de nouvelles réglementations de l’utilisation des insecticides, l’expression en 

système hétérologue de nAChRs permet d’évaluer leur sensibilité à de tels composés et de les comparer avec 

celles d’autres espèces d’insectes. En ce sens, l’affinité des nAChRs hétéromériques composés des sous-unités 
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α1, α8, β1 et α1, α2, α8, β1 de l’abeille Apis mellifera et du bourdon Bombus terrestris pour des néonicotinoïdes 

a été évaluée (tableau 8). Ces récepteurs présentent une affinité plus importante pour la CLO que la plupart des 

nAChRs de la drosophile décrits précédemment (Ihara et al., 2020). 

 

 

 

Tableau 8 : Tableau non-exhaustif représentant les combinaisons en sous-unités nicotiniques des nAChRs hétéromériques 
de la mouche Drosophila melanogaster, de l’abeille Apis mellifera et du bourdon Bombus terrestris et leur réponse à 
différents insecticides néonicotinoïdes. pCE50 = log[CE50 (M)] et nImax correspond à la valeur de l’amplitude maximale du 
courant ionique normalisée avec la réponse à l’ACh. Les pCE50 en vert correspondent aux combinaisons de sous-unités qui 
présentent une affinité plus importante pour l’insecticide et les pCE50 en rouge à celles qui présentent une plus faible 
affinité. CLO = clothianidine ; IMI = imidaclopride ; THI = thiaclopride. Basé sur Ihara et al., 2020 ; Komori et al., 2023. 

 

 

Enfin, la stœchiométrie des sous-unités nicotiniques qui composent les nAChRs d’insectes peut 

également influer sur leur sensibilité à divers composés. Dans le cas du récepteur Dα1/Dβ1 de Drosophila 

melanogaster exprimé en système hétérologue, l’injection d’ARNc à un ratio Dα1:Dβ1 de 1:5 augmente l’affinité 

du récepteur pour l’IMI, suggérant que les sites orthostériques Dα1/Dβ1 sont plus favorables à la fixation de 

l’IMI que les sites Dα1/Dα1 (Takayama et al., 2022). De plus, il a également été démontré que modifier la 

stœchiométrie des sous-unités nicotiniques des nAChRs hybrides Ldα1 du doryphore Leptinotarsa 

Espèce nAChR recombiné 
IMI THI CLO 

pCE50 nImax pCE50 nImax pCE50 nImax 

Drosophila 
melanogaster 

Dα1/Dβ1 7,16 ± 0,15 0,122 ± 0,007 7,79 ± 0,21 0,091 ± 0,009 7,13 ± 0,10 0,508 ± 0,015 

Dα3/Dβ1 8,32 ± 0,21 0,032 ± 0,003 7,80 ± 0,08 0,016 ± 0,001 7,54 ± 0,04 0,691 ± 0,013 

Dα1/Dα3/Dβ1 7,58 ± 0,23 0,170 ± 0,020 8,07 ± 0,20 0,047 ± 0,006 7,20 ± 0,09 0,627 ± 0,025 

Dα1/Dα2/Dβ1 6,71 ± 0,14 0,031 ± 0,002 6,92 ± 0,08 0,025 ± 0,001 5,07 ± 0,11 0,699 ± 0,034 

Dα2/Dα3/Dβ1 6,88 ± 0,29 0,101 ± 0,016 6,92 ± 0,19 0,045 ± 0,006 6,81 ± 0,08 0,882 ± 0,076 

Dα1/Dβ1/Dβ2 6,99 ± 0,18 0,076 ± 0,006 7,86 ± 0,10 0,043 ± 0,002 6,64 ± 0,10 0,360 ± 0,016 

Dα3/Dβ1/Dβ2 8,28 ± 0,09 0,039 ± 0,002 8,32 ± 0,21 0,022 ± 0,003 7,46 ± 0,08 0,492 ± 0,016 

Dα1/Dα2/Dα3/Dβ1 7,08 ± 0,15 0,094 ± 0,007 7,73 ± 0,19 0,047 ± 0,004 6,55 ± 0,07 0,817 ± 0,024 

Dα1/Dα3/Dβ1/Dβ2 7,52 ± 0,12 0,330 ± 0,018 8,00 ± 0,25 0,107 ± 0,015 7,40 ± 0,07 0,684 ± 0,022 

Dα1/Dα2/Dβ1/Dβ2 6,45 ± 0,21 0,165 ± 0,016 7,10 ± 0,30 0,074 ± 0,014 6,31 ± 0,10 0,800 ± 0,033 

Dα2/Dα3/Dβ1/Dβ2 7,00 ± 0,29 0,125 ± 0,018 8,08 ± 0,33 0,017 ± 0,002 7,29 ± 0,07 0,634 ± 0,020 

Dα1/Dα2/Dα3/Dβ1/Dβ2 6,47 ± 0,14 0,142 ± 0,011 7,18 ± 0,17 0,059 ± 0,006 6,59 ± 0,07 0,812 ± 0,019 

Dα2/Dα3/Dα4/Dβ1/Dβ2 7,40 ± 0,20 0,027 ± 0,002 7,99 ± 0,20 0,018 ± 0,002 7,11 ± 0,12 0,912 ± 0,041 

Dα2/Dα3/Dβ1/Dβ2/Dβ3 7,75 ± 0,31 0,021 ± 0,003 8,31 ± 0,17 0,010 ± 0,001 7,46 ± 0,06 0,695 ± 0,014 

Dα1/Dα3/Dα4/Dβ1/Dβ2 7,30 ± 0,17 0,101 ± 0,008 7,96 ± 0,10 0,026 ± 0,001 6,94 ± 0,06 0,425 ± 0,008 

Dα1/Dα3/Dβ1/Dβ2/Dβ3 7,72 ± 0,11 0,140 ± 0,008 8,63 ± 0,23 0,089 ± 0,009 7,60 ± 0,12 0,531 ± 0,026 

Dα1/Dα2/Dα4/Dβ1/Dβ2 6,48 ± 0,28 0,172 ± 0,020 7,01 ± 0,19 0,066 ± 0,007 6,72 ± 0,09 1,001 ± 0,031 

Dα1/Dα2/Dβ1/Dβ2/Dβ3 6,27 ± 0,21 0,080 ± 0,007 7,71 ± 0,43 0,023 ± 0,004 5,67 ± 0,11 0,974 ± 0,041 

Apis mellifera 
Amelα1/Amelα8/Amelβ1 7,63 ± 0,13 0,075 ± 0,004 7,94 ± 0,19 0,058 ± 0,006 7,96 ± 0,07 0,788 ± 0,020 

Amelα1/Amelα2/Amelα8/Amelβ1 7,48 ± 0,16 0,070 ± 0,005 8,16 ± 0,13 0,037 ± 0,003 8,09 ± 0,09 0,766 ± 0,024 

Bombus 
terrestris 

Bterα1/Bterα8/Bterβ1 7,60 ± 0,26 0,107 ± 0,010 7,29 ± 0,26 0,094 ± 0,008 7,87 ± 0,06 0,759 ± 0,018 

Bterα1/Bterα2/Bterα8/Bterβ1 7,40 ± 0,20 0,085 ± 0,007 7,14 ± 0,38 0,092 ± 0,011 7,41 ± 0,10 0,680 ± 0,029 
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decemlineata/β2 de rat et de Ldα1/Ldα8/β2 de rat modulait l’affinité du récepteur pour l’ACh, l’IMI, la CLO, le 

thiaméthoxame (THIAM) et pour l’IMI, la CLO respectivement (Wang et al., 2022).  

Pour conclure, bien que les nAChRs recombinés soient fonctionnels, il est impossible de s’assurer que 

leur combinaison en sous-unités nicotiniques corresponde à celle d’un récepteur natif. De la même manière, il 

est possible que le nombre de nAChRs recombinés et exprimés à la membrane diffère par rapport aux neurones 

d’insectes. De plus, le choix du système hétérologue pour leur expression fonctionnelle (Lansdell et al., 2012) 

et des protéines chaperonnes co-transfectées (Takayama et al., 2022) peut impacter le niveau d’expression des 

nAChRs et leurs propriétés. Ainsi, les données obtenues par l’étude des récepteurs d’insectes recombinés en 

système hétérologue permettent d’obtenir des données pharmacologies précieuses sur les nAChRs d’insectes 

mais il reste encore difficile d’extrapoler ces résultats aux récepteurs natifs. 

 

2.5. Régulation des récepteurs nicotiniques d’insectes  

2.5.1. Régulation par des modulateurs allostériques 

La régulation des nAChRs peut faire appel à des facteurs externes au récepteur. Comme décrit 

précédemment, des études pharmacologiques ont permis de définir des molécules agonistes et des 

antagonistes compétitifs qui se lient aux sites orthostériques des nAChRs. Par la suite, il a pu être identifié des 

ligands qui sont capables de moduler la fonction des nAChRs en se liant à des sites dits allostériques qui sont 

distincts des sites orthostériques et qui peuvent se situer dans la partie transmembranaire du récepteur. Ces 

ligands sont nommés modulateurs allostériques. Ils peuvent être de trois types (Bertrand et Gopalakrishnan, 

2007; Chatzidaki et Millar, 2015) :  

- les modulateurs allostériques positifs (PAM) qui potentialisent l’effet d’un agoniste en augmentant 

l’amplitude du courant sans modifier la désensibilisation du récepteur (type I) ou en modulant ces deux 

paramètres (type II) ; 

- les modulateurs allostériques négatifs (NAM) ou antagonistes non-compétitifs qui inhibent l’effet d’un 

agoniste ; 

- les modulateurs allostériques silencieux (SAM) qui n’influencent pas l’effet d’un agoniste mais qui 

bloquent la fixation des PAM ou des NAM sur les sites allostériques. 

 

Chez les insectes, des PAMs et des NAMs ont pu être caractérisés. Parmi les PAMs, on peut citer le 

spinosad, un insecticide de la famille des spinosynes. Il a pu être démontré chez la blatte Periplaneta americana 

que la spinosyne A, qui compose le spinosad avec la spinosyne D, potentialise l’effet de l’ACh sur les nAChRN 

décrits précédemment (figure 8 ; Salgado et Saar, 2004). Sur ce sous-type de récepteurs, la spinosyne A 

agirait comme un PAM de type I. Un effet similaire du spinetoram, le second insecticide membre de la famille 

des spinosynes, a également pu être rapporté sur ces sous-types de récepteurs (Salgado, 2021). De plus, des 

tests d’affinité de liaison avec des agonistes cholinergiques radiomarqués réalisés à partir de préparations 

neuronales issues de la chaine nerveuse de la blatte Periplaneta americana ou de la tête de la mouche Musca 

domestica ont démontré que la spinosyne A se fixait sur un site distinct du site orthostérique (Orr et al., 2009). 

Puis, l’étude de différentes toxines d’araignées a révélé qu’elles pouvaient également agir comme des PAMs 

(Windley et al., 2017; Chambers et al., 2019; Salgado, 2021). Par exemple, la ω-hexatoxin-Hv1a peut se fixer 
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sur un site allostérique et potentialiser la réponse à l’IMI, la CLO et le sulfoxaflor (Chambers et al., 2019). De 

plus, la GS-ω/κ-hexatoxin-Hv1a, une toxine commercialisée pour son effet insecticide, se fixe sur le même site 

allostérique que la ω-hexatoxin-Hv1a et augmente l’effet de l’IMI (Chambers et al., 2019). Il a également été 

démontré qu’elle agissait sélectivement sur les nAChRD de la blatte Periplaneta americana (Salgado, 2021). 

Enfin, quelques études ont présenté des NAMs agissant sur les nAChRs d’insectes. Par exemple, chez la mouche 

Musca domestica, le carvacrol, une molécule retrouvée dans certaines huiles essentielles et qui présente un 

effet insecticide, se fixe sur un site distinct du site orthostérique et inhibe la réponse à la NIC de manière non-

compétitive (Tong et al., 2013). 

 

 

 

Figure 8 : Effet potentialisateur de la réponse à l’ACh de la spinosyne A sur les nAChRN de la blatte Periplaneta americana. 
(A) Représentation d’un courant ionique induit par l’application d’ACh mesuré sur un neurone issu des ganglions thoraciques 
de la blatte Periplaneta americana adulte. Les composantes qui correspondent préférentiellement aux nAChRD ou nAChRN 
ont pu être isolées par l’application d’IMI qui désensibilise les nAChRD à faible concentration ou de la MLA qui, appliquée à 
faible concentration, est supposée bloquer uniquement les nAChRN. (B) Représentation des courants ioniques induits par 
l’application d’ACh mesurés sur des neurones issus des ganglions thoraciques de la blatte et traités avec de la spinosyne A à 
différentes concentrations. L’application de spinosyne A augmente l’amplitude des courants ioniques correspondants 
préférentiellement aux nAChRN. Modifiée d’après Salgado et Saar, 2004. 

 

2.5.2. Régulation par des protéines auxiliaires  

La complexité de la fonction et des mécanismes de régulation des nAChRs ne peut être réellement 

appréhendée que par l’élucidation de son interactome. Chez les vertébrés, des protéines auxiliaires qui 

interagissent avec les nAChRs et qui sont impliquées dans la maturation, l’adressage ou encore dans la 

modulation de la fonction du récepteur ont pu être décrites (tableau 9 ; Jones et al., 2010). Chez les insectes, 

les protéines chaperonnes RIC-3 (Lansdell et al., 2012; Takayama et al., 2022), NACHO (Hawkins et al., 2022), 

UNC-50 (Takayama et al., 2022) et TMX3 (Ihara et al., 2020; Takayama et al., 2022; Komori et al., 2023) ont 

pu être identifiées et sont utilisées pour l’expression en système hétérologue de nAChRs fonctionnels. La 

combinaison de protéines chaperonnes co-transfectées peut impacter le fonctionnement du récepteur. Par 

exemple, la co-expression de RIC-3, UNC-50 et TMX3 avec le nAChR Dα1/Dβ1 de la mouche Drosophila 
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melanogaster induit une amplitude de courant plus importante lors de l’application d’ACh comparée à celle du 

récepteur co-exprimé uniquement avec TMX3 (Takayama et al., 2022). Enfin, les protéines auxiliaires Lynx1 et 

Lynx2 agissent comme des modulateurs des nAChRs. Les gènes qui codent pour ces protéines ont notamment 

pu être identifiés chez la cicadelle brune Nilaparvata lugens (Liu et al., 2009). La co-expression de Nl-Lynx1 

avec les nAChRs hybrides Nlα1/β2 de rat, Nlα1/Nlα2/β2, Nlα3/Nlα8/β2 et de Nl-lynx2 avec Nlα1/β2, 

Nlα1/Nlα2/β2 augmente l’amplitude de la réponse des récepteurs à l’IMI sans modifier leur sensibilité à cet 

insecticide (Liu et al., 2009; Yang et al., 2010). Il est intéressant de noter que des résultats similaires ont été 

rapportés pour les récepteurs mutés Nlα1Y151S/β2, Nlα1Y151S/Nlα2/β2 et Nlα3Y151S/Nlα8/β2 (Liu et al., 2009; Yang 

et al., 2010). Sachant que la mutation Y151S (Tyr151Ser) identifiée pour les sous-unités Nlα1 et Nlα3 d’une 

souche de cicadelle résistante à l’IMI est associée à la diminution de la réponse des nAChRs à cet insecticide et 

de la sensibilité du récepteur pour les néonicotinoïdes (Liu et al., 2005; Liu et al., 2006), les auteurs ont 

suggéré que Nl-Lynx1 et Nl-Lynx2 pourraient compenser, en partie, la diminution de la réponse à l’IMI observée 

chez cet insecte résistant.  

 

 

Protéine auxiliaire Localisation Fonction Réf 

RIC-3 
(Resistant to inhibitors 

of cholinesterase-3) 

Réticulum endoplasmique 
(transmembranaire) 

- Repliement du nAChR 
- Assemblage du nAChR 
- Adressage à la membrane 

Halevi et al., 2002 
Millar, 2008 

Dau et al., 2013 
Bao et al., 2018 

NACHO Réticulum endoplasmique 
(transmembranaire) 

- Repliement du nAChR 
- Assemblage du nAChR 
- Adressage à la membrane 

Gu et al., 2016 
Matta et al., 2017 
Kweon et al., 2020 

UNC-50 
(uncoordinated) 

Appareil de Golgi 
(transmembranaire) 

- Régulation de la biosynthèse 
des nAChRs 

- Adressage à la membrane 
Eimer et al., 2007 

Lynx 
(Ly-6/neurotoxin) 

Extracellulaire 
(Attaché à la membrane plasmique 

par une ancre GPI) 

- Modulation de la réponse aux 
agonistes 

Miwa et al., 2006 
Liu et al., 2009 

Yang et al., 2010 

TMX3 
(transmembrane thiore-
doxin-related protein) 

Réticulum endoplasmique 
(transmembranaire) 

- Repliement du nAChR 
Haugstetter et al., 2005 

Ihara et al., 2020 
Matsuda, 2021 

 

Tableau 9 : Tableau non-exhaustif des protéines auxiliaires qui interagissent avec les nAChRs. Leur localisation ainsi que 
leurs fonctions sont également présentées. GPI = glycosylphosphatidylinositol. 
 

2.5.3. Régulation des récepteurs nicotiniques par les voies de signalisation intracellulaire : 
exemple des nAChR1 et nAChR2 de la blatte Periplaneta americana 

L’analyse des séquences protéiques de diverses sous-unités nicotiniques d’insecte a permis de décrire 

des sites de phosphorylation où des phénomènes de phosphorylation/déphosphorylation peuvent intervenir par 

l’intermédiaire de kinases et de phosphatases (Thany et al., 2007; Raymond et al., 2017). En effet, des acides 

aminés conservés associés à des sites de phosphorylation au sein de la boucle intracellulaire reliant le TM3 et le 

TM4 ont notamment pu être identifiés chez les moustiques Aedes aegypti (Lan et al., 2021) et Anopheles 

gambiae (Jones et al., 2005), l’abeille Apis mellifera (Jones et al., 2006), le papillon Bombyx mori (Shao et al., 

2007), la mouche Drosophila melanogaster (Thany et al., 2007), la blatte Periplaneta americana (Jones et al., 

2021) et le scarabée Tribolium castaneum (Jones et Sattelle, 2007). La phosphorylation de ces sites fait 
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intervenir des voies de signalisation intracellulaire impliquant notamment la protéine kinase dépendante de 

l’adénosine-monophosphate cyclique ou AMPc (PKA), les protéines kinases C de type 1 et 2 (PKC1 et PKC2), la 

protéine kinase dépendante du complexe Ca2+-calmoduline (CaMK) et la protéine kinase dépendante du 

guanosine-monophosphate ou GMPc (PKG ; figure 9). Dans cette partie, la régulation des nAChRs par les voies 

de signalisation intracellulaire est présentée en prenant pour exemple les nAChR1 et nAChR2 décrits chez la 

blatte Periplaneta americana.  

 

 

 

 

Figure 9 : Représentation des voies de signalisation intracellulaire impliquées dans la régulation des nAChRs d’insecte. Les 
flèches vertes et rouges représentent l’activation et l’inhibition du nAChR respectivement. AC = adénylate cyclase ; AMPc = 
adénosine-monophosphate cyclique ; CaM = calmoduline ; CaMK = protéine kinase dépendante du complexe Ca2+-
calmoduline ; DAG = diacylglycérol ; EC = extracellulaire ; GC = guanylate cyclase ; GMPc = guanosine-monophosphate 
cyclique ; IC = intracellulaire ; nAChR = récepteur nicotinique ; PKA = protéine kinase dépendante de l’AMPc ; PKC1 = 
protéine kinase C 1 ; PKC2 = protéine kinase C 2 ; PKG = protéine kinase dépendante du GMPc ; PLC = phospholipase C. 
Basée sur Thany et al., 2007. 

 

a) Voie de signalisation intracellulaire impliquant les PKC1 et PKC2 

Les PKCs sont principalement activées par le diacylglycérol (DAG) produit lors de l'hydrolyse du 

phosphatidylinositol biphosphate (PIP2) par la phospholipase C (PLC). Les PKCs sont regroupées en 3 sous-

familles : classique, nouvelle et atypique. Les PKCs classiques sont sensibles aux DAG et Ca2+, les nouvelles 

PKCs sont uniquement sensibles au DAG et les PKCs atypiques ne sont sensibles à aucun de ces composés 

(Gada et Logothetis, 2022). Il a été démontré que deux PKCs sont impliquées dans la régulation du nAChR1 des 

neurones DUM de la blatte Periplaneta americana (Courjaret et al., 2003). La PKC1, une PKC classique, régule 

positivement le nAChR1 alors que la PKC2, une nouvelle PKC, régule négativement ce sous-type de récepteur. 

Ces deux PKCs ainsi que leurs effets distincts ont pu être identifiés par la mesure des courants ioniques induits 
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par l’application de NIC associée à l’ester de phorbol phorbol-myristate acetate (PMA) ou au 1,2-dioctanoyl-sn-

glycerol (DiC8) qui activent préférentiellement la PKC1 et la PKC2 respectivement. De plus, l’activation de la 

PKC1 par le PMA est sensible aux variations de la concentration calcique intracellulaire [Ca2+]i. En effet, 

l’augmentation modérée de la [Ca2+]i est indispensable pour l’activation de la PKC1 par le PMA, alors que, à très 

forte concentration calcique, la PKC1 serait inhibée par la PP2B, une phosphatase dépendante du complexe 

calcium-calmoduline. Enfin, les auteurs ont également déterminé dans ces voies de signalisation une implication 

du récepteur à l’ACh de type muscarinique (mAChR) de type M1. Lorsqu’il est activé par des faibles 

concentrations de muscarine, il permet de moduler positivement les PKC1 et PKC2. En revanche, à forte 

concentration de muscarine, il va diminuer l’activité de la PKC1 et activer la PKC2 ce qui entraîne la régulation 

négative du nAChR1. Ainsi, les auteurs ont pu proposer, à partir de ces données, un schéma de régulation du 

nAChR1 par une voie de signalisation intracellulaire impliquant les PKC1 et PKC2 (figure 10). 

 

 

 

 

Figure 10 : Représentation schématique de la régulation du nAChR1 des neurones DUM de la blatte Periplaneta americana 
par la voie de signalisation intracellulaire impliquant les PKC1 et PKC2 proposée par Courjaret et al., 2003. Les flèches 
pleines et en pointillés représentent la signalisation intracellulaire induite par l’activation du mAChR de type M1 par une 
faible et une forte concentration de muscarine respectivement. Les flèches vertes représentent l’activation des différents 
éléments cellulaires et les flèches rouges, leur inhibition. [Ca2+]i = concentration calcique intracellulaire ; CaM = 
calmoduline ; DAG = diacylglycérol ; EC = extracellulaire ; IC = intracellulaire ; IP3 = inositol-triphosphate ; IP3R = 
récepteur à l'inositol-triphosphate ; MUS = muscarine ; PIP2 = phosphatidylinositol-biphosphate ; PKC1 = protéine kinase C 
1 ; PKC2 = protéine kinase C 2 ; PLC = phospholipase C ; PP2B = protéine phosphatase dépendante du complexe calcium-
calmoduline de type 2B ; RE = réticulum endoplasmique. 
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b) Voies de signalisation intracellulaire impliquant la CaMK, la PKA et la PKG 

Cinq isoformes de la protéine kinase dépendante du complexe Ca2+-calmoduline de type II (CaMKII) 

ont pu être identifiées et clonées chez la blatte Periplaneta americana (Taillebois et al., 2013). Des expériences 

de RT-PCR sur cellule unique ont démontré que seule l’isoforme CaMKII-E est exprimée au niveau des neurones 

DUM au sein desquels sont retrouvés les nAChR1 et nAChR2 (Taillebois et al., 2013; List et al., 2014). 

L'inhibition de l'expression de la CaMKII-E par des oligonucléotides antisens réduit les courants induits par 

l’application de NIC en présence ou non d’α-bgt suggérant l’implication de la CaMKII-E dans la régulation des 

nAChRs sensibles et insensibles à l’α-bgt des neurones DUM. De plus, cette inhibition de la CaMKII-E impacte 

l’augmentation de la concentration calcique intracellulaire provoquée par l’activation des nAChRs par la NIC 

(List et al., 2014). A partir de ces données et de la littérature, les auteurs ont suggéré un schéma de régulation 

des nAChRs sensibles et insensibles à l’α-bgt, qui regroupent les nAChR1 et nAChR2, impliquant la CaMKII-E et 

le Ca2+ (figure 11). Ces résultats et hypothèses peuvent être comparés aux travaux de Raphaël Courjaret et 

Bruno Lapied qui se sont intéressés à la régulation du nAChR1 par une voie de signalisation intracellulaire 

impliquant l’AMPc/PKA et la CaMKII (Courjaret et Lapied, 2001). En effet, la mesure des courants induits par 

l’application de NIC en présence de forskoline, un activateur de l’adénylate cyclase (AC), à diverses 

concentrations a démontré que le nAChR1 est régulé par la voie de l’AMPc/PKA et que cette régulation est 

dépendante de la concentration en AMPc. En effet, à forte concentration, l’AMPc diminue l’amplitude du courant 

nicotinique. De plus, l’utilisation d’un inhibiteur de la calmoduline (CaM), le W7, bloque l’augmentation de 

l’amplitude de courant nicotinique observée en présence de forskoline démontrant l’implication de la CaM dans 

la régulation de la production d’AMPc par l’AC. Puis, la mesure des courants induits par l’application de NIC en 

présence de KN-62, un bloqueur de l’activation de la CaMKII par la CaM, et/ou d’acide okadaïque, un inhibiteur 

de phosphatase telle que la PP1/2A, a permis aux auteurs de suggérer que la CaMKII régule les nAChR1 de 

manière directe et indirecte via l’inhibition de phosphatases. Enfin, l’application de calmidazolium, un inhibiteur 

de CaM qui pourrait également inhiber une phosphodiestérase CaM-dépendante qui est impliquée dans le 

contrôle du niveau d’AMPc, réduit les courants observés par l’application de NIC sur les neurones DUM (Houchat 

et al., 2022). Cette réduction n’est pas impactée par l’application d’α-bgt mais elle est plus importante en 

présence de d-tubocurarine et de mécamylamine qui sont des antagonistes des nAChR1 et nAChR2 

respectivement. Ainsi, les auteurs ont suggéré que l’effet de la calmidazolium implique de manière indirecte des 

nAChRs insensibles à l’α-bgt, comme les nAChR1 et nAChR2, et que ce composé pourrait bloquer des 

phosphodiestérases conduisant à une augmentation du niveau d’AMPc qui activerait la PKA et régulerait 

négativement les nAChRs (Houchat et al., 2022).  
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Figure 11 : Représentation schématique de la régulation des nAChRs sensibles et insensibles à l’α-bgt des neurones DUM 
de la blatte Periplaneta americana impliquant le Ca2+ et la CaMKII-E ainsi que la voie AMPc/PKA proposée par List et al., 
2014. Les flèches vertes représentent l’activation des différents éléments cellulaires liée à une faible augmentation de 
l’AMPc. [Ca2+]i = concentration calcique intracellulaire ; AC = adénylate cyclase ; AMPc = adénosine-monophosphate 
cyclique ; ATP = adénosine-triphosphate ; CaM = calmoduline ; Ca2+-CaM = complexe Ca2+-calmoduline ; CaMKII-E = 
isoforme E de la protéine kinase dépendante du complexe Ca2+-calmoduline de type II ; EC = extracellulaire ; IC = 
intracellulaire ; IP3R = récepteur à l'inositol-triphosphate ; PKA = protéine kinase dépendante de l’AMPc ; RE = réticulum 
endoplasmique ; RyR = récepteur à la ryanodine. 

 

 

Contrairement aux nAChR1, peu d’études se sont intéressées à la régulation des nAChR2 par des voies 

de signalisation intracellulaire. Par exemple, Safa Mannai et ses collaborateurs ont étudié l’implication de la voie 

GMPc/PKG dans la régulation de ce sous-type de récepteur (Mannai et al., 2016). En effet, dans une gamme de 

potentiel correspondant préférentiellement aux nAChR2, l’amplitude des courants ioniques induits par 

l’application de NIC est augmentée par un traitement avec du GMPc. En revanche, ces courants sont bloqués en 

présence d’un inhibiteur de la PKG, le KT5823, ou d’un inhibiteur de la guanylate cyclase (GC), l’ODQ. De plus, 

ce dernier diminue également l’amplitude des courants liés à l’activation des nAChR1. Ainsi, les auteurs 

suggèrent que la voie de signalisation de la GMPc/PKG participe principalement à la régulation des nAChR2 mais 

également des nAChR1 dans une moindre mesure. Enfin, la régulation des nAChRs par la PKG semble être 

dépendante du calcium. En prenant en compte leurs données et celles de la littérature, les auteurs ont proposé 

un schéma de régulation des nAChRs des neurones DUM de la blatte par la voie de la GMPc/PKG (figure 12).  
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Figure 12 : Représentation schématique de la régulation des nAChRs des neurones DUM de la blatte Periplaneta americana 
impliquant la voie GMPc/PKG proposée par Mannai et al., 2016. Les flèches vertes représentent l’activation des différents 
éléments cellulaires. [Ca2+]i = concentration calcique intracellulaire ; CaM = calmoduline ; Ca2+-CaM = complexe Ca2+-
calmoduline ; CaMKII = protéine kinase dépendante du complexe Ca2+-calmoduline de type II ; EC = extracellulaire ; GC = 
guanylate cyclase ; GMPc = guanosine-monophosphate cyclique ; GTP = guanosine-triphosphate ; IC = intracellulaire ; PKG 
= protéine kinase dépendante du GMPc. 

 

 

Ainsi, de nombreuses voies de signalisation intracellulaire sont impliquées dans la régulation des 

nAChRs. Parmi ces voies, celles impliquant des variations de calcium intracellulaire présentent un intérêt 

particulier dans les stratégies de lutte contre les insectes nuisibles. En effet, il a été montré que l’augmentation 

de la [Ca2+]i pouvait modifier la pharmacologie des nAChRs et notamment leur sensibilité aux insecticides 

(Apaire-Marchais et al., 2016; Deshayes et al., 2018). 

  

2.6. Rôles physiologiques associés aux récepteurs nicotiniques d’insecte 

2.6.1. Implication des récepteurs nicotiniques dans le comportement de la mouche Drosophila 

melanogaster 

Comme décrit précédemment, l’ACh est le neurotransmetteur principal chez l’insecte. L’importance du 

système cholinergique chez ces invertébrés suggère son implication dans diverses fonctions biologiques et 

physiologiques. Des études réalisées chez la mouche Drosophila melanogaster se sont attardées sur le rôle des 

nAChRs, et plus particulièrement des sous-unités nicotiniques, dans les divers comportements. Par exemple, 

l’étude du transcriptome par puce à ADN et l’analyse des profils d’expression de Dα1 par RT-PCR ont révélés 

que la sous-unité Dα1 est à la fois exprimée dans les tissus nerveux et reproducteurs de la drosophile 
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(Chintapalli et al., 2007; Somers et al., 2017). De plus, lorsque les drosophiles sont traitées avec des ARN 

interférents qui ciblent cette sous-unité, elles arborent des comportements de séduction et de copulation 

défaillants (Somers et al., 2017). En plus de l’implication de cette sous-unité dans le comportement de 

reproduction, les auteurs suggèrent qu’elle pourrait également participer au comportement de sommeil. En 

effet, les drosophiles mutantes Dα1KO ont un rythme de sommeil différent des drosophiles contrôles (Somers et 

al., 2017). Les sous-unités Dα3, Dα4, et Dβ3 sont également impliquées dans ce comportement (Shi et al., 

2014; Wu et al., 2014). Kiah Tasman et ses collaborateurs se sont intéressés à l’impact d’une exposition à des 

doses sublétales de néonicotinoïdes (IMI, CLO et THI) sur le rythme circadien qui est un rythme biologique 

modulant le sommeil. Les drosophiles exposées à de telles doses d’insecticides présentent une rythmicité 

circadienne et un sommeil altérés. De plus, l’utilisation d’ARN interférents dirigés contre les sous-unités Dα1 et 

Dβ2 ont permis de mimer ces effets (Tasman et al., 2021). Le système cholinergique est également impliqué 

dans le comportement de fuite. En effet, les drosophiles qui expriment une sous-unité Dα7 mutée présentent un 

comportement de fuite défaillant en réponse à un stimulus visuel (Fayyazuddin et al., 2006). De manière plus 

générale, l’implication du système cholinergique dans la locomotion a notamment pu être attestée chez la larve 

de drosophile par l’identification de gènes orthologues à ceux impliqués dans la locomotion chez le nématode 

Caenorhabditis elegans. Afin d’étudier l’implication de ces gènes dans la locomotion des larves, les auteurs ont 

utilisés des ARN interférents. Les larves traitées avec des ARN interférents dirigés contre les sous-unités Dα3 et 

Dα4 présentent une défaillance locomotrice sévère (Aleman-Meza et al., 2017). 

 

2.6.2. Implication des récepteurs nicotiniques dans l’apprentissage et la mémoire de l’abeille Apis 

mellifera 

Le système cholinergique présente un rôle majeur dans les fonctions cognitives. La majorité des études 

s’intéressant à l’implication des nAChRs dans la mémoire et l’apprentissage ont utilisé l’abeille Apis mellifera 

comme modèle d’étude (Gauthier, 2010). Des études en neuropharmacologie comportementale ont montré que 

l’injection de différents antagonistes nicotiniques dans le cerveau de l’abeille n’a pas le même effet sur les 

différentes phases de la mémoire. En effet, alors que l’injection d’α-bgt n’a pas d’effet sur l’apprentissage et le 

rappel, l’injection de mécamylamine entraîne des perturbations dans le rappel des informations (Lozano et al., 

2001). Cependant, il a été montré dans des expériences de conditionnement en plusieurs essais que les 

injections de MLA et d’α-bgt bloquent uniquement la mémoire à long-terme sans affecter la mémoire à court-

terme (Dacher et al., 2005; Gauthier et al., 2006). L’identification dans le génome de l’abeille des différentes 

sous-unités nicotiniques (Jones et al., 2006) a ensuite permis d’utiliser l’ARNi pour étudier le rôle de ces sous-

unités dans ces phénomènes d’apprentissage et de mémoire. Par exemple, l’utilisation d’ARN interférents qui 

ciblent la sous-unité nicotinique Amelα8 a permis de déterminer son implication dans la mémoire olfactive et 

plus précisément dans le rappel de la mémoire (Louis et al., 2012). L’étude de l’impact d’insecticides, 

notamment des néonicotinoïdes qui ciblent principalement les nAChRs, a également permis d’établir le rôle des 

nAChRs dans ces fonctions cognitives chez l’abeille. En effet, une étude a démontré que des abeilles ayant 

consommé du THI présentent un apprentissage altéré et sont incapables de discriminer des odeurs durant des 

tests de mémoires à court-terme et à long-terme. En revanche, les abeilles qui ont ingéré de l’IMI ou de la CLO 

peuvent réussir ces tâches mais plus lentement (Mustard et al., 2020). Enfin, une exposition à une dose 
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sublétale de sulfoxaflor altère l’apprentissage et la mémoire des abeilles. Les auteurs ont pu associer à ces 

abeilles exposées à cet insecticide des profils d’expression des sous-unités nicotiniques qui diffèrent des abeilles 

contrôles. Les niveaux d’expression des sous-unités Amelα1, Amelα3, Amelα6, Amelα7, Amelα9, Amelβ1 et 

Amelβ2 étaient significativement différents (Cartereau et al., 2022) suggérant que ces sous-unités pourraient 

être impliquées dans l’apprentissage et la mémoire olfactive chez l’abeille. 

 

3. L’acétylcholinestérase 

3.1. Découverte et généralités sur l’acétylcholinestérase 

La découverte du premier neurotransmetteur, l’acétylcholine (ACh), a rapidement été suivie par la 

découverte d’une enzyme capable de l’hydrolyser, l’acétylcholinestérase (AChE). Son existence avait déjà été 

postulée par Henry Dale en 1914 (Dale, 1914) mais ce n’est que dans les années 1920 que Otto Loewi va 

démontrer son existence par ses travaux sur l’innervation du cœur de grenouille par le nerf vague 

parasympathique. Il avait observé que la « substance vague », qui résulte de la stimulation du nerf vague, 

perdait son effet lorsqu’elle était en contact avec un « extrait aqueux » du cœur (Loewi et Navratil, 1926). 

Quelques années plus tard, Marnay et Nachmansohn ont démontré que l’AChE est très concentrée à la jonction 

neuromusculaire du vertébré ainsi que dans l’organe électrique de la torpille Torpedo californica et de l’anguille 

Electrophorus electricus (pour revue voir Massoulié et al., 1993). Par la suite, l’AChE a pu être identifiée, 

séquencée et clonée pour d’autres espèces de vertébrés et invertébrés comme les insectes. Depuis, un nombre 

conséquent de travaux se sont attardés sur l’étude de cette enzyme comme cible de molécules inhibitrices dans 

le traitement de diverses pathologies humaines comme la maladie d’Alzheimer (Talesa, 2001; Srivastava et al., 

2021) mais également dans la lutte contre les insectes ravageurs de culture et/ou vecteurs de maladie 

(Fournier et al., 1993; Casida et Durkin, 2013a; Casida et Durkin, 2013b; Mou et al., 2017; Thapa et al., 

2017). Aujourd’hui, on peut définir l’AChE comme la cholinestérase principalement responsable de l’hydrolyse 

de l’ACh dans la synapse cholinergique. La dégradation de ce neurotransmetteur permet de restaurer 

l’excitabilité neuronale pour permettre la transmission de l’influx nerveux suivant. Cette enzyme peut 

également être définie mécaniquement comme une sérine hydrolase (Soreq et Seidman, 2001). Dans la 

synapse, l’hydrolyse de l’ACh par l’AChE va engendrer la libération d’acétate mais également de choline qui sera 

recyclée par le neurone présynaptique pour la synthèse de ce neurotransmetteur (Soreq et Seidman, 2001). La 

dégradation de l’ACh par l’AChE est réalisée en quelques millisecondes. De ce fait, elle est considérée comme 

l’une des enzymes les plus rapides dans la nature. Selon l’espèce considérée, l’AChE peut hydrolyser en 

moyenne environ 10 000 molécules de substrat par seconde (kcat = 1,4x104 s-1 ; Rosenberry, 1975). De plus, 

son efficacité catalytique (kcat/Km) est d’environ 108 M-1.s-1 (Bar-Even et al., 2011). Sachant que la limite 

théorique pour l’efficacité catalytique d’une enzyme est estimée entre 108 et 109 M-1.s-1, l’AChE est considérée 

comme une enzyme catalytiquement parfaite (Quinn, 1987). De ce fait, il a été suggéré que la diffusion de 

substrats et de produits, vers et à partir du site actif, constitue l’étape limitante de la réaction d’hydrolyse 

médiée par cette enzyme (Quinn, 1987). Enfin, une autre cholinestérase, la butyrylcholinestérase, est 

largement représentée chez les vertébrés et est capable d’hydrolyser l’ACh dans une moindre mesure (Darvesh 

et al., 2003; Ha et al., 2020). Cette enzyme a notamment été bien caractérisée structurellement et 
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fonctionnellement mais son rôle biologique n’est pas encore entièrement élucidé (Masson et al., 2009). De plus, 

l’apparition de la butyrylcholinestérase résulte de la duplication des gènes de l’AChE (Chatonnet et Lockridge, 

1989). Pour ces raisons, l’AChE a pu être caractérisée de cholinestérase « véritable » ou « spécifique » et la 

butyrylcholinestérase de cholinestérase « non-spécifique » ou de « pseudo-cholinestérase » (Ha et al., 2020).  

 

3.2. Structure de l’acétylcholinestérase 

3.2.1. Structure générale de l’acétylcholinestérase 

Les premières AChE cristallisées ont été obtenues à partir de la torpille Torpedo californica (TcAChE) à 

la fin des années 1980 (Sussman et al., 1988) et leur structure tridimensionnelle a été élucidée quelques 

années plus tard (Sussman et al., 1991). Par la suite, la structure des AChEs murine (Bourne et al., 1995; 

Bourne et al., 2006) et humaine (Kryger et al., 2000) a pu être déterminée. Dans le cas des invertébrés, la 

structure tridimensionnelle de l’AChE de la mouche Drosophila melanogaster (DmAChE) a été la première à être 

résolue (Harel et al., 2000; Nachon et al., 2020). Les différentes AChEs issues de ces espèces présentent des 

structures similaires (figure 13A). L’AChE est majoritairement retrouvée sous la forme d’un homodimère 

amphiphile attaché à la membrane plasmique par une ancre glycosylphosphatidylinositol (GPI). Elle peut 

également exister sous une forme soluble hydrophile qui est générée à partir de la forme amphiphile sous 

l’action d’une phospholipase C spécifique du phosphatidylinositol (PI-PLC ; Taguchi et al., 1984; Badiou et al., 

2007; Paulick et Bertozzi, 2008). Chaque monomère qui compose la DmAChE est constitué d’un cœur composé 

de 8 feuillets β reliés par des hélices α (Harel et al., 2000) et le repliement global de cette enzyme est typique 

des α/β hydrolases (Ollis et al., 1992; Harel et al., 2000). De plus, il a été rapporté que pour les AChEs 

dimériques de la torpille (Sussman et al., 1991), de la souris (Bourne et al., 1995), de l’Homme (Kryger et al., 

2000), de la drosophile (Harel et al., 2000) mais également du moustique Anopheles gambiae (Han et al., 

2018), l’existence d’un regroupement de quatre hélices α (ou « 4-helix bundle ») qui permet l’interaction entre 

les monomères de l’enzyme en plus d’un pont disulfure. L’ACh peut se fixer sur deux sites distincts de 

l’enzyme : le site actif (ou catalytique) et le site périphérique (ou périphérique anionique). Ce dernier site, qui 

est composé des acides aminés Glu69, Tyr71, Met153, Trp321 qui est très conservé et Tyr374 (numérotation 

de la DmAChE ; Harel et al., 2000; Nachon et al., 2020), se situe à l’entrée d’une gorge profonde et étroite. Ce 

site aurait pour rôle de capturer les substrats et de les orienter de telle sorte à ce qu’ils puissent être transférés 

au fond de la gorge de l’enzyme où se situe le site actif permettant leur hydrolyse (Bourne et al., 2006; 

Colletier et al., 2006). L’étude structurelle comparative entre la DmAChE et la TcAChE a révélé que le volume 

de la gorge active de DmAChE équivaut à environ 50% de celle de TcAChE (Harel et al., 2000). Dans ce cas, 

cette gorge mesure environ 20Å et le diamètre de la partie la plus étroite est de 4,5Å (figure 13B ; Harel et al., 

2000). De plus, la gorge est tapissée par les chaînes latérales de résidus aromatiques. Ces résidus au nombre 

de 13 chez la drosophile permettent le mouvement des substrats chargés positivement, comme l’ACh, jusqu’au 

site actif, qui contient notamment la triade catalytique de l’enzyme, où l’hydrolyse de l’ACh aura lieu.  
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Figure 13 : Structure générale de l’AChE. (A) Représentation schématique des AChEs de la torpille Torpedo californica 
(TcAChE) et de la mouche Drosophila melanogaster (DmAChE) superposées illustrant la similarité structurelle et 
conformationnelle de ces enzymes. Modifiée d’après Harel et al., 2000. (B) Représentation schématique de la DmAChE et 
localisation des sites actif et périphérique où peut se fixer l’ACh. Modifiée d’après Soreq et Seidman, 2001. Glu = 
glutamate ; His = histidine ; Ser = sérine. 

 

3.2.2. Structure du site actif de l’acétylcholinestérase et hydrolyse de l’acétylcholine 

Comme décrit précédemment, le site actif est la partie de l’AChE responsable de la réaction d’hydrolyse 

de l’ACh. L’étude structurelle de l’AChE cristallisée et complexée à des analogues structuraux de l’ACh (Bourne 

et al., 2006; Colletier et al., 2006) ou des inhibiteurs de cette enzyme (Bourne et al., 1995; Harel et al., 2000; 

Kryger et al., 2000; Cheung et al., 2018; Nachon et al., 2020) a permis d’identifier les composants structuraux 

clés et les acides aminés conservés du site actif impliqués dans l’interaction ACh-AChE. Au sein de ce site actif, 

on retrouve la machinerie catalytique de l’enzyme. Cette dernière regroupe notamment (d’après la 

numérotation des acides aminés de DmAChE ; Harel et al., 2000; Nachon et al., 2020): 

- le site estérasique qui contient la triade catalytique (Ser238, Glu367 et His480) et qui est responsable 

de l’hydrolyse de l’ACh ; 

- le sous-site anionique (Trp83, Glu237 et Tyr370) qui permet de stabiliser la portion choline de l’ACh ; 

- le trou oxyanion (Gly150, Gly151, Ala239) qui favorise la formation de l’intermédiaire tétraédrique lors 

de l’hydrolyse de l’ACh ; 

- la poche acyle (Trp271, Leu328, Phe330, Phe371 et Phe440) qui permet de stabiliser le groupement 

méthyle de la portion acétate de l’ACh et qui est impliquée dans la sélectivité du substrat (Harel et al., 

1992). 
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A partir des travaux décrits précédemment, la réaction d’hydrolyse de l’ACh au niveau du site 

estérasique de l’AChE peut être décrit de façon générale (figure 14) comme suit : 

 

 

1) Fixation de l’ACh sur l’AChE 

Une fois que l’ACh se situe dans la gorge active de l’AChE, celle-ci va interagir au niveau de sa portion acétyle 

avec le résidu Ser, dit actif, de la triade catalytique de l’enzyme pour former un intermédiaire tétraédrique. Pour 

ce faire, l’His se comporte comme un catalyseur acido-basique. De par son noyau imidazole, deux liaisons 

hydrogènes sont formées avec la Ser et le Glu qui jouent, dans cette triade catalytique, le rôle de donneur et 

d’accepteur final de proton, respectivement. Dans ce cas, l’interaction entre l’atome d’oxygène du groupement 

hydroxyle de la Ser active qui est plus nucléophile et l’atome de carbone de la portion acétyle de l’ACh est 

favorisée. 

 

 

2) Hydrolyse de l’ACh et libération de la choline 

L’His active ainsi protonée va faire don de son proton à la portion choline de l’ACh et va entraîner l’acétylation 

de la Ser active par estérification. Ainsi, un intermédiaire Acétyle-AChE est formé. Dans ce cas, l’intermédiaire 

tétraédrique se décompose et la choline est libérée et va ainsi s’échapper du site actif par la gorge. On peut 

également noter l’existence d’un canal (ou « back-door ») au niveau de la gorge active (Cheung et al., 2018; 

Nachon et al., 2020). Des expériences de mutagénèse dirigée visant à élargir cette « sortie » ont démontré que 

lorsque l’ouverture principale de la gorge active est bloquée, les produits de dégradation de l’enzyme peuvent 

s’échapper de la gorge active par ce canal (Nachon et al., 2008). 

 

 

3) Régénération de l’AChE 

Par la suite, une molécule d’eau nucléophile va « attaquer » le site électrophile du carbonyle de la portion 

acétyle de l’intermédiaire Acétyle-AChE et libérer le groupement acétate. Ainsi, l’AChE est régénérée. 
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Figure 14 : Représentation schématique de la dégradation de l’ACh par l’AChE dans la synapse cholinergique. L’hydrolyse 
de l’ACh par l’AChE va induire la production d’un intermédiaire acétyle-AChE pour libérer la choline qui sera recyclée par le 
neurone présynaptique. L’acétyle-AChE est ensuite hydrolysée pour libérer son groupement acétate et ainsi régénérer 
l’enzyme libre. Acétyle-AChE = acétylcholinestérase complexée à un acétyle ; ACh = acétylcholine ; AChE = 
acétylcholinestérase ; Ser = sérine. 
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3.3. Les différentes acétylcholinestérases chez l’insecte 

Chez les invertébrés, des analyses phylogénétiques ont décrit la duplication du gène qui code pour 

l’AChE (ace) au cours de l’évolution (Weill et al., 2002; Kim et Lee, 2013; Cha et Lee, 2015). En effet, jusqu’à 

quatre gènes ace différents ont pu être décrits comme pour le nématode Caenorhabditis elegans (Combes et 

al., 2000; Combes et al., 2001). En revanche, selon les espèces d’insectes, jusqu’à deux gènes ace ont pu être 

identifiés. La majorité des insectes possède ces deux gènes (Li et Han, 2002; Weill et al., 2002; Nabeshima et 

al., 2003; Nabeshima et al., 2004; Chen et Han, 2006; Huchard et al., 2006; Kim et al., 2006; Mori et al., 

2007; Chen et al., 2009; Lu et al., 2012a) mais quelques exceptions n’en possèdent qu’un seul. C’est 

notamment le cas pour certains insectes de l’ordre des diptères comme les mouches Drosophila melanogaster 

et Musca domestica (Kim et Lee, 2013). Il a été suggéré que ces espèces, notamment la drosophile, ne 

possèdent qu’un seul gène ace car la duplication de ce dernier aurait eu lieu avant la différenciation des 

insectes au cours de l’évolution (Lu et al., 2012a; Cha et Lee, 2015) et qu’elles auraient perdu par la suite l’un 

des deux gènes ace (Weill et al., 2002). Au sein d’une même espèce, ces deux gènes sont considérés comme 

paralogues. Le premier gène ace, nommé ace1, code pour l’AChE1. Le second, appelé ace2, est quant à lui 

orthologue du gène ace2 de Drosophila melanogaster et code pour l’AChE2 (Kim et Lee, 2013). L’analyse de 

l’expression par PCR quantitative (qPCR) des transcrits qui codent pour ces deux AChEs chez des espèces 

d’insectes qui présentent les gènes ace1 et ace2 révèle que l’AChE1 est majoritairement exprimée (Baek et al., 

2005; Kim et al., 2006; Lee et al., 2006; Lee et al., 2007; Seong et al., 2012). De plus, des mutations de la 

séquence ace1 associées à des résistances aux composés organophosphorés et aux carbamates, des 

insecticides inhibiteurs de l’AChE, ont pu être rapportées (Nabeshima et al., 2004; Weill et al., 2004; Alon et 

al., 2008; Jiang et al., 2009; Shang et al., 2014; Elanga-Ndille et al., 2019; Rahayu et al., 2022). Pour ces 

raisons, il est couramment admis que, chez les insectes qui présentent les deux types d’AChE, AChE1 est 

principalement responsable de l’activité catalytique au niveau synaptique. Cependant, cette notion doit être 

nuancée. En effet, dans quelques rares cas, une mutation du gène ace2 a pu être associée à des phénomènes 

de résistance aux insecticides (Pan et al., 2010; Shang et al., 2014). De plus, une étude visant à déterminer 

l’AChE majoritairement responsable de l’activité catalytique chez 100 espèces d’insectes issues de 18 ordres 

différents révèlent que l’AChE1 est principalement responsable de l’activité enzymatique pour 67 d’entre-elles. 

Pour les 33 autres espèces, l’AChE2 est majoritairement exprimée et est supposée être principalement 

responsable de l’hydrolyse de l’ACh (figure 15). Parmi ces dernières, on retrouve notamment les insectes qui ne 

présentent que le gène ace2 mais également des insectes de l’ordre des Hyménoptères qui regroupe des 

insectes sociaux tels que l’abeille Apis mellifera (Kim et Lee, 2013).  
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Figure 15 : L’AChE principale chez les insectes. Arbre phylogénétique regroupant 18 ordres d’insectes avec le nombre 
d’espèces d’insectes exprimant AChE1 ou AChE2 comme enzyme catalytique principale indiqué à droite. Modifiée d’après 
Kim et Lee, 2013. 
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3.4. Rôles physiologiques associés à l’acétylcholinestérase d’insecte 

Comme décrit précédemment, la fonction principale ou « classique » de l’AChE est d’hydrolyser l’ACh 

au sein de la synapse. Cependant, d’autres fonctions, en plus de son rôle synaptique, ont pu être décrites chez 

les insectes. En ce sens, les gènes ace ont pu être qualifiés de gènes pléiotropiques (Ye et al., 2017). En effet, à 

l’instar des vertébrés (Jiang et Zhang, 2008), il a pu être démontré que l’AChE d’insecte est impliquée dans le 

phénomène d’apoptose neuronale (Knorr et al., 2020; Knorr et al., 2022). Une étude réalisée sur le criquet 

Locusta migratoria a permis de décrire le phénomène d’apoptose en condition hypoxique au sein de 

préparations neuronales (Knorr et al., 2020). Dans ce même travail, l’étude de l’expression relative de ace1 

(Lm-ace-1) par qPCR dans le système nerveux de criquets en condition hypoxique révèle une surexpression de 

ce dernier. De plus, en culture cellulaire, la survie cellulaire de ces neurones est favorisée par l’utilisation d’un 

inhibiteur de l’AChE en conditions normoxique et hypoxique. Ainsi, l’AChE d’insecte présenterait un fonction pro-

apoptotique.  

 

En plus de son implication dans la mort cellulaire, l’AChE semble également jouer un rôle dans le 

développement et la locomotion. En effet, chez la larve du papillon Bombyx mori, l’utilisation de la technique 

d’ARNi dirigée contre ace1 et ace2 impacte l’activité motrice de ces dernières (Ye et al., 2017). Les auteurs ont 

aussi conclu que le développement de ces mêmes larves était altéré, se traduisant par un poids diminué par 

rapport aux larves contrôles. Des résultats similaires ont également été rapportés pour des larves de la pyrale 

Chilo suppressalis (Csace1 ; Hui et al., 2011) et de la teigne Plutella xylostella (Pxace1 ; He et al., 2012). De 

plus, diminuer l’expression des gènes ace des larves de l’armigère Helicoverpa armigera par la technique d’ARNi 

impacte également le développement de ces dernières (Kumar et al., 2009). 

 

Enfin, des abeilles Apis mellifera exposées à une dose sublétale de coumaphos, un insecticide 

organophosphoré qui inhibe l’AChE, présentent un apprentissage olfactif et une mémoire à court-terme 

défaillants (Williamson et Wright, 2013). Ainsi, il peut être suggéré que l’AChE d’insecte présenterait un rôle 

dans ces fonctions cognitives. 

 

Pour conclure, d’autres fonctions ont pu être associées à l’AChE de vertébrés telles que l’interaction 

cellules-matrice extracellulaire dans l’os (Inkson et al., 2004), la croissance axonale (Bigbee et Sharma, 2004), 

la synaptogenèse (Lev-Lehman et al., 2000), la réponse au stress (Zimmerman et Soreq, 2006) ou encore la 

prolifération cellulaire (Campoy et al., 2016). Cependant, à l’heure actuelle, aucune étude n’a permis d’associer 

l’AChE de l’insecte à ces fonctions biologiques. 

  



  53 

Chapitre 2 : Les insecticides qui ciblent le système cholinergique, 

résistance et accommodation 

1. Historique et généralités sur les insecticides 

L’étude de la lutte contre les bioagresseurs peut apparaitre, au premier abord, comme une thématique 

moderne. Cependant, des écrits historiques de Grèce et Rome antique relatant des pratiques pour lutter contre 

les organismes nuisibles, notamment les insectes, au sein des habitations ou en agriculture ont pu être étudiés. 

En effet, bien qu’à cette époque les pratiques religieuses ou la « magie populaire » étaient courantes pour 

tenter d’éloigner les insectes, ces écrits décrivent également l’utilisation de composés naturels d’origines 

végétale, animale ou minérale, comme le soufre ou l’arsenic, pour éliminer les insectes nuisibles (Smith et 

Secoy, 1975). Cette dernière pratique s’apparente à ce que l’on définit aujourd’hui comme la lutte chimique, 

c’est-à-dire, à l'emploi de produits phytopharmaceutiques d’origines naturelle ou synthétique, tels que les 

insecticides, pour contrôler les populations de bioagresseurs comme les insectes ravageurs de culture et/ou 

vecteurs de maladie animale, humaine ou végétale. Les insecticides sont classés en fonction de leur mode 

d’action (MoA pour « Mode of Action »). Jusqu’à la fin des années 1970, quelques principales familles 

d’insecticides ont représenté la majorité du marché. Les trois MoA qui leur sont associés sont la modulation du 

canal sodique dépendant du potentiel (Nav), le blocage du GABAR et l’inhibition enzymatique de l’AChE (Sparks 

et al., 2019). Cependant, l’émergence et l’augmentation rapide du nombre d’espèces d’insectes résistantes à 

ces composés (figure 16 ; Sparks et al., 2021) auxquelles s’ajoutent, plus récemment, la notion 

d’accommodation et l’impact d’une exposition à de faibles doses d’insecticides sur la sensibilité des insectes 

(Bantz et al., 2018) limitent fortement l’efficacité de ces agents de contrôle. De plus, ces composés présentent 

des effets néfastes sur l’environnement et la santé animale. En conséquence, de nouvelles familles 

d’insecticides ont vu le jour favorisant ainsi la diversification de leurs MoAs et de leurs cibles (tableau 10). La 

majorité de ces insecticides sont neurotoxiques. En particulier, les acteurs du système cholinergique de l’insecte 

sont des cibles majeures de ces traitements étant donné l’importance de ce dernier dans la physiologie du SNC 

de l’insecte (Casida et Durkin, 2013a; Ihara et al., 2017). Parmi eux, les insecticides néonicotinoïdes, en 

particulier l’imidaclopride (IMI), ont été majoritaires sur le marché pendant plusieurs années étant donné leur 

importante efficacité sur un spectre large d’espèces d’insectes. Dans ce chapitre, les insecticides 

néonicotinoïdes, les carbamates ainsi que les organophosphorés seront abordés dans un premier temps. Puis, 

les notions de résistance et d’accommodation à ces traitements insecticides seront discutées. 
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Figure 16 : Représentation graphique du nombre cumulé de cas de résistance à un insecticide associé à la date 
d’introduction sur le marché de certaines classes majeures d’insecticides. Modifiée d’après Sparks et al., 2021. 
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Cible principale Famille d’insecticide Exemple d’insecticide Mode d’action 

Nav 

Pyréthrinoïdes 

Cyperméthrine 
Téfluthrine 

λ-cyhalothrine 
Deltaméthrine 

Modulateur 

Organochlorés DDT Modulateur 

Oxadiazines Indoxacarbe Bloqueur 

Semicarbazones Métaflumizone Bloqueur 

N-alkylamides BTG 502 Bloqueur 

Toxines 
ATX-II 

Tétrodotoxine Divers 

nAChR 

Néonicotinoïdes 

Imidaclopride 
Clothianidine 
Thiaclopride 

Thiaméthoxame 
Acetamipride 
Nitenpyrame 
Dinotéfurane 

Agoniste 

Spinosynes Spinosad 
Spinetoram 

Modulateur/Agoniste 

Sulfoximines Sulfoxaflor Agoniste 

Buténolides Flupyradifurone Agoniste 

Mésoioniques Triflumezopyrim Antagoniste 

Analogues de la nereistoxine Cartap Bloqueur 

GABAR 

Avermectines Ivermectine 
Milbemectine 

Modulateur 

Organochlorés cyclodiènes 
Lindane 
Dieldrine 

Antagoniste 

Phénylpyrazoles Fipronil Antagoniste 

Isoxazolines Fluxametamide Antagoniste 

GluCl 

Avermectines Ivermectine 
Emamectine 

Modulateur/Agoniste 

Phénylpyrazoles Fipronil Antagoniste 

Isoxazolines Fluxametamide Antagoniste 

AChE 
Organophosphorés 

Chlorpyrifos 
Phosmet Inhibition enzymatique 

Carbamates 
Pirimicarbe 
Oxamyle 

Inhibition enzymatique 

Cav et BKca Toxines GS-ω/κ-Hxtx-Hv1a Bloqueur 

OR Formamidines Amitraze Agoniste 

Canaux TRPV Pyridines azométhines Pymétrozine Agoniste 

RyR Diamides 
Flubendiamide 

Chlorantraniliprole Agoniste 

 

Tableau 10 : Tableau non-exhaustif des cibles des insecticides avec les familles d’insecticides neurotoxiques associées. 
ACET = acétamipride ; AChE = acétylcholinestérase ; BKca = canal potassique activé par le potentiel et la concentration en 
calcium intracellulaire ; Cav = canal calcique dépendant du potentiel ; GABAR = récepteur GABAergique ; GluCl = récepteur 
glutamatergique ; nAChR = récepteur cholinergique de type nicotinique ; Nav = canal sodique dépendant du potentiel ; OR 
= récepteur octopaminergique ; RyR = récepteur à la ryanodine. Modifié d’après Collet et Raymond, 2022. 
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2. Les insecticides qui ciblent le système cholinergique 

2.1. Les néonicotinoïdes 

2.1.1. Structure chimique 

Les néonicotinoïdes tirent leur origine de la nithiazine, un composé présentant un effet insecticide 

modéré (Matsuda et al., 2001) et qui est un agoniste des nAChRs (Buckingham et al., 1995; Matsuda et al., 

2020). Ce dernier a été développé dans les années 1970 dans le but de remplacer les insecticides sur le 

marché, notamment les pyréthrinoïdes, pour lesquels des cas de résistances avaient été rapportés. Cependant, 

la photo-instabilité de ce composé a empêché sa commercialisation. Dans les années 1990, l’IMI, le premier 

néonicotinoïde commercialisé, est développé à partir de la nithiazine. Dans ce cas, l’ajout d’un groupement 1-

chloro-3-pyridil et le remplacement du groupement nitrométhylène par un groupement nitroimine a permis 

d’augmenter l’efficacité de la molécule ainsi que sa photo-stabilité (Bai et al., 1991; Kagabu, 2011; Matsuda et 

al., 2020). Au cours des années qui ont suivi, le nombre d’insecticides néonicotinoïdes développé a augmenté et 

sept d’entre eux ont été retrouvés sur le marché français avant d’avoir été interdits ces dernières années : 

l’IMI, la clothianidine (CLO), le thiaclopride (THI), le thiaméthoxame (THIAM), le dinotéfurane, le nitempyrane, 

et l’acétamipride (ACET). Les néonicotinoïdes sont regroupés en trois groupes qui se distinguent par leur 

structure chimique (Casida, 2018) : les nitroimines (-NNO2), les cyanoimines (-NCN) et les nitrométhylènes (-

CHNO2 ; figure 17). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Structure chimique des 
insecticides néonicotinoïdes. Les 
groupements qui permettent de catégoriser 
les néonicotinoïdes sont les suivants : 
nitroimine (-NNO2) en orange, 
nitrométhylène (-CHNO2) en bleu et 
cyanoimine (-NCN) en vert. Pour 
l’imidaclopride, les noyaux pyridine et 
imidazolidine caractéristiques de cet 
insecticide sont indiqués en jaune et rouge 
respectivement. 
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2.1.2. Diversité des modes d’action des néonicotinoïdes 

Selon le classement proposé par l’IRAC (Insecticide Resistance Action Committee), les néonicotinoïdes 

appartiennent au groupe 4A regroupant les modulateurs compétitifs des nAChRs (Sparks et al., 2021). Dans la 

littérature, les néonicotinoïdes sont majoritairement présentés comme des agonistes des nAChRs et permettent 

ainsi de mimer l’effet de l’ACh sur ces récepteurs (Matsuda et al., 2001; Matsuda et al., 2009; Selvam et 

Srinivasan, 2019). Cette action agoniste se traduit par une activation prolongée des nAChRs post-synaptiques 

conduisant à leur désensibilisation. A l’échelle de l’organisme, ces effets se traduiront par des tremblements et 

des mouvements anarchiques de l’insecte suivis par la paralysie et la mort éventuelle de ce dernier. Cependant, 

l’étude de l’effet des néonicotinoïdes, notamment par une approche électrophysiologique sur des préparations 

neuronales d’insectes ou des nAChRs d’insectes exprimés en système hétérologue, a permis d’illustrer la 

diversité d’action des néonicotinoïdes (tableau 11). Par exemple, des effets agoniste, antagoniste et modulateur 

ont déjà été rapportés pour l’IMI. Dans ce cas, il apparait plus juste de définir les néonicotinoïdes comme des 

modulateurs compétitifs des nAChRs d’insectes. 
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Insecticide 
néonicotinoïde Mode d’action 

Préparation neuronale 
ou nAChR 

natif/recombiné/hybride 
Réf 

Imidaclopride 

Agoniste partiel 

Neurones des ganglions thoraciques 
(Periplaneta americana adulte) Tan et al., 2007 

Neurones du lobe antennaire 
(Apis mellifera adulte) 

Barbara et al., 2008 

Dα2/β2 de poulet Ihara et al., 2003 

Cellules de Kenyon (Apis mellifera adulte) Dupuis et al., 2011 
Neurones du dernier ganglion abdominal 

(Periplaneta americana adulte) Ihara et al., 2006 

Agoniste 
(efficacité non-

communiquée ou non-
déterminée) 

nAChRN 
(Periplaneta americana adulte) 

Salgado et Saar, 2004 

nAChRD 
(Periplaneta americana adulte) Salgado et Saar, 2004 

nAChR1 
(Periplaneta americana adulte) 

Courjaret et Lapied, 
2001 

Modulateur Pameα7 Cartereau et al., 2021 

Antagoniste Amelα5 Mitchell et al., 2022 

Thiaclopride 
Agoniste partiel 

Neurones des ganglions thoraciques 
(Periplaneta americana adulte) Tan et al., 2007 

Pameα7 Cartereau et al., 2021 

Antagoniste Amelα5 Mitchell et al., 2022 

Clothianidine 

Super agoniste Dα2/β2 de poulet Ihara et al., 2004 

Agoniste plein 

Neurones des ganglions thoraciques 
(Periplaneta americana adulte) 

Tan et al., 2007 

Neurones DUM 
(Periplaneta americana adulte) Thany, 2009 

Agoniste partiel 
Neurones du dernier ganglion abdominal 

(Periplaneta americana adulte) 
Ihara et al., 2006 

Agoniste 
(efficacité non-

communiquée ou non-
déterminée) 

nAChRD 
(Periplaneta americana adulte) Salgado et Saar, 2004 

nAChR1 
(Periplaneta americana adulte) 

Thany, 2009 

nAChR2 
(Periplaneta americana adulte) 

Thany, 2009 

Acétamipride 

Agoniste partiel 
Neurones des ganglions thoraciques 

(Periplaneta americana adulte) Tan et al., 2007 

Agoniste 
(efficacité non-

communiquée ou non-
déterminée) 

nAChR1 
(Periplaneta americana adulte) 

Bodereau-Dubois et al., 
2012 

nAChR2 
(Periplaneta americana adulte) 

Bodereau-Dubois et al., 
2012 

Thiaméthoxame 

Agoniste 
(efficacité non-

communiquée ou non-
déterminée) 

nAChRN 
(Periplaneta americana adulte) 

Nauen et al., 2003 

nAChRD 
(Periplaneta americana adulte) Nauen et al., 2003 

Dinotéfurane 

Agoniste partiel Neurones des ganglions thoraciques 
(Periplaneta americana adulte) 

Tan et al., 2007 

Agoniste 
(efficacité non-

communiquée ou non-
déterminée) 

nAChRN 
(Periplaneta americana adulte) Salgado, 2021 

nAChRD 
(Periplaneta americana adulte) 

Salgado, 2021 

Nitempyrame 

Agoniste plein 
Neurones des ganglions thoraciques 

(Periplaneta americana adulte) Tan et al., 2007 

Agoniste partiel 
Dα2/β2 de poulet Ihara et al., 2003 

Dα1/β2 de poulet Ihara et al., 2003 

 

Tableau 11 : Tableau non-exhaustif de l’effet d’insecticides néonicotinoïdes sur des préparations neuronales d’insectes ou 
des nAChRs natifs, recombinés ou hybrides. 
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2.1.3. Interaction néonicotinoïdes-nAChRs d’insecte 

Comme cité précédemment, les insecticides néonicotinoïdes peuvent être décrits comme des 

modulateurs compétitifs des nAChRs d’insectes. De ce fait, ils interagissent  avec ces derniers au niveau des 

sites orthostériques sur lesquels ils se fixent. L’étude structurelle de l’AChBP cristallisée, isolée à partir de 

l’escargot Lymnaea stagnalis, complexée à l’IMI, à un analogue nitrométhylène de l’IMI (CH-IMI) ou à un 

métabolite de l’IMI qui ne présente pas de groupe nitro (-NO2) a permis d’identifier les acides aminés clés du 

site orthostérique dans l’interaction néonicotinoïdes-nAChRs d’insectes (Ihara et al., 2015; Ihara et Matsuda, 

2018). Pour rappel, le site orthostérique met en jeu les boucles A à F présentes dans la partie amino-terminale 

des sous-unités nicotiniques (voir chapitre 2.2.3). L’atome d’azote du cycle aromatique de l’IMI forme des 

liaisons hydrogène avec le résidu Leu112 de la boucle E par l’intermédiaire d’une molécule d’eau. L’atome de 

chlore du groupement pyridine de l’IMI interagit quant à lui avec le résidu Met114 de la même boucle par une 

liaison halogène. Le groupement imidazolidine est lié au résidu Trp143 de la boucle B par une liaison covalente 

et est recouvert par le cycle aromatique du résidu Tyr185 de la boucle C. Le groupement nitro interagit 

également de manière indirecte avec l’acide aminé Tyr164 de la boucle F. De plus, le groupement -NO2 de l’IMI 

interagit avec l’acide aminé Gln55 de la boucle D via une liaison hydrogène (figure 18B). Ce résidu Gln55 est 

équivalent aux acides aminés basiques tels que l’acide aminé Arg fréquemment retrouvé au sein des sites 

orthostériques des nAChRs d’insectes (Brejc et al., 2001). Des expériences de mutagénèse dirigée sur l’AChBP 

ont permis de valider l’importance de la boucle D dans la sélectivité des néonicotinoïdes pour les nAChRs 

d’insectes. En effet, en remplaçant le résidu Gln55 sur l’AChBP par l’acide aminé Arg que l’on retrouve dans le 

domaine extracellulaire d’un nAChR d’insecte, il a été démontré que cette Arg interagissait avec l’IMI mais 

également avec d’autres néonicotinoïdes comme la CLO et le THI (Ihara et al., 2014). D’autres expériences de 

mutagénèse dirigée réalisées sur le nAChR homomérique α7 de poulet ont permis de faire la même conclusion. 

Dans ce cas, le remplacement du résidu Gln79 (qui correspond à Gln55 de l’AChBP) par une Arg permet 

d’augmenter la sensibilité du récepteur à l’IMI (Shimomura et al., 2002). De plus, la mutation Thr77Arg dans la 

boucle D du nAChR α4β2 aviaire induit également une augmentation de la sensibilité du récepteur à l’IMI 

(Shimomura et al., 2006; Toshima et al., 2009). Ainsi, les acides aminés basiques, qui sont fréquemment 

retrouvés dans la boucle D des sites orthostériques des nAChRs d’insectes, semblent jouer un rôle prépondérant 

dans la sélectivité des néonicotinoïdes pour les nAChRs d’insectes. 
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Figure 18 : Interaction entre l’imidaclopride (IMI) et le site orthostérique d’un nAChR d’insecte. (A) Structure chimique de 
l’IMI. (B) Représentation schématique des interactions entre l’imidaclopride et les boucles B, C, D, E et F de l’AChBP de 
Lymnaea stagnalis. Les atomes de chlore, azote et oxygène sont représentés en vert, bleu et rouge respectivement. 
Modifiée d’après Ihara et al., 2015. 

 

 

D’autres déterminants structuraux sont impliqués dans l’interaction néonicotinoïdes-nAChRs d’insectes. 

L’étude structurelle de l’AChBP cristallisée qui porte la mutation Gln55Arg citée précédemment et complexée 

avec des analogues de l’IMI a révélé que le groupement -NO2 de l’IMI interagissait également avec la Lys34 

portée par le brin β1 qui forme une boucle supplémentaire, la boucle G (figure 19B; Ihara et al., 2015). Le rôle 

de la boucle G dans la liaison des nAChRs aux néonicotinoïdes a également été mis en évidence par l’étude de 

deux autres mutations. En effet, la mutation Ser58Lys du nAChR homomérique α7 aviaire augmente l’effet des 

néonicotinoïdes et la présence d’une double mutation Ser58Lys et Gln79Arg augmente davantage cet effet 

(Ihara et al., 2014; Ihara et al., 2015). Ainsi, il est suggéré que les résidus basiques de la boucle G sont 

également importants pour l’interaction entre les néonicotinoïdes et les nAChRs d’insectes. Enfin, des travaux 

réalisés sur des nAChRs hybrides composés des sous-unités Dα1 ou Dα2 de la mouche Drosophila melanogaster 

et β2 de poulet ont mis en évidence que ces sous-unités α présentent des composants structuraux facilitant 

l’action des néonicotinoïdes (Matsuda et al., 1998; Ihara et al., 2003). Plus tard, il a été démontré que le motif 

YXCC (Tyr-X-Cys-Cys) de la boucle C est important pour l’action des néonicotinoïdes. Chez les insectes, le 

résidu X correspond fréquemment à une proline et facilite l’interaction entre les néonicotinoïdes, notamment 

l’IMI, et les nAChRs (Shimomura et al., 2004). De plus, l’insertion d’un polypeptide dans la boucle F des sous-

unités nicotiniques d’insectes pourrait favoriser l’interaction entre les néonicotinoïdes et les nAChRs d’insectes 

(Shimomura et al., 2004; Jones et Sattelle, 2010). 
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Figure 19 : Interaction entre l’imidaclopride (IMI) et la boucle G des sites orthostériques des nAChRs d’insectes. (A) 
Structure chimique de l’analogue nitrométhylène de l’imidaclopride (CH-IMI). Dans ce cas, le groupe nitroimine a été 
remplacé par un groupement nitrométhylène encadré en orange. (B) Représentation schématique de l’interaction entre le 
CH-IMI et les boucles D et G de l’AChBP de l’escargot Lymnaea stagnalis qui porte la mutation Gln55Arg. Les atomes de 
chlore, azote et oxygène sont représentés en vert, bleu et rouge respectivement. Modifiée d’après Ihara et al., 2015. 

 

2.2. Les insecticides qui ciblent l’acétylcholinestérase 

2.2.1. Structure chimique 

Les carbamates et les organophosphorés sont des familles d’insecticides qui inhibent l’activité 

enzymatique de l’AChE (Casida et Durkin, 2013a; Casida et Durkin, 2013b; Thapa et al., 2017). Bien que leur 

mode d’action soit semblable, les insecticides carbamates et organophosphorés présentent des structures 

chimiques différentes. Les carbamates dérivent tous de l’acide carbamique et présentent une structure générale 

commune (figure 20A ; King et Aaron, 2015). Les groupements R1 et R2 vont généralement correspondre à un 

hydrogène et un méthyle respectivement. Cependant, des exceptions peuvent être présentées comme le 

pirimicarbe qui arbore deux groupements méthyle (figure 20A). De plus, le groupement R3 correspond 

majoritairement à un hétérocycle. Les insecticides organophosphorés sont, quant à eux, des molécules 

complexes correspondant majoritairement à des esters, des amides ou des dérivés thiols de l'acide 

phosphorique (Vale et Lotti, 2015). Une structure chimique générale des insecticides organophosphorés peut 

également être présentée (figure 20B ; King et Aaron, 2015; Vale et Lotti, 2015). 
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Figure 20 : Structure chimique des insecticides carbamates et organophosphorés. (A) Structure chimique générale et 
commune aux carbamates. Il est entouré, sur la structure chimique du pirimicarbe à droite, le groupement commun aux 
insecticides de cette famille. (B) Structure chimique générale et commune aux organophosphorés. Il est entouré, sur la 
structure chimique du chlorpyrifos à droite, le groupement commun aux insecticides de cette famille. 

 

2.2.2. Mode d’action 

Les insecticides qui ciblent l’AChE d’insecte et qui sont plus généralement des inhibiteurs d’AChE peuvent 

être classés en fonction de leur MoA. En effet, on peut différencier les inhibiteurs d’AChE qui inhibent l’enzyme 

de façon réversible et irréversible (Thapa et al., 2017). Les carbamates appartiennent au premier groupe et les 

organophosphorés, au deuxième. Il est proposé, dans la figure 21, une représentation schématique de 

l’inhibition de l’AChE par les carbamates et les organophosphorés (Fukuto, 1990; Thapa et al., 2017). Leur MoA 

suit la réaction d’hydrolyse de l’ACh par l’AChE décrite dans la partie 3.3.2 du premier chapitre. Cette différence 

dans leur MoA s’explique notamment par la stabilité plus importante de la liaison covalente crée lors de la 

phosphorylation de la Ser active de la triade catalytique de l’enzyme sous l’effet d’un organophosphoré. Dans ce 

cas, l’enzyme est incapable de se régénérer et est alors dans un état dit de « vieillissement » (ou « aging » ; 

Ekström et al., 2006). Enfin, l’inhibition de cette enzyme par des carbamates ou des insecticides 

organophosphorés va engendrer l’accumulation d’ACh dans la fente synaptique puis une hyperexcitabilité du 

neurone post-synaptique et la mort éventuelle de l’insecte (Aygun et al., 2002; Thapa et al., 2017). 
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Figure 21 : Mode d’action des insecticides carbamates et organophosphorés. L’inhibition enzymatique de l’AChE par les 
carbamates est réversible alors que pour les organophosphorés, elle est irréversible. Les étapes où l’enzyme est inhibée 
sont encadrées en rouge. 
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3. Les phénomènes de résistance aux insecticides 

La résistance aux insecticides est définie par le CNEV (Centre national d’Expertise sur les Vecteurs) 

comme la diminution héréditaire de la sensibilité à ces composés (CNEV, 2014). En 1914, le premier cas 

documenté de résistance à un insecticide a été rapporté (Melander, 1914). Depuis lors, les cas de résistance 

aux insecticides n’ont fait qu’augmenter jusqu’à devenir aujourd’hui un problème environnemental, économique 

et sanitaire majeur. De plus, ces mécanismes peuvent s’accompagner de phénomènes de résistance croisée à 

d’autres insecticides qui possèdent une structure chimique et/ou un MoA différents (Ffrench-Constant et Roush, 

1991; Longhurst et al., 2013; Wei et al., 2017; Fujii et al., 2020; Tan et al., 2021; Watson et al., 2021). Les 

phénomènes de résistance aux insecticides apparaissent alors comme un facteur limitant l’efficacité de ces 

composés ainsi que le développement de nouvelles molécules insecticides. Ainsi, de nombreuses études se sont 

attardées sur l’élucidation de ces résistances et des mécanismes responsables de cette diminution de sensibilité 

aux insecticides (figure 22). Les principaux mécanismes sont les suivant : 

- la résistance cuticulaire (ex : épaississement de la cuticule ; Balabanidou et al., 2018; Balabanidou et 

al., 2019) ; 

- la résistance comportementale (ex : comportement d’évitement ; Chareonviriyaphap et al., 2013) ; 

- la séquestration des molécules insecticides (Hemingway, 2000; Dermauw et Van Leeuwen, 2014; 

Pavlidi et al., 2018) ; 

- la résistance métabolique (ex : augmentation de l’expression des enzymes de détoxication ; Xu et al., 

2005; Nardini et al., 2017) ; 

- la modification des protéines cibles des insecticides (ex : mutation ponctuelle ; Silva et al., 2014; Mezei 

et al., 2022). 

 

Dans cette partie, la résistance métabolique et la modification des protéines cibles des insecticides seront 

discutées plus en détail. 
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Figure 22 : Représentation schématique des principaux mécanismes de résistances aux insecticides. 

 

3.1. La résistance métabolique 

La résistance métabolique fait référence aux processus biochimiques capables de transformer des 

substances xénobiotiques, comme les insecticides naturels ou synthétiques, en métabolites généralement moins 

toxiques afin de limiter leur interaction avec leurs cibles moléculaires et favoriser leur excrétion (Hafeez et al., 

2022). En revanche, il est important de noter que certains de ces métabolites sont autant voire plus toxiques 

que l’insecticide. Par exemple, l’IMI présente de nombreux métabolites toxiques comme l’oléfine et le THIAM 

peut être métabolisé en un second insecticide néonicotinoïde, la CLO (Suchail et al., 2004; Simon-Delso et al., 

2015). Ces processus de transformations biochimiques des insecticides impliquent principalement des enzymes 

comme des cytochromes P450 (CYP450s), des glutathion S-transférases (GSTs) et des carboxylestérases (CEs). 

Ces enzymes sont généralement surexprimées chez les insectes résistants. Le processus biochimique principal 

de détoxication des insecticides impliquant ces enzymes peut être schématisé de la façon suivante (figure 23 ; 

Dawkar et al., 2013; Hafeez et al., 2022) : 

- Phase I : Métabolisation de l’insecticide par des CYP450s ou des CEs. 

- Phase II : Conjugaison des métabolites par des GSTs pour faciliter leur excrétion. 

- Phase III : Fixation des métabolites conjugués à des transporteurs membranaires comme les « ATP-

binding cassettes » (ABC) pour les sortir de la cellule. 
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Figure 23 : Représentation schématique du mécanisme de détoxication des xénobiotiques comme les insecticides. ABC = 
ATP-binding cassette ; CE = carboxylestérase ; CYP450 = cytochrome P450 ; GST = glutathion S-transférase. 

 

 

Les CYP450s sont des monooxygénases impliquées dans le métabolisme oxydatif d’un nombre 

important de molécules toxiques très variées (phase I). Chez les insectes, ces enzymes sont codées par une 

importante superfamille de gènes CYP (Hafeez et al., 2022). Des tests toxicologiques couplés à l’utilisation de 

pipéronyle butoxyde (PBO), un inhibiteur des CYP450s, réalisés sur des souches de mouche Musca domestica, 

de blatte Blatella germanica et de moustique Culex quinquefasciatus sensibles et résistantes à la perméthrine, 

un insecticide de la famille des pyréthrinoïdes, a permis de démontrer l’implication de ces enzymes dans le 

développement de résistances aux pyréthrinoïdes chez ces insectes (Chandre et al., 1998; Liu et Yue, 2000; 

Pridgeon et al., 2002; Xu et al., 2005). De plus, l’analyse de l’expression de certains gènes CYP dans divers 

souches d’insectes résistants aux pyréthrinoïdes révèlent une surexpression de ces derniers (Liu et Scott, 1998; 

Zhu et Liu, 2008; Zhu et al., 2008a; Zhu et al., 2008b; Liu et al., 2011; Yang et Liu, 2011). D’autres travaux 

ont rapporté l’implication des CYP450s dans la résistance aux insecticides comme le DDT (Festucci-Buselli et al., 

2005), le sulfoxaflor (Ma et al., 2019) et l’IMI (Zewen et al., 2003; Elzaki et al., 2016; Zhang et al., 2016). 

Enfin, il peut être souligné que l’utilisation de la technique d’ARNi dirigée contre une séquence consensus des 

gènes CYP4 a permis de restaurer la sensibilité à l’IMI d’une souche de psylle asiatique Diaphorina citri 

résistante à cet insecticide (Killiny et al., 2014). 

 

Les GSTs sont impliquées dans la phase II du processus de détoxication des xénobiotiques. Elles 

permettent la conjugaison des métabolites avec un groupement glutathion afin d’augmenter leur hydrophilie et 

de faciliter leur excrétion par la cellule. Elles peuvent également participer à la phase de métabolisation (Pavlidi 

et al., 2018). Tout comme les CYP450s, l’implication des GSTs dans la résistance aux insecticides a pu être 

démontrée par des tests toxicologiques avec un insecticide et un inhibiteur de l’enzyme, comme le diéthyl 

maléate (DEM) ainsi que par des mesures d’activités enzymatiques et de l’expression des gènes qui codent pour 

les GSTs. Ainsi, diverses GSTs sont impliquées dans la résistance à plusieurs classes majeures d’insecticides 

(Pavlidi et al., 2018) comme les pyréthrinoïdes (Nardini et al., 2017), les organophosphorés (Lu et al., 2016) et 

les néonicotinoïdes (Yang et al., 2016; He et al., 2018). De plus, l’utilisation de la technique d’ARNi dirigée 
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contre le gène GST14 a permis d’augmenter la sensibilité au THIAM de souches d’aleurode du tabac Bemisia 

tabaci résistantes à cet insecticide (Yang et al., 2016) confirmant ainsi le rôle de cette GST dans la résistance 

au THIAM. 

 

Les estérases, comme les CEs, catalysent l’hydrolyse de liaisons esters et participent ainsi à la 

métabolisation des xénobiotiques mais dans une moindre mesure (phase I). L’implication de ces enzymes dans 

la résistance aux pyréthrinoïdes (Feng et al., 2018) et organophosphorés (Alon et al., 2008; Poupardin et al., 

2014; Grigoraki et al., 2017) a notamment pu être rapportée. 

 

3.2. Modifications des protéines cibles des insecticides 

L’analyse des séquences protéiques des cibles des insecticides issues de souches d’insectes résistantes 

à un ou plusieurs de ces composés a permis d’identifier des mutations ponctuelles dans ces séquences (tableau 

12). On peut notamment citer la mutation « knock-down resistance » (kdr) induite par la présence de 

modifications ponctuelles d’acides aminés dans la séquence de la sous-unité  du canal Nav. Ces dernières 

confèrent aux insectes une sensibilité diminuée aux pyréthrinoïdes (Silva et al., 2014). De plus, la mutation 

R81T (Arg81Thr) observée dans la sous-unité nicotinique 1 a été plusieurs fois associée à la diminution de 

sensibilité des insectes aux néonicotinoïdes et/ou aux sulfoximines (Hirata et al., 2015; Chen et al., 2017; 

Hirata et al., 2017; Mezei et al., 2022; Xu et al., 2022). En effet, l’étude de la sensibilité de diverses souches de 

puceron Myzus persicae issus de culture permet d’illustrer cette affirmation. Dans ce cas, les souches qui ne 

possèdent pas la mutation R81T, présentent un rapport de résistance ou « Resistance ratio » (RR), c’est-à-dire 

le rapport entre les concentrations létales d’insecticides entraînant 50% de mortalité (CL50) des souches 

résistantes et sensibles (ou de référence), allant jusqu’à 11,1 pour l’IMI et 6,0 pour le sulfoxaflor. En revanche, 

les souches qui présentent cette mutation ont un RR pouvant atteindre 986,1 pour l’IMI et 61,1 pour le 

sulfoxaflor (Mezei et al., 2022). 
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Famille 
d’insecticides 

Protéine 
cible mutée 

Mutation 
Espèce 

d’insecte 
résistant 

RR 
Sensible vs Résistant Réf 

Pyréthrinoïde Nav 

(mutation kdr) 

L1014F/S 
(Leu1014Phe/Ser) Genre anophèle  Silva et al., 2014 

N1575Y 
(Asn1575Tyr) 

Carbamate AChE1 G119S 
(Gly119Ser) 

Anopheles 

gambiae 
 Elanga-Ndille et 

al., 2019 

Organophosphoré 

AChE1 F392W 
(Phe392Trp) 

Bemisia tabaci 
Souche B-Ref 

Chlorpyrifos : 
1 vs > 437 

Alon et al., 2008 

AChE1 

G119S 
(Gly119Ser) 

F331C 
(Phe331Cys) 

I332L 
(Ile332Leu) 

Nilaparvata lugens 
Souche R9 

Chlorpyrifos : 
1 vs > 253 

Zhang et al., 
2017 

Néonicotinoïde 

β1 

R81T 
(Arg81Thr) 

V62I 
(Val62Ile) 
K264E 

(Lys264Glu) 

Aphis gossypii 
Souche IMI-R 

IMI : 1 vs > 1215 
ACET : 1 vs > 1776 

Chen et al., 2017 

β1 

R81T 
(Arg81Thr) 

V101I 
(Val101Ile) 

Myzus persicae 
Souche AH19-TI 

IMI : 1 vs 45 
THIAM : 1 vs 12 
DINO : 1 vs 17 

Xu et al., 2022 

α1 
α3 

Y151S 
(Tyr151Ser) 

Nilaparvata lugens 
Souche T35 

IMI : 1 vs 250 Liu et al., 2005 

Spinosyne α6 G275E 
(Gly275Glu) 

Thrips palmi 
Souche T5 

Spinosad: 
1 vs 1957 

Bao et al., 2014 

  

Tableau 12 : Tableau non-exhaustif des mutations ponctuelles des protéines cibles identifiées chez des souches d’insectes 
résistantes aux insecticides. Si disponibles, les « Resistance Ratio » (RR) de ces souches sont indiqués. Les RR sont obtenus 
par le rapport entre les concentrations létales d’insecticides entraînant 50% de mortalité des souches résistantes et 
sensibles (ou de référence). ACET = acétamipride ; DINO = dinotéfurane ; IMI = imidaclopride ; THIAM = thiaméthoxame. 

 

 

En plus des mutations ponctuelles des protéines cibles, des modifications d’expression de ces dernières 

ont également pu être associées aux phénomènes de résistances aux insecticides. L’analyse des profils 

d’expression des sous-unités nicotiniques par qPCR des souches de pucerons Myzus persicae AH19-TI (Xu et al., 

2022) et Aphis gossypii IMI-R (Chen et al., 2017), qui sont résistantes à l’IMI, révèle une diminution 

d’expression de la sous-unité β1. De plus, des modifications des profils d’expression des sous-unités 

nicotiniques chez d’autres souches d’insectes résistantes à l’IMI ont pu être documentées telles que la souche 

IM-R de puceron Rhopalosiphum padi qui présente une diminution d’expression des sous-unités nicotiniques α1, 

α2, α3, α7-1 et β1 (Wang et al., 2018) ainsi que la souche LC-2 de moucheron Bradysia odoriphaga qui 

présente, quant à elle, une diminution de l’expression des sous-unités nicotiniques Boα1, Boα2 et Boβ1 ainsi 

qu’une augmentation des sous-unités Boα3 et Boα8 (Shan et al., 2020). Dans ce dernier cas, l’utilisation de la 

technique d’ARNi dirigée contre les sous-unités Boα1 ou Boβ1 a permis de rendre les insectes issus de la souche 

de référence, qui est naturellement plus sensible à l’IMI, moins sensibles à cet insecticide (Shan et al., 2020). 

Enfin, cette technique a également permis de mimer la diminution d’expression de la sous-unité Nlα8 d’une 

souche de cicadelle brune Nilaparvata lugens résistante à l’IMI et ainsi de valider l’implication de cette dernière 

dans la sensibilité de cet insecte à l’IMI (Zhang et al., 2015b). 
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Pour conclure, il est important de noter que, dans ce manuscrit, les mécanismes impliqués dans la 

résistance aux insecticides tels que la résistance métabolique ou la modification des protéines cibles ont été 

présentés séparément mais, qu’en réalité, la diminution de la sensibilité aux insecticides peut résulter de la 

combinaison de ces mécanismes (Alon et al., 2008; Bao et al., 2014; Chen et al., 2017; Xu et al., 2022). 

 

4. Les phénomènes d’accommodation aux insecticides 

4.1. Accommodation versus Résistance 

Comme décrit précédemment dans ce chapitre, la résistance aux insecticides et les mécanismes sous-

jacents sont bien documentés. En revanche, l’intérêt de la communauté scientifique envers les phénomènes 

d’accommodation aux insecticides semble plus récent. L’accommodation, au même titre que la résistance, induit 

une diminution de sensibilité à un traitement insecticide. Cependant, les mécanismes impliqués peuvent être 

différents. Par exemple, la mutation des protéines cibles des insecticides est un mécanisme prépondérant dans 

la résistance (Silva et al., 2014; Chen et al., 2017; Xu et al., 2022) mais à ce jour aucune modification du 

génome n’a été décrite chez des insectes accommodés (Rix et Cutler, 2018). De plus, les phénomènes 

d’accommodation apparaissent plus rapidement que la résistance. Ils surviennent au cours d’une même 

génération et peuvent ainsi diminuer la sensibilité à un insecticide plus précocement. En effet, une étude visant 

à évaluer la mise en place de mécanismes de résistance à l’IMI d’une souche de cicadelle brune Nilaparvata 

lugens en fonction des générations a démontré que, malgré une exposition à une dose d’IMI induisant en 

moyenne 1400 insectes morts sur 2000 à chaque génération, la sensibilité des insectes est faiblement impactée 

sur les sept premières générations (DL50 à F0 = 0,82 ng/insecte vs DL50 à F7 = 1,20 ng/insecte; Zewen et al., 

2003). En comparaison, des blattes Periplaneta americana accommodées après une exposition de 30 jours à 

une dose sublétale d’IMI présentent un taux de mortalité amoindri en réponse à une intoxication aiguë à cet 

insecticide comparé à celui des blattes contrôles (22% vs 55% de mortalité ; Bantz et al., 2022). En ce sens, on 

pourrait définir l’accommodation à un insecticide comme le maintien de l’intégrité d’un insecte ou d’une 

population d’insecte, vis-à-vis d’une nouvelle exposition à un insecticide, par des modifications physiologiques, 

cellulaires et moléculaires rapidement mises en place après une première exposition à un tel composé. Ces 

modifications ont notamment été documentées chez des insectes exposés à une dose sublétale d’insecticide 

(Bantz et al., 2018). Enfin, il est difficile de faire le lien entre accommodation et résistance aux insecticides 

mais la question d’hérédité des modifications observées chez les insectes après une exposition à une dose 

sublétale d’insecticide, notamment par des mécanismes épigénétiques, a pu être discutée (Brevik et al., 2018). 

 

4.2. Les doses sublétales d’insecticides 

4.2.1. Définition et généralités sur les doses sublétales d’insecticides  

Après l’application d’un traitement insecticide en champ, les insectes sont exposés à des doses 

variables d’insecticides pouvant aller d’une dose létale à une dose sublétale produite par la dégradation de ces 

composés dans l’environnement (Vryzas, 2018). La définition de dose sublétale varie dans la littérature. En 
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effet, la CL50 a pu être considérée comme une dose sublétale (Qu et al., 2022) tout comme une dose qui 

n’induit pas de mortalité (Benzidane et al., 2017; Bantz et al., 2022). Ainsi, dans ce manuscrit, une dose est 

considérée comme sublétale si elle suit la définition donnée par Nicolas Desneux : une dose est considérée 

comme sublétale si elle n’induit pas de mortalité significative dans une population expérimentale (Desneux et 

al., 2007). A une dose sublétale, les insecticides peuvent induire des effets négatifs sur la physiologie des 

insectes mais également favoriser certaines fonctions biologiques, alors qu’à forte dose, ils ne présentent que 

des effets néfastes (Desneux et al., 2007). Cette réponse biphasique dépendante de la dose d’insecticide est 

définie par le terme « hormèse » (Cutler et Guedes, 2017). En ce sens, l’implication des doses sublétales 

d’insecticides dans la survie et la sensibilité d’un insecte ou d’une population d’insecte aux insecticides a pu être 

étudiée (Bantz et al., 2018). En effet, il a pu être rapporté, chez des insectes exposés à une dose sublétale 

d’insecticides, des modifications physiologiques, cellulaires et moléculaires telles que (figure 24) : 

- des modifications des fonctions cognitives telles que la mémoire et l’apprentissage (Aliouane et al., 

2009; Goñalons et Farina, 2015) ; 

- des modifications comportementales (ex : locomotion, reproduction ; Lalouette et al., 2016; Jankowska 

et al., 2023) ; 

- des modifications épigénétiques (Brevik et al., 2018) ; 

- l’induction des enzymes de détoxication (Roat et al., 2017) ; 

- et des modifications transcriptionnelles (Shi et al., 2017; Zoh et al., 2022). 

 

Dans cette partie, les modifications transcriptionnelles observées après une exposition à une dose 

sublétale d’insecticide seront discutées dans un premier temps. Puis, les travaux réalisés au laboratoire SiFCIR 

sur l’impact d’une dose sublétale d’IMI sur la blatte Periplaneta americana à l’échelle de la cellule et de 

l’organisme seront présentés. 
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Figure 24 : Représentation schématique des phénomènes d’accommodation aux insecticides après une exposition à une 
dose sublétale d’insecticide et des principaux mécanismes sous-jacents. Modifiée d’après Bantz et al., 2018. 

 

4.2.2. Modifications transcriptionnelles après une exposition à une dose sublétale d’insecticide  

A l’instar de la résistance aux insecticides, des modifications transcriptionnelles, notamment des 

enzymes de détoxication et des protéines cibles, ont pu être observées chez des insectes exposés à des doses 

sublétales d’insecticides par des approches transcriptomiques. En effet, l’analyse par RNAseq du transcriptome 

d’abeilles Apis mellifera adultes exposées à une dose sublétale de THIAM pendant dix jours consécutifs a révélé 

que 384 et 225 gènes étaient sous- et sur-exprimés respectivement. Parmi ces derniers, certains gènes qui 

codent pour des sous-unités nicotiniques sont impactés et une part importante des gènes différentiellement 

exprimés est impliquée dans le métabolisme et dans la machinerie cellulaire de la traduction. Notamment, les 

gènes qui codent pour les sous-unités nicotiniques divergentes Amelα9 et Amelβ2 et le gène Cyp6as5, qui code 

pour une CYP450, sont surexprimés chez ces abeilles exposées (Shi et al., 2017). Il est intéressant de souligner 

que la surexpression du gène Cyp6as5 a pu être reliée auparavant à une diminution de la sensibilité de l’abeille 

adulte à un autre néonicotinoïde, le THI (Alptekin et al., 2016). De la même manière, des gènes impliqués dans 

le métabolisme et la séquestration des insecticides ainsi que des gènes qui codent pour des protéines 

cuticulaires, pour les sous-unités nicotiniques Agamα5, Agamα6, Agamα7 et Agamβ1 et pour l’AChE1 sont 

surexprimés chez des larves de moustique Anopheles gambiae après une exposition à une dose sublétale de 

l’insecticide formulé Fludora® Fusion. Ce dernier est composé d’un mélange de deltaméthrine et de CLO. De 

plus, des tests toxicologiques démontrent que les moustiques adultes, qui ont été exposés à une dose sublétale 

de l’insecticide formulé au stade larvaire, sont moins sensibles à ce dernier ainsi qu’à la CLO (Zoh et al., 2022). 
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Bien que ces différentes études transcriptomiques avec une approche à priori aient rapporté des modifications 

d’expression des protéines cibles des insecticides, elles se sont principalement concentrées sur les modifications 

d’expression des enzymes de détoxication ainsi que des protéines capables de séquestrer les insecticides ou qui 

sont impliquées dans l’épaississement de la cuticule. Quant à l’implication des protéines cibles dans les 

phénomènes d’accommodation aux insecticides engendrés par une exposition à une dose sublétale d’insecticide, 

elle reste en comparaison, encore peu documentée. Dans ce cadre, Verena Christen et ses collaborateurs se 

sont intéressés aux modifications d’expression des sous-unités nicotiniques Amelα1 et Amelα2 dans le cerveau 

d’abeille Apis mellifera après une exposition à une dose sublétale de divers néonicotinoïdes. Ainsi, ils ont 

démontré, par qPCR, que la sous-unité Amelα1 est surexprimée chez des abeilles exposées à l’ACET, la CLO, 

l’IMI et le THIAM alors que Amelα2 est surexprimée seulement après une exposition à l’IMI et au THIAM 

(Christen et al., 2016). Malgré tout, peu d’études se sont intéressées à l’implication des modifications 

d’expression des sous-unités nicotiniques dans les phénomènes d’accommodation aux insecticides. 

 

4.2.3. Les mécanismes d’accommodation à l’imidaclopride mis en place par la blatte Periplaneta 

americana après une exposition à une dose sublétale de cet insecticide 

Au laboratoire SiFCIR, les modifications physiologiques et cellulaires ainsi que l’implication des nAChRs 

dans l’accommodation à l’IMI de la blatte Periplaneta americana après une exposition à une dose sublétale de 

cet insecticide ont été étudiées. Des tests toxicologiques réalisés sur ces blattes exposées pendant 30 jours ont 

permis de démontrer qu’elles présentent une sensibilité amoindrie à l’IMI. De plus, cette diminution de 

sensibilité est maintenue pendant au moins 30 jours supplémentaires durant lesquels les blattes ne sont plus 

exposées à l’IMI (Bantz et al., 2022). Ainsi, ces blattes peuvent être considérées comme accommodées à cet 

insecticide. De plus, des expériences de qPCR à partir des ARNs totaux extraits des derniers ganglions 

abdominaux (DGA) de ces blattes accommodées ont permis d’établir un profil d’expression des sous-unités 

nicotiniques. Dans ce cas, les sous-unités nicotiniques Pameα1 et Pameα2 qui composent, avec Pameβ1, le 

nAChR2 sont sur- et sous-exprimées respectivement alors qu’aucune modification d’expression des sous-unités 

qui composent le nAChR1, à savoir Pamα3, Pamα8 et Pameβ1, n’a été rapportée (Benzidane et al., 2017). De 

plus, la mesure des courants ioniques induits par l’application d’IMI, qui active uniquement les nAChR1, en 

présence d’α-bgt sur une gamme de potentiel allant de -10 à -70mV sur des neurones DUM issus de blattes 

accommodées démontre que, dans ce cas, ce sous-type de récepteur présente une sensibilité diminuée à 

l’insecticide. Les auteurs ont également suggéré que la fonctionnalité du nAChR2 est favorisée par rapport au 

nAChR1 chez ces mêmes blattes car le blocage de ce dernier par la d-tubocurarine ne modifie pas l’amplitude 

maximale du courant ionique mesuré suite à l’application de NIC contrairement aux blattes naïves (Benzidane 

et al., 2017). Ainsi, les auteurs ont suggéré l’implication des nAChR1 et nAChR2 dans l’accommodation à l’IMI 

des blattes exposées à une dose sublétale de cet insecticide. En ce sens, il a également pu être démontré que 

la diminution d’expression de la sous-unité Pameα2 par la technique d’ARNi conduit à une diminution de la 

sensibilité des blattes naïves à l’IMI favorisant ainsi l’hypothèse de l’implication des nAChR2 dans cet exemple 

d’accommodation à un insecticide (Bantz et al., 2022).  
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Chapitre 3 : L’interférence ARN chez l’insecte 

1. Découverte et généralités sur l’interférence ARN 

Depuis la découverte de l’ARN messager (ARNm) dans les années 1960 par Jacques Monod et François 

Jacob (Jacob et Monod, 1961), ce qui leur a valu le prix Nobel de physiologie ou de médecine en 1965, les ARNs 

étaient uniquement considérés comme des macromolécules inertes qui avaient pour unique rôle de soutenir la 

machinerie de synthèse des protéines. Ce n’est que dans les années 1980, que des travaux réalisés chez la 

bactérie Escherichia coli ont pu mettre en évidence l’existence d’ARNs antisens capables d’inhiber la réplication 

des plasmides (Stougaard et al., 1981; Tomizawa et al., 1981). Ces expériences ont eu un impact majeur car 

elles ont été les premières à prêter une fonction régulatrice aux ARNs. Quant au concept même d’interférence 

ARN (ARNi), il a été observé par hasard pour la première fois en 1990 par Richard Jorgensen et ses 

collaborateurs (Napoli et al., 1990). C’est en voulant intensifier la coloration mauve des pétales d’une espèce de 

pétunia (Petunia hybrida) en introduisant par transgénèse de multiples copies du gène de la chalcone synthase, 

l’enzyme responsable de la biogénèse du pigment anthocyanine, que les chercheurs ont observé un effet 

surprenant : 40% des pétunias obtenus étaient partiellement ou totalement blancs. L’insertion de multiples 

copies du gène de la chalcone synthase semblait avoir engendré une extinction partielle ou totale des gènes 

endogènes et exogènes qui codent pour cette enzyme. C’est ce qu’ils avaient appelé la « co-suppression ». Bien 

que Jorgensen et ses collaborateurs avaient déjà émis l’hypothèse d’une régulation de l’expression des gènes 

aux niveaux transcriptionnel et/ou post-transcriptionnel, ce n’est qu’en 1998 que Andrew Fire, Craig Mello et 

leurs collaborateurs observent et décrivent l’ARNi grâce à leurs études sur le nématode Caenorhabditis elegans 

(Fire et al., 1998). En effet, l’introduction expérimentale d’ARNs double brin (dsRNAs pour « double-stranded 

RNA ») correspondant à unc-22, une protéine de myofilament, a permis d’éteindre le gène qui code pour cette 

protéine. Ils venaient d’identifier l’une des trois voies d’ARNi que l’on connaît aujourd’hui. Cette découverte 

était révolutionnaire et a engendré des décennies de projet de recherche fondamentale. C’est pourquoi Andrew 

Fire et Craig Mello ont été récompensés par le prix Nobel de physiologie ou de médecine en 2006.  

Aujourd’hui, on peut définir l’ARNi comme un ensemble de mécanismes cellulaires hautement conservés 

dans lesquels de petits ARNs non-codants vont induire la dégradation d'ARNs cibles plus longs grâce à la 

complémentarité de séquence entre ces ARNs. De ce fait, l’ARNi est un mécanisme de régulation post-

transcriptionnel de l’expression des gènes. Les protéines de la famille Dicer (Dcr) et Argonaute (Ago) présentent 

un rôle majeur dans les trois voies d’ARNi identifiées aujourd’hui. En effet, chez les insectes et les autres 

animaux, 3 différentes classes de petits ARNs capables de déclencher 3 voies distinctes d’ARNi ont été décrites 

(Zhou et al., 2008). Ces classes de petits ARNs comprennent les ARNs interférents courts/petits ou siRNAs 

(pour « short interfering RNA ») qui interviennent dans la voie des siRNAs, les microARNs ou miRNAs qui 

interviennent dans la voie des miRNAs et les ARNs interagissant avec Piwi (pour « P-element Induced WImpy 

testis ») ou piRNAs (pour « PIWI-associated RNA ») qui interviennent dans la voie des piRNAs (figure 25 ; 

Meister, 2013; Nandety et al., 2014). La voie des siRNAs est principalement responsable de la réponse 

antivirale chez les insectes mais également de la protection du génome contre les rétrotransposons au sein des 

cellules somatiques. La voie des miRNAs est principalement impliquée dans la régulation de l’expression des 

gènes. La voie des piRNAs, quant à elle, est responsable de la dégradation des rétrotransposons dans les 
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cellules germinales (Zhu et Palli, 2020). L’ARNi a pu être observée dans tous les organismes eucaryotes, y 

compris les protozoaires, les invertébrés, les vertébrés, les champignons, les algues et les plantes (Agrawal et 

al., 2003). Depuis sa découverte, la technique d’ARNi a été utilisée comme puissant outil d’étude génétique de 

l’expression, de la régulation et de l’interaction des gènes, tant à l’échelle de la cellule qu’à celle de l’organisme 

(Nandety et al., 2014; Ben-Amar et al., 2016; Suzuki et al., 2017) et, aujourd’hui, elle présente un grand 

potentiel dans la lutte contre les insectes ravageurs (Baum et al., 2007; Price et Gatehouse, 2008; Rosa et al., 

2018; Niu et al., 2019; Qiao et al., 2022; Qu et al., 2022; Yang et al., 2022). Dans ce chapitre, nous décrirons 

dans un premier temps la voie des siRNAs puis les facteurs modulant l’efficacité des dsRNAs chez l’insecte. 

Enfin, la place actuelle de l’ARNi dans la lutte contre les insectes sera discutée. 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Représentation schématique des différents voies d’interférence ARN chez l’insecte: (A) la voie des siRNAs, (B) 
la voie des miRNAs et (C) la voie des piRNAs. Aub = aubergine ; Ago = argonaute ; Dcr = dicer ; dsRNA = « double-
stranded RNA » ; Loqs = « Loquacious » ; miRNA = « microRNA » ; piRNA = « PIWI-associated RNA » ; RP = « RISC-
associated protein » ; siRNA = « short-interfering RNA ». Modifiée d’après Zhu et Palli, 2020. 
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2. La voie des siRNAs 

2.1. Absorption cellulaire des dsRNAs exogènes et interférence ARN 
systémique 

Dans cette voie d’ARNi, la dégradation d’un ARN cible est dépendante de la présence d’un siRNA 

complémentaire. Contrairement aux deux autres voies, la voie des siRNAs fait intervenir des dsRNAs endogènes 

ou exogènes pour la production de ces siRNAs. Les dsRNAs endogènes peuvent dériver d’éléments répétés ou 

transposables du génome (Czech et al., 2008; Ghildiyal et al., 2008; Biryukova et Ye, 2015). Les dsRNAs 

exogènes (ou environnementaux), quant à eux, peuvent être d’origine virale ou introduits expérimentalement 

(Carthew et Sontheimer, 2009). L’origine exogène de certains dsRNAs suggère l’existence de mécanismes ou de 

transporteurs permettant l’internalisation cellulaire de ces ARNs. Le premier mécanisme d’absorption cellulaire 

des dsRNAs a pu être décrit chez le nématode Caenorhabditis elegans. Ce dernier s’appuie sur le transport 

passif des dsRNAs par une famille de protéines transmembranaires SID (pour « Systemic RNA interference 

defective » ; Rocheleau, 2012). Chez ce nématode, SID-2 est exprimée au niveau intestinal et est supposée 

être impliquée dans l’absorption des dsRNAs exogènes par endocytose (Winston et al., 2007; McEwan et al., 

2012). Cependant, aucun gène homologue au gène Sid-2 de Caenorhabditis elegans n’a été identifié chez les 

insectes (Tomoyasu et al., 2008; Joga et al., 2016). De plus, l’expression du gène Sid-2 du nématode dans des 

cellules BmN4 de papillon Bombyx mori ne permet pas le déclenchement de la voie des siRNA lorsque des 

dsRNAs sont présents dans le milieu de culture (Kobayashi et al., 2012). Ainsi, SID-2 ne semble pas impliquée 

dans l’absorption cellulaire des dsRNAs exogènes chez l’insecte. 

Chez le nématode, il a été découvert une autre protéine SID, SID-1, qui est une protéine canal 

impliquée dans l’internalisation des dsRNAs exogènes ainsi que dans le transport intercellulaire de ces derniers 

et des siRNAs (Winston et al., 2002; Feinberg et Hunter, 2003; Shih et Hunter, 2011; Li et al., 2015b). Aucun 

gène orthologue au gène Sid-1 du nématode n’a été identifié chez l’insecte. En revanche, des gènes « Sid-1-

like » appelés Sil1 ont été identifiés chez différentes espèces d’insectes (Xu et Han, 2008; Wang et al., 2014; 

Cappelle et al., 2016). Cependant, l’analyse phylogénétique plus approfondie de ces gènes Sil1 chez le scarabée 

Tribolium castaneum suggère que leur séquence protéique semble plus proche des protéines TAG-130 et CHUP-

1 du nématode (Tomoyasu et al., 2008; Vélez et Fishilevich, 2018). Par la suite, il a été démontré que CHUP-1 

est impliquée dans le transport du cholestérol chez Caenorhabditis elegans (Valdes et al., 2012). En revanche, 

la fonction de TAG-130 reste encore à élucider. Malgré tout, l’implication de certains gènes Sil1 dans 

l’absorption cellulaire des dsRNAs exogènes a pu être rapportée, notamment par une approche « RNAi-of-

RNAi », chez la cicadelle brune Nilaparvata lugens (Xu et al., 2013), la chrysomèle Diabrotica virgifera virgifera 

(Miyata et al., 2014), le doryphore Leptinotarsa decemlineata (Cappelle et al., 2016) et le puceron 

Acyrthosiphon pisum (Ye et al., 2022). L’approche « RNAi-of-RNAi » consiste en l’utilisation d’un premier ARN 

interférent dirigé contre un gène potentiellement impliqué dans le mécanisme d’ARNi ou dans l’absorption 

cellulaire des dsRNAs suivie de l’application d’un second ARN interférent dit « rapporteur » qui cible, quant à lui, 

un second gène qui n’est pas impliqué dans ces mécanismes. Ainsi, la mesure d’expression du gène 

« rapporteur », notamment par qPCR, permet d’évaluer l’implication du premier gène cible dans le mécanisme 

d’ARNi ou dans l’absorption cellulaire des ARN interférents. Le nombre de gène Sil1 est variable chez les 

insectes mais la majorité en présente au moins un. La mouche Drosophila melanogaster, quant à elle, ne 
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présente pas de gène Sil1 dans son génome suggérant l’existence d’autres mécanismes impliqués dans 

l’absorption cellulaire des dsRNAs exogènes (Joga et al., 2016). En ce sens, l’endocytose dépendante de la 

clathrine des dsRNAs exogènes a pu être étudiée, également par une approche « RNAi-of-RNAi », dans 

l’absorption cellulaire de ces derniers. L’implication d’un tel mécanisme a pu être rapportée dans les cellules S2 

de la drosophile Drosophila melanogaster (Ulvila et al., 2006) mais également chez le puceron Acyrthosiphon 

pisum (Ye et al., 2021) et le doryphore Leptinotarsa decemlineata (Cappelle et al., 2016). Ainsi, selon les 

espèces d’insecte, l’absorption cellulaire des dsRNAs exogènes semble se produire soit par transport à travers la 

membrane cellulaire par des protéines canal SID-1-like, soit par endocytose ou les deux (figure 26).  

 

 

 
Figure 26 : Représentation schématique des mécanismes impliqués dans l’absorption cellulaire des dsRNAs exogènes chez 
l’insecte. Le premier mécanisme est l’internalisation des dsRNAs par une protéine canal SID-1-like. Le second correspond à 
l’endocytose médiée par la clathrine. Dans ce dernier, le dsRNA exogène va interagir avec un récepteur « scavenger » (ou 
éboueur) dans un premier temps. Puis, ce complexe sera internalisé par endocytose médiée par la clathrine. Enfin, 
l’acidification de l’endosome nouvellement formé, notamment par les ATPases vacuolaires, va permettre la libération du 
dsRNA dans le cytoplasme. dsRNA = « Double-stranded RNA » ou ARN double brin. 

 

 

Comme décrit précédemment, chez Caenorhabditis elegans, SID-1 est également impliquée dans le 

transport intercellulaire des dsRNAs et siRNAs (Winston et al., 2002; Shih et Hunter, 2011; Li et al., 2015b). De 

ce fait, cette protéine possède un rôle majeur dans la systématisation de l’ARNi chez le nématode. L’ARNi 

systémique peut être définie comme un mécanisme par lequel l’application locale de dsRNAs conduit à une 



  77 

réponse d’ARNi dans tout l’organisme (Zhu et Palli, 2020). Des réponses systémiques de l’ARNi ont pu être 

observées chez diverses espèces d’insectes (Bolognesi et al., 2012; Miller et al., 2012; Wynant et al., 2012; 

Luo et al., 2013; Ivashuta et al., 2015; Bantz et al., 2022) mais les mécanismes sous-jacents permettant la 

diffusion des dsRNAs ou siRNAs restent encore inconnus. Enfin, chez les nématodes et les plantes, la 

systématisation de cette réponse est également permise par une amplification intracellulaire des siRNAs, on 

parle dans ce cas d’ARNi « transitive ». Ces siRNAs secondaires sont produits par une ARN polymérase 

dépendante de l’ARN (ou RdRP pour « RNA-dependant RNA Polymerase ») à partir de l’ARN cible. En revanche, 

aucun homologue des RdRPs n’est présent dans les génomes d’insectes (Gordon et Waterhouse, 2007) et aucun 

siRNA secondaire ne semble être produit en réponse à un dsRNA exogène (Li et al., 2018a). 

 

2.2. Mécanismes moléculaires responsables de la dégradation de l’ARN 
cible 

Une fois internalisés, les dsRNAs vont aboutir à la dégradation de l’ARN cible. Dans le cas d’un dsRNA 

exogène, l’ARN cible pourra correspondre à un ARN viral ou à un ARNm défini expérimentalement comme cible. 

Les étapes effectrices de la dégradation d’un ARN par la voie des siRNAs sont médiées selon un mode commun 

chez les plantes, les vertébrés et les invertébrés (Ghildiyal et Zamore, 2009). Ces étapes sont i) le clivage d’un 

dsRNA en siRNA double brin par une enzyme Dcr et ii) la dégradation du brin sens ou « passager » du siRNA et 

de l’ARN cible complémentaire au brin antisens ou « guide » par Ago au sein d’un complexe protéique RISC 

(« RNA-induced silencing complex »). 

 

2.2.1. Clivage des dsRNAs en siRNAs par Dicer 

Les insectes, contrairement aux vertébrés et à certains invertébrés, possèdent deux enzymes Dcr (Lee 

et al., 2004; Tomoyasu et al., 2008). Le clivage des dsRNAs en siRNAs d’environ 19 à 21 pb fait intervenir une 

RNAse de type III de cette famille, Dcr2. Les premières données structurelles sur l’interaction Dcr/dsRNA et le 

clivage de ce dernier ont été obtenues à partir de structures cristallisées issues de Giardia intestinalis, un 

protozoaire flagellé (MacRae et al., 2006). A partir de ces données, un modèle structurel de Dcr a pu être 

proposé pour l’Homme (Zhang et al., 2004) et, par la suite, pour Dcr2 de la mouche Drosophila melanogaster 

(Dm-Dcr2 ; Wynant et al., 2014). Dm-Dcr2, tout comme l’enzyme Dcr des vertébrés et certains invertébrés, 

présente différents domaines impliqués dans l’interaction avec le dsRNA d’intérêt et dans le clivage de ce 

dernier en siRNAs double brin (figure 27). Ces domaines sont les suivants (de l’extrémité N-terminale à C-

terminale) : 

- Deux domaines hélicase qui seraient impliqués dans la sélection des dsRNAs selon leur extrémité 

(Welker et al., 2011). Dm-Dcr1, qui est impliqué dans la maturation des miRNAs, n’en possède qu’un 

seul (Lee et al., 2004). 

- Un premier domaine atypique capable de fixer le dsRNA (ou dsRBD pour « dsRNA-binding domain ») 

aussi appelé DUF 283 (« Domain of Unknown Function ») dont la fonction n’est pas encore bien définie 

(Kurzynska-Kokorniak et al., 2016). 
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- Un domaine PAZ (« Piwi/Argonaute/Zwille ») considéré comme incomplet car il est plus court que le 

domaine PAZ de Dm-Dcr1 qui est impliqué dans la voie des miRNAs (Tomoyasu et al., 2008). Le 

domaine PAZ permet de stabiliser l’extrémité d’un dsRNA au niveau d’une poche capable de fixer les 

phosphates. Il serait impliqué dans le maintien de la taille relativement constante des siRNAs produits 

(Kandasamy et Fukunaga, 2016).  

- Deux domaines RNAse III disposés en tandem (RNAse IIIa et RNAse IIIb) qui sont responsables du 

clivage du dsRNA à proprement parlé. Chaque domaine RNAse III cliverait un des deux brins du dsRNA 

(Wynant et al., 2014). 

- Un second domaine dsRBD qui a pour fonction de stabiliser le dsRNA (Zhang et al., 2004). 

 

Bien que les RNAses III possèdent un domaine capable de fixer le dsRNA (domaine DUF 283), ces 

enzymes requièrent aussi des protéines capables de fixer un dsRNA (ou dsRBP pour « dsRNA-binding 

protein »). Ici, Dcr2 peut s’associer avec deux dsRBPs différentes : Loquacious (Loqs) et R2D2. Il est 

communément admis que ces dsRBPs sont impliquées dans la voie des siRNAs induite par un dsRNA endogène 

et exogène respectivement. Cependant, il a pu être suggéré que R2D2 et Loqs peuvent intervenir dans une voie 

de siRNA commune (Marques et al., 2010). Enfin, il a été démontré que leurs fonctions ne sont pas 

redondantes lors de l’injection d’un dsRNA exogène dans des embryons de mouche Drosophila melanogaster qui 

portent des mutations de Loqs ou R2D2. En effet, Loqs participerait au clivage du dsRNA en siRNAs et R2D2 

dans le chargement des siRNAs produits au sein du complexe RISC qui est responsable de la dégradation de 

l’ARN cible (Marques et al., 2010). 

 

 

Figure 27 : Structure de l’enzyme Dicer 2 de la mouche Drosophila melanogaster (Dm-Dcr2). (A) Représentation 
schématique de l’organisation des domaines de Dm-Dcr2. (B) Représentation schématique de l’agencement des domaines 
de Dm-Dcr2 autour d’un dsRNA. dsRBD = « dsRNA-binding domain » ; dsRNA = « double-stranded RNA » ; siRNA = 
« short-interfering RNA ». Modifiée d’après Wynant et al., 2014. 
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2.2.2. Dégradation de l’ARN cible par Argonaute 

La dégradation de l’ARN cible est réalisée par le complexe RISC. Ce dernier est composé d’une enzyme 

Ago, de protéines associées à RISC (RP pour « RISC-associated protein ») et du brin guide du siRNA qui est 

complémentaire à l’ARN cible. Le nombre de gènes ago qui codent pour les protéines Ago est variable selon les 

insectes. Chez les insectes, les protéines Ago sont divisées en deux familles : les Ago (Ago1 et Ago2) et les 

PIWI (PIWI, Aubergine, Ago3). Chez la mouche Drosophila melanogaster, cinq gènes ago et cinq protéines 

associées ont été identifiés : Dm-Ago1, Dm-Ago2, Dm-Ago3, Dm-PIWI et Dm-Aubergine (Carthew et 

Sontheimer, 2009). Ago2 présente une activité ribonucléasique et est directement responsable du clivage de 

l’ARN cible. Plus précisément, le complexe Dcr2/R2D2 va induire l’assemblage d’un complexe pré-RISC par 

l’ajout de Ago2 et de protéines RP. Ce complexe pré-RISC contient également le siRNA double brin obtenu par 

le clivage d’un dsRNA (Carthew et Sontheimer, 2009). Il a pu être démontré, par l’utilisation de brins passager 

radiomarqués et par la mesure de la radioactivité à différents temps lors de l’assemblage du complexe RISC in 

vitro, que le brin passager du siRNA est dégradé et éliminé par Ago2, de la même manière que l’ARN cible, lors 

de l’assemblage et l’activation de RISC de telle sorte à ne conserver que le brin guide (Matranga et al., 2005; 

Rand et al., 2005). Ainsi, un complexe RISC fonctionnel est obtenu. En ce sens, Ago2 est l’enzyme clé dans 

l’étape fonctionnelle de dégradation de l’ARN cible. Tout comme pour Dm-Dcr2 décrit précédemment, un 

modèle structurel de l’interaction et du clivage de l’ARN cible par Dm-Ago2 de Drosophila melanogaster a pu 

être proposé (figure 28 ; Wynant et al., 2014). Dm-Ago2 présente quatre domaines fonctionnels (de l’extrémité 

N-terminale à C-terminale) : 

- Un domaine N-terminal qui serait indispensable à l’ouverture du siRNA double brin lors de l’assemblage 

de RISC et de la molécule d’ARN intermédiaire double brin (brin guide/ARN cible) formée lors de l’étape 

de clivage de l’ARN cible (Kwak et Tomari, 2012) ; 

- Un domaine PAZ qui lie l’extrémité 3’ du brin guide du siRNA (Kandeel et al., 2014), 

- Un domaine Mid (Middle) qui fixe, quant à lui, l’extrémité 5’ du brin guide (Faehnle et Joshua-Tor, 

2010). 

- Un domaine PIWI structurellement similaire à une ribonucléase H et qui est responsable du clivage de 

l’ARN cible (Meister, 2013). 
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Figure 28 : Structure de l’enzyme Argonaute 2 de la mouche Drosophila melanogaster (Dm-Ago2). (A) Représentation 
schématique de l’organisation des domaines de Dm-Ago2. (B) Représentation schématique de l’agencement des domaines 
de Dm-Ago2 autour d’un dsRNA. Modifiée d’après Wynant et al., 2014. 

 

2.3. Principaux rôles physiologiques de la voie des siRNAs 

2.3.1. Implication dans la réponse antivirale de l’insecte 

Parmi les trois voies d’ARNi identifiées, la voie des siRNAs est principalement responsable de la réponse 

antivirale chez les insectes (Kingsolver et al., 2013; Tafesh-Edwards et Eleftherianos, 2020). La mouche 

Drosophila melanogaster est un modèle d’étude pour comprendre les infections virales ainsi que les 

mécanismes antiviraux (Xu et Cherry, 2014). Il a notamment été montré que des souches de drosophiles 

mutées sur les gènes qui codent pour Dm-Dcr2 ou Dm-Ago2 présentent un phénotype particulier que les 

auteurs ont décrit comme étant un « enhanced disease phenotype » qui se caractérise par une réplication virale 

plus importante et une mortalité accrue après une infection par le virus « Flock House », le « Drosophila C 

virus » ou le « Cricket paralysis virus » (Galiana-Arnoux et al., 2006; van Rij et al., 2006; Wang et al., 2006). 

De plus, chez la drosophile, des siRNAs viraux sont produits par la dégradation de dsRNAs viraux qui 

correspondent à des intermédiaires dans le cycle de réplication de virus à ARN et à ADN, ce qui confirme une 

large activité antivirale de cette voie (Leggewie et Schnettler, 2018). En effet, différentes études réalisées sur 

cet insecte ont pu montrer l’implication de la voie des siRNAs dans les mécanismes antiviraux après une 

infection par des virus de la famille des Dicistroviridae, Nodaviridae, Rhabdoviridae, Togaviridae, Bunyavirus, 

Flaviviridae qui possèdent un génome composé d’un ARN simple brin ; de la famille des Birnaviridae qui ont un 

génome composé d’un ARN double brin et de la famille des Iridoviridae, qui quant à elle est composée de virus 

à ADN double brin (Xu et Cherry, 2014). D’autres études ont également permis de montrer le rôle de la voie 

des siRNAs comme mécanisme antiviral chez d’autres insectes comme les moustiques Aedes aegypti et 
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Anopheles gambiae (Keene et al., 2004; Sánchez-Vargas et al., 2009; McFarlane et al., 2014), l’abeille Apis 

mellifera (Chejanovsky et al., 2014) ou encore la papillon Bombyx mori (Zografidis et al., 2015).  

 

2.3.2. Rôle dans la protection du génome 

Les éléments transposables du génome sont des séquences d'ADN capables de se déplacer et de s’insérer 

de manière autonome au sein du génome par un mécanisme appelé transposition. Ces éléments sont une part 

importante des génomes. En effet, ils correspondent à environ 45% du génome humain (Lander et al., 2001) et 

20% du génome de la mouche Drosophila melanogaster (Kapitonov et Jurka, 2003). Certains de ces éléments 

transposables, appelés rétrotransposons, nécessitent un intermédiaire ARN pour se déplacer. Ces 

rétrotransposons peuvent induire une instabilité génomique notamment par mutagénèse par insertion (Hyun, 

2017). Chez les insectes, la dégradation des intermédiaires ARN des rétrotransposons a majoritairement été 

attribuée à la voie des piRNAs (Siomi et al., 2011; Hyun, 2017; Ninova et al., 2017; Sato et Siomi, 2020). 

Cependant, l’implication de la voie des siRNAs dans leur clivage a également été suggérée. En effet, il a été 

rapporté, dans des têtes de drosophiles, la présence de siRNAs correspondants à des éléments transposables du 

génome. De plus, dans des souches de drosophiles mutées sur Dm-Dcr2 ou Dm-Ago2, l’expression de certains 

rétrotransposons est augmentée (Ghildiyal et al., 2008).  

 

Ainsi, l’ARNi constitue une véritable barrière défensive contre des « agressions » d’origines endogène et 

exogène. C’est cette capacité à répondre à l’ajout d’un ARN interférent exogène qui a permis d’envisager 

l’utilisation de l’ARNi pour lutter contre les insectes nuisibles. 

 

3. Stratégies favorisant l’efficacité de l’interférence ARN chez 
l’insecte 

L’efficacité de l’ARNi en réponse à un dsRNA exogène est variable selon les espèces d’insectes. Divers 

facteurs ont pu être associés à ces différences tels que le mode d’application (micro-injection, topique, 

ingestion), l’absorption cellulaire des dsRNAs difficile, une systématisation de la réponse impossible, des 

différences au niveau des protéines Ago ou encore un manque de stabilité des dsRNAs dans l’environnement 

dans lequel évolue l’insecte cible et la présence d’endonucléases dans leur tractus digestif (Zhu et Palli, 2020). 

L’un des enjeux dans l’utilisation de la technique d’ARNi pour lutter contre les insectes nuisibles est le 

développement de stratégies permettant d’augmenter leur efficacité au sein des espèces cibles. Parmi ces 

stratégies, le choix de la méthode d’application, l’encapsulation des dsRNAs et la prise en compte de certains 

paramètres moléculaires lors de leur conception ont notamment pu être rapportés. 

 

3.1. Modes d’application 

3.1.1. La micro-injection 

La méthode la plus couramment utilisée pour l'administration de dsRNAs est la micro-injection, dans 

laquelle une petite quantité de dsRNAs est directement injectée dans un embryon d'insecte ou dans le corps 
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d'un insecte. Cette méthode d’application a montré des résultats probants en terme d’efficacité chez diverses 

espèces d’insectes (Kennerdell et Carthew, 1998; Martín et al., 2006; Tomoyasu et al., 2008; Huang et Lee, 

2011; Lu et al., 2012b; Li et al., 2015a; Yu et al., 2016). Les avantages principaux de cette méthode 

d’application sont de pouvoir contrôler la dose de dsRNAs injectée ainsi que de cibler une zone. En ce sens, elle 

permet d’obtenir une réponse d’ARNi efficace même chez des insectes dépourvus de mécanisme de 

systématisation de cette réponse comme la mouche Drosophila melanogaster. En revanche, bien que la micro-

injection convienne pour l’analyse fonctionnelle de gènes, elle est difficilement envisageable pour contrôler une 

population d’insectes nuisibles à grande échelle (Yan et al., 2021). 

 

3.1.2. L’application topique 

Un traitement par application topique de dsRNAs suggère leur absorption au niveau de la cuticule de 

l’insecte. Cette méthode s’est également avérée efficace, par application directe sur la cuticule avec une micro-

pipette ou avec un spray, chez diverses espèces d’insectes (El-Shesheny et al., 2013; Gong et al., 2013; Zhang 

et al., 2015a; San Miguel et Scott, 2016; Dias et al., 2019; Niu et al., 2019). Contrairement à la micro-

injection, traiter les insectes avec des dsRNAs par application topique semble plus envisageable à grande 

échelle. 

 

3.1.3. L’ingestion 

L’ingestion est, avec la micro-injection, le mode d’application des dsRNAs le plus documenté (List et al., 

2022). Tout comme l’application topique, l’application par ingestion semble plus envisageable en agriculture. 

Elle a notamment pu être décrite comme la méthode d’application la plus appropriée dans le contrôle des 

insectes nuisibles (Kunte et al., 2020; Zhu et Palli, 2020). Cette application inclut l’utilisation d’une alimentation 

artificielle contenant les dsRNAs (Rangasamy et Siegfried, 2012), de plantes génétiquement modifiées qui 

peuvent les synthétiser (Head et al., 2017), de feuilles imbibées avec une solution contenant des dsRNAs 

(Camargo et al., 2018) ou l’ingestion directe de cette dernière (Sapountzis et al., 2014). Il a été rapporté que, 

de façon générale, les efficacités des dsRNAs délivrés par micro-injection et ingestion seraient similaires (List et 

al., 2022). Cependant, cette notion doit être discutée car la comparaison de ces efficacités ne prend pas en 

compte tous les facteurs pouvant les influencer (voir partie 3.3 de ce chapitre). Malgré tout, l’efficacité des 

dsRNAs par ingestion semble plus variable d’une espèce à l’autre que pour les autres méthodes d’application. 

En effet, l’administration orale de dsRNAs est notamment très efficace chez les coléoptères (Baum et al., 2007; 

Rangasamy et Siegfried, 2012; Palli, 2014; Khajuria et al., 2015). A l’inverse, l'administration par voie orale 

entraîne une faible efficacité de l'ARNi chez de nombreuses autres espèces d'insectes. Chez le criquet Locusta 

migratoria, par exemple, l'efficacité de l'ARNi est élevée si le dsRNA d’intérêt est appliqué par micro-injection 

mais faible s'il est administré par ingestion (Song et al., 2019). Les auteurs ont notamment pu démontrer, dans 

ce cas, l’implication dans la faible efficacité de l’ARNi d’endonucléases, qui sont présentes dans le système 

digestif de l’insecte et qui sont responsables de la dégradation des dsRNAs. 
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3.2. Encapsulation des dsRNAs dans des nanoparticules 

Un des facteurs majeurs limitant l’efficacité des dsRNAs, notamment par ingestion, chez l’insecte est 

leur dégradation par des endonucléases dans le système digestif empêchant ainsi leur absorption cellulaire et 

leur systématisation. Les stratégies d’encapsulation des dsRNAs dans des nanoparticules semblent les plus 

étudiées actuellement pour prévenir leur dégradation et/ou favoriser leur absorption cellulaire (Zhu et Palli, 

2020). Les nanoparticules mesurent entre un et quelques centaines de nanomètres et peuvent être composées 

de matériaux organiques ou inorganiques (Silver et al., 2021). La diversité de nanoparticules envisagées et 

étudiées pour augmenter l’efficacité des dsRNAs chez les insectes nuisibles est en perpétuelle croissance ces 

dernières années. Parmi celles-ci, on peut citer les liposomes cationiques, les polymères, les virus et les 

particules pseudo-virales (VLPs pour « Virus-like particles » ; figure 29). 

 

 

 

 

Figure 29 : Exemples de nanoparticules étudiées et envisagées pour encapsuler les dsRNAs et augmenter leur efficacité 
dans la lutte contre les insectes nuisibles. 

 

3.2.1. Les liposomes cationiques 

Les liposomes cationiques sont des vésicules artificielles sphériques facilement biodégradables et 

synthétisées à partir de lipides naturels non toxiques. L’encapsulation des dsRNAs dans des liposomes 

cationiques, ou lipoplexes, est facilement réalisable à partir de réactifs de transfection. En effet, la formation de 

lipoplexes est permise par la mise en place d’interactions électrostatiques entre les lipides cationiques chargés 

positivement contenus dans ces réactifs et les ARNs chargés négativement (Zuhorn et al., 2007). L'un des 

avantages de ce type de nanoparticules est son caractère semi-perméable qui simule les membranes 

biologiques, ce qui permet une diffusion facilitée des composés qu'elles transportent grâce à leur capacité de 

pénétration cellulaire (Hernández-Soto et Chacón-Cerdas, 2021). En effet, il a été démontré chez diverses 

espèces d’insectes qu’encapsuler des dsRNAs dans des liposomes cationiques permet de faciliter leur absorption 
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cellulaire (Gurusamy et al., 2020a). De plus, l’utilisation de liposomes cationiques permet de protéger les 

dsRNAs contre les endonucléases présentes dans le système digestif des insectes (Lin et al., 2017; Gurusamy 

et al., 2020a; Wang et al., 2020) et par conséquent d’augmenter l’efficacité des dsRNAs lorsqu’ils sont ingérés 

(tableau 13). 

 

 

Espèce Gène cible 
Efficacité 

Non-encapsulé vs Encapsulé Réf 

Blatella 

germanica 
tub 

Diminution d’expression (qPCR) 
≈ 10 vs 40% 

Mortalité induite (tests de mortalité) 
≈ 0 vs 70% 

Lin et al., 2017 

Drosophila 

melanogaster 
transgénique gus 

gus 

(β-glucuronidase) 
Diminution d’activité enzymatique 

≈ 5 vs 50% 
Whyard et al., 2009 

Euschistus heros 

vATPase A 
Mortalité induite (tests de mortalité) 

≈ 30 vs 50% 
Castellanos et al., 

2019 

act-2 
Mortalité induite (tests de mortalité) 

≈ 30 vs 50% 
Castellanos et al., 

2019 

Drosophila suzukii vha26 Mortalité induite (tests de mortalité) 
≈ 0 vs 40% 

Taning et al., 2016 

Spodoptera 

frugiperda 
SfV-ATPase 

Mortalité induite (tests de mortalité) 
≈ 15 vs 40% 

Yao et al., 2022 

Chilo suppressalis G3PDH 
Diminution d’expression (qPCR) 

≈ 0 vs 20% Wang et al., 2020 

  

Tableau 13 : Tableau non-exhaustif illustrant l’augmentation de l’efficacité de l’ARNi chez diverses espèces d’insectes 
lorsque les dsRNAs ingérés sont encapsulés dans des liposomes cationiques. La dénomination des gènes cibles indiquée est 
celle présentée par les auteurs. 

 

3.2.2. Les polymères 

La complexation des dsRNAs avec des polymères peut également améliorer leur stabilité et donc 

l’efficacité de l'ARNi chez les insectes nuisibles. En effet, tout comme les liposomes cationiques, l’encapsulation 

des dsRNAs dans ces nanoparticules a permis d’empêcher leur dégradation dans le système digestif de l’insecte 

(Gurusamy et al., 2020b; Wang et al., 2020; Cooper et al., 2021). Ce type d’encapsulation est envisagé car ces 

nanoparticules sont stables, biodégradables et la modification de leur surface permettant de favoriser leur 

absorption cellulaire est facilement réalisable. Cependant, contrairement à la fabrication de lipoplexes, leur 

production nécessite plus de matériels et est plus laborieuse (Joga et al., 2016). Cette technologie a été 

explorée pour la première fois en utilisant le chitosane comme polymère pour améliorer la réponse d’ARNi chez 

le moustique Anopheles gambiae (Zhang et al., 2010). Comme les polymères de chitosane sont chargés 

positivement, ils sont attirés électrostatiquement par les dsRNAs chargés négativement, ce qui forme des 

complexes dsRNAs/polymères. Aujourd’hui, d’autres types de polymères sont étudiés (Hernández-Soto et 

Chacón-Cerdas, 2021) et l’augmentation de l’efficacité des dsRNAs encapsulés dans ces nanoparticules a pu 

être rapportée lorsqu’ils sont ingérés par des insectes (tableau 14). 
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Espèce Gène cible Efficacité 
Non-encapsulé vs Encapsulé 

Réf 

Spodoptera 

frugiperda 

inhibitor of 

apoptosis 

Diminution d’expression (qPCR) 
≈ 30 vs 40% 

Mortalité induite (tests de mortalité) 
≈ 25 vs 50% 

Gurusamy et al., 
2020b 

Spodoptera 

exigua 
chitine synthase B 

Mortalité induite (tests de mortalité) 
≈ 15 vs 50% 

Christiaens et al., 
2018 

Chilo suppressalis G3PDH 
Diminution d’expression (qPCR) 

≈ 0 vs 40% 
Wang et al., 2020 

Aedes aegypti IAP1 
Mortalité induite (tests de mortalité) 

≈ 15 vs 40% 
Dhandapani et al., 

2019 
 

Tableau 14 : Tableau non-exhaustif illustrant l’augmentation de l’efficacité de l’ARNi chez diverses espèces d’insectes 
lorsque les dsRNAs ingérés sont encapsulés dans des polymères. La dénomination des gènes cibles indiquée est celle 
présentée par les auteurs. 

 

3.2.3. Les virus et particules pseudo-virales 

L’utilisation de virus pour optimiser l’efficacité des dsRNAs chez les insectes a également été étudiée. 

En effet, leur enveloppe virale joue un rôle essentiel dans l'infection virale en interagissant avec les récepteurs 

de la cellule hôte et en protégeant l'intégrité de leur matériel génétique lorsque le virus est exposé à des 

facteurs environnementaux extracellulaires agressifs comme les enzymes de dégradation (Kolliopoulou et al., 

2017; Kolliopoulou et al., 2020). Cette stratégie se base sur l’utilisation de virus d’insectes ou de plantes pour 

exprimer des dsRNAs spécifiques de l'insecte cible. Pour ce faire, un gène est généralement modifié ou ajouté 

au virus en question de telle sorte que le dsRNA d’intérêt soit produit lors de la réplication virale. Dans le cas de 

virus de plantes modifiés, le dsRNA d’intérêt est produit en grande quantité dans le phloème et sera ingéré par 

les insectes cibles venus se nourrir sur la plante. Notamment, l’ingestion de dsRNAs produits dans des plantes 

infectées avec un virus de la mosaïque du tabac modifié s’est avérée efficace chez certaines espèces d’insectes 

(tableau 15). De plus, l’utilisation de virus d’insectes pour délivrer les dsRNAs a également pu être rapportée 

dans la littérature (tableau 16). Dans ce cas, les insectes sont directement infectés par un virus modifié. 

 

 

Espèce Gène cible Effets Réf 

Bactericera 

cockerelli 
BC-ATPase 

- Diminution de l’expression du gène cible 
- Diminution de la fécondité 

Wuriyanghan et 
Falk, 2013 

Planococcus 

citri 

CH1S 

ou 

vATPase 

- Diminution de l’expression des gènes cibles 
- Diminution de la fécondité 
- Augmentation de la mortalité 

Khan et al., 2013 

Mythimna 

separata 

MseChi1 ou 
MseChi2 

- Diminution de l’expression des gènes cibles 
- Diminution du poids du corps 

Bao et al., 2016 

 

Tableau 15 : Tableau non-exhaustif illustrant l’efficacité des dsRNAs ingérés par diverses espèces d’insectes à partir de 
plantes infectées avec un virus de la mosaïque du tabac modifié. La dénomination des gènes cibles indiquée est celle 
présentée par les auteurs. 
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Espèce Virus modifié Gène cible Effets Réf 

Sesamia 

nonagrioides 
Baculovirus SnJHER 

- Diminution de l’expression du 
gène cible 

- Développement altéré 

Kontogiannatos 
et al., 2013 

Aedes albopictus Densovirus V-ATPase 
- Diminution de l’expression du 

gène cible 
- Augmentation de la mortalité 

Gu et al., 2011 

Drosophila 

melanogaster 
Flock House 

vha26 

alpha COP 

RPS13 

- Diminution de l’expression des 
gènes cibles 

- Augmentation de la mortalité 

Taning et al., 
2018 

 

Tableau 16 : Tableau non-exhaustif illustrant l’efficacité des dsRNAs délivrés à partir d’un virus d’insecte modifié. La 
dénomination des gènes cibles indiquée est celle présentée par les auteurs. 
 

 

Les limites à l’utilisation de virus de plantes ou d’insectes modifiés ont pu être discutées. Notamment, 

l’infection d’une plante ou d’un insecte avec un virus peut inhiber la machinerie cellulaire responsable de la 

réponse induite par l’ARNi chez l'insecte cible car des suppresseurs sont généralement retrouvés dans les 

génomes viraux. De plus, le virus peut causer des effets délétères sur la plante hôte infectée (Silver et al., 

2021) et l’utilisation d’agent pathogène peut être critiquée et présente le risque de ne pas être acceptée par la 

population. En ce sens, les VLPs ont un intérêt particulier dans la lutte contre les insectes nuisibles (Deshayes 

et al., 2022; Xue et al., 2023). Ils sont définis comme des structures produites par l’auto-assemblage de 

protéines structurelles virales. Ainsi, leur structure est similaire à celle de virions natifs. Cependant, 

contrairement à ces derniers, les VLPs ne sont pas infectieux car ils ne présentent pas de génome viral et sont 

donc incapables de se répliquer (Nooraei et al., 2021). Il a ainsi été suggéré que les VLPs pourraient être une 

alternative intéressante à l’utilisation des virus pour encapsuler les dsRNAs et améliorer leur efficacité (Xue et 

al., 2023). 

 

3.3. Importance de la conception des dsRNAs 

Bien que les différentes stratégies d’encapsulation décrites précédemment soient très documentées, de 

plus rares études se sont intéressées à la conception et à la modification des dsRNAs d’intérêt pour accroître 

leur efficacité. Notamment, l’importance de la conception des dsRNAs et de leur séquence dans l’efficacité de la 

réponse de l’ARNi a été discutée. En effet, il a pu être démontré chez le doryphore Leptinotarsa decemlineata, 

par l’évaluation de l’expression du gène cible et des tests de mortalité, que les dsRNAs d’intérêt doivent au 

moins présenter 97% d’identité avec le transcrit cible pour maximiser leur efficacité (He et al., 2020). Ainsi, 

maximiser la complémentarité de séquence entre le dsRNA et le transcrit cible est nécessaire pour augmenter 

l’efficacité de la réponse d’ARNi associée. 

L’importance de la sélection du gène cible dans l’efficacité de l’ARNi a largement été discutée (Silver et 

al., 2021). Cependant, des variations d’efficacité des dsRNAs ciblant des zones différentes d’un même transcrit 

ont aussi pu être rapportées. En effet, chez le moustique Aedes aegypti, des variations de l’efficacité des 

dsRNAs ciblant différentes zones de la séquence codante du gène de la sous-unité α du canal Nav ont pu être 

démontrées par qPCR (Bona et al., 2016). Les mécanismes sous-jacents impliqués dans ces variations 
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d’efficacité de l’ARNi selon les régions ciblées sur un même gène sont encore inconnus. En revanche, il a pu être 

rapporté que le clivage des dsRNAs en siRNAs peut être affecté par leur séquence. Ruobing Guan et ses 

collaborateurs ont démontré, par une analyse RNAseq, l’existence de triplets de nucléotides où le clivage des 

dsRNAs est favorisé chez diverses espèces d’insectes. Chez le papillon Ostrinia furnacalis et l’armigère 

Helicoverpa armigera, ce clivage est préférentiellement réalisé au niveau du triplet GGU alors que, pour le 

scarabée Tribolium castaneum, les triplets qui semblent favorables au clivage sont AAG, GUG et GUU (Guan et 

al., 2018). 

Enfin, d’autres facteurs tels que la longueur des dsRNAs, leur dose, des modifications de leur structure 

ou la répétition de la séquence du dsRNA peuvent également moduler l’efficacité de la réponse d’ARNi (Flynt, 

2021; Silver et al., 2021). 

 

4. L’interférence ARN dans la lutte contre les insectes 

4.1. Les dsRNAs comme agent de biocontrôle 

Depuis le développement de SmartStax PRO, les premières cultures de maïs composées de plantes 

génétiquement modifiées qui combinent l’utilisation d’un dsRNA dirigé contre la protéine « sucrose non-

fermenting 7 » (DvSnf7) qui est une protéine de tri vacuolaire appartenant au complexe ESCRT III (Endosomal 

Sorting Complex Required Transport) et la toxine Bacillus thuringiensis pour contrôler les populations de 

chrysomèle Diabrotica virgifera virgifera, par Bayer et sa mise sur le marché au Canada en 2016 et aux Etats-

Unis un an plus tard, l’ARNi apparait comme un moyen efficace pour contrôler les populations d’insectes 

ravageurs (Head et al., 2017; Cagliari et al., 2019). Cependant, l’utilisation de stratégies nécessitant la 

modification génétique d’organismes pour synthétiser et sécréter des dsRNAs (ou « Transformative 

strategies »), tels que les plantes citées précédemment, ne semble pas adaptée pour lutter de façon durable 

contre les insectes nuisibles. En effet, des premiers cas de résistances à l’ARNi ont pu être décrits après 

l’utilisation de telles plantes génétiquement modifiées (Khajuria et al., 2018). Dans ce cas, les plantes 

transgéniques synthétisent en continue les dsRNAs d’intérêt, ce qui augmente la pression de sélection et 

favorise le développement de phénomènes de résistance chez les insectes ravageurs. En ce sens, l’intérêt de 

stratégies ne nécessitant pas de modification génétique (ou « Non-transformative strategies ») pour lutter de 

façon durable contre les insectes nuisibles a pu être argumenté (Cagliari et al., 2019). Ces dernières offrent la 

possibilité de contrôler la dose de dsRNAs appliquée et de limiter l’éventuelle rémanence de ces derniers dans 

l’environnement. A ce jour et selon cette dernière stratégie, divers dsRNAs ont montré un effet bioinsecticide 

chez diverses espèces d’insectes qui appartiennent à différentes ordres (tableau 17). Notamment, des gènes 

cibles relativement récurrents peuvent être identifiés tels que les gènes qui codent pour des protéines 

essentielles comme la sous-unité A de la V-ATPase (Castellanos et al., 2019; Pinheiro et al., 2020; Martinez et 

al., 2021; Nishide et al., 2021; Yao et al., 2022), l’enzyme capable d’hydrolyser les molécules d’ATP, ou encore 

pour des protéines inhibitrices de l’apoptose (ou iap pour « inhibitor of apoptosis » ; Dhandapani et al., 2019; 

Dhandapani et al., 2020; Gurusamy et al., 2020b; Nishide et al., 2021). De plus, et contrairement aux 

insecticides qui sont majoritairement neurotoxiques, les études relatant l’utilisation de dsRNAs pour perturber le 

SNC de l’insecte et provoquer leur mort semblent moins nombreuses. Parmi ces études, utiliser des dsRNAs qui 
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ciblent les gènes qui codent pour la synapsine, une protéine impliquée dans la libération du neurotransmetteur 

dans la synapse (Qu et al., 2022), ou encore le canal Nav (Abd El Halim et al., 2016) s’est avéré efficace pour 

induire la mort des insectes. Quant au système cholinergique en particulier, seuls des dsRNAs dirigés contre les 

gènes qui codent pour l’AChE semblent avoir été considérés comme bioinsecticide à ce jour (Mou et al., 2017; 

Sharath Chandra et al., 2019). Cependant, la majorité de ces études se concentre sur le ciblage de protéines 

relativement conservées chez tous les insectes. Sachant qu’épargner les organismes non-cibles comme les 

insectes bénéfiques tels que l’abeille Apis mellifera est un enjeu important dans la conception de nouvelles 

stratégies de lutte contre les insectes ravageurs, le choix de la protéine cible et de la région protéique d’intérêt 

est un critère indispensable pour la synthèse du dsRNA. 

 

 

Ordre Espèce Gène cible Application Mortalité 
induite 

Réf 

Coléoptère 

Tribolium castaneum TcNav Injection ≈ 70% 
Abd El Halim et 

al., 2016 

Anthonomus grandis AgCHS2 Injection ≈ 100% Macedo et al., 
2017 

Anoplophora 

glabripennis 

IAP 

SNF7 

SSK 

Ingestion 
≈ 90% 
≈ 75% 
≈ 80% 

Dhandapani et 

al., 2020 

Myllocerus 

undecimpustulatus 

undatus 

Prosα2 

RPS13 

Snf7 

V-ATPase A 

Ingestion 

≈ 70% 
≈ 55% 
≈ 90% 
≈ 45% 

Pinheiro et al., 
2020 

Hémiptère 

Acyrthosiphon pisum ApCPR Injection ≈ 100% Qiao et al., 2022 

Plautia stali 

vATPase 

IAP 

MCO2 

SNF7 

Injection et 
ingestion ≈ 100% 

Nishide et al., 
2021 

Aphis gossypii syn Topique ≈ 100% Qu et al., 2022 

Aphis citricidus 
Tcace1 

Tcace2 

Insecte placé sur 
une feuille 
imbibée 

≈ 25% 
≈ 15% Mou et al., 2017 

Diaphorina citri DcCP64 Topique ≈ 70% Yu et al., 2022 

Lépidoptère 

Plutella xylostella AChE Topique ≈ 70% Sharath Chandra 
et al., 2019 

Heliothis virescens PBAN Ingestion ≈ 60% 
Choi et Vander 

Meer, 2019 

Chilo suppressalis CYP16C1 Ingestion ≈ 50% Sun et al., 2020 

Spodoptera exigua V-ATPase-A Ingestion ≈ 50% 
Martinez et al., 

2021 

Orthoptère Locusta migratoria Lm-nxf1 Injection ≈ 100% Xie et al., 2019 

Diptère 
Culex pipiens 

pallens 

CpAk1 

CpAk2 
Injection 

≈ 40% 
≈ 20% Qian et al., 2022 

Blattoptère Blatella germanica tub Ingestion ≈ 60% Lin et al., 2017 

  

Tableau 17 : Tableau non-exhaustif d’espèces d’insectes, appartenant à divers ordres, chez lesquelles un effet 
bioinsecticide de certains dsRNAs a été rapporté. Le traitement des insectes avec ces dsRNAs a été réalisé à partir d’une 
stratégie n’impliquant pas de modification génétique (« Non-transformative strategies »). La dénomination des gènes cibles 
indiquée est celle présentée par les auteurs. 
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4.2. Utilisation des dsRNAs couplés aux insecticides 

Mise à part l’utilisation des dsRNAs comme agent de biocontrôle des populations d’insectes nuisibles, 

diverses études ont rapporté leur utilisation dans le développement de nouvelles stratégies de gestion de la 

résistance aux insecticides en ciblant des protéines clés dans ces mécanismes. En effet, l’utilisation de dsRNAs 

dirigés contre les gènes CYP4G70, CYP4DA1, CYP4DB1, CYP4C67 et CYP4C68 chez des souches résistantes de 

psylle asiatique Diaphorina citri a permis de rétablir leur sensibilité à l’IMI (Killiny et al., 2014). De la même 

façon, l’utilisation de dsRNAs ciblant des gènes qui codent pour une GST ou une hydroxyacide-oxoacide 

transhydrogénase a permis d’augmenter la sensibilité au THIAM de souches de l’aleurode du tabac Bemisia 

tabaci résistantes à cet insecticide (Yang et al., 2016; Yang et al., 2017). Cependant, à l’heure actuelle aucune 

étude ne semble avoir rapporté l’utilisation de l’ARNi pour contourner les mécanismes d’accommodation aux 

insecticides mis en place par les insectes. Ainsi, l’utilisation de la technique d’ARNi pourrait limiter 

l’augmentation des doses d’insecticides nécessaires pour lutter efficacement contre des espèces d’insectes 

moins sensibles à ces composés.  

En complément, des études ont rapporté l’utilisation combinée de l’ARNi et des insecticides pour 

favoriser la mortalité au sein de populations d’insectes ravageurs. En effet, l’utilisation d’un dsRNA qui cible la 

synapsine, une protéine impliquée dans la neurotransmission, chez le puceron Aphis gossypii a conduit à la 

mort d’environ 50% des insectes et lorsqu’il est combiné au THIAM, le taux de mortalité observé devient 

environ égal à 80% (Qu et al., 2022). Une seconde étude réalisée chez le puceron Acyrthosiphon pisum a 

permis de démontrer que l’utilisation de dsRNAs qui ciblent la NADPH-cytochrome P450 reductase induit la mort 

d’environ 40% de ces insectes. De plus, lorsque l’injection de ces dsRNAs est couplée au chlorpyrifos, à l’IMI ou 

à la β-cyperméthrine, le taux de mortalité observé est augmenté à environ 70%, 80% et 85% respectivement 

(Qiao et al., 2022). Pour conclure, ces études suggèrent que l’utilisation de dsRNAs combinée à un insecticide 

neurotoxique pourrait être une solution envisageable pour diminuer les doses d’insecticide répandues en 

champs.  
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Chapitre 4 : Objectifs de la thèse 

Comme décrit en avant-propos de ce manuscrit, produire en quantité suffisante pour répondre aux 

besoins alimentaires croissants de la population mondiale est actuellement un enjeu majeur. Bien que les 

produits phytopharmaceutiques, tels que les insecticides, ont permis de protéger les cultures contre les insectes 

ravageurs pour augmenter les rendements agricoles, leur utilisation est aujourd’hui décriée. En effet, 

l’utilisation des insecticides à fortes doses conduit à des effets néfastes sur des organismes non-cibles comme 

les abeilles ou l’Homme mais également sur l’environnement. De plus, l’apparition de phénomènes de 

résistance et d’accommodation à ces traitements, qui limitent leur efficacité, est un frein à leur utilisation. Ainsi, 

il est devenu indispensable de développer des outils capables d’optimiser l’utilisation des insecticides pour en 

réduire les doses utilisées en champs ou de nouvelles stratégies de lutte innovantes, efficaces et plus 

spécifiques des insectes ravageurs ciblés. La technique d’ARNi est aujourd’hui considérée comme l’une de ces 

nouvelles stratégies. Elle s’est avérée efficace pour contourner les mécanismes de résistance aux insecticides et 

comme agent de biocontrôle seul ou couplé à l’utilisation d’un insecticide pour en limiter les doses utilisées. 

Cependant, bien que les acteurs du système cholinergique soient des cibles privilégiées de nombreuses classes 

d’insecticides, l’utilisation de l’ARNi dirigée contre ces derniers pour lutter contre les insectes ravageurs reste 

encore peu explorée. En ce sens, l’objectif principal de ce travail de thèse est d’évaluer l’utilisation de la 

technique d’ARNi qui cible les acteurs du système cholinergique, et plus particulièrement les sous-unités 

nicotiniques qui composent les nAChRs, dans la lutte contre les insectes ravageurs. Pour répondre à cette 

problématique, ce travail s’articule autour des trois axes suivants : 

 

1) Les dsRNAs qui ciblent une sous-unité nicotinique peuvent-ils être envisagés comme agents de biocontrôle 

d’un insecte ravageur ou comme modulateur de l’efficacité d’un insecticide ? La première étude de ce manuscrit 

portera sur l’évaluation de l’effet de dsRNAs ciblant la sous-unité nicotinique divergente Apisumβ2 (dsRNA-

Apisumβ2) du puceron Acyrthosiphon pisum comme bioinsecticide ou comme modulateur positif de l’efficacité 

de l’IMI.  

 

2) La technique d’ARNi ciblant l’AChE1 est-elle envisageable pour lutter efficacement contre le puceron du pois 

Acyrthosiphon pisum ? Dans la seconde étude, l’utilisation de dsRNAs ciblant l’AChE1 (dsRNA-ApisumAChE1) du 

puceron Acyrthosiphon pisum est évaluée comme agent de biocontrôle ou comme modulateur positif de 

l’efficacité des traitements insecticides actuellement utilisés pour lutter contre ce ravageur. 

 

3) La technique d’ARNi qui cible une sous-unité nicotinique peut-elle être utilisée pour contourner les 

mécanismes d’accommodation aux insecticides ? La troisième étude se concentre sur l’utilisation de dsRNAs 

ciblant la sous-unité nicotinique Pameβ1 (dsRNA-β1) de la blatte Periplaneta americana pour contourner le 

mécanisme d’accommodation à l’IMI mis en place par cet insecte après une exposition à une dose sublétale de 

cet insecticide. 

 

En complément de ce travail, une quatrième étude ayant pour objectif de déterminer s’il existe d’autres 

mécanismes impliqués dans l’accommodation des blattes Periplaneta americana après une exposition à une 
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dose sublétale d’IMI a été réalisée afin d’identifier d’autres cibles pour l’ARNi. Plus précisément, existe-t-il 

d’autres cibles moléculaires potentielles de l’ARNi qui pourraient permettre de contourner les phénomènes 

d’accommodation aux insecticides ?  
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Matériels et méthodes 
 

 

1. Les modèles d’insectes 

1.1. Le puceron du pois Acyrthosiphon pisum 

A ce jour, environ 5 000 espèces de pucerons ont été identifiées. Parmi celles-ci, environ 450 se 

développent et vivent sur des plantes cultivées et une centaine d’entre elles ont un impact majeur sur 

l’agriculture mondiale (Blackman et Eastop, 2017). Ces pucerons affaiblissent leurs plantes hôtes de diverses 

manières. Par exemple, en se nourrissant de phloème, ils détournent à leur profit les nutriments nécessaires à 

la croissance et à la reproduction des plantes. De plus, les pucerons sont des insectes vecteurs de maladie des 

plantes en transmettant de nombreux virus à leur plante hôte. En effet, près de 50% des virus 

phytopathogènes transmis par les insectes (275 sur 600) sont transmis par des espèces de pucerons (Nault, 

1997; Katis et al., 2007; Dedryver et al., 2010). La lutte contre les pucerons repose encore largement sur 

l'utilisation d'insecticides. Cependant, une exposition répétée à de tels composés a conduit à l’apparition de 

phénomènes de résistance sévères (Bass et al., 2014; Bass et al., 2015; Troczka et al., 2021; Wang et al., 

2021). Ainsi, il devient urgent de développer des moyens de lutte alternatifs ou d’augmenter l’efficacité des 

traitements insecticides pour lutter efficacement contre les pucerons tout en réduisant les doses utilisées en 

champs.  

Parmi les pucerons ravageurs de cultures, on retrouve le puceron du pois Acyrthosiphon pisum. Sa 

classification est la suivante : règne = Animal ; embranchement = Arthropodes ; classe = Insectes ; sous-

classe = Ptérigotes ; ordre = Hemipteria ; famille = Aphididae ; genre = Acyrthosiphon ; espèce = pisum. Le 

puceron du pois colonise de nombreuses légumineuses cultivées comme le pois, le haricot, la fève ou la luzerne. 

A l’échelle mondiale, la culture de fabacées représente la 2ème production agricole après celle des céréales, ce 

qui équivaut à 13% des surfaces cultivées (Gepts et al., 2005). Ainsi, le puceron du pois est responsable de la 

perte de centaines de millions de dollars tous les ans (Sadeghi et al., 2009). Le génome de ce puceron a été 

séquencé mais n’est pas encore entièrement annoté (The International Aphid Genomics Consortium, 2010). A 

partir de ce gènome, 11 sous-unités nicotiniques ont pu être identifiées chez ce puceron : Apisumα1-α4, 

Apisumα6-α10 et Apisumβ1-β2 (Dale et al., 2010). 

 

1.1.1. Cycle de vie 

Une des caractéristiques qui contribuent au succès des pucerons en tant que ravageurs de plantes 

réside dans la mise en place d’un cycle de vie complexe permis par une importante plasticité phénotypique. En 

effet, le puceron du pois Acyrthosiphon pisum présente un cycle de vie dit parthénogénétique cyclique, c’est-à-

dire qu’au sein d’une population qui regroupe des individus ayant le même génotype, et selon les conditions 

environnementales, les pucerons ont la capacité d’alterner entre des reproductions sexuée et asexuée 

parthénogénétique. Après avoir passé l’hiver sous forme d’œuf (ou œuf d’hiver) qui peut résister à des 
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températures très basses allant jusqu’à -30°C, une femelle asexuée dite « fondatrice » émergera au début du 

printemps. Cette fondatrice produira par parthénogénèse vivipare d’autres femelles asexuées qui se 

reproduiront également de manière clonale et ce jusqu’à la fin de l’été. Ainsi, une dizaine de générations 

entièrement composées de femelles asexuées vivipares génétiquement identiques se succèdent durant cette 

phase de reproduction asexuée (Jaquiéry et al., 2013). Une fois que la durée des jours se raccourcit en fin d’été 

ou début d’automne, des femelles asexuées sexupares sont produites. Elles pourront donner naissance à des 

femelles et mâles sexués. Le déterminisme du sexe des pucerons se fait par un système XX/X0. En effet, les 

deux sexes sont diploïdes pour les chromosomes autosomes mais les femelles possèdent 2 chromosomes 

sexuels X (XX) et les mâles un seul (X0) (Hales et al., 2002). Durant une unique reproduction sexuée, les 

femelles et les mâles sexués vont s’accoupler et produire un œuf d’hiver. Comme les mâles ne peuvent 

transmettre qu’un chromosome X à cause de la dégénérescence des gamètes 0, l’œuf d’hiver deviendra 

obligatoirement une femelle asexuée au début du printemps (figure 30). 

 

 

 

 

Figure 30 : Représentation schématique du cycle de reproduction du puceron du pois Acyrthosiphon pisum. Basée sur 
Jaquiéry et al., 2013. 

 

1.1.2. Conditions d’élevage 

Le puceron du pois Acyrthosiphon pisum a la possibilité de pouvoir exploiter la même plante hôte tout 

au long de sa vie si les conditions nécessaires sont réunies. Cette caractéristique permet d’élever simplement 

les pucerons sur des plants de féveroles au sein du laboratoire SiFCIR. Ces plantes sont exposées cycliquement 

à 16h de lumière et 8h d’obscurité à 20°C afin de pouvoir mimer les conditions environnementales nécessaires 
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à la reproduction asexuée des pucerons. Tous les 10 jours, 8 larves âgées d’un jour (figure 31A) sont 

délicatement déposées sur des nouveaux plants de féveroles à l’aide d’un pinceau humidifié. Une fois le stade 

adulte (figure 31B) atteint, soit 10 jours plus tard, les femelles asexuées sont récupérées pour les 

expérimentations et les larves qu’elles ont produites seront déposées sur de nouvelles plantes.  

 

 

 

 

Figure 31 : Photographie de pucerons du pois Acyrthosiphon pisum aux stades larvaire (A) et adulte (B). Les photographies 
sont issues du site http://entomofaune.qc.ca/entomofaune/Pucerons/Acyrthosiphon_pisum.html. 

 

1.1.3. Le système artificiel de nutrition 

Au sein du laboratoire SiFCIR, les pucerons aux stades larvaire ou adulte peuvent être maintenus en vie 

dans un système artificiel de nutrition. Ce système correspond à celui décrit par Sadeghi et al. (2009). Il s’agit 

d’un tube de PVC dont les extrémités sont scellées par du parafilm étiré. Sur l’un des parafilms étirés, 200µL 

d’une solution nutritive sont déposés et recouverts par un troisième parafilm étiré (figure 32). La composition 

de cette solution est basée sur les travaux de Febvay et al. (1988) et est détaillée dans le tableau 18. Les 

pucerons percent le parafilm étiré grâce à leur rostre et peuvent ainsi ingérer la solution nutritive.  

 

 

 

 

Figure 32 : Le système artificiel de nutrition. (A) Représentation schématique du système artificiel de nutrition. (B) 
Photographie d’un système artificiel de nutrition, où des pucerons aux stades adulte et larvaire ingèrent la solution nutritive. 
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Composé Concentration finale (en mM) 

Acide aminobenzoïque 0,7 
L-Acide ascorbique 5,7 

Vitamine B5 0,2 

Vitamine B7 0,004 

Choline chloride 3,6 
Acide folique 0,02 

D-Myo-Inositol 2,3 

Nicotinamide 0,82 
Pyridoxine hydrochloride 0,12 

Riboflavine 0,013 

Thiamine hydrchloride 0,074 
Copper(II) sulfate pentahydrate 0,019 

Iron(III) chloride hexahydrate 0,16 

Manganese(II) chloride tetrahydrate 0,33 

Sodium chloride 0,43 
Zinc chloride 0,061 

Calcium citrate tribasic tetrahydrate 0,16 

Cholesteryl benzoate 0,051 
Magnesium sulfate heptahydrate 9,82 

L-α-Alanine 20,06 

β-Alanine 0,7 
L-Arginine 14,06 

L-Asparagine monohydrate 19,88 

L-Acide aspartique 6,63 

L-Cystéine 2,44 
L-Acide glutamique, sel monosodique, hydrate 10,15 

L-Glutamine 30,49 

Glycine 22,19 
L-Histidine, HCl, hydrate 6,49 

L-Isoleucine 12,56 

L-Leucine 17,65 
L-Lysine hydrochloride 19,22 

L-Méthionine 4,85 

L-Ornithine monohydrochloride 0,56 

L-Phenylalanine 17,83 
L-Proline 11,23 

L-Sérine 11,83 

L-Thréonine 10,67 
L-Tryptophane 2,09 

L-Tyrosine 2,13 

L-Valine 16,29 
Saccharose 584,28 

Potassium phosphate 18,37 

H2O qsp 100mL - 

pH ajusté à 7,5 - 

  

Tableau 18 : Composition de la solution nutritive ingérée par les pucerons Acyrthosiphon pisum. 
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1.2. La blatte Periplaneta americana 

La classification de la blatte Peripleneta americana est la suivante : règne = Animal ; embranchement 

= Arthropodes ; classe = Insectes ; sous-classe = Ptérigotes ; ordre = Blattaria ; famille = Battidae ; genre = 

Periplaneta ; espèce = americana. La blatte, en particulier l'espèce Periplaneta americana, est reconnue comme 

étant un bon modèle biologique pour les études neurobiologiques. Diverses préparations neuronales obtenues à 

partir de cet insecte représentent un excellent modèle cellulaire sur lequel différentes méthodes 

pharmacologique et électrophysiologique peuvent être appliquées pour étudier les effets des molécules 

neurotoxiques (Stankiewicz et al., 2012). Les neurones « Dorsal Unpaired Median » (neurones DUM) d’insectes 

présentent un grand intérêt pour étudier les effets des molécules insecticides qui ciblent le système nerveux 

central. En effet, la plupart des cibles neuronales des molécules à effet insecticide sont exprimées et identifiées 

au niveau des neurones DUM de la blatte (Buckingham et al., 1997; Raymond et al., 2000; Courjaret et Lapied, 

2001; Thany, 2009; Lavialle-Defaix et al., 2010; Murillo et al., 2011; Sun et al., 2017; Benzidane et al., 2017). 

Son génome a été séquencé mais n’est pas encore entièrement annoté (Li et al., 2018b). De plus, l’étude 

récente de son génome a permis d’identifier 19 sous-unités nicotiniques allant de Pameα1 à Pameα9 et de 

Pameβ1 à Pameβ10. Ainsi, la blatte Periplaneta americana est à ce jour l’insecte qui présente le plus de sous-

unité nicotiniques identifiées au sein de son génome (Jones et al., 2021).  

 

1.2.1. Cycle de vie 

La blatte Periplaneta americana possède une métamorphose incomplète, ce qui signifie que la blatte ne 

présente pas de stade pupe et que la morphologie des nymphes est similaire à celle des adultes. La blatte 

présente trois stades de vie : le stade d’œuf, un nombre variable de stades nymphaux et un stade adulte ou 

imago (Adedara et al., 2022). Les œufs de Periplaneta americana pondus sont regroupés dans une oothèque. 

Chaque oothèque contient en moyenne 12 à 16 œufs (Fox et Bressan-Nascimento, 2006). Une femelle adulte 

produit environ 12 à 24 oothèques au cours de sa vie. Les œufs éclosent après environ six à huit semaines et 

deviennent adultes au bout de six à douze mois. Le dernier stade nymphal, appelé L5, subira une mue dite 

imaginale pour atteindre le stade adulte (figure 33C). Les adultes peuvent vivre jusqu'à environ deux ans 

(Adedara et al., 2022). Les facteurs environnementaux tels que la température et l'humidité influent sur la 

durée de développement de la blatte.  
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Figure 33 : Photographies représentant les différents stades de développement de la blatte Periplaneta americana. (A) 
Stade d’œuf : les œufs sont enfermés dans une oothèque. (B) Stades nymphaux. (C) Jeune blatte adulte qui vient de subir 
sa mue imaginale. (D) Stade adulte : il est représenté à gauche une blatte adulte mâle et à droite une blatte adulte femelle. 
Les photographies appartiennent à Paul M. Choate et P. G. Koehler de l’Université de Floride 
(https://edis.ifas.ufl.edu/publication/IN298). 
 

 

Dans ce travail, toutes les expérimentations sur la blatte Periplaneta americana sont réalisées sur des 

insectes adultes mâles. Les blattes au stade adulte sont sélectionnées selon des critères morphologiques. En 

effet, les nymphes sont dépourvues d’ailes à leur naissance. Seules les blattes adultes présentent deux paires 

d’ailes, antérieure et postérieure, qu’elles obtiennent après leur mue imaginale. De plus, la largeur du corps de 

la blatte adulte est de 10mm au maximum et sa longueur varie entre 35 et 50mm (Grandcolas, 1996). Une fois 

les adultes isolés, les mâles et les femelles sont différenciés selon le dimorphisme sexuel de l’espèce. En effet, 

bien que les mâles et les femelles soient presque identiques en taille et en aspect, il existe quelques différences 

morphologiques. Les femelles présentent généralement un abdomen plus large que les mâles. Quant à eux, 

leurs ailes se prolongent de 4 à 8 mm au-dessus de l’extrémité de l’abdomen. De plus, les deux sexes 

présentent deux courts appendices à l’extrémité de l’abdomen appelés cerques mais les mâles possèdent en 

plus une paire de stylet (figure 34). 
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Figure 34 : Photographies illustrant le dimorphisme sexuel de la blatte Periplaneta americana. (A) Extrémité de l’abdomen 
d’un adulte mâle. (B) Extrémité de l’abdomen d’un adulte femelle. Les flèches bleues désignent les cerques. Les cerques 
sont composés de 18 à 19 segments pour les mâles et de 14 à 15 segments pour les femelles. Les flèches rouges indiquent 
la paire de stylet présente uniquement chez les mâles. La photographie (A) appartient à P. G. Koehler de l’Université de 
Floride et la photographie (B) est une photographie personnelle. 

 

1.2.2. Conditions d’élevage 

Les blattes Periplaneta americana sont élevées au sein du laboratoire SiFCIR. Elles sont contenues dans 

des vivariums en plexiglass qui sont maintenus à une température constante de 29°C avec une photopériodicité 

alternant 12h de lumière et 12h d’obscurité. Chaque vivarium peut contenir jusqu’à environ 200 blattes à 

différents stades de développement. Les nymphes et les adultes peuvent évoluer au sein du même milieu. La 

présence de boîtes à œufs dans les vivariums permet de simuler les crevasses nécessaires à l’oviposition des 

œufs contenus dans une oothèque par les blattes adultes femelles. Les blattes disposent de nourriture pour 

chien riche en protéines et sont hydratées ad libitum. 

 

1.2.3. Les neurones DUM, modèle cellulaire pour l’étude des effets des molécules à effet 
insecticide 

Le système nerveux de la blatte Periplaneta americana est composé d’une chaîne nerveuse 

ganglionnaire ventrale. Elle est composée de quatre sous-catégories de ganglions : 

- les ganglions cérébroïdes ou cerveau ; 

- les ganglions sous-œsophagiens ; 

- les ganglions thoraciques (Th1 à Th3) ; 

- les ganglions abdominaux (A1 à A5 ; A6 ou dernier ganglion abdominal [DGA]). 

 

A l’exception des ganglions cérébroïdes, tous les ganglions de la chaîne nerveuse de la blatte 

contiennent des neurones impairs qui sont localisés près de leur ligne médiane. Ces neurones sont dits impairs 

car contrairement à la majorité des neurones au sein du système nerveux central de l’insecte, ils ne présentent 

pas d’homologue (Bräunig et Pflüger, 2001). Les neurones impairs qui se situent dans la partie medio-dorsale 

du ganglion sont nommés neurones DUM. Les neurones DUM de la blatte Periplaneta americana ont été décrits 

pour le première fois il y a plus de 40 ans (Crossman et al., 1971). Ces neurones DUM d’insectes sont issus de 

cellules embryonnaires appelées « unpaired median neuroblast » (MNB) (Wang et al., 1992; Bräunig et Pflüger, 
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2001). Les neurones DUM efférents retrouvés dans le DGA ont bien été caractérisés anatomiquement 

(Sinakevitch et al., 1996) mais également électrophysiologiquement (Grolleau et Lapied, 2000; Defaix et 

Lapied, 2005; Lavialle-Defaix et al., 2006). Il s’agit de cellules pyriformes avec un corps cellulaire mesurant de 

40 à 60 µm (figure 35). Au cours de ce travail de thèse, la sélection des neurones DUM pour les 

expérimentations est réalisée selon ces critères morphologiques. 

 

 

 

 

Figure 35 : Les neurones DUM de la blatte Periplaneta americana. (A) Localisation des corps cellulaires des neurones DUM 
efférents au sein du DGA grâce à l’immunomarquage de l’octopamine. Il s’agit d’une amine biogène synthétisée par les 
neurones DUM efférents. (B) Photographie en microscopie optique d’un neurone DUM. Modifiée d’après Sinakevitch, 1995 et 
Lapied et al., 2017. 

 

2. Obtention des dsRNAs qui ciblent le système cholinergique 

Au cours de ce travail de thèse, différents dsRNAs qui ciblent les acteurs du système cholinergique ont 

été conçus et produits afin d’évaluer leur potentiel en tant que bioinsecticide ou comme modulateur de 

l’efficacité d’un insecticide. L’obtention des dsRNAs qui ciblent les sous-unités Pameα7 (dsRNA-Pameα7.1 et 

dsRNA-Pameα7.2) et Pameβ1 (dsRNA-Pameβ1) de la blatte Periplaneta americana et la sous-unité Apisumβ2 

(dsRNA-Apisumβ2) ainsi que l’AChE1 (ApisumAChE1 ; dsRNA-ApisumAChE1) du puceron du pois Acyrthosiphon 

pisum est détaillée dans la suite de ce manuscrit. 

 

2.1. Conception des dsRNAs d’intérêt 

L’ARNi présente un grand intérêt comme nouveau moyen de lutte contre les insectes ravageurs de 

culture. En tant qu’outil moléculaire de régulation de l’expression des gènes qui se base sur la complémentarité 

de séquence entre un siRNA, issu du clivage d’un dsRNA, et d’un ARNm cible, l’ARNi semble présenter une 

spécificité plus importante que les outils de lutte utilisés actuellement (Arora et al., 2021). Ainsi, la sélection de 
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la séquence codante cible et donc de la séquence du dsRNA d’intérêt est une étape importante pour s’assurer 

de leur spécificité envers un gène donné au sein d’une espèce donnée. 

Pour concevoir les dsRNA-Pameα7, dsRNA-Pameβ1 et dsRNA-Apisumβ2, toutes les séquences qui 

codent pour les sous-unités nicotiniques identifiées chez la blatte ou le puceron ont été alignées grâce au 

logiciel Clustal Omega (https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/) afin d’isoler les régions de séquence 

candidates en dehors des zones conservées. Les séquences codantes des gènes utilisées pour la conception des 

dsRNAs d’intérêt ainsi que leur numéro d’accession sont indiqués dans le tableau 19. Toutes les séquences 

candidates de 100 paires de bases (pb) sont ensuite alignées une à une avec chaque séquence qui code pour 

les sous-unités nicotiniques identifiées chez les espèces cibles. Les séquences candidates qui présentent des 

successions d’au moins 10 nucléotides identiques avec un gène non-cible n’ont pas été retenues et la séquence 

qui présente les pourcentages d’identité avec les gènes non-cibles les plus faibles est sélectionnée. Enfin, cette 

séquence est alignée sur le génome entier de l’espèce cible (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) pour 

s’assurer qu’aucune complémentarité de séquence avec d’autres gènes non-cibles n’existe. Quant au dsRNA-

ApisumAChE1, il a été conçu afin de cibler l’AChE1 du puceron. En parallèle, un dsRNA qui cible un gène 

bactérien qui code pour la β-galactosidase (dsRNA-LacZ) est également produit et utilisé comme contrôle dans 

ce travail. Il a été conçu à partir de la séquence nucléotidique d’un plasmide pCR-blunt (Zero Blunt™ PCR 

Cloning kit, Invitrogen). Les séquences de tous les dsRNAs utilisés dans ce travail de thèse sont indiquées dans 

le tableau 20. 

 

 

 

Espèce Gène N° d’accession Espèce Gène N° d’accession 

Periplaneta 

americana 

Pameα1 KP725463.1 

Acyrthosiphon 

pisum 

Apisumα1 XM_008182407.3 
Pameα2 KP725464.1 Apisumα2 XM_008182417.3 
Pameα3 KR021292.1 Apisumα3 XM_008187942.3 
Pameα4 JN390946.1 Apisumα4 XM_029490651.1 
Pameα5 GFCQ01005211.1 Apisumα6 XM_016809606.2 
Pameα6 JF731243.1 Apisumα7 XM_001945189.5 
Pameα7 MW201211 Apisumα8 XM_001949983.5 
Pameα8 MW201212 Apisumα9 XM_016807628.1 
Pameα9 MW201214 Apisumα10 XM_016807463.2 
Pameβ1 MW201213 Apisumβ1 XM_029487953.1 
Pameβ2 GFCQ01032711.1 Apisumβ2 XM_001945029.5 
Pameβ3 GFCQ01027461.1 ApisumAChE1 XM_001948618.5 
Pameβ4 GAWS02039241.1 ApisumAChE2 XM_001948953.5 
Pameβ5 GFCQ01009686.1 
Pameβ6 GFCQ01010089.1 
Pameβ8 GFCQ01034959.1 
Pameβ9 GBJC01015771.1 

 

Tableau 19 : Liste des gènes ainsi que leur numéro d’accession utilisés pour la conception des dsRNAs d’intérêt. 
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Espèce Nom Séquence 5’ → 3’ 

Periplaneta 

americana 

dsRNA-Pameα7.1 
ATGGAGTCAACAGCAGCCTCCGAGGCCTGCTCAACAGACCAAGGGCCTCCTCTGCC
AGTCATGCCCCGATGGCTTCTCTTCGTCTGCATATGCATTTGTC 

dsRNA-Pameα7.2 
CGCCCACACGCATCACGAGGACGGCGGGGGCGGCGGGGGGACGCTCCTGCACGG
GGGCGGCGGGGGCTCCTCGTGCCTGGGCCCCCACCGCGAACTAACC 

dsRNA-Pameβ1 
CCGCCGCACCCCTCGTACGGGTCCCCCGCCGAACTGCCCAAGCACCTCGCGGTCAG
CAGCACCAACCGCAGCAAGATGGAGGTGATGGAGCTGTCGGACC 

Acyrthosiphon 

pisum 

dsRNA-Apisumβ2 
TAGATGCTGCAATAACAGACAATTATGGGAAACAACATTGGAACGACACGTGGACGG
ATAAGCTGAGAAGAGATTTATTGAGGTTCTACGATAGACACTC 

dsRNA-
ApisumAChE1 

GTCTGACAAAAACTGTACAACCATAAGTGGAGGGACCAAAACTAATATGATCAAGTT
ATCGCTTTGGACAATTGTGATGACAACTGTCGTTTTGATGTTA 

Escherichia 

coli 
dsRNA-LacZ 

ATGACCATGATTACGCCAAGCTATTTAGGTGACGCGTTAGAATACTCAAGCTATGCAT
CAAGCTTGGTACCGAGCTCGGATCCACTAGTAACGGCCGCCA 

 

Tableau 20 : Fragments spécifiques des séquences nucléotidiques correspondant aux séquences des dsRNAs utilisés au 
cours de ce travail de thèse. Ces fragments sont spécifiques des séquences nucléotidiques qui codent pour les sous-unités 
nicotiniques Pameα7 et Pameβ1 de la blatte Periplaneta americana ainsi que pour la sous-unité nicotinique Apisumβ2 et 
pour l’AChE ApisumAChE1 du puceron du pois Acyrthosiphon pisum. 
 

2.2. Production des dsRNAs d’intérêt 

2.2.1. Production des ADNc nécessaires à l’obtention des dsRNAs d’intérêt 

Les dsRNA-Pameα7.1, dsRNA-Pameα7.2, dsRNA-Pameβ1 et dsRNA-LacZ sont produits à partir de 

plasmides pCR-blunt dans lesquels est insérée soit la séquence qui code pour la sous-unité nicotinique Pameβ1 

(pCR-blunt/Pameβ1) ou celle codant pour la sous-unité nicotinique Pameα7 (pCR-blunt/Pameα7) qui ont été 

obtenues précédemment au laboratoire SiFCIR (Bantz, 2020). Quant aux dsRNA-Apisumβ2 et dsRNA-

ApisumAChE1, ils ont été produits à partir d’ADNc obtenus grâce à la transcription inverse des ARNs totaux 

extraits d’un puceron adulte. Le protocole pour obtenir ces ADNc est détaillé ci-dessous. 

 

a) Extraction des ARNs totaux d’un puceron adulte 

L’extraction des ARNs totaux est réalisée à l’aide du kit Nucleospin® RNA (Macherey-Nagel). Ainsi, un 

puceron adulte est broyé à l’aide d’un homogénéiseur Ultra-Turrax® dans 350µL de tampon de lyse RA1 

auxquels ont été ajoutés 3,5µL de β-mercaptoéthanol. Le broyat est ensuite filtré dans une première colonne. 

Puis, 350µL d’éthanol à 70% sont ajoutés à la suspension afin d’ajuster les conditions de fixation des acides 

nucléiques pour qu’ils puissent être retenus sur une membrane de silice. Après fixation des acides nucléiques 

sur cette membrane, les sels présents sur cette dernière sont retirés à l’aide du tampon MDB. Ensuite, un 

traitement avec une DNAse recombinante (rDNAse) de 15 minutes à température ambiante est réalisé afin 

d’éliminer l’ADN génomique. L’enzyme est ensuite inactivée à l’aide du tampon RAW2. Après deux lavages 

successifs avec du tampon RA3 et le séchage de la membrane de silice, les ARNs totaux du puceron sont élués 

dans 40µL d’H2O. La quantité et la qualité des ARNs sont évaluées grâce à un spectrophotomètre UV 

(SimpliNano, Thermofisher) par la mesure de l’absorbance à 260nm et des rapports d’absorbance A260/A280 et 

A260/A230 respectivement. Les ARNs totaux extraits sont conservés à -80°C. 



  102 

b) Transcription inverse des ARNs totaux du puceron adulte en ADNc 

Les ADNc sont obtenus grâce à une réaction de rétrotranscription des ARNm extraits à l’aide du kit 

Revertaid H Minus First Strand cDNA Synthesis® (ThermoScientific). Pour ce faire, 1µg d’ARNs totaux (qsp 11µL 

H2O) est incubé avec 1µL d’amorces oligo(dT)18 (0,5μg/μL) pendant 5 minutes à 65°C pour que ces amorces 

puissent s’hybrider à la queue poly-A des ARNm. Un mélange réactionnel de 8µL composé de 4μL de tampon de 

réaction 5X, 1μL de RiboLock RNase Inhibitor (20U/μL), 2μL de dNTP (10mM) et 1μL d’enzyme RevertAid H 

Minus M-MuLV Reverse Transcriptase (200U/μL) est ensuite ajouté et la synthèse d’ADNc est effectuée à 42°C 

pendant 1 heure. Enfin, l’enzyme est inactivée par une étape de 5 minutes à 70°C.  

 

Afin d’éliminer les éventuels dimères ARN/ADN formés lors de la réaction de transcription inverse, un 

traitement avec une RNase H (ThermoScientific) de 20 minutes à 37°C est entrepris. Ainsi, 2,5µL de tampon de 

réaction 10X, 0,2µL de RNase H (5U/µL) et 2,3µL d’H2O sont ajoutés. Enfin, une incubation de 10 minutes à 

65°C permettant l’inactivation de la RNAse H est effectuée. Les ADNc ainsi obtenus sont stockés à -20°C. 

 

2.2.2. Amplification des fragments spécifiques par PCR 

Pour obtenir les fragments spécifiques d’intérêt qui permettront la production des dsRNA-Pameα7.1, 

dsRNA-Pameα7.2, dsRNA-Pameβ1, dsRNA-Apisumβ2, dsRNA-ApisumAChE1 et dsRNA-LacZ, une amplification 

par PCR est réalisée à partir des plasmides pCR-blunt/Pameβ1 et pCR-blunt/Pameα7 ou d’ADNc de puceron 

adulte. Les couples d’amorces spécifiques utilisés sont indiqués dans le tableau 21. Chaque amorce contient en 

amont un promoteur bactérien T7. Les amplifications sont réalisées à l’aide de l’ADN polymérase haute-fidélité 

KOD Hot StartTM (Novagen) selon le mélange réactionnel suivant : 2µL d’ADN polymérase KOD (1U/µL), 10µL 

de tampon KOD (10X), 10µL de dNTP (2mM), 6µL de MgSO4 (10mM), 6µL d’amorces sens et antisens (10µM), 

10µL de plasmide pCR-blunt correspondant (10ng/µL) ou d’ADNc de puceron dilué au 1/5e et d’H2O qsp 100µL. 

La réaction débute par une dénaturation initiale à 95°C pendant 2 minutes suivie de 30 cycles successifs 

composés d’une étape de dénaturation à 95°C pendant 20 secondes, d’une étape d’hybridation à la 

température indiquée dans le tableau 21 et d’une étape d’élongation à 70°C pendant 10 secondes. Enfin, une 

étape d’élongation finale est réalisée à 70°C pendant 7 minutes. Les produits de PCR ainsi obtenus sont 

conservés à -20°C. 
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dsRNA Séquence 5’ → 3’ 
Température 

(°C) 

dsRNA-Pameα7.1 
Sens : TAATACGACTCACTATAGGGATGGAGTCAACAGCAGCCTC 
Antisens : TAATACGACTCACTATAGGGGACAAATGCATATGCAGACG 

60 

dsRNA-Pameα7.2 
Sens : TAATACGACTCACTATAGGGCGCCCACACGCATCACGAGG 
Antisens : TAATACGACTCACTATAGGGGGTTAGTTCGCGGTGGGGGC 

60 

dsRNA-Pameβ1 
Sens : TAATACGACTCACTATAGGGCCGCCGCACCCCTCGTACGG 
Antisens : TAATACGACTCACTATAGGGGGTCCGACAGCTCCATCACC 

60 

dsRNA-Apisumβ2 
Sens : TAATACGACTCACTATAGGGTAGATGCTGCAATAACAGAC 
Antisens : TAATACGACTCACTATAGGGGAGTGTCTATCGTAGAACCTC 

45 

dsRNA-
ApisumAChE1 

Sens : TAATACGACTCACTATAGGGGTCTGACAAAAACTGTACAA 
Antisens : TAATACGACTCACTATAGGGTAACATCAAAACGACAGTTG 

45 

dsRNA-LacZ 
Sens : TAATACGACTCACTATAGGGATGACCATGATTACGCCAAG 
Antisens : TAATACGACTCACTATAGGGTGGCGGCCGTTACTAGTGGA 

60 

 

Tableau 21 : Séquences des amorces utilisées pour la synthèse des dsRNAs ainsi que la température utilisée pour l’étape 
d’hybridation. La séquence du promoteur bactérien T7 est indiquée en rouge. 
 

2.2.3. Extraction sur gel et purification des amplicons 

Après la migration électrophorétique des produits de PCR dans un gel d’agarose 2% supplémenté en 

bromure d’éthidium (BET), les amplicons d’intérêt de 140pb qui correspondent au promoteur bactérien T7 de 

20pb ajouté à chaque extrémité du fragment spécifique de 100pb, sont sélectionnés grâce à un marqueur 

d’échelle de poids moléculaire 50bp (Promega). Les bandes d’intérêt sont ensuite excisées du gel d’agarose, 

sous un banc UV, à l’aide d’une lame de scalpel avant d’être purifiées à l’aide du kit Nucleospin® Gel and PCR 

Clean-up (Macherey-Nagel). Après estimation du poids du morceau de gel d’agarose extrait, celui-ci est placé 

dans un bain-marie à 50°C en présence de tampon NT1 (200µL pour 100mg de gel). Une fois le gel 

complètement dissous, la suspension est filtrée dans une colonne qui contient une membrane de silice. Le 

tampon NT1 contient des sels qui permettent la fixation de l’ADN sur cette membrane. Après deux lavages 

successifs avec du tampon NT3 ainsi qu’une étape de séchage de la membrane, les amplicons sont élués dans 

30µL d’H2O. La quantité et la qualité des amplicons sont évaluées grâce à un spectrophotomètre UV 

(SimpliNano, Thermofisher) par la mesure de l’absorbance à 260nm et des rapports d’absorbance A260/A280 et 

A260/A230. Les ADN sont conservés à -20°C. 

 

2.2.4. Transcription in vitro 

Afin d’obtenir les dsRNAs d’intérêt, une réaction de transcription in vitro est réalisée grâce au 

promoteur bactérien T7 présent en aval et en amont des amplicons obtenus précédemment. Elle est réalisée 

avec le kit Megascript® T7 High Yield Transcription Kit (Invitrogen) selon le mélange réactionnel suivant : 800ng 

d’amplicons, 8µL de chaque nucléotide (ATP, CTP, GTP, UTP ; 75mM), 8µL de tampon de réaction (10X), 8µL 

d’enzyme T7 RNA polymerase et d’H2O qsp 80µL. La réaction s’effectue à 37°C pendant 24h.  
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2.2.5. Purification des dsRNAs d’intérêt 

Après 24h d’incubation, l’ADN utilisé comme matrice pour la production des dsRNAs d’intérêt est dégradé 

grâce à un traitement avec 4µL de TURBO DNAse (2U) contenue dans le kit Megascript® T7 High Yield 

Transcription Kit (Invitrogen) pendant 15 minutes à 37°C. Ensuite, les produits de transcription sont purifiés à 

l’aide du kit Nucleospin® miRNA (Macherey-Nagel). Une fois que le volume des échantillons a été ajusté à 

150µL, 150µL de tampon de lyse ML est ajouté. Puis, l’ajout d’éthanol absolu (200µL) permet d’ajuster les 

conditions de fixation des acides nucléiques afin de pouvoir les retenir par une membrane de silice. En effet, 

cette première filtration permet de retenir sur la membrane les éventuels longs acides nucléiques alors que les 

dsRNAs sont retrouvés dans l’éluat. Afin de s’assurer qu’aucun ADN ne soit encore présent, un deuxième 

traitement de la membrane de silice de 15 minutes à température ambiante avec une rDNAse (100µL) est 

réalisé après avoir retiré les sels à l’aide du tampon MDB (350µL). Quant à l’éluat qui contient les dsRNAs, 

100µL de tampon MP qui permet de précipiter les protéines et 800µL de tampon MX permettant d’ajuster les 

conditions de fixation pour les dsRNAs d’intérêt sont ajoutés. Après une deuxième filtration de l’éluat à travers 

la membrane de silice, deux lavages avec du tampon MW2 sont réalisés. Après un séchage de la membrane, les 

dsRNAs sont élués dans 50µL d’H2O. Les dsRNAs sont ensuite dénaturés à 95°C pendant 5 minutes puis 

réhybridés à température ambiante pendant 1h30. La quantité et la qualité des dsRNAs sont évaluées grâce à 

un spectrophotomètre UV (SimpliNano, Thermofisher) par la mesure de l’absorbance à 260nm et des rapports 

d’absorbance A260/A280 et A260/A230. Les dsRNAs sont conservés à -20°C et sont utilisés dans les 2 mois qui 

suivent leur production. 

 

3. Traitement des insectes avec les dsRNAs d’intérêt 

Depuis les premières études visant à évaluer l’utilisation de l’ARNi comme outil de lutte contre les 

insectes ravageurs, différentes méthodes de traitement des insectes avec des dsRNAs ont été étudiées comme 

l’injection, l’application topique ou encore l’ingestion (Li et al., 2011; Baum et Roberts; Niu et al., 2019; Zhu et 

Palli, 2020). Cette dernière méthode a montré des résultats prometteurs mais inégaux selon les espèces 

d’insectes ciblées (Liu et al., 2013; Luo et al., 2013; Christiaens et al., 2014). Cette variabilité des résultats est 

attribuée à l’instabilité des dsRNAs qui peut être due à leur faible absorption cellulaire par différents tissus et 

par leur dégradation par des nucléases présentes dans le tractus digestif de l’insecte (Christiaens et Smagghe, 

2014; Wynant et al., 2014; Cooper et al., 2019; Zhu et Palli, 2020). Une étude récente chez la blatte Blatella 

germanica a démontré qu’encapsuler des dsRNAs dans des liposomes pour ainsi former des lipoplexes 

permettait de les protéger des nucléases et d’ainsi augmenter leur efficacité (Lin et al., 2017). C’est pourquoi 

au cours de ce travail de thèse, les dsRNAs ont été délivrés sous forme de lipoplexes soit par ingestion aux 

blattes adultes Periplaneta americana et aux larves de puceron Acyrthosiphon pisum âgées d’un jour, soit par 

application topique aux pucerons adultes. 
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3.1. Traitement des blattes Periplaneta americana avec les dsRNAs 
d’intérêt par ingestion 

Chaque blatte ingère 10µL d’une solution qui contient 250ng de dsRNA-Pameβ1, 500ng de dsRNA-

Pameα7 ou des dsRNA-LacZ en quantité équivalente. La composition de ces solutions est détaillée dans le 

tableau 22. Après, un temps d’incubation de 30 minutes à température ambiante, l’ingestion se déroule selon la 

méthode de Huang et al., 2018. La blatte, qui a été privée d’eau pendant 24h, est maintenue par les ailes et 

ingère les 10µL de la solution de lipoplexes contenant les dsRNAs d’intérêt qui lui sont présentés au niveau des 

pièces buccales à l’aide d’une pipette P10. La blatte est ensuite surveillée pendant quelques minutes 

supplémentaires afin de s’assurer qu’elle ne recrache pas la solution.  

 

 

Tableau 22 : Composition des solutions de lipoplexes contenant les dsRNAs d’intérêt qui sont ingérées par la blatte adulte 
Periplaneta americana. 

 

3.2. Traitement des pucerons Acyrthosiphon pisum avec les dsRNAs 
d’intérêt 

3.2.1. Traitement des pucerons adultes par application topique des dsRNAs d’intérêt 

Pour évaluer l’utilisation des dsRNA-ApisumAChE1 et dsRNA-Apisumβ2 pour lutter contre le puceron du 

pois adulte, des pucerons adultes sont traités par application topique avec 400ng de dsRNAs d’intérêt. Pour ce 

faire, 1µL d’une solution de lipoplexes qui contient les dsRNAs d’intérêt est déposé sur chaque puceron adulte. 

Les compositions de ces solutions sont détaillées dans le tableau 23. Ces solutions sont incubées à température 

ambiante pendant 30 minutes avant d’être appliquées. Pour ce faire, des pucerons adultes sont isolés et collés 

sur une bande adhésive à l’aide d’un pinceau humidifié. Puis, avec une pipette P10, 1µL de solution contenant 

les lipoplexes est déposé sur la face dorsale de chaque puceron. Les pucerons adultes sont ensuite surveillés 

pendant 20 minutes afin de s’assurer que la solution est absorbée. Ils sont ensuite placés en système artificiel 

de nutrition. 

 

 

 Lipoplexes dsRNA-Pameα7 Lipoplexes dsRNA-Pameβ1 
Lipoplexes 

dsRNA-LacZ 
Agent de transfection 

Escort IV® 1µL 1µL 1µL 

dsRNA-Pameα7.1 
(0,1µg/µL) 

2,5µL - - 

dsRNA-Pameα7.2 
(0,1µg/µL) 

2,5µL - - 

dsRNA-Pameβ1 
(0,1µg/µL) - 2,5µL - 

dsRNA-LacZ (0,1µg/µL) - - 2,5µL ou 5µL 

Solution glucose 10% qsp 10µL qsp 10µL qsp 10µL 
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Tableau 23 : Composition des solutions de lipoplexes contenant les dsRNAs d’intérêt qui sont appliquées sur la face dorsale 
des pucerons adultes Acyrthosiphon pisum. 

 

3.2.2. Traitement des larves de pucerons par ingestion des dsRNAs d’intérêt 

Enfin, pour évaluer l’utilisation des dsRNA-Apisumβ2 pour lutter contre le puceron du pois au stade 

larvaire, des larves âgées d’un jour ont ingéré des lipoplexes qui contiennent les dsRNAs d’intérêt. Pour obtenir 

des larves âgées d’un jour, des pucerons adultes femelles asexuées sont isolés et placés dans des systèmes 

artificiels de nutrition. Au bout de 24h, les larves pondues par ces femelles sont isolées et placées dans de 

nouveaux systèmes artificiels de nutrition. Dans ces derniers, les larves sont mises en présence de 200µL d’une 

solution nutritive qui contient les lipoplexes avec les dsRNAs d’intérêt à 200ng/µL. La préparation de ces 

solutions est détaillée dans le tableau 24. 

 

 Lipoplexes dsRNA-Apisumβ2 Lipoplexes dsRNA-LacZ 

Agent de transfection 
Escort IV® (dilué au 1/10e) 1µL 1µL 

dsRNA-Apisumβ2 (4,44µg/µL) 9µL - 

dsRNA-LacZ (4,44µg/µL) - 9µL 

 Incubation de 30 minutes à température ambiante 

Solution nutritive qsp 200µL qsp 200µL 

  

Tableau 24 : Composition des solutions de lipoplexes contenant les dsRNAs d’intérêt qui sont ingérées par les larves de 
puceron Acyrthosiphon pisum âgées d’un jour. 
 

4. Evaluation de l’efficacité des dsRNAs d’intérêt 

4.1. Quantification de l’expression des gènes d’intérêt par qPCR 

Pour évaluer l’efficacité des différents dsRNAs, les niveaux d’expression des transcrits des gènes cibles 

sont mesurés par PCR quantitative (qPCR). Ces expérimentations permettent également d’évaluer l’impact de 

ces dsRNAs sur des gènes non-cibles. Cette quantification est réalisée à partir d’ADNc issus de la transcription 

inverse d’ARNs totaux provenant de 6 DGAs de blattes, de 10 larves de pucerons ou d’un puceron adulte. 

 
Lipoplexes dsRNA-

ApisumAChE1 
Lipoplexes dsRNA-

Apisumβ2 
Lipoplexes dsRNA-

LacZ 
Agent de transfection 

Escort IV® 
0,1µL 0,1µL 0,1µL 

dsRNA-ApisumAChE1 (2µg/µL) 0,2µL - - 

dsRNA-Apisumβ2 (2µg/µL)  0,2µL  

dsRNA-LacZ (2µg/µL) - - 0,2µL 

Tampon PBS (1X) qsp 1µL qsp1µL qsp 1µL 
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4.1.1. Dissection des blattes Periplaneta americana et prélèvement du dernier ganglion 
abdominal 

96h après l’ingestion des dsRNAs, les blattes sont disséquées sous une loupe binoculaire afin de 

récupérer le DGA qui contient les neurones DUM. Pour ce faire, les blattes sont placées pendant 30 minutes à 

4°C afin de les anesthésier. Après avoir coupé la tête, les ailes et les pattes, deux incisions sont réalisées sur 

les côtés de l’abdomen de la blatte et la cavité abdominale est ouverte à l’aide d’une pince chirurgicale. Une fois 

le DGA localisé et isolé des autres organes de l’insecte à l’aide de pinces, la chaîne nerveuse ainsi que les nerfs 

rattachés au ganglion sont coupés. Le DGA est ensuite prélevé et déposé dans du liquide physiologique (LP) 

composé de NaCl (200mM), KCl (3,1mM), CaCl2 (5mM), MgCl2 (4mM), HEPES (10mM), et dont le pH est ajusté 

à 7,4. 

 

4.1.2. Obtention des ADNc nécessaires à la quantification par qPCR 

Les ARNs totaux issus de six DGAs provenant de blattes qui ont ingéré les dsRNAs d’intérêt sont 

extraits à 96h. Quant aux ARNs totaux provenant d’un puceron adulte ou de 10 larves de puceron traités avec 

les dsRNAs d’intérêt, leur extraction est réalisée 2h, 24h, 48h et 72h après le traitement avec les dsRNAs. Cette 

étape est réalisée à l’aide du kit Nucleospin® RNA (Macherey-Nagel) dont le protocole est décrit dans la partie 

2.2.1.a) du Matériels et méthodes. La quantité et la qualité des ARNs sont évaluées grâce à un 

spectrophotomètre UV (SimpliNano, Thermofisher) par la mesure de l’absorbance à 260nm et des rapports 

d’absorbance A260/A280 et A260/A230 respectivement. 

 

Si nécessaire, les échantillons sont concentrés et purifiés. Pour ce faire, les ARNs totaux extraits sont 

précipités pendant une nuit à -80°C en présence de glycogène (20µg), 0,1 volume d’acétate de sodium (3M) et 

deux volumes d’éthanol absolu. Après une centrifugation de 15 minutes à 15 000g (4°C), le culot d’ARN est 

lavé à deux reprises avec 200µL d’éthanol à 70% (centrifugation 15 minutes, 15 000g, 4°C) puis resuspendu 

dans 12µL d’H2O. Enfin, la quantité et la qualité des ARN sont évaluées une nouvelle fois grâce à un 

spectrophotomètre UV (SimpliNano, Thermofisher). 

 

 A l’aide du kit Revertaid H Minus First Strand cDNA Synthesis® (ThermoScientific), les ARNm extraits 

sont rétrotranscrits en ADNc selon le protocole détaillé dans la partie 2.2.1.b) du Matériels et méthodes. Cette 

étape de transcription inverse est réalisée à partir de 500ng d’ARN issus de DGA de blatte ou de 1µg d’ARN 

issus de larves de puceron ou de puceron adulte. Ensuite, un traitement avec une RNAse H (ThermoScientific) a 

permis de dégrader les éventuels dimères ARN/ADN présents dans les échantillons. Les ADNc ainsi obtenus sont 

dilués au 1/10e ou au 1/20e et stockés à -20°C. 

 

4.1.3. Analyse par qPCR de l’expression des gènes d’intérêt 

A partir des ADNc issus des différents lots de blattes ou de pucerons aux stades larvaire ou adulte 

ayant reçu les dsRNAs, des expériences de qPCR sont réalisées afin d’évaluer leur impact sur l’expression des 

différentes sous-unités nicotiniques chez la blatte et le puceron ainsi que de l’acétylcholinestérase identifiée 

chez le puceron. Chaque réaction de qPCR est réalisée à l’aide d’un mélange réactionnel de 10 ou 20µL qui 
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présentent les mêmes rapports de quantité de réactifs utilisés. Par exemple, un mélange réactionnel de 10µL 

est composé de 5μL de tampon de réaction Takyon No Rox SYBR® Master Mix Blue dTTP (Eurogentec), 2μL 

d’amorces sens et antisens à 2,5µM (Pameα7 et Pameβ1) ou 10μM (Pameα1, Pameα2, Pameα3, Pameα4, 

Pameα6, Pameα8, Pameβ2, Pameβ3, Pameβ4, Pameβ5, Pameβ6, Pameβ8, Pameβ9, Pameactine, Apisumα1, 

Apisumα2, Apisumα3, Apisumα4, Apisumα6, Apisumα7, Apisumα8, Apisumα9, Apisumα10, Apisumβ1, 

Apisumβ2, ApisumAChE1, ApisumAChE2 et ApisumRPL7), 0,5µL d’H2O et 2,5μL d’ADNc dilué au 1/10e. La liste 

de toutes les amorces utilisées est indiquée dans le tableau 25. La quantification est réalisée selon le 

programme suivant : une première étape de 3 minutes à 95°C suivie de 40 cycles de 10 secondes à 95°C et de 

1 minute à la température indiquée dans le tableau 25, à l’exception de celle du niveau d’expression des sous-

unités Pameα5, Pameβ3, Pameβ4 et Pameβ6 qui nécessite des cycles d’amplification comprenant une étape de 

dénaturation de 10 secondes à 95°C, une étape d’hybridation de 20 secondes à 60°C suivie d’une étape 

d’élongation de 40 secondes à 72°C. En complément, l’obtention des courbes de dissociation par l’augmentation 

progressive de la température de 50°C à 95°C permet de vérifier la spécificité des amorces utilisées. De plus, 

les efficacités des amorces utilisées ont été évaluées à l’aide d’une gamme de dilution d’ADNc et sont toutes 

comprises entre 95 et 105%. Toutes les réactions sont réalisées en duplicat et les valeurs seuils (Ct) sont 

normalisées avec un gène de référence codant pour l’actine pour les études réalisées sur la blatte ou RPL7 pour 

le puceron. L’intensité de fluorescence émise par la sonde SYBR® Green I est détectée par le thermocycleur CFX 

6 Connect™ Real-Time PCR Detection System (Biorad) et les données sont ensuite analysées à l’aide du logiciel 

CFX Maestro™ Software. L’expression relative des gènes d’intérêt est évaluée selon la méthode de 2-Ct. 
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Espèce Gène Amorce sens (5’→3’) Amorce antisens (5’→3’) 
Température 

(°C) 

Periplaneta 

americana 

Pameα1 AGGACTCTGTGGAGGACGAG CTCCCGGTAGAGGCAGTGGT 60 
Pameα2 TAACAACTCCATCTCATGCC GATCTTGCCACTCATGTTCC 60 
Pameα3 CGACACCTTCAGCATTTGTG GCAGATGAACCCGCTAGACT 60 
Pameα4 GTGTTGATGCGTACAGTGAG AGACAGGTCATCCTTTGTAG 60 
Pameα5 GTGTGAGAGGAACCGGTGTT ATCCCCTTCGTTGTCTGCTG 60 
Pameα6 TGACCATCTTGCTCTCGT CGACTCATTCCGAGAATC 60 
Pameα7 CAATTGCAAGACGACACC ATGGAGGCGATGAGAACA 65 
Pameα8 ACGTGTTGTCCGCACTTCA TATCCGGAGGAACCTGGAAG 60 
Pameα9 ACCACGGTCGTCAATATCGG CGCGAGACAATGGGTGTTTC 60 
Pameβ1 GGTGACCAAGTGTCCTTAG ATGATTGCCCTCGTAGATG 65 
Pameβ2 AGGAGACGACGTGCCATTTT TCCTCATGCAAGACAGGCAG 60 
Pameβ3 TCGTCGTCATTCCTGCACTC GCAGGACCCGCATATCATCA 60 
Pameβ4 CTTGCGGTGTTCAACCAGTG CAGCTGACATCTCCTTGGCA 60 
Pameβ5 GAGAACACGAGGTGTCTGGT CAGCTAGACGCGACAGAGAA 60 
Pameβ6 AGTCGCACAGTTTGCTACGA AGGAGCAGTTCACCTTGTCG 60 
Pameβ8 TGTTCGATGGTTGCGGTGTA TGTCGAGGTTGCAGACAACA 60 
Pameβ9 TCCGGACGTCTACTCCACAG GACAACATCCACAGCTGCAA 60 

Pameactine GACTACTGGTATTGTGCTGG AAAGCTGTAACCACGCTCAG 60 

Acyrthosiphon 

pisum 

Apisumα1 GGTCATTGTCGGTCAGTTGG ATTCCATTCTTGCTCGACCC 60 
Apisumα2 GGTCGTCACCATCATCATCA CGTTCAACCTGGCCAAGTTA 60 
Apisumα3 GCGAGATTCACGGTCCAATA CCATCGCCACATATTTCCAATC 60 
Apisumα4 CTCGTGAGACCAGTGGTGAA CATTTGCACGCCACCATACT 60 
Apisumα6 ACGTCGTCCTTGGCAAAGTT TGCTGTAGCGTGATGCCAAA 60 
Apisumα7 GGCCAGTAGCTAATGAATCGG TGTTGACCACCACGTTGGTT 60 
Apisumα8 ACCTCCGGCCATCTACAAAT CGCTTAGATCAATGCCAACATC 60 
Apisumα9 ACGATCGACTGACATGGGAC TGCGTGTCATACGGCCAATA 60 
Apisumα10 GCACATGGTTCATAGCGAACT CCACCGCTTCTGTTCAACAC 60 
Apisumβ1 CGCCGTCCAAACACAAGAT CATCGCTACGTACTTCCAGTC 60 
Apisumβ2 CGCAAAGACGAAGAGTCGAG ACGGATAGCGTCAGGAACAC 60 

ApisumAChE1 ACAGTTCAGCGATGGTCGAG ACGAGACACCACCACGTTTT 65 
ApisumAChE2 AGCTGGAAAGAGACGCCATT ACACACCCATCCAATCACCC 65 
ApisumRPL7 ACGTAAAGAGCGCGTGAAGA GGTTCACACCACGAATACGCA 60 

 

Tableau 25 : Liste des amorces et des températures utilisées pour les expériences de qPCR. 

 

4.2. Evaluation de l’effet des dsRNA-ApisumAChE1 sur l’activité 
enzymatique de l’AChE du puceron Acyrthosiphon pisum 

4.2.1. Dosage de l’activité enzymatique de l’AChE selon la méthode d’Ellman 

Pour évaluer l’effet d’une application topique de dsRNA-ApisumAChE1 sur l’activité enzymatique de 

l’AChE du puceron Acyrthosiphon pisum, un dosage d’Ellman (Ellman et al., 1961) est entrepris. Il s’agit de la 

méthode spectrophotométrique la plus couramment utilisée pour évaluer l’activité enzymatique de l’AChE (de 

Almeida et al., 2022). Elle consiste en l’ajout d’acétylthiocholine (ATC), un substrat de l’AChE, dans une 

suspension qui contient l’enzyme. L’ATC est ensuite hydrolysée pour former de l’acétate et de la thiocholine. Le 

groupement thiol de cette dernière va ensuite réagir avec le 5,5ʹ-Dithio-bis-(2-nitrobenzoic Acid) ou DTNB pour 

produire du 5-Thio-2-nitrobenzoate ou TNB. Ce dernier composé présente une coloration jaune (figure 36). 

Ainsi, l’activité enzymatique de l’AChE est évaluée par la mesure de l’absorbance à 405nm d’un échantillon par 

spectrophotométrie. 
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Figure 36 : Représentation schématique du principe de dosage de l’activité enzymatique de l’acétylcholinestérase selon la 
méthode d’Ellman. 

 

 

A 2h, 24h, 48h et 72h, des pucerons adultes traités avec les dsRNAs d’intérêt sont broyés dans du 

tampon PBS (6 pucerons pour 300µL de tampon PBS) à l’aide d’un homogénéiseur Ultra-Turrax®. Ensuite, une 

centrifugation de 10 minutes à 5 000g à 4°C a permis d’isoler le surnageant qui contient les protéines. 90µL de 

ce surnageant dilué au tiers sont déposés dans une microplaque. Après l’ajout de 10µL de tampon PBS, la 

suspension diluée est mise en contact avec 100µL d’ATC iodide (Sigma-Aldrich) à 1mM et 100µL de DTNB 

(Sigma-Aldrich) à 1mM. À la suite d’une incubation de 30 minutes à température ambiante et à l’obscurité, 

l’absorbance de l’échantillon est mesurée à 405nm à l’aide d’un spectrophotomètre à microplaque (Multiskan 

GO, Thermofisher). Chaque mesure est réalisée en triplicat. Les moyennes des absorbances obtenues sont 

corrigées avec le bruit de fond enregistré dans des puits sans ATC. De plus, les mesures de l’activité de 

l’ApisumAChE au sein d’une gamme de dilution du surnageant a permis de s’assurer que ces expérimentations 

ne se déroulaient pas en conditions saturantes.  

 

4.2.2. Dosage protéique selon la méthode de Bradford 

Afin de rapporter l’activité enzymatique de l’ApisumAChE mesurée à la quantité de protéines totales 

retrouvées dans les surnageants de pucerons adultes broyés, un dosage protéique est réalisé selon la méthode 

de Bradford (Bradford, 1976). Pour ce faire, 195µL de réactif de Bradford ou Bleu de Coomassie brillant G-250 

(Sigma-Aldrich) sont ajoutés à 5µL du surnageant précédemment utilisé et dilué au 1/2. Après 5 minutes 

d’incubation à température ambiante et à l’obscurité, l’absorbance de l’échantillon est mesurée à 595nm à l’aide 

d’un spectrophotomètre à microplaque (Multiskan GO, Thermofisher). Les mesures sont réalisées en triplicat et 

les moyennes sont corrigées avec le bruit de fond estimé dans des puits sans surnageant. En parallèle, des 

mesures d’absorbance de solutions d’albumine de sérum bovin à 0, 250, 500, 750, 1 000, 1 250 et 1 500ng/µL 



  111 

selon le même protocole permettent d’obtenir la courbe étalon nécessaire à la détermination de la quantité de 

protéines dans les échantillons. 

 

5. Evaluation de l’effet des dsRNAs d’intérêt comme bioinsecticide ou 
comme modulateur de l’efficacité d’un insecticide 

5.1. Exposition des blattes Periplaneta americana à une dose sublétale 
d’imidaclopride 

Un des objectifs de ce travail de thèse est d’évaluer l’utilisation des dsRNA-Pameβ1 pour contourner les 

phénomènes d’accommodation à l’IMI mis en place par la blatte Periplaneta americana après une exposition à 

une dose sublétale de cette insecticide. Pour ce faire, des blattes sont intoxiquées pendant 30 jours à une dose 

sublétale d’IMI selon le protocole décrit par Bantz et al., (2022). Ainsi, une solution d’IMI (Sigma-Aldrich) à 

0,3846µg/mL est préparée par la dilution en cascade d’une solution mère à 100mg/mL dans une solution de 

sucrose 10%. En considérant la consommation quotidienne d’eau de la blatte comme étant de 65µL, chaque 

blatte ingère 0,025µg/jour d’IMI ce qui correspond à la dose la plus forte de cet insecticide qui n’induit pas de 

mortalité chez la blatte. En parallèle, d’autres blattes ingèrent une solution de DMSO diluée dans une solution 

de sucrose 10% et serviront de contrôle. 

 

5.2. Intoxication aiguë des insectes à l’imidaclopride 

5.2.1. Intoxication aiguë des blattes Periplaneta americana adultes à l’imidaclopride 

Pour évaluer l’effet des dsRNA-Pameβ1 sur la sensibilité des blattes accommodées à l’IMI, des 

expériences d’intoxication aiguë sont réalisées. Pour ce faire, 96h après l’ingestion de dsRNA-Pameβ1 ou de 

dsRNA-LacZ, les blattes accommodées sont intoxiquées avec de l’IMI à la dose létale 50 (DL50) déterminée par 

Bantz et al., (2022). Une solution d’IMI à 0,25mg/mL est préparée par la dilution en cascade d’une solution 

mère à 100mg/mL dans une solution de sucrose 10%. Chaque blatte ingère 10µL de cette solution, soit une 

dose de 2,5µg/blatte. Les intoxications aiguës se font par ingestion selon le protocole décrit dans la partie 3.1 

du Matériels et méthodes. En parallèle, des lots de blattes traitées avec les dsRNAs d’intérêt ingèrent 10µL 

d’une solution contenant du DMSO diluée en quantité équivalente. 

L’analyse quantitative des niveaux d’expression des sous-unités nicotiniques de blattes accommodées à 

l’IMI a également mis en évidence une diminution d’expression de la sous-unité Pameα7. Ainsi, un des objectifs 

de ce travail de thèse est d’évaluer l’implication de cette sous-unité dans la sensibilité de la blatte à l’IMI. Pour 

ce faire, des expériences d’intoxication aiguë à l’IMI sont réalisées selon le protocole décrit précédemment sur 

des blattes « naïves » qui ont ingéré des dsRNA-Pameα7 ou des dsRNA-LacZ. 

La mortalité est évaluée 48h après l’intoxication aiguë. Pour ce faire, une légère pression de quelques 

secondes est réalisée sur l’abdomen de la blatte. Si aucun mouvement n’est observé, la mort de l’insecte est 

validée. 
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5.2.2. Intoxication aiguë des pucerons Acyrthosiphon pisum, aux stades larvaire et adulte, à 
l’imidaclopride 

Pour évaluer l’utilisation de dsRNA-Apisumβ2 combinés à l’IMI, des expériences d’intoxication aiguë à 

cet insecticide à la concentration létale 25 (CL25) sont réalisées sur des larves de puceron Acyrthosiphon pisum 

âgées d’un jour mais également sur des adultes à la concentration létale 50 (CL50). Ces deux doses ont été 

déterminée par l’établissement des courbes concentration-réponse en évaluant la mortalité après une 

intoxication aiguë à différentes concentrations d’IMI allant de 10-6µg/mL à 10µg/mL. Les résultats sont 

exprimés en pourcentage de mortalité corrigée selon la formule d’Abbott (Abbott, 1925) permettant de prendre 

en compte la mortalité des larves ou des adultes dans la condition contrôle :  

 

 

 

Où %T est le pourcentage de mortalité induit dans la condition testée et %C, le pourcentage de mortalité dans 

la condition contrôle. 

 

Les courbes de mortalité sont obtenues avec le logiciel GraphPad Prism (version 8.02, GraphPad 

Software) sous la forme d’une régression non linéaire et ajustées selon l'équation de Hill  : 

 𝑌 = 𝑚 + 𝑀−𝑚1+10(𝑙𝑜𝑔(𝐶𝐿50)−𝑋)∗𝑛𝐻  

 

où Y est le pourcentage de mortalité observé à la valeur de concentration X, m et M sont respectivement les 

valeurs minimale et maximale de la courbe, nH est le coefficient de Hill. 

 

Les CL25 et CL50 correspondent respectivement à la concentration d’IMI induisant 25% et 50% de 

mortalité à 72h. Pour les expériences d’intoxication réalisées sur les larves, une solution d’IMI (Sigma-Aldrich) à 

la CL25 (0,002µg/mL) qui contient les dsRNA-Apisumβ2 ou les dsRNA-LacZ (200ng/µL) est préparée par la 

dilution en cascade d’une solution mère à 100mg/mL dans de la solution nutritive. Puis, 200µL de cette solution 

sont déposés dans un système artificiel de nutrition. Quant aux adultes, après l’application topique des dsRNAs 

d’intérêt (400ng), ils sont également placés dans un système artificiel de nutrition où ils sont mis en contact 

avec une solution nutritive contenant de l’IMI à la CL50 (0,005µg/µL). La mortalité des insectes est évaluée à 

24h et 72h. Pour s’assurer de la mort des pucerons, ces derniers sont placés sur leur face dorsale. Si aucun 

mouvement n’est observé au bout de quelques instants, ils sont considérés comme morts. Les résultats sont 

exprimés en pourcentage de mortalité corrigée selon la formule d’Abbott (Abbott, 1925) décrite précédemment.  

En parallèle, des lots de larves sont mis en contact avec une solution nutritive qui contient les dsRNAs 

d’intérêt et du DMSO dilué et les adultes, déjà traités avec les dsRNAs d’intérêt par application topique, avec 

une solution de DMSO diluée. Ces lots servent de contrôles et permettent également d’évaluer l’effet des 

dsRNA-Apisumβ2 seuls sur la mortalité du puceron pour déterminer l’effet bioinsecticide du traitement. 

𝑀𝑜𝑟𝑡𝑎𝑙𝑖𝑡é 𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é𝑒 (%) = (%𝑇 − %𝐶)(100 − %𝐶) ∗ 100 
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5.3. Intoxication aiguë du puceron Acyrthosiphon pisum au pirimicarbe 

Afin d’évaluer l’utilisation des dsRNA-ApisumAChE1 combinée à l’utilisation du pirimicarbe pour lutter 

contre le puceron Acyrthosiphon pisum, des expériences d’intoxication aiguë à cet insecticide à la CL50 couplée à 

l’application de dsRNAs sont réalisées sur des pucerons adultes. Pour ce faire, une courbe concentration-

réponse a été établie grâce à des expériences d’intoxication aiguë au pirimicarbe réalisées sur des larves de 

pucerons. Cette courbe a été établie selon le protocole décrit dans la partie 5.2.2 du Matériels et méthodes avec 

une concentration de pirimicarbe allant de 10-9M à 10-4M. Ces données permettront, par la suite, d’évaluer 

l’utilisation combinée des dsRNA-ApisumAChE1 et du pirimicarbe. 

 

6. Evaluation de l’impact de l’ingestion de dsRNA-Pameα7 sur la 
réponse calcique des nAChRs de blatte 

Le développement de nouvelles stratégies de gestion durable des phénomènes d’accommodation aux 

insecticides passe par la compréhension des mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués dans leur mise en 

place. Une étude précédente réalisée au laboratoire SiFCIR a montré, sur un modèle de blattes accommodées, 

que cette accommodation pouvait être associée à une modification d’expression des sous-unités nicotiniques et 

notamment celle de la sous-unité Pameα7 qui est diminuée (A. Bantz, données non publiées). L’un des objectifs 

de ce travail est d’évaluer l’impact de l’ingestion de dsRNA-Pameα7 sur la réponse calcique des nAChRs de 

blatte afin de déterminer si la diminution d’expression de la sous-unité Pameα7 observée chez les blattes 

accommodées (Bantz, 2020) entraîne des modifications des voies de signalisation calcique qui pourraient être 

impliquées dans la sensibilité des cibles moléculaires aux insecticides et qui pourraient, à plus long-terme, 

présenter un intérêt comme cible de l’ARNi. Ainsi, dans un premier temps, l’objectif est de déterminer s’il existe 

des nAChRs perméables au calcium sur les neurones DUM retrouvés dans le DGA de blatte et d’évaluer leur 

sensibilité à l’α-bgt, puis d’évaluer si cette réponse calcique est impactée par l’utilisation de dsRNA-Pameα7 

grâce à la technique d’imagerie calcique.  

 

6.1. Principe de la technique d’imagerie calcique 

La technique d’imagerie calcique permet de visualiser et de quantifier les variations de la concentration 

intracellulaire de calcium. Ces variations au sein des neurones DUM de blatte sont suivies grâce à l’utilisation 

d’une sonde fluorescente chimique, le Fura-2 (Courjaret et al., 2003; Gautier et al., 2008; Benzidane et al., 

2017; Moreau et al., 2020). Le Fura-2 est une molécule hydrosoluble en raison de la présence de charges 

négatives et ne peut donc pas traverser les membranes cellulaires. C’est pourquoi, elle peut être délivrée sous 

une forme complexée à un groupement acétoxyméthylester ou AM (Fura-2AM, Sigma-Aldrich) qui permet de 

neutraliser ces charges. Cette forme liposoluble qui peut pénétrer facilement les membranes cellulaires est 

ensuite clivée sous sa forme hydrosoluble par des estérases cytosoliques, libérant des groupements 

carboxyliques dont les ions d’oxygène électronégatifs permettent la fixation d’ions calcium. Le Fura-2 est une 

sonde dite double excitation/mono-émission. En effet, sous sa forme libre, elle est excitée à 380nm, et sous sa 

forme liée aux ions calcium, à 340nm. Dans les deux cas, la longueur d’onde d’émission à laquelle la 
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fluorescence est mesurée est de 510nm (figure 37A). C’est en calculant le rapport entre les fluorescences 

émises à la suite d’une excitation à 340nm et 380nm (ratio 340nm/380nm) que l’évolution de la concentration 

intracellulaire en calcium peut être évaluée au sein d’un neurone DUM isolé de blatte (figure 37B). 

 

 

 

 

  

Figure 37 : Principe de la technique d’imagerie calcique. (A) Représentation schématique de l’utilisation de la sonde 
fluorescente Fura-2 pour l’évaluation de la variation de la concentration calcique intracellulaire. (B) Visualisation de la 
variation de la concentration en calcium intracellulaire d’un neurone DUM de blatte grâce au suivi du ratio 340nm/380nm et 
à l’ajout de pseudo-couleurs par le logiciel Imaging Workbench 6.0 (Indec BioSystems). 

 

 

6.2. Mise en culture à court terme des neurones DUM de blatte 

Dans un premier temps, des lamelles de verre sont préparées en appliquant 500µL de Poly-D-lysine 

(Sigma-Aldrich) pendant au moins 5 minutes. Ce composé permet l’adhésion des neurones DUM à la lamelle de 

verre par la création de liaisons électrostatiques avec la membrane cellulaire. Puis, deux rinçages sont effectués 

avec un milieu composé de LP sucrosé (200mM NaCl, 3,1mM KCl, 5mM CaCl2, 4mM MgCl2, 10mM HEPES et 

50mM sucrose, pH=7,4) et d’un mélange d’antibiotiques (pénicilline à 100UI/mL et streptomycine à 100µg/mL, 

Sigma-Aldrich). Parallèlement, les blattes sont disséquées pour en extraire leur DGA selon le protocole décrit 

dans la partie 4.1.1 du Matériels et méthodes. Ces derniers sont alors incubés pendant 35 minutes dans une 
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solution de collagénase de type 1 à 1,1mg/mL (Worthington) à 29°C. Après un rinçage, les DGAs sont déposés 

dans 1mL de milieu de survie provenant d’une solution composée de 4mL de LP sucrosé, 20µL d’antibiotiques 

(pénicilline et streptomycine, Sigma-Aldrich) et 200µL de sérum de veau fœtal (Invitrogen). Ensuite, les 

neurones DUM sont dissociés mécaniquement par aspiration/refoulement à l’aide de trois pipettes Pasteur 

présentant des diamètres de tailles décroissantes. La suspension cellulaire obtenue est ensuite appliquée sur les 

lamelles préparées antérieurement qui sont ensuite placées dans un incubateur à 29°C pendant 24h dans des 

boîtes de Pétri pour éviter leur dessèchement et d’éventuelles contaminations. 

 

6.3. Enregistrement de la concentration intracellulaire calcique basale 
d’un neurone DUM isolé 

Après 24h d’incubation, les lamelles de verre sur lesquelles sont fixés les neurones DUM sont d’abord 

rincées deux fois avec du LP sucrosé. Elles sont ensuite immergées dans une solution contenant 1µL de sonde 

fluorescente Fura-2AM à 10mM (Sigma-Aldrich), 20µL d’acide pluronique 10% (Sigma-Aldrich) et 2mL de LP 

sucrosé. Elles sont alors incubées à 37°C et à l’obscurité pendant une heure. Puis, trois rinçages avec du LP 

d’enregistrement (200mM NaCl, 3,1mM KCl, 5mM CaCl2, 1mM MgCl2, 10mM HEPES) sont effectués. Les lamelles 

sont montées sur une chambre d’enregistrement avant d’être installée sur la platine d’un microscope inversé à 

épifluorescence (Nikon Eclipse Ti). Un neurone DUM isolé est sélectionné à l’objectif X20 et l’enregistrement est 

réalisé avec un grossissement X40. Lors d’un enregistrement, les longueurs d’onde d’excitation sont produites 

par un système d’illumination (Sutter lambda DG-4) comprenant une roue à filtres (Semrock) qui permet la 

sélection des différentes longueurs d’onde d’excitation. Les neurones DUM sont excités par l’alternance toutes 

les 100ms de deux rayonnements avec une longueur d’onde respective de 340nm et 380nm. Quant à la 

fluorescence émise à 510nm en réponse à cette excitation, elle est sélectionnée à l’aide d’un miroir dichroïque 

avant d’être captée par une caméra (Hammamatsu orca-R2-C10600). Les données sont analysées à l’aide du 

logiciel Imaging Workbench 6.0 (Indec BioSystems) qui permet d’obtenir une image des cellules en termes de 

ratio 340nm/380nm. A l’état basal, un neurone DUM viable présente un ratio 340nm/380nm d’environ 0,2.  

 

6.4. Préparation des solutions perfusées 

La chambre d’enregistrement est directement reliée à un système automatisé (Warner Instruments) qui 

permet l’application des différentes solutions testées. Pour isoler la réponse calcique à la NIC des nAChRs issus 

de blattes « naïves » ou traitées avec des dsRNAs (dsRNA-LacZ ou dsRNA-Pameα7) en imagerie calcique, un 

bloqueur de canaux calciques dépendants du potentiel, le chlorure de cobalt (CoCl2, Sigma-Aldrich) est utilisé. Il 

est préparé par la dilution en cascade d’une solution mère à 10-1M dans du LP d’enregistrement pour être utilisé 

à 3.10-3M. Cette solution de CoCl2 est perfusée en continu dans la chambre d’enregistrement contenant la 

lamelle de verre avec les neurones DUM. Une fois que les neurones DUM ont été en contact de la solution de 

CoCl2 pendant au moins 3 minutes, une solution de NIC à 10-5M (Sigma-Aldrich) est appliquée pendant 30 

secondes. Cette dernière a été préparée par la dilution en cascade d’une solution mère à 10-1M dans le LP 

d’enregistrement additionné de CoCl2 à 3.10-3M décrit précédemment afin de s’assurer que les cellules soient 

toujours en contact du bloqueur. Quant à l’évaluation de la sensibilité des nAChRs perméables au calcium à l’α-
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bgt, elle est permise grâce à l’utilisation de cette toxine à 5.10-7M dans les différentes solutions décrites 

précédemment. 

 

7. Analyses statistiques 

Les analyses statistiques concernant les expériences de qPCR, des tests toxicologiques, du dosage de 

l’activité enzymatique de l’acétylcholinestérase ainsi que la variation de la réponse calcique des neurones DUM 

médiée par la NIC ont été réalisées selon un test non paramétrique de Mann-Whitney. Ces analyses ont été 

effectuées à l’aide du logiciel GraphPad Prism 8.02, où les valeurs de p inférieures à 0,05 sont considérées 

comme significatives (ns : non-significatif ; *p<0,05 ; **p<0,01 ; ***p<0,001). 
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Résultats 
 

 

 

Etude 1 : Utilisation des dsRNAs ciblant la sous-unité nicotinique 

divergente β2 pour lutter contre le puceron du pois Acyrthosiphon 

pisum aux stades larvaire et adulte 

 

1. Synthèse de l’article 

Aujourd’hui, la lutte contre les insectes ravageurs est encore principalement basée sur l’utilisation 

d’insecticides neurotoxiques comme les néonicotinoïdes, tels que l’IMI. En effet, ces derniers sont notamment 

efficaces sur un spectre large d’insectes nuisibles comme les diverses espèces de pucerons, telles que le 

puceron du pois Acyrthosiphon pisum (Elbert et al., 2008), qui est le ravageur principal des cultures de 

fabacées. Cependant, les stratégies de lutte qui se basent sur l’utilisation de tels composés sont aujourd’hui 

décriées notamment à cause de leurs effets délétères sur des organismes non-cibles comme les insectes 

bénéfiques. En effet, de manière générale, la diminution de la population d’abeille Apis mellifera a été reliée à 

l’utilisation d’insecticides (Steinhauer et al., 2018). En ce sens, il est devenu nécessaire de développer des 

stratégies de lutte alternatives ou des stratégies permettant de diminuer les doses d’insecticides utilisées en 

champ afin de limiter leur impact sur les organismes non-cibles. Comme décrit dans l’introduction de ce 

manuscrit, l’ARNi est aujourd’hui considérée comme l’une des nouvelles stratégies prometteuses pour lutter 

spécifiquement contre une espèce d’insectes ravageurs (Christiaens et al., 2020). Sa spécificité est directement 

liée à la spécificité de la séquence cible. L’identification des familles de gènes qui codent pour les sous-unités 

nicotiniques et l’analyse comparative de leur séquence protéique a permis de regrouper les sous-unités 

nicotiniques en deux groupes : les sous-unités nicotiniques conservées qui présentent au moins 60% d’identité 

de séquence entre elles et les sous-unités divergentes qui présentent un pourcentage d’identité inférieur à 30% 

avec les autres sous-unités nicotiniques (Jones et Sattelle, 2010). Il a été suggéré que ces sous-unités 

divergentes présenteraient un rôle spécifique pour une espèce d’insecte donnée. Chez le puceron du pois 

Acyrthosiphon pisum, trois sous-unités nicotiniques divergentes ont été identifiées : Apisumα9, Apisumα10 et 

Apisumβ2 (Dale et al., 2010). Ainsi, l’objectif de cette étude est d’évaluer l’utilisation de dsRNAs qui ciblent la 

sous-unité nicotinique divergente Apisumβ2 (dsRNA-Apisumβ2 ou dsRNA-β2 dans l’article) pour lutter contre le 

puceron du pois aux stades larvaire et adulte. 

 

Dans un premier temps, nous avons démontré par qPCR que les dsRNA-Apisumβ2 permettaient de 

diminuer l'expression de la sous-unité Apisumβ2 2h après le traitement chez la larve et l’adulte. De manière 

intéressante, des modifications d’expression d’autres sous-unités nicotiniques après l’application de dsRNA-



  118 

Apisumβ2 ont été rapportées chez l’adulte suggérant la mise en place d’un phénomène de compensation de la 

diminution d’expression de la sous-unité Apisumβ2 par des modifications du profil d’expression des autres sous-

unités nicotiniques. Dans un second temps, l’évaluation du taux de mortalité des pucerons traités avec les 

dsRNA-Apisumβ2 a permis de mettre en évidence que ces derniers présentent un effet insecticide sur les larves 

et les adultes. De plus, l’utilisation combinée des dsRNA-Apisumβ2 et de l’IMI a permis de démontrer que ces 

deux molécules présentent des effets additifs suggérant que les dsRNAs d’intérêt n’altèrent pas l’efficacité de 

l’insecticide. Ainsi, les dsRNA-Apisumβ2 pourraient être envisagés comme agent de biocontrôle du puceron du 

pois Acyrthosiphon pisum ou bien être combinés à l’utilisation de l’IMI pour en réduire les doses appliquées en 

champs. Enfin, des expériences d’intoxication aiguë sur des abeilles Apis mellifera avec les dsRNA-Apisumβ2 

seuls ou couplés à l’IMI à des concentrations induisant de la mortalité chez les pucerons a démontré que, dans 

ces conditions, la survie des abeilles n’est pas impactée. 

 

Ainsi, nous avons démontré pour la première fois, que cibler une sous-unité nicotinique divergente par 

la technique d’ARNi pourrait être une stratégie efficace pour lutter contre des espèces d’insectes ravageurs tout 

en épargnant les insectes bénéfiques comme l’abeille Apis mellifera.  

 

2. Article publié 

Cette étude a fait l’objet d’une publication en premier auteur dans le journal à comité de lecture international 

Pest Management Science. 
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divergent nicotinic acetylcholine receptor
subunit to control pea aphid Acyrthosiphon
pisum at larval and adult stages
Sebastien Ligonniere, Valerie Raymond* and Delphine Goven

Abstract

BACKGROUND: In recent years, the use of the RNA interference technology (RNAi) has emerged as one of the new strategies for
species-specific control of insect pests. Its specificity depends on the distinctiveness of the target gene sequence for a given spe-
cies. In this work, we assessed in the pea aphid Acyrthosiphon pisum (A. pisum) the use of a double-stranded RNA (dsRNA) that
targets the ⊎2 divergent nicotinic acetylcholine receptor (nAChR) subunit (dsRNA-⊎2), which shares low sequence identity with
other subunits, to control populations of this pest at different developmental stages. Because nAChRs are targeted by neoni-
cotinoid insecticides such as imidacloprid, we also assessed the effect of dsRNA-⊎2 coupled to this insecticide on aphid survival.
Finally, because the effect of a control agent on beneficial insect must be considered before any use of new pest management
strategies, the acute toxicity of dsRNA-⊎2 combined with imidacloprid was evaluated on honeybee Apis mellifera.

RESULTS: In this work, we demonstrated that dsRNA-⊎2 alone has an insecticidal effect on aphid larvae and adults. Moreover,
dsRNA-⊎2 and imidacloprid effects on aphid larvae and adults were additive, meaning that dsRNA-⊎2 did not alter the efficacy
of imidacloprid on these two developmental stages. Also, no obvious acute toxicity on Apis mellifera was reported.

CONCLUSION: Using RNAi that targets ⊎2 divergent nAChR subunit is effective alone or combined with imidacloprid to control
A. pisum at larval and adult stages. Because no obvious Apis mellifera mortality has been reported, this RNAi-based pest man-
agement strategy should be considered to control insect pest.
© 2023 The Authors. Pest Management Science published by John Wiley & Sons Ltd on behalf of Society of Chemical Industry.
Supporting information may be found in the online version of this article.

Keywords: RNA interference; divergent nicotinic acetylcholine receptor subunit; Acyrthosiphon pisum; imidacloprid; Apis mellifera; pest
control

1 INTRODUCTION
According to the United Nations, the world population exceeded

eight billion in 20221 meaning that the population has tripled in

less than a century. As a consequence, producing enough food

is now, more than ever, a major economic, health and social con-

cern. Increasing agricultural yields by protecting crops against

insect pests is still mainly based on neurotoxic insecticide use.2

Neonicotinoids are one of the most important classes of insecti-

cides globally because of their versatility of use and their high effi-

cacy against a wide range of important insect pests such as

aphids,3 like Acyrthosiphon pisum (A. pisum), which are the main

pests of legume crops. Neonicotinoids are registered inmore than

120 countries worldwide4 and among them, imidacloprid was the

top-selling insecticide for many years.5 However, insecticide-

based crop protection strategies are currently raising questions.

Indeed, negative effects on beneficial insects such as develop-

ment6 or behavioural7 impairments of the honeybee Apis mellifera

have been linked to neonicotinoid exposure. More generally, the

decline of the honeybee population has also been linked to the

use of insecticides.8 In this context, it is crucial to optimize the

use of insecticides to limit their effects on non-target organisms

such as beneficial insects, like honeybees known as environmen-

tal sentinels, or to develop new insect pest management strate-

gies to allow a safer and more sustainable agriculture.

RNA interference (RNAi) is one of the most promising new strat-

egies to control insect pest populations in a more species-specific

way.9 RNAi is a highly conserved cellular mechanism of gene

expression regulation at the post-transcriptomic level triggered

by double-stranded RNA (dsRNA). Its specificity is directly linked

to the target sequence specificity for a given insect species. In

insects, RNAi is mainly responsible for antiviral responses10

* Correspondence to: V Raymond, Univ Angers, INRAE, SIFCIR, SFR QUASAV,

F-49000 Angers, France. E-mail: valerie.raymond@univ-angers.fr
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© 2023 The Authors. Pest Management Science published by John Wiley & Sons Ltd on behalf of Society of Chemical Industry.
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meaning that it can be triggered by exogenous dsRNA. Once

exogenous dsRNA has entered the cell, it is cleaved into short-

interfering RNA (siRNA), typically 19–21 nucleotides long, by a

RNase III endonuclease, Dicer 2. Dicer 2, with the help of dsRNA-

binding proteins such as R2D2, facilitates transfer of the siRNA

to the RNA-induced silencing complex (RISC). Within the RISC,

the siRNA is unwound, and the passenger strand is eliminated,

whereas the guide strand, complementary to the target messen-

ger RNA (mRNA), is retained. Using the retained guide strand,

the activated RISC complex recognizes target mRNAs, and Argo-

naute 2 protein within RISC cleaves the transcripts, thus silencing

target gene expression.11 Recently, the use of injected dsRNA tar-

geting NADPH-cytochrome P450 reductase has proved to be

effective as a biocontrol agent for A. pisum.12 However, topical

and oral application methods seem more suitable than injection

in agriculture. Moreover, new strategies aimed at increasing RNAi

efficacy have emerged, such as encapsulation of dsRNAs in a cat-

ionic liposome or nanocarrier to prevent their degradation by

nucleases in the insect digestive tract.13 Thus, RNAi-based strate-

gies through topical or oral application of dsRNAs could be an

effective method in agriculture to control aphid populations such

as A. pisum. Indeed, targeting proteins involved in neurotransmis-

sion in the aphid Aphis gossypii, such as synapsin, using topically

applied encapsulated dsRNAs has proved to be effective in induc-

ing mortality by itself or when coupled with a neonicotinoid.14

Hence, using RNAi targeting key proteins in the neurotransmis-

sion of A. pisum as a biocontrol agent could be a major strategy

to control pea aphid populations and reduce the dose of insecti-

cides such as neonicotinoids.

Neonicotinoids such as imidacloprid act mainly as nicotinic ace-

tylcholine receptor (nAChR) agonists.15 The nAChRs are members

of the Cys-loop ligand-gated ion channel superfamily.16 The

nAChRs play a key role in insect physiology because they are

involved in neurotransmission and mediate the fast actions of

acetylcholine in the insect central nervous system. The nAChRs

consist of five subunits arranged around a central ion channel.

Subunits possessing two adjacent cysteine residues that are

important for acetylcholine binding are defined as ⊍ subunits,

whereas subunits lacking these vicinal cysteines are classified as

⊎ subunits.17 The A. pisum genome contains 11 genes encoding

nAChR subunits: ⊍1–⊍4, ⊍6–⊍10, ⊎1 and ⊎2.18 Eight of the

A. pisum nAChR subunits (⊍1–⊍4, ⊍6–⊍8 and ⊎1) fall into core

groups that are highly conserved with over 60% amino acid iden-

tity between different insect species.17 A. pisum also has three

divergent nAChR subunits (⊍9, ⊍10 and ⊎2) that show low

sequence identity (20% or less) with other nAChR subunits.18

Because divergent nAChR subunits are specific for a given insect

species, it has been suggested that these subunits may perform

species-specific roles.17,18

Because the specificity of RNAi is directly dependent on the

specificity of the target sequence itself and the targeting gene

involved in neurotransmission appears to be effective in control-

ling insect populations, the divergent nAChR subunits seem to

be targets of choice for the development of pest control strategies

using dsRNAs. Thus, in this study, our aim is to evaluate the use of

dsRNAs targeting ⊎2 divergent nAChR subunit (dsRNA-⊎2) of

A. pisum as a biocontrol agent alone or combined with the neoni-

cotinoid imidacloprid. First, we demonstrated by quantitative

polymerase chain reaction (qPCR) experiments that dsRNA-

⊎2-treated larvae and adults of A. pisum show a decrease in ⊎2

subunit expression. We then demonstrated through toxicological

studies that dsRNA-⊎2 alone induces mortality in aphid larvae and

adults, and that it could be coupled with imidacloprid to effec-

tively control an A. pisum population. Finally, an acute toxicity

assay on honeybee Apis mellifera showed that A. pisum dsRNA-

⊎2 alone or coupled with imidacloprid at doses that can kill aphids

has no acute toxicity effect on this beneficial insect. For the first

time, we have demonstrated that targeting a divergent nAChR

subunit using RNAi technology can induce mortality in an insect

pest and can be used in combinationwith an insecticide to reduce

the doses utilized on crops while sparing beneficial insects.

2 MATERIALS AND METHODS
2.1 Insect rearing

A stable parthenogenetic population of pea aphid A. pisum was

reared in our laboratory. They developed and fed on fava bean

plants (Vicia fabae) that were placed in an artificial climate box

set under the following environmental conditions: 20 °C and a

photoperiod of 16 h light:8 h dark. Experiments were performed

on 1-day-old larvae (L1) or aphids aged 10 days (adults).

2.2 dsRNA design

To design dsRNA that targets ⊎2 divergent nAChR subunit (acces-

sion number: XM_001945029.5) of A. pisum, called dsRNA-⊎2,

comparative analysis of the nucleic sequences coding for all the

A. pisum nAChR subunits was carried out using Clustal Omega

(https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/). A 100-bp specific

fragment of the ⊎2 subunit coding sequence was selected outside

consensus sequences (Supporting Information, Fig. S1). In parallel,

control dsRNAwas designed to target the bacterial ⊎-galactosidase

(dsRNA-control). The dsRNA sequences are shown in Table 1.

2.3 dsRNA synthesis

The dsRNAs of interest were obtained according to the protocol

described by Bantz et al.19 First, we amplified a specific DNA frag-

ment corresponding to the dsRNA-⊎2 or dsRNA-control

sequences. To do so, PCR analyses were performed using a

high-fidelity Novagen™ KOD Hot Start DNA polymerase (Thermo

Fisher Scientific, Illkirch, France) with the forward primer 50-

TAATACGACTCACTATAGGGTAGATGCTGCAATAACAGAC-30 and

the reverse primer 50-TAATACGACTCACTATAGGGGAGTG

TCTATCGTAGAACCTC-30 for dsRNA-⊎2 corresponding fragment

amplification. For dsRNA-control, the forward primer 50-

TAATACGACTCACTATAGGGATGACCATGATTACGCCAAG-30 and

the reverse primer 50-TAATACGACTCACTATAGGGTGGCG

GCCGTTACTAGTGGA-30 were used. Each primer contains the T7

RNA polymerase promoter sequence (50-TAATACGACTCACTA-

TAGGG-30). The PCR mix of 20 μL consisted of 0.4 μL of KOD

Table 1. Sequences of the double-stranded RNA (dsRNA).

Sequence 50 → 30
Length

(bp)

dsRNA-control AUGACCAUGAUUACGCCAAGCUAUU

UAGGUGACGCGUUAGAAUACUCAAG

CUAUGCAUCAAGCUUGGUACCGAGC

UCGGAUCCACUAGUAACGGCCGCCA

100

dsRNA-⊎2 UAGAUGCUGCAAUAACAGACAAUUA

UGGGAAACAACAUUGGAACGACACG

UGGACGGAUAAGCUGAGAAGAGAUU

UAUUGAGGUUCUACGAUAGACACUC

100
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DNA polymerase (1 U/μL), 2 μL of KOD buffer (10×), 2 μL of dNTP

(2 mM), 1.2 μL of MgSO4 (10 mM), 1.2 μL of forward and reverse

primers (10 μM), 2 μL of complementary DNA (cDNA) of A. pisum

adult or recombinant PCR™-Blunt II-TOPO® plasmid vector con-

taining the ⊎-galactosidase sequence and H2O. This mix was sub-

mitted to an initial denaturation step at 95 °C for 2 min followed

by 35 cycles of amplification (20 s at 95 °C, 20 s at 45 °C, 10 s at

70 °C) and a final extension step of 7 min at 70 °C. After electro-

phoretic migration of the PCR products in 2% agarose gel, the

amplicons were extracted and purified using Nucleospin® Gel

and PCR Clean-up kit (Macherey Nagel, Düren, Germany) accord-

ing to the manufacturer's instructions and quantified with the

SimpliNano™ spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific). Then,

an in vitro transcription reaction was performed using the MEGA-

script T7 kit (Thermo Fisher Scientific) according to the manufac-

turer's protocol. The resulting transcripts were treated with

DNAse then purified with the NucleoSpin® miRNA kit (Macherey

Nagel). Finally, the resulting dsRNAs were denatured at 95 °C for

5 min and re-hybridized at room temperature for 90 min. The

dsRNAs were then stocked at −20 °C.

2.4 dsRNA treatment

A. pisum larvae were orally treated with the dsRNAs of interest. To

do so, dsRNAs were encapsulated in cationic liposomes to prevent

their degradation by nucleases in the aphid's digestive tract. One-

day-old larvae were placed in a feeding apparatus as described by

Sadeghi et al.20 with 200 μL of artificial diet containing dsRNAs at

200 ng/μL. This solution was prepared as follows: 9 μL of dsRNA-

⊎2 or dsRNA-control (4.5 μg/μL) were incubated for 30 min at

room temperature with 0.1 μL of Escort IV transfection reagent

(Sigma-Aldrich, St Louis, MO, USA) and 0.9 μL H2O. Then, 10 μL

of this solution was mixed with 190 μL of artificial diet whose

composition has been described by Febvay et al.21 Because

dsRNAs can be applied topically but in this case controlling the

dose of dsRNA applied to larvae is more difficult, we evaluated

the effects of topically applied dsRNA-⊎2 on adult aphids. At the

same time, it allowed us to assess the effects of the dsRNAs of

interest at a different developmental stage. In accordance with

Niu et al.,22 adults were topically treated with 400 ng of dsRNAs.

To do this, A. pisum adults were fixed on an adhesive surface.

Then, 1 μL of a solution containing 400 ng of dsRNA-⊎2 or

dsRNA-control was applied to the dorsal face of each aphid using

a P10 micropipette. This solution was prepared as follows: 0.1 μL

of dsRNA solution (4 μg/μL) was incubated for 30 min at room

temperature with 0.1 μL Escort IV transfection reagent

(Sigma-Aldrich) and phosphate-buffered saline. The dsRNA-

treated adults were then placed in feeding apparatus containing

200 μL of artificial diet.

2.5 Quantitative PCR experiments

To validate the efficacy of the dsRNA-⊎2, qPCR experiments were

performed to assess the relative expression level of nAChR sub-

units in aphid larvae and adults at 2, 24 and 72 h after their treat-

ment with dsRNAs (dsRNA-⊎2 or dsRNA-control). To do this, total

RNAs of ten larvae or one adult were extractedusing theNucleospin®

RNA kit (Macherey Nagel) according to the manufacturer's protocol.

Then, 1 μg of purified RNAwas reverse transcribedusing RevertAidH

Minus First Strand cDNA Synthesis® kit (Thermo Fisher Scientific).

After RNAse H treatment (Thermo Fisher Scientific) for 20 min at

37 °C followed by an inactivation step at 65 °C for 10 min, the cDNAs

were diluted 1:10 and stocked at −20 °C. Relative aphid mRNA

nAChR subunit expressionwas quantified by qPCR on CFX Connect™

Real-Time PCR detection system (Bio-Rad, Hercules, CA, USA). Each

reaction was performed in duplicate and carried out in 10 μL con-

taining 2.5 μL of diluted cDNA, 1 μL of each primer set (10 μM;

Table 2), 5 μL of 2× Takyon No Rox SYBR® Master Mix Blue dTTP

(Eurogentec, Seraing, Belgique) and H2O. The qPCR program

consisted of a first step at 95 °C for 5 min followed by 40 cycles

comprising a denaturation step of 15 s at 95 °C and an annealing

step of 20 s at 60 °C followed by an elongation step of 40 s at

72 °C. In qPCR reactions, the efficacy of each specific primers

set was between 97% and 102%. To validate the specificity of

each primer sets, melting curve analyses were carried out after

the qPCR reactions. Relative mRNA expression levels of all the

nAChR subunits on dsRNA-treated aphids were determined

according to the 2−ΔΔCt method23,24 for which RPL7 gene was

used as the housekeeping gene.

2.6 dsRNA and insecticide assay

To determine the 25% and 50% lethal concentration values (LC25
and LC50) of imidacloprid (Sigma-Aldrich, Saint Quentin Fallavier,

France) on A. pisum, a concentration–response curve was estab-

lished through acute intoxication experiments. Briefly, larvaewere

placed in feeding apparatus with 200 μL of artificial diet contain-

ing imidacloprid at different concentrations ranging from 10−6

to 10 μg/mL. In parallel, control experiments were performedwith

Table 2. Primer set sequences used for quantitative polymerase chain reaction experiments. The accession number of each gene is also indicated.

Gene Accession number Forward primer (50→30) Reverse primer (50→30)

RPL7 NM_001135898.1 ACGTAAAGAGCGCGTGAAGA GGTTCACACCACGAATACGCA

⊍1 XM_008182407.3 GGTCATTGTCGGTCAGTTGG ATTCCATTCTTGCTCGACCC

⊍2 XM_008182417.3 GGTCGTCACCATCATCATCA CGTTCAACCTGGCCAAGTTA

⊍3 XM_008187942.3 GCGAGATTCACGGTCCAATA CCATCGCCACATATTTCCAATC

⊍4 XM_029490651.1 CTCGTGAGACCAGTGGTGAA CATTTGCACGCCACCATACT

⊍6 XM_016809606.2 ACGTCGTCCTTGGCAAAGTT TGCTGTAGCGTGATGCCAAA

⊍7 XM_001945189.5 GGCCAGTAGCTAATGAATCGG TGTTGACCACCACGTTGGTT

⊍8 XM_001949983.5 ACCTCCGGCCATCTACAAAT CGCTTAGATCAATGCCAACATC

⊍9 XM_016807628.1 ACGATCGACTGACATGGGAC TGCGTGTCATACGGCCAATA

⊍10 XM_016807463.2 GCACATGGTTCATAGCGAACT CCACCGCTTCTGTTCAACAC

⊎1 XM_029487953.1 CGCCGTCCAAACACAAGAT CATCGCTACGTACTTCCAGTC

⊎2 XM_001945029.5 CGCAAAGACGAAGAGTCGAG ACGGATAGCGTCAGGAACAC

RNAi-based strategy to control pea aphid www.soci.org
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artificial diet containing dimethylsulfoxide (DMSO), the solvent of

imidacloprid. The mortality rate was assessed at 72 h. To do this,

aphids that were not moving were removed from the feeding

apparatus with a soft brush and placed on their backs. If no move-

ment was observed after 2 min, death was confirmed. Results

were expressed as percentage of corrected mortality using the

following Abbott's formula25:

Corrected mortality %ð Þ=
%T−%Cð Þ

100−%Cð Þ
×100

where %T is the percentage of mortality in the ‘test’ condition and

%C is the percentage of mortality in the control condition.

Using GraphPad Prism version 5.00 (GraphPad Software, Boston,

MA, USA), LC50 value was obtained from the mortality curve that

was plotted as a nonlinear regression and fitted using the follow-

ing Hill equation: Y=m+ M−m
1+10 log LC50ð Þ−Xð Þ×nH, where Y is the percentage

of corrected mortality observed at a given concentration X,m and

M are respectively the minimum and maximum values of the fit-

ting curve and nH is the Hill coefficient. Using the same software,

the LC25 value was determined according to the following for-

mula: LC25= 25
100−25

� � 1
nH×LC50 where nH is the Hill coefficient. To

evaluate the potential modulating effect of dsRNA-⊎2 on the imi-

dacloprid efficacy, acute intoxication to this insecticide coupled

with dsRNA treatment was carried out. Shortly, the larvae were

placed in a feeding apparatus with 200 μL of artificial diet contain-

ing dsRNAs (dsRNA-⊎2 or dsRNA-control) at 200 ng/μL and imida-

cloprid at LC25 (2 × 10−3 μg/mL). For adults, once the dsRNAs

(400 ng) were topically applied, the aphids were also placed in a

feeding apparatus with 200 μL of artificial diet containing imidaclo-

prid at a concentration close to LC50 (5 × 10−3 μg/mL). In parallel,

control experiments were performed with dsRNA-⊎2 or dsRNA-

control treatment and artificial diet containing DMSO. At the same

time, these conditions allowed us to evaluate the insecticidal activ-

ity of dsRNA-⊎2 alone. Mortality rate was recorded at 24 and 72h

and expressed as percentage of corrected mortality using the

Abbott formula described above. To determine the nature of the

effect of dsRNA-⊎2 on the imidacloprid efficacy, the results were

also analyzed using the model deviation ratio (MDR) formula26:

MDR=
Observed toxicity

Expected toxicity

where the observed toxicity corresponds to the percentage of

corrected mortality in aphids that ingested dsRNA-⊎2 and were

exposed to imidacloprid (dsRNA-⊎2 + imidacloprid) and the

expected toxicity corresponds to the sum of the percentages of

corrected mortality obtained in aphids from each condition taken

individually (‘dsRNA-⊎2’ added to ‘dsRNA-control + imidacloprid’).

If theMDR is ≥1.3, the effect is considered synergistic; if theMDR is

≤0.7, the effect is antagonistic; and if the MDR is between 0.7 and

1.3, the effect is additive.

2.7 Toxicity assay on Apis mellifera

To evaluate the potential effects of dsRNA-⊎2 alone or coupled

with imidacloprid on honeybees Apis mellifera, toxicological

experiments were performed to assess the acute oral and contact

toxicity of these two molecules on bees. Those experiments were

conducted based on Organisation for Economic Co-operation and

Development (OECD) guidance document number 213 (acute

oral toxicity studies to honeybees) and OECD guidance document

number 214 (acute contact toxicity studies to honeybees) by Tes-

tapi (Allonnes, France). Briefly, in acute oral intoxication, bees

ingested an average of 10 μL of a syrup solution containing

400 ng of dsRNA-⊎2 alone or added to imidacloprid at a concen-

tration ranging from 10−5 to 2 × 10−1 μg/mL. For acute contact

intoxication, 1 μL of a solution containing 400 ng of dsRNA-⊎2

alone or with imidacloprid at a concentration ranging from 10−3

to 20 μg/mL was topically applied on the bee's thorax. Mortality

rate was assessed at 24 and 48 h and results were expressed as

percentage of corrected mortality using the Abbott formula

described previously.

2.8 Statistical analysis

For qPCR and toxicological experiments on A. pisum, results were

statistically analyzed with non-parametric Mann–Whitney test

performed using GraphPad Prism version 5.00 (GraphPad Soft-

ware). For the toxicity assay on Apis mellifera, data were statisti-

cally analyzed using χ
2 test performed in Microsoft Excel®

Software version 2016. Each statistical analysis was considered

significant at *P < 0.05, **P < 0.01 and ***P < 0.001.

3 RESULTS
3.1 Effect of dsRNA-⊎2 treatment on the expression level
of nAChR subunits

First, we assessed the effect of dsRNA-⊎2 on expression of the ⊎2

nAChR subunit of A. pisum. To do this, qPCR experiments were

performed at 2, 24 and 72 h on larvae who fed on artificial diet

containing dsRNAs (dsRNA-control or dsRNA-⊎2) or on adults top-

ically treated with dsRNAs. Two hours after dsRNA-⊎2 treatment,

the expression of the ⊎2 subunit was significantly decreased by

approximatively 35% in larvae (Fig. 1(A)) and 50% in adults

(Fig. 1(B)). For larvae, no significant modification was observed

at 24 and 72 h (Fig. 1(A)), whereas the observed decrease in

expression was maintained in adults for at least 72 h. Indeed,

expression of the ⊎2 subunit was also significantly reduced by

45% at 24 h and by 40% at 72 h (Fig. 1(B)). Thus, dsRNA-⊎2 treat-

ment effectively reduced the expression of the ⊎2 subunit in lar-

vae and adults.

To assess the impact of the dsRNA-⊎2 treatment on the

expression of the other nAChR subunits (⊍1–4, ⊍6–10 and ⊎1),

we quantified their expression through qPCR experiments on

dsRNA-treated aphids. Interestingly, no significant changes in

non-target nAChR subunit expression was observed in dsRNA-

⊎2-treated larvae compared with control (Supporting Information,

Fig. S2). By contrast, for dsRNA-⊎2-treated adults, the expression

of ⊍1–4 and ⊍6–8 nAChR subunits was significantly increased at

2 h compared with the dsRNA-control-treated adults whereas

that of ⊍9, ⊍10 and ⊎1 nAChR subunits was not altered (Fig. 2

(A)). No change in nAChR subunit expression was observed at

24 and 72 h (Fig. 2(B), (C)).

3.2 Acute toxicity of imidacloprid on A. pisum

To assess the acute toxicity of imidacloprid on A. pisum, a

concentration–response curve was established through acute

intoxication experiments. Larvae were placed in feeding appara-

tus with artificial diet containing imidacloprid at a concentration

ranging from 10−6 to 10 μg/mL. Mortality rate was assessed at

72 h (Fig. 3). From this mortality curve, we determined the LC50
value (4.61 × 10−3 ± 0.73 × 10−3 μg/mL). Using GraphPad soft-

ware, we also determined the LC25 value which is approximately

2 × 10−3 μg/mL. In the next part of this work, we used
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imidacloprid at concentrations close to the LC25 and LC50 values,

which are 2 × 10−3 and 5 × 10−3 μg/mL respectively.

3.3 Effect of dsRNA-⊎2 treatment on A. pisum survival

To assess the effect of dsRNA-⊎2 alone or in combination with imi-

dacloprid on A. pisum mortality at larval and adult stages, acute

intoxication experiments with this insecticide coupled with

dsRNA treatments were carried out. To do this, larvae fed on arti-

ficial diet containing dsRNAs (dsRNA-control or dsRNA-⊎2) at

200 ng/μL and imidacloprid or DMSO. Because preliminary results

showed that dsRNA-⊎2 combined with imidacloprid at 5 × 10−3

μg/mL killed all larvae and we aimed to describe the relationship

between these two molecules, larvae were then exposed to imi-

dacloprid at 2 × 10−3 μg/mL. For adults, once 400 ng of dsRNAs

were topically applied, they fed on artificial diet containing either

imidacloprid at 5 × 10−3 μg/mL or DMSO.

3.3.1 Evaluation of dsRNA-⊎2 insecticidal activity on A. pisum

To evaluate the insecticidal activity of dsRNA-⊎2, mortality rate

was assessed 24 and 72 h after a treatment with dsRNAs

(dsRNA-⊎2 or dsRNA-control). Under these conditions, the aphids

were not exposed to imidacloprid. At 24 and 72 h, the mortality

rates of dsRNA-⊎2-treated larvae were significantly increased by

17% and 22% respectively, compared with dsRNA-control-treated

larvae (Fig. 4(A), (B)). For adults, although no significant difference

was observed at 24 h (Fig. 4(C)), a significant increase of 40% in

mortality was reported 72 h after dsRNA-⊎2 treatment compared

with the control condition (Fig. 4(D)). Altogether, these results

demonstrated that dsRNA-⊎2 present an insecticidal effect on

A. pisum at different developmental stages.

Figure 1. Effect of double-stranded RNA treatment (dsRNA-control or
dsRNA-⊎2) on ⊎2 nicotinic acetylcholine receptor (nAChR) subunitmessen-
ger RNA expression level of Acyrthosiphon pisum (A) larvae and (B) adults.
The quantitative polymerase chain reaction experiments were performed
on ten larvae or one adult at 2, 24 and 72 h after dsRNA treatment. Data
were normalized to the expression of the housekeeping gene RPL7 with
the 2−ΔΔCt method. Data are shown as the mean ± SEM (*P < 0.05, non-
parametric Mann–Whitney test; n = 4–6).

Figure 2. Effect of double-stranded RNA treatment (dsRNA-control or
dsRNA-⊎2) on other nicotinic acetylcholine receptor (nAChR) subunit mes-
senger RNA expression level of Acyrthosiphon pisum adults. The quantita-
tive polymerase chain reaction experiments were performed on adults at
(A) 2 h, (B) 24 h and (C) 72 h after dsRNA treatment. Data were normalized
to the expression of the housekeeping gene RPL7with the 2−ΔΔCtmethod.
The reference line corresponds to the dsRNA-control condition. Data are
shown as the mean ± SEM (**P < 0.01, non-parametric Mann–Whitney
test; n = 4–6).

Figure 3. Mortality rate of Acyrthosiphon pisum larvae evaluated 72 h
after acute intoxication with imidacloprid at concentrations ranging from
10−6 to 10 μg/mL. Mortality rate is expressed as a corrected value accord-
ing to the Abbott formula. Data are shown as the mean ± SEM (n = 4–5).
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3.3.2 Effect of the combination of dsRNA-⊎2 and imidacloprid
on A. pisum survival

To assess the effect of dsRNA-⊎2 on imidacloprid efficacy on

A. pisum, mortality was assessed 24 and 72 h after dsRNA treat-

ments (dsRNA-⊎2 or dsRNA-control) and imidacloprid exposure.

First, the mortality rate of larvae and adults treated with dsRNA-

control and imidacloprid was significantly increased compared

with the condition in which aphids were only treated with

dsRNA-control. Indeed, at 72 h, imidacloprid exposure killed

approximately 20% and 50% of larvae and adults respectively

(Fig. 4(B), (D)), which is in agreement with the concentration–

response curve presented above. Thus, we validated the effect

of imidacloprid on A. pisum at larval and adult stages. At 24 and

72 h, the mortality rate of dsRNA-⊎2-treated larvae exposed to

imidacloprid (‘dsRNA-⊎2 + imidacloprid’) was, respectively, 33%

and 37%, which was significantly higher than in the conditions

in which dsRNA-⊎2 (‘dsRNA-⊎2’) and imidacloprid (‘dsRNA-control

+ imidacloprid’) effects were recorded separately (Fig. 4(A), (B)).

For adults, mortality rates of 19% and 80% at 24 and 72 h

respectively were observed in the ‘dsRNA-⊎2 + imidacloprid’ con-

dition, but this was only significantly different from ‘dsRNA-⊎2’

and ‘dsRNA-control + imidacloprid’ conditions at 72 h. Because

the mortality rate recorded after the combined use of dsRNA-⊎2

and imidacloprid was significantly different from the mortality

observed after their separate use, for both larvae and adults at

72 h, the results can be analyzed according to the MDR. At 72 h,

the calculated MDR is 0.95 for larvae and 0.90 for adults. Because

the MDR is between 0.7 and 1.3, the relationship between dsRNA-

⊎2 and imidacloprid is additive. Thus, dsRNA-⊎2 treatment did not

alter the efficacy of imidacloprid and can be used to reduce insec-

ticide doses.

3.4 Evaluation of acute toxicity of dsRNA-⊎2 alone or
coupled with imidacloprid on Apis mellifera

Because the impact of new pest management strategies or con-

trol agents on beneficial insects must be assessed before any

application on crops, we assessed the potential oral or contact

acute toxicity of dsRNA-⊎2 alone or in combination with

Figure 4. Effects of double-stranded RNA-⊎2 (dsRNA-⊎2) alone or combined with imidacloprid on Acyrthosiphon pisummortality. Larvae fed on artificial
diet containing 200 ng/μL of dsRNAs (dsRNA-⊎2 or dsRNA-control) and imidacloprid at 2 × 10−3 μg/mL or dimethylsulfoxide (DMSO). Mortality rates of
larvae were assessed at (A) 24 h and (B) 72 h. Adults were topically treated with 400 ng of either dsRNA-control or dsRNA-⊎2 and fed on artificial diet con-
taining either imidacloprid at 5 × 10−3 μg/mL or DMSO. Mortality rates were also assessed at (C) 24 h and (D) 72 h. Mortality rates are expressed as a cor-
rected value according to the Abbott formula. Data are shown as themean ± SEM (ns, non-significant, *P < 0.05, **P < 0.01, ***P < 0.001, non-parametric
Mann–Whitney test; n = 4–8).
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imidacloprid on honeybee Apis mellifera. To do this, acute intoxi-

cations with dsRNA-⊎2 at 400 ng were performed by oral or topi-

cal application. At the same time, the effect of these dsRNAs

coupled to imidacloprid ranging in concentration from 10−5 to

2 × 10−1 μg/mL for oral toxicity assay and from 10−3 to

20 μg/mL for contact toxicity was investigated. In all cases, the

concentrations of imidacloprid previously used on A. pisum are

within these concentration ranges. For oral (Table 3, Modality 1)

and contact assay (Table 4, Modality 1), no induced mortality was

reported after dsRNA-⊎2 treatment alone. In the same way, no sig-

nificant effect on bee survival was observed for all other imidaclo-

prid concentrations when co-applied with dsRNA-⊎2 (Table 3,

Modality 2–5; Table 4, Modality 2–4). To ensure that the bees were

sensitive to imidacloprid, they were exposed to a high dose of

2 × 10−1 μg/mL for the oral toxicity assay (Table 3, Modality 7)

and 20 μg/mL for the contact toxicity assay (Table 4, Modality 6).

In these conditions, mortality rates at 24 and 48 hwere significantly

higher than the control meaning that imidacloprid was effective on

bees. Thus, these results suggest that dsRNA-⊎2 alone or in combi-

nation with imidacloprid at concentrations that are effective

against pea aphids does not present any obvious effect on bees’

survival through oral or contact acute intoxication for at least 48 h.

4 DISCUSSION
The control of insect pests is still mainly based on the use of insec-

ticides such as neonicotinoids. However, new strategies need to be

developed to reduce the doses of insecticide used on crops and to

limit their impact on non-target organisms. Among them, RNAi has

emerged as a promising species-specific and eco-friendly alterna-

tive to manage insect pests.9 Unlike most of the traditional strate-

gies for insect pest control, RNAi offers powerful control over the

specificity of the control agents. In this study, we evaluated the

use of dsRNAs targeting a nAChR subunit that shows low sequence

homology with other subunits, the ⊎2 divergent subunit, to control

A. pisum at different developmental stages. We have demonstrated

through qPCR experiments that dsRNA-⊎2 treatment decreased

expression of the ⊎2 subunit at 2 h in larvae and adults, and that

this decrease was maintained up to 72 h in adults. We then evalu-

ated the use of dsRNA-⊎2 alone or coupled with imidacloprid to

effectively control A. pisum populations.

First, we demonstrated that dsRNA-⊎2 alone shows insecticidal

activity. At 72 h, dsRNA-⊎2 treatment killed around 20% of larvae

and 40% of adults suggesting the importance of the divergent ⊎2

nAChR subunit in A. pisum survival. Also, we showed that dsRNA-

⊎2-treated adults exhibitedmodifications in the expression of sev-

eral other nAChR subunits as early as 2 h. This rapid onset of what

could be considered a compensatory mechanism also suggests

the importance of the ⊎2 subunit in the physiology of A. pisum

adults. However, no such modification has been observed in

dsRNA-⊎2-treated larvae. A previous study showed that the ⊎2

subunit is differently expressed according to developmental

stages of the pea aphid.27 In particular, 1-day-old larvae have

the highest expression level of ⊎2 subunit, whereas adults show

the lowest. Thus, this compensation mechanism could only take

place in dsRNA-⊎2-treated adults because the level of expression

of the ⊎2 subunit has reached a low threshold, whereas the

dsRNA-⊎2-treated larvae still have a high enough expression level

of this subunit to avoid triggering such a mechanism. Moreover,

such a compensation mechanism has also been reported in the

Colorado beetle Leptinotarsa decemlineata treated with dsRNAs

targeting the Ld⊍1 subunit28 and in the fruit fly Drosophila mela-

nogaster treated with dsRNAs targeting either D⊍1, D⊍2 or

D⊍3.29 However, in these cases, no induced mortality has been

reported after RNAi treatment.

Second, because the doses of insecticide used on crops must be

reduced, we assessed whether the use of dsRNA-⊎2 coupled to

imidacloprid could be considered to effectively control an

A. pisum population to limit the negative effects of this insecticide.

Here, combined use of dsRNA-⊎2 and imidacloprid at LC25 and

LC50 killed around 40% of larvae and 80% of adults respectively.

According to the MDR formula,26 the relationship between

dsRNA-⊎2 and imidacloprid under these conditions is additive.

Thus, dsRNA-⊎2 treatment does not appear to alter the efficacy

of imidacloprid. Interestingly, it is well-known that the sensitivity

of nAChRs to insecticides is affected by their subunit composi-

tion.30 To the best of our knowledge, dsRNAs targeting an nAChR

subunit have only been associated with a decreased sensitivity to

neonicotinoids through a mortality test. For instance, American

cockroaches Periplaneta americana treated with dsRNAs targeting

the ⊍2 subunit,19 Colorado beetle Leptinotarsa decemlineata with

dsRNAs that target Ld⊍1 subunit28 or brown leafhopper

Table 3. Mortality rates expressed as a corrected value according to the Abbott formula in the Apis mellifera oral acute toxicity test at 24 and 48 h.

24 h 48 h

Modality

Double-

stranded

RNA-⊎2 (ng/bee)

Imidacloprid

(μg/mL)

Corrected

mortality (%) P-value (χ2 test)

Corrected

mortality (%) P-value (χ2 test)

Control — — — — — —

1 400 — 2 ns (P = 0.617; versus control) 4 ns (P = 0.430; versus control)

2 400 1 × 10−5 9 ns (P = 0.127; versus control) 7 ns (P = 0.263; versus control)

3 400 1 × 10−4 3 ns (P = 0.597; versus control) 1 ns (P = 0.905; versus control)

4 400 1 × 10−3 9 ns (P = 0.285; versus control) 7 ns (P = 0.263; versus control)

5 400 1 × 10−2 3 ns (P = 0.597; versus control) 4 ns (P = 0.512; versus control)

6 400 2 × 10−1 12 ns (P = 0.053; versus control)

ns (P = 0.123; versus 7)

13 ns (P = 0.056; versus control)

*(P = 0.047; versus 7)

7 — 2 × 10−1 29 ***(P < 0.001; versus control) 37 ***(P < 0.001; versus control)

Abbreviation: ns, not significant.
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Nilaparvata lugens with dsRNAs targeting the Nl⊍8 subunit31

showed a significant decrease in mortality after exposure to imi-

dacloprid. Although the use of dsRNAs targeting the D⊍2 subunit

in the fruit fly Drosophila melanogaster has been shown to impair

the climbing ability of fruit flies,29 it has not been shown that

these dsRNAs combined with an exposure to imidacloprid

decreased the fruit fly survival rate. All these studies focus solely

on nAChR subunits that are highly conserved among insect spe-

cies. However, the functional roles and the pharmacological pro-

file of nAChRs that are composed of divergent subunits, as well

as their implication in insect neonicotinoid sensitivity, remain to

be elucidated. It has been shown that ⊎3, a divergent nAChR sub-

unit of the cricket Locustamigratoria, is part of a high-affinity bind-

ing site for imidacloprid.32 Thus, divergent nAChR subunits may

be involved in species-specific receptor subtypes targeted by

neonicotinoids. In this work, we did not observe any obvious

modulation of imidacloprid efficacy after dsRNA-⊎2 treatment

on larvae, suggesting that either the ⊎2 subunit is not involved

in the formation of imidacloprid-sensitive nAChRs or that it is

not the main subunit conferring sensitivity to imidacloprid at this

developmental stage. However, in adults, we assume the emer-

gence of a compensation mechanism after dsRNA-⊎2 treatment.

Thus, it is still hazardous to establish a link between decreased

expression of the ⊎2 subunit and the sensitivity of A. pisum adult

to imidacloprid. Nevertheless, because dsRNA-⊎2 treatment does

not appear to alter the sensitivity of A. pisum to imidacloprid, we

suggest that they could be used in combination to effectively con-

trol these insect pests.

Finally, our aim was to demonstrate the use of dsRNA-⊎2 to con-

trol A. pisum populations. Various studies have investigated strat-

egies to increase the efficacy of dsRNAs in insects such as their

encapsulation in nanoparticles.13 Here, we chose to encapsulate

the dsRNA-⊎2 in a cationic liposome to prevent possible degrada-

tion by aphid's nucleases. Interestingly, other strategies for

enhancing RNAi efficacy without increasing the applied dose

have been discussed.33,34 These include optimizing the length of

the dsRNA of interest35 on non-consensus sequence part or add-

ing repeats of the same dsRNA sequence.36 These modifications

of the dsRNA sequence could be coupled to their encapsulation.

Therefore, even though in this study, we have demonstrated that

dsRNA-⊎2 has an insecticidal effect on A. pisum, it will be

interesting to explore the various existing methods to increase

their efficacy without increasing the dose used.

5 CONCLUSION
In this work, we have shown for the first time that RNAi target-

ing a divergent nAChR subunit can be used to effectively con-

trol a population of insect pests. In addition, the possible

negative effects of new pest control strategies on non-target

insects such as the honeybee Apis mellifera must be investi-

gated before any potential use. To this end, we have demon-

strated that the use of dsRNA-⊎2 alone or coupled with

imidacloprid did not induce acute toxicity in honeybee. This

combination of control agents could therefore be considered

for effective control of the pea aphid Acyrthosiphon pisum at lar-

val and adult stages. Thus, using dsRNA alone, such as dsRNA-

⊎2, or combined with insecticides could allow us to lower the

doses of insecticides used on crops and consequently reduce

the reliance on such compounds. Finally, because it has been

assumed that each insect species possesses at least one diver-

gent nAChR subunit,17 targeting these subunits using RNAi

technique could be envisaged for other insect pest species

as well.
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Table 4. Mortality rates expressed as a corrected value according to the Abbott formula in the Apis mellifera contact acute toxicity test at 24 and
48 h.

24 h 48 h

Modality

Double-

stranded

RNA-⊎2 (ng/bee)

Imidacloprid

(μg/mL)

Corrected

mortality (%) P-value (χ2 test)

Corrected

mortality P-value (χ2 test)

Control — — — — — —

1 400 — −2 ns (P = 0.315; versus control) 4 ns (P = 0.400; versus control)

2 400 1 × 10−3 −2 ns (P = 0.436; versus control) 3 ns (P = 0.596; versus control)

3 400 1 × 10−2 1 ns (P = 0.711; versus control) 10 ns (P = 0.125; versus control)

4 400 1 × 10−1 −2 ns (P = 0.436; versus control) 6 ns (P = 0.283; versus control)

5 400 20 22 **(P = 0.002; versus control)

ns (P = 0.519; versus 6)

51 ***(P < 0.001; versus control)

ns (P = 0.068; versus 6)

6 — 20 15 * (P = 0.016; versus control) 27 *** (P = 0.001; versus control)

Abbreviation: ns, not significant.

www.soci.org S Ligonniere, V Raymond, D Goven

wileyonlinelibrary.com/journal/ps © 2023 The Authors.
Pest Management Science published by John Wiley & Sons Ltd on behalf of Society of Chemical Industry.

Pest Manag Sci 2023

8

 1
5
2
6
4
9
9
8
, 0

, D
o
w

n
lo

ad
ed

 fro
m

 h
ttp

s://o
n
lin

elib
rary

.w
iley

.co
m

/d
o
i/1

0
.1

0
0
2
/p

s.7
8
2
0
 b

y
 U

n
iv

ersité d
'A

n
g
ers, W

iley
 O

n
lin

e L
ib

rary
 o

n
 [1

6
/1

1
/2

0
2

3
]. S

ee th
e T

erm
s an

d
 C

o
n

d
itio

n
s (h

ttp
s://o

n
lin

elib
rary

.w
iley

.co
m

/term
s-an

d
-co

n
d
itio

n
s) o

n
 W

iley
 O

n
lin

e L
ib

rary
 fo

r ru
les o

f u
se; O

A
 articles are g

o
v
ern

ed
 b

y
 th

e ap
p

licab
le C

reativ
e C

o
m

m
o

n
s L

icen
se



SUPPORTING INFORMATION
Supporting informationmay be found in the online version of this

article.
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Figure S1. Schematic representation of the β2 nAChR subunit gene organization. The four 

transmembrane regions (TM1-TM4) and the Cys-loop are represented as orange and blue boxes 

respectively. The specific sequence of the β2 subunit gene that corresponds to the dsRNA-β2 sequence 

is represented as a green box. Nucleic sequence alignment of this region between all the nAChR subunits 

of A. pisum is indicated at the top. At the bottom, a second nucleic sequence alignment corresponding 

to the Cys loop region, which characterize cysLGIC, is also represented. 

Figure S2. Effect of dsRNA treatment (dsRNA-control or dsRNA-β2) on other nAChR subunit mRNA 

expression level of larvae Acyrthosiphon pisum. qPCR experiments were performed at (A) 2 h, (B) 24 

h and (C) 72 h after dsRNA-treatment. Data were normalized to the expression of the housekeeping 

gene RPL7 with the 2-ΔΔCt method. The reference line corresponds to the dsRNA-control condition. Data 

are shown as the mean ± SEM (dsRNA-control vs dsRNA-β2, nonparametric Mann-Whitney test; n=5 

to 6). 

 



Figure S1 

 



Figure S2 
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Résultats complémentaires 

En complément des expériences d’intoxication aiguë réalisée chez l’abeille Apis mellifera entrepris dans 

cette étude, les éventuels effets délétères des dsRNA-Apisumβ2 sur l’abeille ont également été évalués. Les 

tableaux 26 et 27 représentent respectivement les pourcentages d’effets délétères observés après l’ingestion ou 

l’application topique des dsRNA-Apisumβ2 seuls ou combinés à l’IMI à des doses induisant de la mortalité chez 

le puceron du pois. Les effets délétères observés et rapportés sont les suivants : mortalité, abeilles moribondes, 

locomotion défaillante, contraction anormale de l’abdomen, apathie et vomissement. Que ce soit en ingestion 

(tableau 26, modalité 1) ou en application topique (tableau 27, modalité 1), le pourcentage d’abeilles traitées 

uniquement avec les dsRNA-Apisumβ2 qui présentent des effets délétères n’est pas significativement différent 

du contrôle. De la même manière, hormis pour la dose la plus forte d’IMI qui a pour objectif de s’assurer de la 

sensibilité des abeilles à cet insecticide, la proportion d’effets délétères observés chez les abeilles traitées avec 

les dsRNA-Apisumβ2 et l’IMI n'est pas significativement différente de celle obtenue dans les conditions contrôles 

(tableau 26, modalités 2 à 5 ; tableau 27, modalités 2 à 4). Ainsi, ces résultats suggèrent que, dans ces 

conditions, les dsRNA-Apisumβ2 seuls ou combinés à l’IMI ne semblent pas induire d’effets délétères chez 

l’abeille Apis mellifera. 

 

 

 24h 48h 

Modalité 
dsRNA-

Apisumβ2 
(ng/abeille) 

[IMI] 
(µg/mL) 

Effet (%) p-value (test 
de Chi²) 

Effet (%) p-value (test 
de Chi²) 

Contrôle - - 5 - 5 - 

1 400 - 6 
ns (p=0,617 ; 
vs Contrôle) 9 

ns (p=0,430 ; vs 
Contrôle) 

2 400 1.10-5 12 ns (p=0,127 ; 
vs Contrôle) 

15 ns (p=0,263 ; vs 
Contrôle) 

3 400 1.10-4 6 
ns (p=0,597 ; 
vs Contrôle) 

21 
ns (p=0,905 ; vs 

Contrôle) 

4 400 1.10-3 15 
ns (p=0,285 ; 
vs Contrôle) 15 

ns (p=0,263 ; vs 
Contrôle) 

5 400 1.10-2 9 ns (p=0,597 ; 
vs Contrôle) 

12 ns (p=0,512 ; vs 
Contrôle) 

6 400 2.10-1 15 

ns (p=0,053 ; 
vs Control) 

ns (p=0,123 ; 
vs 8) 

24 

ns (p=0,056 ; vs 
Contrôle) 

* (p=0,047 ; vs 
7) 

7 - 2.10-1 34 
*** 

(p<0,001 ; vs 
Contrôle) 

41 
***  

(p<0,001 ; vs 
Contrôle) 

 

Tableau 26 : Tableau représentant le pourcentage d’effets délétères cumulés sur des abeilles Apis mellifera (mortalité, 
abeille moribonde, locomotion défaillante, contraction anormale de l’abdomen, apathie et vomissement) après l’ingestion de 
dsRNA-Apisumβ2 seuls ou combinés à l’imidaclopride (IMI) à des doses induisant de la mortalité chez le puceron 
Acyrthosiphon pisum. 
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 24h 48h 

Modalité 
dsRNA-

Apisumβ2 
(ng/abeille) 

[IMI] 
(µg/mL) Effet (%) 

p-value (test 
de Chi²) Effet (%) 

p-value (test 
de Chi²) 

Contrôle - - 2 - 4 - 

1 400 - 2 
ns (p=1 ; vs 

Contrôle) 
8 

ns (p=0,400 ; vs 
Contrôle) 

2 400 1.10-3 3 
ns (p=0,711 ; 
vs Contrôle) 10 

ns (p=0,283 ; vs 
Contrôle) 

3 400 1.10-2 7 ns (p=0,287 ; 
vs Contrôle) 

13 ns (p=0,125 ; vs 
Contrôle) 

4 400 1.10-1 3 
ns (p=0,711 ; 
vs Contrôle) 

13 
ns (p=0,125 ; vs 

Contrôle) 

5 400 20 10 
ns (p=0,112 ; 
vs Contrôle) 

27 
** (p=0,003 ; 
vs Contrôle) 

6 - 20 43 
*** 

(p<0,001 ; vs 
Contrôle) 

73 
***  

(p<0,001 ; vs 
Contrôle) 

 

Tableau 27 : Tableau représentant le pourcentage d’effets délétères cumulés sur des abeilles Apis mellifera (mortalité, 
abeille moribonde, locomotion défaillante, contraction anormale de l’abdomen, apathie et vomissement) après l’application 
topique de dsRNA-Apisumβ2 seuls ou combinés à l’imidaclopride (IMI) à des doses induisant de la mortalité chez le puceron 
Acyrthosiphon pisum. 
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Etude 2 : Evaluation de l’utilisation des dsRNAs qui ciblent 

l’acétylcholinestérase de type 1 du puceron du pois Acyrthosiphon 

pisum pour mimer les effets des insecticides inhibant cette enzyme ou 

en complément de ces derniers (étude préliminaire) 

 

1. Contexte et objectifs de l’étude 

Comme décrit précédemment, les insecticides néonicotinoïdes ont longtemps été utilisés pour lutter 

contre les diverses espèces de puceron. Cependant, leur utilisation est aujourd’hui interdite en France mais des 

dérogations quant à leur utilisation ont vu le jour ces dernières années. En remplacement, des composés issus 

d’autres familles d’insecticides sont actuellement utilisés en champs tels que des carbamates comme le 

pirimicarbe (https://ephy.anses.fr/substance/pirimicarb; consultée le 24/07/2023). Ce dernier agit comme un 

inhibiteur de l’activité enzymatique de l’AChE d’insecte (Casida et Durkin, 2013a). Cependant, l’utilisation 

massive et non-raisonnée de ces insecticides a conduit à l’apparition de phénomènes de résistance par une 

pression de sélection et des effets délétères de ces composés sur des organismes non-cibles. Ainsi, il est 

nécessaire de diminuer les doses de carbamates répandues en champs. Des études précédentes ont rapporté 

que l’utilisation de dsRNAs ciblant l’AChE permettait de lutter efficacement contre des espèces d’insectes (Mou 

et al., 2017; Sharath Chandra et al., 2019). Comme décrit dans l’introduction de ce manuscrit, la majorité des 

insectes présentent deux types d’AChE, l’AChE1 et l’AChE2. En particulier, pour la majorité des insectes qui 

appartiennent à l’ordre des hémiptères, comme les diverses espèces de pucerons, l’AChE1 est principalement 

responsable de l’hydrolyse de l’ACh (Kim et Lee, 2013). Chez le puceron du pois Acyrthosiphon pisum, des 

séquences nucléotidiques qui codent pour l’AChE1 et l’AChE2 ont pu être prédites (Mou et al., 2017). Ainsi, 

sachant que les insecticides utilisés aujourd’hui pour lutter contre le puceron agissent comme des inhibiteurs de 

l’activité enzymatique de l’AChE, le premier objectif de cette étude préliminaire est d’évaluer l’utilisation d’un 

dsRNA ciblant l’AChE1 du puceron du pois Acyrthosiphon pisum (dsRNA-ApisumAChE1) comme agent de 

biocontrôle permettant ainsi de mimer les effets des insecticides ciblant l’AChE. Le second objectif est de 

déterminer si les dsRNA-ApisumAChE1 peuvent être combinés à l’utilisation du pirimicarbe pour en réduire les 

doses utilisées. Pour ce faire, les effets des dsRNA-ApisumAChE1 ont été évalués par des expériences de qPCR 

et de dosage de l’activité enzymatique. Puis, des expériences toxicologiques préliminaires ont été réalisées pour 

déterminer l’impact du traitement avec les dsRNA-ApisumAChE1 sur la survie du puceron. Enfin, la toxicité 

aiguë du pirimicarbe sur le puceron a été évaluée afin d’amorcer les expériences visant à étudier l’utilisation 

combinée des dsRNA-ApisumAChE1 et du pirimicarbe. 

 

2. Effet des dsRNA-ApisumAChE1 sur l’expression des transcrits de 
l’AChE1 

Dans un premier temps, l’effet des dsRNA-ApisumAChE1 a été évalué sur l’expression des transcrits de 

l’AChE1 du puceron adulte. Pour ce faire, des expériences de qPCR ont été réalisées à 2h, 24h et 48h après 
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l’application topique des lipoplexes contenant 400ng de dsRNAs (dsRNA-LacZ ou dsRNA-ApisumAChE1). A 2h, 

l’expression des transcrits de l’AChE1 est significativement diminuée d’environ 40% chez les pucerons traités 

avec les dsRNA-ApisumAChE1 comparée à celle des pucerons contrôles ayant reçu les dsRNA-LacZ (figure 38). 

En revanche, à partir de 24h, cette diminution n’est plus observée. Ainsi, les dsRNA-ApisumAChE1 diminuent 

efficacement l’expression des ARNm de l’AChE1 à 2h. 

 

 

 

 

Figure 38 : Quantification par qPCR de l’expression des transcrits de l’AChE1 des pucerons Acyrthosiphon pisum traités 
avec les dsRNAs d’intérêt (dsRNA-LacZ ou dsRNA-ApisumAChE1) à 2h, 24h et 48h. L’expression relative est normalisée avec 
le gène RPL7 (gène de référence) selon la méthode du 2-∆∆Ct (*p<0,05 ; dsRNA-ApisumAChE1 vs dsRNA-LacZ ; test non-
paramétrique de Mann-Whitney ; n=4 à 8). 

 

 

3. Effet des dsRNA-ApisumAChE1 sur l’activité enzymatique de l’AChE 
du puceron 

Afin d’évaluer les effets des dsRNA-ApisumAChE1 sur l’activité enzymatique de l’AChE du puceron adulte, 

des expériences de dosage enzymatique ont été réalisées. Pour ce faire, des mesures de l’activité enzymatique 

de l’AChE ont été effectuées selon la méthode d’Ellman 2h, 24h, 48h et 72h après l’application topique de 

lipoplexes contenant les dsRNAs d’intérêt (dsRNA-LacZ ou dsRNA-ApisumAChE1). A 48h, une diminution 

significative d’environ 15% de l’activité enzymatique de l’AChE a été observée (figure 39). Ainsi, la diminution 

d’expression des transcrits de l’AChE1 observée à 2h pourrait impacter l’activité enzymatique globale de l’AChE 

du puceron à 48h. 
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Figure 39 : Effet des dsRNA-ApisumAChE1 sur l’activité enzymatique de l’AChE. Les mesures d’activité enzymatique ont été 
réalisées selon la méthode d’Ellman 2h, 24h, 48h et 72h après le traitement des pucerons adultes Acyrthosiphon pisum avec 
les dsRNAs d’intérêt (dsRNA-LacZ ou dsRNA-ApisumAChE1). Les densités optiques mesurées ont été rapportées à la 
quantité de protéines totales dans les échantillons et les résultats sont exprimés en pourcentage d’activité en fonction de la 
condition contrôle (*p<0,05 ; dsRNA-ApisumAChE1 vs dsRNA-LacZ ; test non-paramétrique de Mann-Whitney ; n=4). 

 

4. Evaluation de l’utilisation des dsRNA-ApisumAChE1 comme 
bioinsecticide 

Afin d’évaluer le potentiel effet insecticide des dsRNA-ApisumAChE1, des expériences préliminaires 

d’intoxication aiguë avec ces dsRNAs ont été réalisées sur des pucerons adultes. Pour ce faire, la mortalité des 

pucerons est évaluée 24h, 48h et 72h après l’application topique de lipoplexes contenant 400ng de dsRNAs 

d’intérêt (dsRNA-LacZ ou dsRNA-ApisumAChE1). Une augmentation d’environ 15%, 40% et 55% de la mortalité 

est observée à 24h, 48h et 72h respectivement chez les pucerons ayant reçu les dsRNA-ApisumAChE1 par 

rapport aux pucerons contrôles traités avec les dsRNA-LacZ (figure 40). Ainsi, ces résultats préliminaires 

suggèrent que les dsRNA-ApisumAChE1 présenteraient un effet insecticide sur les pucerons et qu’ils pourraient 

être envisagés en tant que bioinsecticide. 
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Figure 40 : Evaluation de l’utilisation des dsRNA-ApisumAChE1 comme bioinsecticide. Les histogrammes représentent le 
pourcentage de mortalité corrigée par rapport au contrôle (dsRNA-LacZ) obtenu selon la formule d’Abbott chez les pucerons 
adultes Acyrthosiphon pisum traités avec les dsRNAs d’intérêt (dsRNA-LacZ ou dsRNA-ApisumAChE1) (n=1 à 3 avec 40 
pucerons par n). 

 

5. Evaluation de la toxicité aiguë du pirimicarbe sur le puceron 

L’un des objectifs de cette étude est d’évaluer l’utilisation combinée des dsRNA-ApisumAChE1 et du 

pirimicarbe pour lutter efficacement contre les populations de pucerons tout en réduisant les doses 

d’insecticides utilisées. Ainsi, la dernière partie de cette étude préliminaire se concentre sur l’évaluation de la 

toxicité du pirimicarbe sur le puceron du pois en se basant sur l’élaboration de courbes concentration-réponse 

obtenues à partir d’expériences d’intoxication aiguë à cet insecticide. Pour ce faire, des larves de pucerons ont 

été intoxiquées avec une solution de pirimicarbe à une concentration comprise entre 10-9M et 10-4M. La 

mortalité a été rapportée à 48h et 72h (figure 41). Selon ces courbes encore incomplètes, les CL50 à 48h et 72h 

seraient respectivement environ égales à 1,5.10-6M et 10-6M. 
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Figure 41 : Courbes de mortalité des larves de puceron Acyrthosiphon pisum obtenues après des expériences d’intoxication 
aiguë au pirimicarbe à une concentration comprise entre 10-9M et 10-4M. Le taux de mortalité a été rapporté à 48h (A) et 
72h (B). Les résultats sont exprimés en pourcentage de mortalité corrigée selon la formule d’Abbott (n=3 à 5). 
 

6. Discussion 

Dans cette étude préliminaire, nous avons démontré dans un premier temps que l’application de dsRNA-

ApisumAChE1 permet de diminuer significativement l’expression des transcrits de l’AChE1. En complément, 

nous avons également observé une diminution significative de l’activité enzymatique globale de l’AChE à 48h 

chez des pucerons traités avec ces mêmes dsRNAs. Une étude réalisée chez une autre espèce de puceron, 

Aphis citricidus, a également démontré que l’utilisation de dsRNAs ciblant l’AChE1 de cet insecte permettait de 

diminuer l’activité enzymatique globale de l’AChE (Mou et al., 2017). De plus, l’utilisation de dsRNAs dirigés 

contre l’AChE comme bioinsecticide a déjà été rapportée chez le puceron Aphis citricidus (Mou et al., 2017) 

mais également chez la teigne Plutella xylostella (Sharath Chandra et al., 2019). Dans notre étude, les dsRNA-

ApisumAChE1 présenteraient aussi un effet insecticide sur le puceron Acyrthosiphon pisum. Ces résultats 

préliminaires suggèrent donc que comme chez de nombreuses espèces d’insectes (Kim et Lee, 2013), l’AChE1 

jouerait un rôle important dans la neurotransmission cholinergique chez le puceron Acyrthosiphon pisum. Ainsi, 

ces dsRNAs pourraient être envisagés comme agent de biocontrôle. Pour compléter cette étude, les expériences 

d’intoxication aiguë avec les dsRNA-ApisumAChE1 seuls devront être complétées.  

Chez le puceron Acyrthosiphon pisum, des séquences codantes pour l’AChE1 et l’AChE2 ont été prédites 

(Mou et al., 2017). Les séquences codantes des AChE1 et AChE2 prédites par les auteurs ont une taille de 

2031pb et de 1992pb respectivement. Elles présentent un pourcentage d’homologie de séquence d’environ 

49%. Cependant, à ce jour, aucune donnée sur la caractérisation de ces AChEs n’est disponible chez ce 

puceron. C’est pourquoi, il est envisagé de séquencer les deux types d’AChE du puceron et de déterminer, 

notamment par qPCR, l’AChE catalytique principale chez ce ravageur. Ces données pourront être complétées 

par la mesure de leur activité estérasique en exprimant chacune de ces AChEs dans un système hétérologue tel 
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que les cellules Sf9 d’insecte. En effet, bien que pour la majorité des insectes de l’ordre des hémiptères l’AChE1 

est l’enzyme principalement responsable de l’hydrolyse de l’ACh, pour certains d’entre eux il s’agit de l’AChE2 

(Kim et Lee, 2013). En ce sens, l’AChE2 du puceron Acyrthosiphon pisum pourrait également être une cible de 

choix de l’ARNi. De plus, une étude précédente a démontré que l’utilisation de dsRNAs qui ciblent l’AChE1 ou 

l’AChE2 du puceron Aphis citricidus impacte la survie de cet insecte (Mou et al., 2017). Ainsi, il pourrait être 

également intéressant d’évaluer l’utilisation de dsRNAs qui ciblent l’AChE2 seule ou combinée à l’utilisation des 

dsRNA-ApisumAChE1 pour lutter contre le puceron Acyrthosiphon pisum.  

L’expression de ces AChEs dans un système hétérologue permettra également de déterminer la 

sensibilité de chacune des AChEs aux insecticides organophosphorés ou carbamates. De nombreuses espèces 

d’insectes ont développé des résistances à ces insecticides. Ces résistances peuvent être liées à des mutations 

ponctuelles telles que la mutation G119S (Zhang et al., 2017; Elanga-Ndille et al., 2019) et à la duplication du 

gène ace généralement induite par l’exposition à l’insecticide (Lee et al., 2015). Cette duplication concerne 

généralement le gène ace1. Cependant, il a été montré chez le puceron Aphis gossypii que la duplication du 

gène ace2 était impliquée dans la perte de sensibilité de ce puceron aux organophosphorés (Shang et al., 

2014). Ainsi, l’utilisation de dsRNAs aurait également l’avantage par rapport aux insecticides de contourner les 

mécanismes de résistance mis en jeu par les insectes.  

Un autre avantage de l’utilisation des dsRNAs serait de pouvoir diminuer les doses d’insecticides utilisées. 

Dans notre étude, on suppose que l’utilisation des dsRNA-ApisumAChE1 et du pirimicarbe qui est un des 

insecticides actuellement utilisés dans la lutte contre les pucerons, entraînerait des conséquences similaires sur 

la physiologie du puceron, c’est-à-dire de diminuer l’hydrolyse de l’ACh dans la synapse et d’engendrer la mort 

de l’insecte. Ainsi, l’utilisation des dsRNA-ApisumAChE1 pourrait permettre de diminuer les doses de pirimicarbe 

utilisées. Afin d’évaluer par la suite si la combinaison des dsRNA-ApisumAChE1 et du pirimicarbe peut être 

utilisée pour lutter contre le puceron Acyrthosiphon pisum, des tests toxicologiques ont été réalisés dans un 

premier temps avec un traitement uniquement avec le pirimicarbe. Grâce à ces tests, la sensibilité des pucerons 

au pirimicarbe a été mise en évidence. Ces résultats étant préliminaires devront être complétés. Dans un 

deuxième temps, des expériences toxicologiques combinant les traitements de dsRNAs et de pirimicarbe seront 

réalisées afin de déterminer si les dsRNAs dirigés contre l’AChE1 pourraient être utilisés en complément d’un 

traitement au pirimicarbe. 

Nos premiers résultats indiquent que dans le système cholinergique de l’insecte, l’AChE pourrait 

également être une cible de choix de l’interférence ARN afin de lutter contre les pucerons du pois.    
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Etude 3 : Utilisation de la technique d’interférence ARN dirigée contre 

une sous-unité nicotinique pour contourner les mécanismes 

d’accommodation aux insecticides : exemple de la sous-unité 

nicotinique Pameβ1 chez la blatte Periplaneta americana accommodée 

à l’imidaclopride 

 

1. Synthèse de l’article 

Les phénomènes de résistance et d’accommodation aux insecticides sont un frein majeur à 

l’augmentation des rendements agricoles indispensable pour répondre aux besoins alimentaires croissants de la 

population. En ce sens, des études se sont intéressées à l’utilisation de la technique d’interférence ARN pour 

contourner les phénomènes de résistance aux insecticides mis en place par les insectes (Killiny et al., 2014; 

Yang et al., 2016; Yang et al., 2017). En revanche, aucune étude n’a rapporté l’utilisation de l’ARNi pour 

contourner les phénomènes d’accommodation aux insecticides qui peuvent faire intervenir des mécanismes 

cellulaires et moléculaires différents de la résistance. Au laboratoire SiFCIR, un modèle de blatte Periplaneta 

americana accommodée à l’IMI après une exposition à une dose sublétale de cet insecticide pendant trente 

jours a été développé afin de pouvoir élucider les mécanismes sous-jacents à ce phénomène d’accommodation 

(Benzidane et al., 2017; Bantz et al., 2022). En particulier, l’implication des sous-types de récepteurs 

nicotiniques nAChR1 et nAChR2, dans l’accommodation à l’IMI après une exposition à une dose sublétale a pu 

être démontré par des approches électrophysiologique et d’analyse d’expression des sous-unités nicotiniques 

(Benzidane et al., 2017). Les nAChR1 et nAChR2 sont respectivement composés des sous-unités nicotiniques 

Pameα3, Pameα8, Pameβ1 et Pameα1, Pameα2, Pameβ1 (Sun et al., 2017). Cette étude a donc pour objectif 

d’évaluer l’effet de l’ingestion de dsRNAs qui ciblent la sous-unité nicotinique Pameβ1 (dsRNA-Pameβ1 ou 

dsRNA-β1 dans l’article), qui compose les nAChR1 et nAChR2, sur la sensibilité à l’IMI de blattes accommodées 

à cet insecticide après une exposition à une dose sublétale. 

Dans un premier temps, l’effet de l’ingestion de dsRNA-Pameβ1 sur le niveau d’expression des 

transcrits de la sous-unité nicotinique Pameβ1 a été évalué par qPCR chez des blattes non-accommodées et 

accommodées à l’IMI après une exposition à une dose sublétale de cet insecticide. Ainsi, 96h après l’ingestion, 

l’expression des transcrits de cette sous-unité nicotinique est diminuée de 23% et 14% par rapport au contrôle 

chez des blattes non-accommodées et accommodées respectivement. De plus, aucune modification de 

l’expression des autres sous-unités nicotiniques identifiées chez la blatte n’a été observée après l’ingestion de 

dsRNA-Pameβ1, suggérant la spécificité des dsRNAs d’intérêt et qu’aucun phénomène de compensation n’a été 

mis en place par la blatte. Enfin, des expériences d’intoxication aiguë à l’IMI couplées à l’ingestion de dsRNA-

Pameβ1 sur des blattes non-accommodées et accommodées à cet insecticide ont été réalisées. Ces expériences 

ont permis de démontrer que l’ingestion de dsRNA-Pameβ1 ne modifie pas la sensibilité à l’IMI des blattes non-

accommodées mais qu’elle permet d’augmenter la sensibilité des blattes accommodées à un niveau similaire à 

celui des blattes non-accommodées. 
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Ainsi, pour la première fois, il a été démontré que l’utilisation de la technique d’ARNi permettait de 

contourner les phénomènes d’accommodation à un insecticide. Ainsi, cibler une sous-unité nicotinique avec 

cette technique pourrait être envisagé pour développer de nouvelles stratégies de gestion de l’accommodation 

aux insecticides agissant sur les nAChRs.  
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Abstract 8 

Insecticide accommodation and resistance are limiting factors to the much-needed increase in 9 

agricultural production. Various physiological and cellular modifications, such as the changes 10 

of insecticide molecular targets, have been linked to these events. Thus, a previous study 11 

demonstrated that the imidacloprid accommodation set up by the cockroach Periplaneta 12 

americana after an exposure to a sublethal dose of this insecticide involves functional 13 

alterations of two nicotinic acetylcholine receptor (nAChR) subtypes. As RNA interference 14 

(RNAi) is one of the most promising strategies for controlling pest insects, we evaluated, in this 15 

study, the use of RNAi that targets the β1 nAChR subunit to counteract the imidacloprid 16 

accommodation phenomenon in cockroaches. Interestingly, we showed that ingestion of 17 

dsRNA-β1 increased the sensitivity to imidacloprid of accommodated cockroaches. Thus, we 18 

have demonstrated for the first time that RNAi that targets an nAChR subunit can counteract 19 

the accommodation mechanism to insecticide targeting nAChRs set up by an insect. 20 

Keywords: RNA interference, nicotinic acetylcholine receptor subunit, insecticide resistance, 21 

pest control, imidacloprid 22 

The online version of this article contains supplementary material (Supplemental Figures S1-23 

S2 and Tables S1-S2), which is available at https://www.jstage.jst.go.jp/browse/jpestics/. 24 



 

3 

 

Introduction25 

Contemporary agriculture is facing a new challenge that is to ensure a quality production able 26 

to meet the growing food needs. Until now, the crop protection and the increase of their yields 27 

was mainly based on the use of pesticides such as insecticides. However, several decades of 28 

widespread insecticide use have led to the appearance of resistant insect populations through 29 

selection pressure1. Therefore, as agriculture evolves towards ecological crop protection, 30 

developing new tools to counteract the resistance mechanisms set up by the insects and to 31 

reduce the doses of insecticide used on crops is crucial to enable a safer and more sustainable 32 

agricultural production. Moreover, the exposure of insecticides, even at sublethal doses, can 33 

lead to accommodation in insect pests in a relatively short time2. This effect could also 34 

contribute to the emergence of insecticide resistance. Thus, it is necessary to take into account 35 

both accommodation and resistance phenomena to develop novel pest management strategies. 36 

One of the most promising strategies is the use of RNA interference technology (RNAi)3. RNAi, 37 

unlike most of the traditional technologies of insect pest control, offers a powerful control over 38 

the specificity of the control agents. Recently, some studies have shown that a single double-39 

stranded RNA (dsRNA) treatment of the insect can improve its sensitivity to neonicotinoid 40 

insecticides such as imidacloprid or thiamethoxam4,5.  41 

Neonicotinoids (IRAC classification ID 4A)  are one of the major classes of insecticide6 42 

that act as nicotinic acetylcholine receptor (nAChR) agonists in the insect central nervous 43 

system7. Among all the neonicotinoids, imidacloprid was the top-selling insecticide for many 44 

years7. Insect resistance mechanisms to neonicotinoids were attributed to modifications of the 45 

detoxification enzyme activity, target-site mutations or quantitative changes in nAChR 46 

subunits6. Indeed, several studies have focused on assessing the involvement of nAChR 47 

subunits in imidacloprid sensitivity and resistance of insects8–10. In particular, scientists 48 

investigated the involvement of β1 subunit11–14. In the American cockroach Periplaneta 49 
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americana, the β1 subunit is part of at least two α-bungarotoxin-insensitive nAChR subtypes 50 

named nAChR1 and nAChR215. These nAChR subtypes are found on dorsal unpaired median 51 

neurons (DUM neurons) that are commonly used as biological model to study the mode of 52 

action of insecticides and differ in their sensitivity to imidacloprid16. A previous study carried 53 

out on cockroaches that were exposed to a sublethal dose of imidacloprid for 30 days 54 

demonstrated that they were accommodated to this insecticide8. This reduced sensitivity 55 

involves a downregulation of the expression of the α2 subunit which composes nAChR2 with 56 

α1 and β1 subunits8. Using patch-clamp recordings on DUM neurons, it was demonstrated that 57 

this exposure diminished the sensitivity of the DUM neurons to imidacloprid and this decrease 58 

could be linked to changes of these two nAChR subtypes17. Thus, nAChR subunits seem to be 59 

key elements to target with RNAi for pest control. Moreover, to date, no study has been carried 60 

out on the use of RNAi on accommodated insects which therefore present physiological and 61 

cellular modifications that may be different from those observed in resistant insects. 62 

Since a unique treatment of dsRNA targeting an nAChR subunit of the cockroach is able to 63 

alter its expression but also its sensitivity to imidacloprid8 and the β1 subunit is part of both 64 

nAChR1 and nAChR2, the aim of this study is to evaluate the use of RNAi targeting this subunit 65 

to counteract the accommodation mechanism set up by the cockroach after an exposition to a 66 

sublethal dose of imidacloprid. First, we demonstrated by qPCR experiments that a single 67 

ingestion of dsRNA targeting β1 subunit (dsRNA-β1) induced a decrease in its expression in 68 

non-accommodated and imidacloprid accommodated cockroaches. In addition, acute 69 

imidacloprid intoxication tests coupled with dsRNA-β1 ingestion were performed. The 70 

ingestion of dsRNA-β1 did not modify the sensitivity of non-accommodated cockroaches but 71 

restored the sensitivity to imidacloprid of accommodated cockroaches. For the first time, we 72 

have shown that RNAi targeting an nAChR subunit can counteract the accommodation 73 

mechanism to an insecticide acting on nAChRs. 74 
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Materials and methods 75 

1. Insects 76 

All the experiments were performed on non-accommodated and imidacloprid accommodated 77 

adult male American cockroaches P. americana which were obtained according to the protocol 78 

described previously8,17. The cockroaches were reared under standard conditions in our 79 

laboratory at 28 °C and with a photocycle of 12 h light/12 h dark. 80 

2. dsRNA synthesis 81 

To obtain dsRNA that targets the cockroach β1 nAChR subunit (dsRNA-β1), a specific 82 

fragment (100 bp) of the coding sequence of this subunit (accession No. MW201213) was 83 

amplified by PCR. This amplification was done using a high-fidelity Novagen™ KOD Hot 84 

Start DNA polymerase (Merck, Darmstadt, Germany) with specific primers each containing the 85 

T7 RNA polymerase promoter sequence (ds_β1, Supplemental Table S1). In parallel, control 86 

dsRNA targeting the bacterial β-galactosidase (dsRNA-control) were produced. To do so, a 87 

specific fragment of 100 bp of the bacterial β-galactosidase coding sequence was amplified 88 

from the recombinant vector PCR-Blunt_β1 with a primer set (ds_control, Supplemental Table 89 

S1). After a purification of the PCR products with the Nucleospin® Gel and PCR Clean-up kit 90 

(Macherey Nagel, Düren, Germany), an in vitro transcription reaction was performed using the 91 

MEGAscript T7 kit (Ambion, Grand Island, NY, USA). The resulting transcripts were treated 92 

with DNAse then purified with the NucleoSpin® miRNA kit (Macherey Nagel, Düren, 93 

Germany). Finally, the resulting dsRNA were denatured at 95 °C for 5 min and re-hybridized 94 

at room temperature for 90 min. The dsRNA were stocked at -20 °C until use. 95 

3. dsRNA treatment 96 

All experiments were performed on non-accommodated and accommodated cockroaches orally 97 

treated with dsRNA. To do this, dsRNA lipoplex solutions containing 0.25 µg of dsRNA-β1 or 98 

dsRNA-control mixed with 1 µL of Escort IV® transfection reagent (Sigma-Aldrich, Saint 99 
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Quentin Fallavier, France) and 5% glucose solution up to 10 µL were prepared according to the 100 

protocol previously described8 and then incubated at room temperature for 30 min. Finally, 101 

cockroaches were fed with 10 µL of these solutions according to the ingestion protocol 102 

described by Huang et al. (2018)18.  103 

4. qPCR experiments 104 

Quantitative PCR (qPCR) experiments were performed on CFX Connect™ Real-Time PCR 105 

detection system (Biorad, Hercules, CA, USA) to evaluate the relative expression level of 106 

nAChR subunits in the terminal abdominal ganglia (TAG) of non-accommodated and 107 

accommodated dsRNA-treated cockroaches. To do this, 96 h after dsRNA ingestion (dsRNA-108 

β1 or dsRNA-control), the TAG which contain DUM neurons were dissected and total RNA 109 

were extracted using the Nucleospin® RNA kit (Macherey Nagel, Düren, Germany) according 110 

to the manufacturer's protocol, followed by a sodium/acetate precipitation. Then, 500 ng of 111 

purified RNA were reverse transcribed using RevertAid H Minus First Strand cDNA 112 

Synthesis® kit (Thermo Fisher Scientific, Illkirch, France). After a RNAse H treatment (Thermo 113 

Fisher Scientific, Illkirch, France) of 20 min at 37 °C followed by an inactivation step at 65 °C 114 

for 10 min, the cDNA were diluted at 1/20 and stocked at -20 °C. Each reaction of qPCR was 115 

done in duplicate and carried out in 20 µL containing 5 µL of a 20-fold dilution of cDNA, 1 116 

µM of each primer set (Supplemental Table S2) and 10 µL of 2X Takyon No Rox SYBR® 117 

Master Mix Blue dTTP (Eurogentec, Seraing, Belgium). The qPCR program consisted of a first 118 

step at 95 °C for 5 min followed by 40 cycles comprising a denaturation step of 15 s at 95 °C 119 

and either an annealing step of 20 s at the optimal temperature followed by an elongation step 120 

of 40 s at 72 °C for α5, β3, β4 and β6 nAChR subunits or a combined annealing-elongation step 121 

of 1 min at the optimal temperature for actin and other nAChR subunits (Supplemental Table 122 

S2). In qPCR amplification reactions, the efficiency of each specific primer set was between 123 

98% and 102%. To validate specificity of each primer sets, melting curve analyses were carried 124 
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out after the qPCR reactions. Relative mRNA expression levels of all the nAChR subunits on 125 

dsRNA-treated cockroaches were determined according to the 2-ΔΔCt method19 for which actin 126 

gene was used as the housekeeping gene in agreement with previous studies8,17 and the 127 

expression level of each nAChR subunit obtained in the dsRNA-β1 condition was normalized 128 

with its counterpart in the control condition (dsRNA-control).  129 

5. Insecticide exposure 130 

Toxicological tests were all carried out on the two different groups named respectively non-131 

accommodated and accommodated cockroaches which were obtained according to the protocol 132 

described previously8,17. Then, 96 h after a unique ingestion of dsRNA lipoplexes, an acute 133 

intoxication to imidacloprid was performed at the lethal dose 50 (LD50, 2.5 µg/cockroach), 134 

which was determined previously and in accordance with their protocol8. Mortality rate was 135 

recorded 48 h after imidacloprid exposure.  136 

6. Statistical analysis 137 

All data were statistically analysed with a nonparametric Mann-Whitney test using GraphPad 138 

Prism version 8.0.2 (GraphPad Software, La Jolla, CA, USA). Statistical analyses were 139 

considered as significant for *p<0.05 and **p<0.01. 140 

 141 

Results 142 

1. Effect of the ingestion of dsRNA targeting the β1 nAChR subunit on the expression level of 143 

nAChR subunits  144 

First of all, the effect of dsRNA targeting the β1 nAChR subunit was assessed on the expression 145 

of the β1 subunit but also on all the other subunits identified in the cockroach P. americana. 146 

Thus, non-accommodated and accommodated cockroaches were treated by ingestion of 250 ng 147 

of either dsRNA-β1 or dsRNA-control. The quantification by qPCR experiments of the nAChR 148 

subunit transcript level was performed on the TAG of the dsRNA-treated cockroaches 96 h 149 
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after this unique dsRNA ingestion (Fig. 1A). Therefore, we confirmed that dsRNA targeting 150 

the β1 nAChR subunit were able to specifically decrease β1 mRNA expression. Indeed, a 151 

significant decrease of the expression level of the β1 subunit by 23% was found in non-152 

accommodated cockroaches treated with dsRNA-β1 compared to those treated with dsRNA-153 

control (n=8 with 6 TAG per n, p<0.01, Fig. 1B) and by 14% in accommodated cockroaches 154 

(n=6 with 6 TAG per n, p<0.05, Fig. 1C). Moreover, since no significant change in the transcript 155 

level of the other nAChR subunits was observed, the specificity of the dsRNA-β1 was validated 156 

(Supplemental Fig. S1-S2). These results indicate for the first time that a single ingestion of 157 

250 ng of dsRNA targeting the cockroach β1 subunit effectively and significantly reduces the 158 

expression of this subunit without observing off-target effect on the expression level of other 159 

nAChR subunits. 160 

2. Effect of the ingestion of dsRNA-β1 on the sensitivity to imidacloprid of cockroaches 161 

To evaluate the potency of dsRNA-β1 to modulate the imidacloprid sensitivity of the cockroach, 162 

acute intoxication experiments to imidacloprid at LD50 were carried out on non-accommodated 163 

and accommodated cockroaches which have ingested 250 ng of dsRNA (dsRNA-control or 164 

dsRNA-β1) (Fig. 2A). First, no change in mortality was observed in non-accommodated 165 

cockroaches treated with dsRNA-control compared to those treated with dsRNA-β1 (Fig. 2B). 166 

When the mortality rate of the non-accommodated cockroaches which were treated with 167 

dsRNA-control was compared to that of the cockroaches exposed to a sublethal dose of 168 

imidacloprid for 30 days which were also treated by dsRNA-control (accommodated 169 

cockroaches), this rate was reduced from 50% to 32% respectively (n=5 with 10 to 15 170 

cockroaches per n, p<0.05, Fig. 2B). Thus, in accordance with a previous study8, cockroaches 171 

that were exposed for 30 days to a sublethal dose of imidacloprid were well accommodated and 172 

less sensitive to this insecticide. Surprisingly, whereas the mortality rate of accommodated 173 

cockroaches which were treated with dsRNA-control was 32%, the mortality rate of 174 

Fig. 1 
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accommodated cockroaches which were treated with dsRNA targeting β1 subunit significantly 175 

increased to 55% (n=5 with 10 to 15 cockroaches per n, p<0.01, Fig. 2B). Furthermore, no 176 

significant change in mortality rate was observed between cockroaches treated with dsRNA-β1 177 

and exposed or not to a sublethal dose of imidacloprid for 30 days (Fig. 2B) demonstrating that 178 

accommodated cockroaches treated with dsRNA-β1 shown the same imidacloprid sensitivity 179 

as non-accommodated cockroaches. All together, these results demonstrated for the first time 180 

that a unique ingestion of dsRNA-β1 did not affect the sensibility of non-accommodated 181 

cockroaches to this insecticide but allowed the accommodated cockroaches to revert to a 182 

sensitive phenotype. 183 

 184 

Discussion 185 

Until now, pest insect control has been mainly focused on chemical insecticides. However, the 186 

appearance of insects less sensitive to insecticides and environmental concerns calls for the 187 

need to develop new strategies to control pests. Beyond being used to study gene function, 188 

RNAi has emerged as a promising most species-specific and eco-friendly alternative to manage 189 

pests. In this study, we have investigated the use of RNAi that targets an nAChR subunit to 190 

counteract insecticide accommodation. The nAChR1 and nAChR2 appear to play a role in the 191 

development of accommodation mechanism to imidacloprid in the American cockroach P. 192 

americana after exposure to a sublethal dose of this insecticide17. Thus, we have shown that 193 

targeting the β1 nAChR subunit found in these two nAChR subtypes with dsRNA allowed to 194 

decrease effectively and specifically its expression. These results also suggest the implication 195 

of systemic RNAi in the cockroach as it has been shown in other insect species20–23. However, 196 

this mechanism is still not fully described in insects. In a second time, acute toxicity 197 

experiments to imidacloprid on accommodated cockroaches showed, for the first time, that the 198 

ingestion of dsRNA-β1 can counter this phenomenon.  199 

Fig. 2 
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Surprisingly, the ingestion of dsRNA-β1 did not involve change in the sensitivity of 200 

non-accommodated cockroaches to imidacloprid. Indeed, it is well-known that the decrease 201 

sensitivity to imidacloprid can be caused by target alteration and enhanced metabolism. Target-202 

site mutation in β1 nAChR subunit and reduction of nAChR subunit expression such as β1 203 

subunit have been reported in many imidacloprid resistant insects11–13,24,25 suggesting that the 204 

β1 subunit play an important role in the sensitivity of insects to this insecticide. This has been 205 

confirmed by the use of dsRNA that targets the Boβ1 subunit of Bradysia odoriphaga which 206 

induced a decrease in sensitivity to imidacloprid14. Moreover, a strain of Drosophila 207 

melanogaster mutated on the Dβ1 subunit sequence was also less sensitive to imidacloprid26. 208 

In addition, the reduced expression of the β1 subunit was described in third instar larvae of 209 

Bradysia odoriphaga that survived acute intoxication with imidacloprid14 and in resistant strain 210 

of the aphid Aphis gossypii12. However, such change of the β1 subunit expression was not 211 

observed in imidacloprid accommodated cockroaches which were exposed to a sublethal dose 212 

of imidacloprid during 30 days17 suggesting that the β1 subunit does not have the same impact 213 

on sensitivity to imidacloprid in cockroaches as in other insects. Since cockroach nAChR1, 214 

which is composed of the α3, α8 and β1 subunits15, is sensitive to imidacloprid16 but the 215 

ingestion of dsRNA-β1 did not induce a change in sensitivity to imidacloprid in non-216 

accommodated cockroaches, we suggest that other imidacloprid-sensitive nAChR subtypes that 217 

are not composed of the β1 subunit could exist. This hypothesis is also supported by the fact 218 

that the cockroach has one of the largest families of nAChR subunits27 and that the 219 

physiological role of many of them is still unknown. 220 

The ingestion of dsRNA-β1 by accommodated cockroaches to imidacloprid resulted in 221 

a return to a sensitivity comparable to that of non-accommodated cockroaches. These results 222 

suggest that maintaining the expression level of β1 subunit is necessary for the cockroach to 223 

resist another imidacloprid intoxication. Moreover, since the ingestion of dsRNA-β1 did not 224 
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affect the expression of the other nAChR subunits, the hypothesis of nAChR compensation is 225 

difficult to consider. In addition, it was suggested that the functionality of nAChR2 was 226 

increased in accommodated cockroaches17. The increase in nAChR2 functionality would be 227 

sufficient to allow cockroaches to accommodate to imidacloprid. This receptor subtype is 228 

composed of α1, α2 and β1 subunits15 and is insensitive to imidacloprid. Thus, altering the 229 

expression of the β1 subunit could at least impact the assembly of nAChR2 and allow a return 230 

of the cockroach to a sensitive phenotype.  231 

Finally, the use of dsRNA targeting β1 subunit can be considered for other insects that 232 

have a larger economic impact, such as the pea aphid Acyrthosiphon pisum. Indeed, aphid larvae 233 

that survived an acute intoxication with imidacloprid showed a significant increase in the 234 

expression of the β1 subunit, suggesting its involvement in resistance to this insecticide28. 235 

In this study, we demonstrated for the first time that using dsRNA targeting an nAChR 236 

subunit can counteract the accommodation mechanism to imidacloprid. These results could 237 

contribute to develop sustainable insecticide resistance management strategies based on RNAi 238 

that targets an nAChR subunit. 239 
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 342 

Figure legends 343 

Fig. 1. Effect of the ingestion of dsRNA (dsRNA-control or dsRNA-β1) on the β1 nAChR 344 

subunit mRNA expression level in non-accommodated and accommodated cockroaches. (A) 345 

Schematic representation of the time course of the experiments. Cockroaches were exposed to 346 

either a sublethal dose of imidacloprid for 30 days (Accommodated cockroaches) or its solvent 347 
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DMSO (Non-accommodated cockroaches). Then, each cockroach ingested 250 ng of either 348 

dsRNA-control or dsRNA-β1. The qPCR experiments were performed 96 h after dsRNA 349 

ingestion (D34) on the terminal abdominal ganglia of non-accommodated (B) or accommodated 350 

cockroaches (C). Data were normalized to the expression of the housekeeping gene actin with 351 

the 2-ΔΔCt method (*p<0.05, **p<0.01, dsRNA-control vs dsRNA-β1, nonparametric Mann-352 

Whitney test; n=6 to 8 with 6 TAG per n). Data are shown as the mean ± S.E.M.. 353 

 354 

Fig. 2. Effect of dsRNA targeting β1 subunit on the sensitivity to imidacloprid of 355 

accommodated or non-accommodated cockroaches. (A) Schematic representation of the time 356 

course of the experiments. Cockroaches were exposed to either a sublethal dose of imidacloprid 357 

for 30 days (0.025 µg/day/cockroach ; Accommodated cockroaches) or its solvent DMSO 358 

(Non-accommodated cockroaches). Then, each cockroach ingested 250 ng of either dsRNA-359 

control or dsRNA-β1 (D30). An acute intoxication with imidacloprid at LD50 (2.5 360 

µg/cockroach) was performed 96 h after dsRNA ingestion (D34). (B) Mortality was assessed 361 

48 h after acute imidacloprid exposure (D36). Data are shown as the mean ± S.E.M. (ns: non-362 

significant, *p<0.05, **p<0.01, nonparametric Mann-Whitney test; n=5 with 10 to 15 363 

cockroaches per n). 364 
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Fig. S1. Effect of the ingestion of dsRNA (dsRNA-control or dsRNA-β1) on α (A) and other β (B) 1 

nAChR subunit mRNA expression level in non-accommodated cockroaches. The qPCR experiments 2 

were performed on the TAG 96 h after dsRNA ingestion. Data were normalized to the expression of the 3 

housekeeping gene actin with the 2-ΔΔCt method (dsRNA-control vs dsRNA-β1, nonparametric Mann-4 

Whitney test; n=8 with 6 TAG per n). Data are shown as the mean ± S.E.M.. 5 

Fig. S2. Effect of the ingestion of dsRNA (dsRNA-control or dsRNA-β1) on α (A) and other β (B) 6 

nAChR subunit mRNA expression level in accommodated cockroaches. The qPCR experiments were 7 

performed on the TAG 96 h after dsRNA ingestion. Data were normalized to the expression of the 8 

housekeeping gene actin with the 2-ΔΔCt method (dsRNA-control vs dsRNA-β1, nonparametric Mann-9 

Whitney test; n=6 with 6 TAG per n). Data are shown as the mean ± S.E.M.. 10 



 

 

Figure S1 

 



 

 

Figure S2 

 



 

 

Table S1 

Sequence of primers used for dsRNA production. The T7 RNA polymerase promoter sequence was indicated in 
italic and underlined. 

 Forward primer (5’→3’) Reverse primer (5’→3’) 
ds_ β1 TAATACGACTCACTATAGGGCCGCCGCACCCCTC

GTACGG 

TAATACGACTCACTATAGGGGGTCCGACAGCTC
CATCACC 

ds_control TAATACGACTCACTATAGGGATGACCATGATTAC
GCCAAG 

TAATACGACTCACTATAGGGTGGCGGCCGTTAC
TAGTGGA 

 

 



 

 

Table S2 

Sequence of primers used for amplification by quantitative PCR (qPCR) and the optimal annealing temperature. 
Accession number of all the nAChR subunits were found in Jones et al. (2021)27.  

 

Gene Accession number Forward primer (5’→3’) Reverse primer (5’→3’) Hybridization 
temperature 

(°C) 
Actin AY116670.1 GACTACTGGTATTGTGCTGG AAAGCTGTAACCACGCTCAG 60 

α1 JQ585634.1 AGGACTCTGTGGAGGACGAG CTCCCGGTAGAGGCAGTGGT 60 

α2 JQ585635.1 TAACAACTCCATCTCATGCC GATCTTGCCACTCATGTTCC 60 

α3 JQ609337.1 CGACACCTTCAGCATTTGTG GCAGATGAACCCGCTAGACT 60 

α4 JN390946.1 GTGTTGATGCGTACAGTGAG AGACAGGTCATCCTTTGTAG 60 

α5 GFCQ01005211.1 GTGTGAGAGGAACCGGTGTT ATCCCCTTCGTTGTCTGCTG 60 

α6 JF731243.1 TGACCATCTTGCTCTCGT CGACTCATTCCGAGAATC 60 

α7 MW201211.1 CAATTGCAAGACGACACC ATGGAGGCGATGAGAACA 65 

α8 MW201212.1 ACGTGTTGTCCGCACTTCA TATCCGGAGGAACCTGGAAG 60 

α9 MW201214.1 ACCACGGTCGTCAATATCGG CGCGAGACAATGGGTGTTTC 60 

β1 MW201213.1 GGTGACCAAGTGTCCTTAG ATGATTGCCCTCGTAGATG 65 

β2 GFCQ01032711.1 ACAAGGGCGACATACAGGTG GCAGGTTTCGGTTCCACAAG 60 

β3 GFCQ01027461.1 TCGTCGTCATTCCTGCACTC GCAGGACCCGCATATCATCA 60 

β4 GAWS02039241.1 CTTGCGGTGTTCAACCAGTG CAGCTGACATCTCCTTGGCA 60 

β5 GFCQ01009686.1 GAGAACACGAGGTGTCTGGT CAGCTAGACGCGACAGAGAA 60 

β6 GFCQ01010089.1 AGTCGCACAGTTTGCTACGA AGGAGCAGTTCACCTTGTCG 60 

β8 GFCQ01034959.1 TGTTCGATGGTTGCGGTGTA TGTCGAGGTTGCAGACAACA 60 

β9 GBJC01015771.1 TCCGGACGTCTACTCCACAG GACAACATCCACAGCTGCAA 60 
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Etude 4 : Evaluation de l’implication de la sous-unité nicotinique 

Pameα7 dans la sensibilité à l’imidaclopride de la blatte Periplaneta 

americana (étude préliminaire) 

 

1. Contexte et objectifs de l’étude 

Le développement de nouvelles stratégies de gestion durable de l’accommodation aux insecticides passe 

par la compréhension des mécanismes impliqués dans sa mise en place. La sensibilité des protéines cibles des 

insecticides peut être modulée par divers mécanismes cellulaires et moléculaires. Notamment, la modification 

de la composition en sous-unités nicotiniques des nAChRs peut influencer leurs propriétés 

électrophysiologiques, pharmacologiques ainsi que leur sensibilité aux insecticides (Raymond et al., 2017). De 

plus, plusieurs études s’attardent sur l’implication de la variation de la concentration calcique intracellulaire 

dans la modulation de la sensibilité aux insecticides (Apaire-Marchais et al., 2016; Deshayes et al., 2018). Les 

nAChRs d’insectes présentent notamment de nombreux sites de phosphorylation sur lesquels peuvent survenir 

des phosphorylations ou déphosphorylations par des voies de signalisation intracellulaires dépendantes du 

calcium et ainsi moduler leur sensibilité aux néonicotinoïdes (Thany et al., 2007; Raymond et al., 2017). De 

plus, il a précédemment été rapporté que la concentration calcique intracellulaire basale des neurones DUM 

issus de DGAs de blattes Periplaneta americana accommodées à l’IMI après une exposition à une dose sublétale 

de cet insecticide était augmentée. Dans cette étude, les auteurs ont suggéré que cette augmentation de la 

concentration calcique intracellulaire pourrait impliquer d’éventuelles modifications des voies de signalisation 

intracellulaires dépendantes du calcium et ainsi moduler la réponse des nAChR1 et nAChR2 à différents 

agonistes (Benzidane et al., 2017). Au laboratoire SiFCIR, une étude préliminaire du transcriptome, par  

RNA-seq, de DGAs issus de ces blattes accommodées a permis d’identifier des modifications d’expression des 

sous-unités nicotiniques comme la sous-unité nicotinique Pameα7 (Bantz, 2020). A l’heure actuelle, peu 

d’informations sont disponibles sur les nAChRs d’insectes composés de la sous-unité α7 contrairement au 

nAChR homomérique α7 de mammifère qui a pour particularité d’être fortement perméable au calcium (Gotti et 

Clementi, 2004; Albuquerque et al., 2009) mais également d’être sensible à l’α-bungarotoxine (α-bgt). De plus, 

la séquence nucléotidique de la sous-unité Dα7 de la mouche Drosophila melanogaster présente une forte 

homologie avec celle des mammifères (Jones et al., 2007a). Ainsi, chez les insectes, ces nAChRs composés de 

la sous-unité α7 pourraient être la cible d’insecticides mais aussi un modulateur potentiel des cibles aux 

insecticides via l’activation de voies de signalisation dépendantes du calcium. En ce sens, l’objectif de cette 

étude est d’évaluer l’implication de la sous-unité nicotinique Pameα7 dans la sensibilité de la blatte à l’IMI en 

mimant la diminution d’expression de cette sous-unité retrouvée chez des blattes accommodées à cet 

insecticide à l’aide de l’ingestion de dsRNAs (dsRNA-Pameα7). Puis, afin d’élucider les mécanismes responsables 

de cette diminution de sensibilité, l’impact de l’ingestion des dsRNA-Pameα7 sur les niveaux d’expression des 

autres sous-unités nicotiniques identifiées chez la blatte mais également sur la perméabilité calcique des 

nAChRs présents sur les neurones DUM de la blatte est évalué. Pour ce faire, nous avons voulu déterminer dans 

un premier temps si les nAChRs des neurones DUM de blattes sont perméables au calcium puis d’évaluer leur 
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sensibilité à l’α-bgt par la technique d’imagerie calcique. Dans un second temps, nous avons déterminé si cette 

réponse calcique est impactée par l’utilisation de dsRNA-Pameα7 également grâce à la technique d’imagerie 

calcique.  

 

2. Effet des dsRNA-Pameα7 sur l’expression des transcrits de la sous-
unité nicotinique Pameα7 

Afin de mimer la diminution d’expression de la sous-unité Pameα7 observée chez des blattes 

accommodées à l’IMI après une exposition à une dose sublétale de cet insecticide, des dsRNAs qui ciblent cette 

sous-unité sont utilisés (dsRNA-Pameα7). Pour évaluer leur efficacité, la quantification par qPCR du niveau 

d’expression de la sous-unité Pameα7 dans le DGA de blatte est réalisée 96h après l’ingestion de 500ng de 

lipoplexes contenant les dsRNA-Pameα7. Une diminution de 50% du niveau d’expression des transcrits de cette 

sous-unité est observée chez les blattes traitées avec les dsRNA-Pameα7 par rapport aux blattes contrôles 

(dsRNA-LacZ) (figure 42). Ainsi, l’efficacité des dsRNA-Pameα7 est validée à 96h. 

 

 

 

 

 

  

Figure 42 : Quantification par qPCR de l’expression des transcrits de la sous-unité nicotinique Pameα7 dans les DGAs 
provenant de blattes Periplaneta americana 96h après l’ingestion des dsRNAs d’intérêt (dsRNA-LacZ ou dsRNA-Pameα7). 
L’expression relative est normalisée avec le gène de l’actine (gène de référence) selon la méthode du 2 -∆∆Ct (**p<0,01 ; 
dsRNA-Pameα7 vs dsRNA-LacZ ; test non-paramétrique de Mann-Whitney ; n=6 à 8 avec 6 DGAs par n). 
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3. Evaluation de l’effet de l’ingestion des dsRNA-Pameα7 sur la 
sensibilité de la blatte à l’imidaclopride 

Afin d’évaluer l’impact de l’ingestion de dsRNA-Pameα7 sur la sensibilité de la blatte à l’IMI, des 

expériences préliminaires d’intoxication aiguë à cet insecticide couplée à l’ingestion des dsRNAs d’intérêt ont été 

réalisées. Pour ce faire, 96h après l’ingestion de 500ng de lipoplexes contenant les dsRNA-Pameα7 ou les 

dsRNA-LacZ, les blattes sont intoxiquées à l’IMI à une dose de 2,5µg/blatte. La mortalité est ensuite évaluée à 

24h, 48h, 72h et 96h (figure 43). Ainsi, une diminution significative de la mortalité d’environ 15% à 48h est 

observée. Ces résultats suggèrent une implication directe ou indirecte de la sous-unité Pameα7 dans la 

sensibilité de la blatte à l’IMI. En effet, la sous-unité Pameα7 pourrait composer des nAChRs sensibles à l’IMI ou 

la diminution d’expression de cette sous-unité après l’ingestion de dsRNA-Pameα7 pourrait engendrer des 

modifications celluaires et/ou moléculaires qui altereraient la sensibilité des blattes à cet insecticide. 

 

 

 

 

 

 

  

Figure 43 : Histogrammes représentant le pourcentage de mortalité des blattes ayant ingéré les dsRNAs d’intérêt  
(dsRNA-LacZ ou dsRNA-Pameα7) à 24h, 48h, 72h et 96h après l’intoxication aiguë à l’imidaclopride à une dose de 
2,5µg/blatte (**p<0,01 ; dsRNA-Pameα7 vs dsRNA-LacZ, test non-paramétrique de Mann-Whitney ; n=4 à 5 avec 10 à 15 
blattes par n). 
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4. Quels sont les mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués 
dans la diminution de sensibilité des blattes à l’imidaclopride après 
l’ingestion de dsRNA-Pameα7 ? 

4.1. Impact de l’ingestion des dsRNA-Pameα7 sur l’expression des autres 
sous-unités nicotiniques identifiées chez la blatte 

Comme décrit en introduction de cette étude, les propriétés électrophysiologiques, pharmacologiques 

ainsi que la sensibilité des nAChRs aux insecticides peuvent être modifiées selon leur composition en sous-

unités nicotiniques (Raymond et al., 2017). De plus, la modification d’expression d’une sous-unité nicotinique 

chez l’insecte peut engendrer l’apparition de phénomènes de compensation par des modifications de 

l’expression des autres sous-unités nicotiniques (Qu et al., 2016; Perry et al., 2021; Komori et al., 2023). En ce 

sens, l’objectif est de déterminer si un tel phénomène apparait chez des blattes qui ont ingéré des dsRNA-

Pameα7. La quantification par qPCR des niveaux d’expression de certaines sous-unités nicotiniques identifiées 

chez la blatte a donc été réalisée dans le DGA de blattes 96h après le traitement avec les lipoplexes contenant 

les dsRNAs d’intérêt de ces dernières. Ainsi, une diminution de l’expression des sous-unités Pameα3, Pameα6, 

Pameα9 et Pameβ1 a pu être observée (figure 44). Cependant, la quantification par qPCR des autres sous-

unités nicotiniques identifiées chez la blatte, à savoir Pameα5, Pameβ2-Pameβ6, Pameβ8, Pameβ9, reste encore 

à faire. 

 

 

 

Figure 44 : Quantification par qPCR de l’expression des transcrits des sous-unités nicotiniques Pameα1, Pameα2, Pameα3, 
Pameα4, Pameα6, Pameα8, Pameα9 et Pameβ1 dans les DGAs issus de blattes Periplaneta americana ayant ingéré les 
dsRNA-Pameα7 ou les dsRNA-LacZ 96h auparavant. L’expression relative est normalisée avec le gène de l’actine (gène de 
référence) selon la méthode du 2-∆∆Ct (*p<0,05 ; dsRNA-Pameα7 vs dsRNA-LacZ ; test de Mann-Whitney ; n=6 à 10 avec 6 
DGAs par n). 
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4.2. Impact de l’ingestion des dsRNA-Pameα7 sur la réponse calcique des 
nAChRs des neurones DUM de blattes 

4.2.1. Evaluation de la réponse calcique des nAChRs présents sur les neurones DUM de la blatte 

Dans un premier temps, l’objectif est d’évaluer s’il existe des nAChRs perméables au calcium sur les 

neurones DUM retrouvés dans le DGA de la blatte grâce à la technique d’imagerie calcique. Etant donné que 

l’activation des nAChRs par un agoniste, comme la NIC, induit une dépolarisation membranaire, les canaux 

calciques dépendants du potentiel vont s’ouvrir et permettre l’entrée de calcium. Ainsi, pour uniquement étudier 

la réponse calcique directement liée à l’ouverture des nAChRs, un bloqueur des canaux calciques dépendants du 

potentiel, le chlorure de cobalt (CoCl2), a été utilisé durant toutes les expériences d’imagerie calcique. Après un 

prétraitement des neurones DUM avec du CoCl2 (3.10-3M) durant trois minutes, une solution de NIC à la 

concentration de 10-5M a été appliquée sur les neurones DUM pendant 30 secondes. Dans ces conditions, 

l’application de NIC entraîne l’apparition d’une réponse calcique illustrée par une augmentation du ratio 

340nm/380nm (figure 45). Ces résultats montrent que l’activation des nAChRs par l’application de NIC induit 

une augmentation du calcium cytoplasmique des neurones DUM. En moyenne, le ratio 340nm/380nm croît 

d’environ 0,025 en réponse à l’application de nicotine (10-5M). Ainsi, ces premiers éléments suggèrent qu’il 

existe des récepteurs nicotiniques exprimés sur les neurones DUM chez les blattes Periplaneta americana qui 

sont perméables au calcium. 

 

 

 

 

 

Figure 45 : Exemple de tracé représentant la variation du ratio 340nm/380nm au cours du temps après un prétraitement 
de CoCl2 à 3.10-3M, puis une application de NIC à 10-5M sur les neurones DUM. 
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4.2.2. Evaluation de la sensibilité à l’α-bgt des nAChRs des neurones DUM de blatte 

Etant donné que, sur les neurones DUM de blattes, il a été mis en évidence la présence de certains 

nAChRs sensibles ainsi que d’autres insensibles à l’α-bgt et sachant que le récepteur nicotinique homomérique 

α7 de mammifère est sensible à l’α-bgt, l’expérience suivante vise à déterminer si les nAChRs perméables au 

calcium sont sensibles à cette toxine. Dans cette optique, les neurones DUM ont reçu un prétraitement pendant 

trois minutes avec une solution de CoCl2 (3.10-3M) et d’α-bgt (5.10-7M). Puis, une solution de NIC (10-5M) a été 

appliquée durant 30 secondes afin d’évaluer la réponse calcique (figure 46A). L’amplitude de cette réponse sera 

comparée à celle obtenue sur des neurones DUM prétraités uniquement avec du CoCl2 (figure 46B). Cette 

expérience a mis en évidence une diminution significative d’environ 80% de la réponse calcique des nAChRs 

présents sur les neurones DUM des blattes Periplaneta americana, lorsque ces derniers sont exposés à une 

solution d’α-bgt (5.10-7M). Ainsi, les nAChRs exprimés sur les neurones DUM et perméables au calcium sont 

majoritairement sensibles à l’α-bgt. 

 

 

 

  

Figure 46 : Effet de l’α-bungarotoxine (α-bgt) sur la réponse calcique des nAChRs des neurones DUM de la blatte 
Periplaneta americana. (A) Exemple de tracés représentant la variation du ratio 340nm/380nm en réponse à une application 
de nicotine (NIC) à 10-5M durant trente secondes sur des neurones DUM prétraités avec du CoCl2 (3.10-3M) (bleu) ou du 
CoCl2 (3.10-3M) et de l’α-bgt (5.10-7M) (rouge). (B) Histogramme representant la variation moyenne du ratio 
340nm/380nm obtenue suite à l’application de NIC à 10-5M sur des neurones DUM prétraités avec du CoCl2 à 3.10-3M. La 
comparaison est effectuée entre des neurones DUM non traités à l’α-bgt et ceux traités avec de l’α-bgt à 5.10-7M 
(**p<0,01 ; test non-paramétrique de Mann-Whitney ; n=5 à 6). 

 

4.2.3. Effet de l’ingestion de dsRNA-Pameα7 sur la réponse calcique des neurones DUM de blatte 

Afin de déterminer si la diminution de la sensibilité à l’IMI des blattes ayant ingéré des dsRNA-Pameα7 

peut être due à une modification de la perméabilité calcique des nAChRs, des expériences en imagerie calcique 

sur des neurones DUM de blattes ayant ingéré ces dsRNAs sont réalisées. Ainsi, l’augmentation de la 

concentration calcique intracellulaire en réponse à la NIC est évaluée dans des neurones DUM issus de blattes 
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ayant ingéré des dsRNA-Pameα7 ou des dsRNA-LacZ. Ces expériences en imagerie calcique sont réalisées 120h 

après l’ingestion des dsRNAs d’intérêt. Les neurones DUM ont tout d’abord reçu un prétraitement avec du CoCl2 

(3.10-3M) durant trois minutes. Postérieurement, leur réponse à la NIC (10-5M) a été évaluée. Ces premiers 

résultats (n=6) semblent indiquer que l’ingestion de dsRNA-Pameα7 n’induit pas de différence significative de la 

réponse calcique des neurones DUM en réponse à la nicotine (figure 47). Etant donné qu’une disparité de 

réponse et qu’un éventuel effet de série sont observés, un nombre de répétition supplémentaire est requis pour 

affiner et confirmer ces résultats. 

 

 

 

  

Figure 47 : Histogramme représentant la variation moyenne du ratio 340nm/380nm après un prétraitement avec du CoCl2 
à 3.10-3M, puis une exposition à la NIC à 10-5M des neurones DUM issus de blattes qui ont ingéré des dsRNA-LacZ ou des 
dsRNA-Pameα7 (ns = non significatif ; test non-paramétrique de Mann-Whitney ; n=6). 

 

5. Discussion 

L’identification de cibles potentielles et pertinentes de l’ARNi pour contourner les phénomènes 

d’accommodation aux insecticides passe par la compréhension des mécanismes cellulaires et moléculaires  

sous-jacents. Le premier objectif de cette étude préliminaire était de mimer la diminution de l’expression de la 

sous-unité Pameα7 retrouvée chez des blattes Periplaneta americana accommodées à l’IMI après une exposition 

à une dose sublétale de cet insecticide. Pour ce faire, nous avons démontré que l’ingestion de dsRNA-Pameα7 

permet de diminuer efficacement le niveau d’expression de la sous-unité nicotinique Pameα7 dans le DGA de la 

blatte. De plus, l’ingestion de ces dsRNAs semble induire une diminution de la sensibilité des blattes à l’IMI 

suggérant une implication directe ou indirecte de la sous-unité nicotinique Pameα7 dans la sensibilité de cet 

insecte à cet insecticide. Une étude précédente a également validé l’implication d’une autre sous-unité 

nicotinique, Pameα2, dans la sensibilité de la blatte à l’IMI en utilisant la technique d’ARNi (Bantz et al., 2022). 

De plus, dans le cas de la blatte Periplaneta americana accommodée à l’IMI après une exposition à une dose 

sublétale de cet insecticide, des modifications transcriptionnelles (Benzidane et al., 2017; Bantz, 2020; Bantz et 

al., 2022), des modifications fonctionnelles des nAChR1 et nAChR2 ainsi qu’une augmentation du niveau basal 

du calcium intracellulaire (Benzidane et al., 2017) ont été rapportées suggérant la pluralité des acteurs et des 
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mécanismes clés dans la diminution de la sensibilité à l’IMI de ces insectes. Cependant, la diversité et la 

complexité de ces mécanismes rendent difficile leur élucidation. En ce sens, la modification ponctuelle du niveau 

d’expression des protéines cibles des insecticides par l’utilisation de dsRNAs pourrait faciliter l’obtention 

d’insectes moins sensibles aux insecticides et ainsi permettre l’étude des mécanismes sous-jacents au 

phénomène d’accommodation. Dans cette étude, afin d’élucider les mécanismes impliqués dans la diminution 

de sensibilité des blattes qui ont ingéré des dsRNA-Pameα7, nous avons montré, par qPCR, une diminution 

significative de l’expression des sous-unités nicotiniques Pameα3, Pameα6, Pameα9 et Pameβ1. Ainsi, la 

modification du profil d’expression des sous-unités nicotiniques de blattes après l’ingestion de dsRNA-Pameα7 

pourrait impliquer des modifications de la composition en sous-unités des nAChRs exprimés à la membrane et 

ainsi moduler leur sensibilité à l’IMI. En revanche, comme nous n’avons observé que des diminutions 

d’expression des sous-unités nicotiniques et qu’il reste des sous-unités dont l’expression n’a pas encore été 

quantifiée par qPCR chez les blattes ayant ingéré des dsRNA-Pameα7, il est encore difficile de déterminer s’il 

s’agit d’un phénomène de compensation. En parallèle, sachant que la variation de la concentration calcique 

intracellulaire module la sensibilité des protéines cibles aux insecticides (Apaire-Marchais et al., 2016; Deshayes 

et al., 2018), nous avons évalué l’impact de l’ingestion des dsRNA-Pameα7 sur la réponse calcique des nAChRs 

présents sur les neurones DUM de la blatte par imagerie calcique. Nos résultats préliminaires ne nous 

permettent pas encore de conclure avec certitude. Cependant, l’ingestion des dsRNA-Pameα7 ne semble pas 

impacter la perméabilité calcique des nAChRs des neurones DUM de la blatte. De plus, le manque de 

connaissances sur les nAChRs natifs d’insectes composés de la sous-unité α7 rend difficile la discussion de ces 

résultats. En effet, bien que chez les mammifères les nAChRs les plus perméables au calcium sont les nAChRs 

homomériques α7 qui sont connus pour être sensibles à l’α-bgt (Zoli et al., 2015), l’expression d’un nAChR 

recombiné homomérique Pameα7 en ovocyte de xénope a permis de suggérer que ce récepteur serait insensible 

à l’α-bgt (Cartereau et al., 2020). En ce sens, dans nos expériences, la réponse calcique restante après 

l’application d’α-bgt pourrait, entre autres, être liée à la présence d’un récepteur homomérique Pameα7. Ainsi, 

les nAChRs d’insectes composés de la sous-unité α7 pourraient présenter des propriétés fonctionnelles et 

pharmacologiques différentes par rapport aux nAChRs de mammifères également composés de cette sous-

unité. 

Pour conclure, au vu des résultats préliminaires présentés, il est difficile d’identifier une cible potentielle 

de l’ARNi pour contourner le mécanisme d’accommodation à l’IMI autre que la sous-unité nicotinique Pameβ1 

présentée dans la troisième étude de ce manuscrit. 
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Discussion générale et perspectives 
 

 

 

1. L’utilisation de la technique d’interférence ARN qui cible les acteurs 
du système cholinergique peut-elle être envisagée pour lutter 
contre les insectes ravageurs ? 

La crise démographique actuelle soulève de nombreuses questions quant à nos systèmes de production 

agricole et aux stratégies de protection des cultures contre les insectes ravageurs qui sont principalement 

basées sur l’utilisation d’insecticides neurotoxiques. Parmi ces derniers, un grand nombre de familles 

d’insecticides agissent sur le système cholinergique comme les néonicotinoïdes qui agissent sur les récepteurs 

nicotiniques (nAChRs) ou encore les carbamates qui ciblent l’acétylcholinestérase (AChE ; Casida et Durkin, 

2013a). Cependant, les effets néfastes des insecticides sur l’environnement et les organismes non-cibles tels 

que l’Homme ou certains insectes bénéfiques ont conduit à la nécessité de repenser ces stratégies de lutte 

basées sur l’utilisation de ces composés ou de les substituer par des outils innovants plus respectueux de 

l’écosystème dans lequel ils sont répandus. Parmi ces nouvelles stratégies de lutte innovantes, l’interférence 

ARN (ARNi) apparaît comme une stratégie de choix pour contrôler spécifiquement les insectes ravageurs 

(Christiaens et al., 2020). En particulier, l’utilisation de dsRNAs (« Double-stranded RNA » ou ARN double brin) 

dirigés contre des gènes importants dans la physiologie et la survie des insectes a pu être abordée dans la 

littérature. En ce sens, l’objectif de ce travail de thèse était d’évaluer l’utilisation de la technique d’ARNi dirigée 

contre les acteurs du système cholinergique pour lutter contre les insectes ravageurs. Pour la première fois, 

nous avons démontré que des dsRNAs qui ciblent une sous-unité nicotinique divergente, Apisumβ2, présentent 

un effet insecticide sur un insecte ravageur de culture, le puceron du pois Acyrthosiphon pisum et qu’ils peuvent 

être utilisés en combinaison avec un insecticide néonicotinoïde, l’imidaclopride (IMI). De la même manière, il 

semblerait que des dsRNAs qui ciblent l’AChE de type 1 présentent également un effet insecticide sur ces 

ravageurs de cultures. En ce sens, ces résultats permettent de valider que les dsRNAs qui ciblent les acteurs du 

système cholinergique, en particulier les sous-unités nicotiniques qui composent les nAChRs et l’AChE, 

pourraient être utilisés comme agent de biocontrôle ou en complément de l’utilisation d’un insecticide pour 

réduire les doses répandues en champs. 

L’apparition de phénomènes de résistance et d’accommodation aux insecticides par une pression de 

sélection est aujourd’hui responsable d’une diminution globale de l’efficacité des insecticides. L’utilisation de la 

technique d’ARNi pour contourner les mécanismes de résistance a déjà pu être rapportée (Killiny et al., 2014; 

Yang et al., 2016; Yang et al., 2017). Dans ce travail, nous avons démontré pour la première fois, que 

l’utilisation de dsRNAs qui ciblent la sous-unité nicotinique Pameβ1 a permis de restaurer la sensibilité à l’IMI 

des blattes Periplaneta americana initialement accommodées à cet insecticide. Ainsi, la technique d’ARNi qui 

cible une sous-unité nicotinique pourrait aussi être envisagée pour contourner les mécanismes 

d’accommodation aux insecticides qui ciblent les nAChRs. 
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Enfin, nous avons démontré que des dsRNAs qui ciblent la sous-unité nicotinique divergente Apisumβ2 

du puceron ne présentent pas de toxicité aigüe sur l’abeille Apis mellifera, un insecte bénéfique indispensable 

au maintien d’un écosystème varié. Ces résultats permettent de suggérer la spécificité de ces agents de 

biocontrôle. Ainsi, les dsRNAs dirigés contre les acteurs du système cholinergique semblent être de nouveaux 

outils de choix pour la mise en place de nouvelles stratégies de lutte contre les insectes ravageurs et de gestion 

des mécanismes d’accommodation aux insecticides.  

 

2. Quelles sont les autres cibles potentielles de l’interférence ARN au 
sein du système cholinergique de l’insecte ? 

Les premiers travaux sur l’acétylcholine et le système cholinergique remontent à plus d’un siècle 

(Bertrand et Wallace, 2020). L’implication du système cholinergique dans de nombreuses fonctions biologiques 

en fait un système primordial dans la physiologie du système nerveux central de l’insecte. Malgré tout, le 

système cholinergique de l’insecte reste encore moins étudié que celui des vertébrés. En effet, la composition 

des nAChRs, la fonction de certaines protéines ou encore la manière dont tous les acteurs du système 

cholinergique interagissent et fonctionnent de façon coordonnée restent à ce jour méconnues. En ce sens, les 

cibles potentielles de la technique d’ARNi au sein du système cholinergique permettant de le perturber et/ou 

d’engendrer la mort de l’insecte pourraient être multiples.   

 

2.1. Les autres sous-unités nicotiniques de l’insecte 

2.1.1. Pharmacologie et composition en sous-unités nicotiniques des nAChRs d’insecte 

Jusqu’ici, l’utilisation de la technique d’ARNi dirigés contre une sous-unité nicotinique a uniquement été 

associée à la diminution de la sensibilité d’un insecte à un insecticide. Par exemple, les blattes Periplaneta 

americana traitées avec des dsRNAs ciblant la sous-unité Pameα2 (Bantz et al., 2022), les doryphores 

Leptinotarsa decemlineata avec des dsRNAs ciblant la sous-unité Ldα1 (Qu et al., 2016) ou les cicadelles brunes 

Nilaparvata lugens avec des dsRNAs ciblant la sous-unité Nlα8 (Zhang et al., 2015b) présentent une diminution 

significative de leur mortalité après une exposition à l'IMI comparés respectivement à des blattes, doryphores 

ou cicadelles contrôles. A partir de ces études, on peut suggérer l’existence d’un remaniement de la 

composition en sous-unités nicotiniques des nAChRs de ces insectes après un traitement avec des ARNs 

interférents. En effet, comme il a pu être discuté en introduction de ce manuscrit, la pharmacologie des nAChRs 

d’insectes, et par extension leur sensibilité aux insecticides, sont influencées par leur composition en  

sous-unités nicotiniques (Raymond et al., 2017). En ce sens, on peut supposer qu’il existe des sous-unités 

nicotiniques chez l’insecte pour lesquelles la diminution d’expression par l’ARNi pourrait engendrer des 

modifications de la composition en sous-unités nicotiniques des nAChRs exprimés à la membrane et par 

conséquent pourrait conduire également à une augmentation de leur sensibilité à un insecticide. Cependant, il 

est encore impossible de relier la composition en sous-unités nicotiniques d’un nAChR natif d’insecte à un profil 

pharmacologique. L’expression de nAChRs d’insecte en système hétérologue associée à une approche 

électrophysiologique permet de relier une composition en sous-unités nicotiniques d’un récepteur à un profil 
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pharmacologique. De cette manière, il a pu être suggéré que, chez la mouche Drosophila melanogaster, les 

sous-unités Dα1 et Dα2 diminueraient l’affinité des nAChRs aux néonicotinoïdes alors que Dα3 aurait l’effet 

inverse (Komori et al., 2023). Cependant, bien que les nAChRs recombinés soient fonctionnels, il est impossible 

de s’assurer que leur combinaison en sous-unités nicotiniques corresponde à celle d’un récepteur natif et que le 

nombre de nAChRs recombinés et exprimés à la membrane ne diffère pas par rapport aux neurones d’insectes. 

Dans ce contexte, d’autres approches complémentaires peuvent être envisagées. Une étude réalisée chez 

l’abeille Apis mellifera a permis d’associer un profil pharmacologique d’une population de nAChRs à un profil 

d’expression de sous-unités nicotiniques en combinant des approches électrophysiologique et de RT-PCR sur 

cellule unique (Dupuis et al., 2011). Dans l’objectif de déterminer les sous-unités nicotiniques qu’il serait 

pertinent de cibler avec des dsRNAs, ce type d’approche appliqué aux insectes ravageurs aurait plusieurs 

avantages. En effet, il serait alors possible de déterminer les sous-unités nicotiniques impliquées dans la 

formation de sous-types de nAChRs sensibles ou insensibles à un insecticide mais également d’évaluer, à 

l’échelle du neurone, l’impact d’un traitement aux dsRNAs sur la réponse des récepteurs à un insecticide tout en 

validant quantitativement l’effet de ces derniers sur l’expression de la sous-unité nicotinique cible. 

 

2.1.2. Les autres sous-unités nicotiniques divergentes 

Dans ce travail, nous avons démontré que l’utilisation de dsRNAs qui ciblent la sous-unité nicotinique 

divergente Apisumβ2 permet de contrôler les populations de puceron Acyrthosiphon pisum aux stades larvaire 

et adulte suggérant l’importance de cette sous-unité divergente pour la survie du puceron. De façon générale, il 

est encore difficile d’assigner une fonction précise aux sous-unités nicotiniques divergentes d’insecte (Jones et 

Sattelle, 2010). Il serait intéressant de déterminer, par la technique d’ARNi, si la sous-unité Apisumβ2 est un 

cas particulier ou si les autres sous-unités nicotiniques divergentes, Apisumα9 et Apisumα10 (Dale et al., 

2010), sont tout aussi importantes pour la survie de ce puceron. De plus, à partir des diverses études qui ont 

permis l’identification des familles de gènes des sous-unités nicotiniques de l’insecte, il a pu être supposé que 

chaque espèce d’insecte possède au moins une sous-unité nicotinique divergente (Jones et Sattelle, 2010). Par 

exemple, le moustique Anopheles gambiae, un insecte vecteur du paludisme, possède une sous-unité 

divergente, Agamα9 (Jones et al., 2005), et le criquet Locusta migratoria, un important ravageur de culture, en 

présente trois qui sont Locα9, Locβ2 et Locβ3 (Wang et al., 2015; Bao et al., 2017). Ainsi, évaluer l’utilisation 

de la technique d’ARNi dirigée contre ces sous-unités divergentes chez ces espèces est envisageable pour 

déterminer si cette stratégie est applicable à d’autres insectes nuisibles. 

 

2.1.3. Les sous-unités nicotiniques impliquées dans les phénomènes de résistance aux 
insecticides 

Pour la première fois, nous avons démontré que l’utilisation de la technique d’ARNi dirigée contre une 

sous-unité nicotinique permet le retour d’un insecte accommodé à un insecticide, à un phénotype sensible. En 

effet, les blattes Periplaneta americana accommodées à l’IMI et qui ont ingéré des dsRNAs qui ciblent la  

sous-unité nicotinique Pameβ1 présentent une mortalité après une intoxication aiguë à cet insecticide similaire 

au contrôle. Cependant, dans ce travail, nous avons étudié l’utilisation de l’ARNi dirigée contre une sous-unité 

nicotinique pour contourner les mécanismes d’accommodation et non pas les mécanismes de résistance aux 
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insecticides. L’analyse du profil d’expression des sous-unités nicotiniques d’une souche de moucheron Bradysia 

odoriphaga résistante à l’IMI a démontré que les sous-unités nicotiniques Boα3 et Boα8 sont surexprimées par 

rapport à la souche de référence (Shan et al., 2020). En ce sens, il serait intéressant de cibler l’une de ces 

sous-unités avec des dsRNAs et d’évaluer leur impact sur la sensibilité à l’IMI de ces insectes résistants. De 

plus, il a été rapporté que l’utilisation de la technique d’ARNi dirigée contre une séquence consensus des gènes 

CYP4 a permis de restaurer la sensibilité à l’IMI d’une souche de psylle asiatique Diaphorina citri résistante à cet 

insecticide (Killiny et al., 2014). Comme il a été discuté en introduction de ce manuscrit, les phénomènes de 

résistances aux insecticides résultent souvent de plusieurs mécanismes cellulaires et moléculaires distincts tels 

que la surexpression de certaines enzymes de détoxication et la modification des protéines cibles des 

insecticides. Ainsi, il peut être envisagé de combiner l’utilisation de dsRNAs qui ciblent une enzyme de 

détoxication et une sous-unité nicotinique. Cependant, la sélection des cibles doit se faire en se basant sur 

l’identification des acteurs clés dans ces mécanismes de résistances qui peuvent différer selon les cas. 

 

2.1.4. Implication des phénomènes de compensation en réponse à un ARN interférent 

Le système cholinergique de l’insecte est complexe et les mécanismes permettant sa régulation ne sont 

pas entièrement élucidés. Il a pu être décrit à plusieurs reprises que suite à l’application d’un ARN interférent 

qui cible une sous-unité nicotinique, des modifications de l’expression d’autres sous-unités nicotiniques 

interviennent pour ainsi compenser la diminution d’expression de la sous-unité cible. En effet, un tel 

phénomène de compensation a pu être observé chez le doryphore Leptinotarsa decemlineata traité avec un 

dsRNA ciblant la sous-unité Ldα1 (Qu et al., 2016) ou encore la mouche Drosophila melanogaster traitée avec 

des dsRNAs qui ciblent les sous-unités Dα1, Dα2 ou Dα3 (Komori et al., 2023). Dans ce travail de thèse, nous 

avons démontré que l’application topique de dsRNAs qui ciblent la sous-unité Apisumβ2 induit des modifications 

d’expression des sous-unités Apisumα1-4 et Apisumα6-8 du puceron Acyrthosiphon pisum, suggérant 

également l’apparition d’un phénomène de compensation. En particulier, les sous-unités Apisumα1 et Apisumα7 

sont vingt fois plus exprimées dans ce cas. Ainsi, il pourrait être envisagé de combiner l’utilisation des dsRNAs 

qui ciblent la sous-unité Apisumβ2 avec des dsRNAs dirigés contre la sous-unité Apisumα1 ou Apisumα7 pour 

contrôler les populations de puceron Acyrthosiphon pisum. 

Enfin, l’analyse de l’expression des sous-unités nicotiniques et de protéines auxiliaires a démontré des 

variations de l’expression de ces gènes chez des moustiques Anopheles gambiae issus d’une souche résistante 

aux insecticides organophosphorés et carbamates (AcerKis), qui ciblent l’AChE, par rapport à la souche de 

référence Kisumu (données non-publiées du laboratoire SiFCIR). Ainsi, ces résultats suggèrent une régulation à 

l’échelle du système cholinergique. A l’heure actuelle, les mécanismes de compensation en réponse à un ARN 

interférent qui cible une sous-unité nicotinique ont uniquement été caractérisés au niveau des nAChRs et des 

sous-unités qui les composent mais pas sur l’ensemble des éléments impliqués dans le système cholinergique. 

En ce sens, il serait intéressant de les étudier à l’échelle du système cholinergique. Par exemple, on peut 

envisager d’évaluer l’impact du traitement avec les dsRNAs qui ciblent la sous-unité Apisumβ2 sur les AChEs du 

puceron Acyrthosiphon pisum. De la même manière, comme les nAChRs sont notamment régulés par des 

protéines auxiliaires, il serait intéressant d’évaluer l’impact de ces dsRNAs sur l’expression de ces protéines. 
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Dans ce cas, l’utilisation combinée de dsRNAs qui ciblent différents acteurs du système cholinergique pourrait 

être envisagée pour lutter contre les insectes ravageurs. 

 

2.2. Les protéines auxiliaires 

La régulation des nAChRs d’insectes fait intervenir divers mécanismes tels que des voies de signalisation 

intracellulaire ou des protéines auxiliaires. Ces protéines auxiliaires ont un intérêt particulier dans l’expression 

en système hétérologue de nAChRs recombinés de mammifères et d’insectes (Jones et al., 2010). Chez les 

insectes, les protéines auxiliaires RIC-3 (Lansdell et al., 2012; Takayama et al., 2022), NACHO (Hawkins et al., 

2022), UNC-50 (Takayama et al., 2022) et TMX3 (Ihara et al., 2020; Takayama et al., 2022; Komori et al., 

2023) ont pu être identifiées et sont utilisées pour permettre ou faciliter l’expression en système hétérologue de 

nAChRs recombinés fonctionnels. En ce sens, on peut suggérer que, de la même façon que dans ces systèmes 

d’expression, ces différentes protéines joueraient un rôle prépondérant dans le fonctionnement des nAChRs et 

par extension dans le système cholinergique de l’insecte. Ainsi, ces protéines pourraient être des cibles de choix 

de l’ARNi pour perturber le système cholinergique et induire la mort des insectes cibles. Au laboratoire, des 

analyses bioinformatiques comparatives ont permis de prédire des séquences nucléotidiques qui correspondent 

à des protéines auxiliaires chez le puceron du pois Acyrthosiphon pisum. En effet, trois isoformes de RIC-3, cinq 

isoformes de Lynx, une UNC-50 et une NACHO ont pu être identifiées. Leurs séquences ont été validées et leur 

niveau d’expression au sein du puceron a pu être évalué par qPCR (données non-publiées du laboratoire 

SiFCIR). Ces résultats pourraient permettre par la suite de sélectionner les protéines auxiliaires qu’il serait 

pertinent de cibler par ARNi. 

 

3. Comment augmenter l’efficacité des dsRNAs chez l’insecte pour la 
mise en place d’un produit formulé ?  

L’objectif de ce travail de thèse était de valider l’utilisation des ARNs interférents dirigés contre les 

acteurs du système cholinergique pour lutter contre les insectes ravageurs. Malgré tout, il est important de 

rationnaliser l’utilisation de nouvelles stratégies de lutte. En effet, l’utilisation massive et non-raisonnée des 

insecticides a conduit à des effets délétères sur des organismes non-cibles ainsi qu’à des modifications 

physiologiques, cellulaires et moléculaires des insectes cibles induisant une diminution globale de leur efficacité. 

En ce sens, la réflexion quant aux doses de nouveaux agents de contrôle répandus en champs, tels que des 

dsRNAs, est importante dans l’élaboration de stratégies de lutte innovantes. En réponse à cette problématique, 

de nouvelles méthodes qui permettent de favoriser l’efficacité des dsRNAs et qui n’impliquent pas 

d’augmentation des doses sont de plus en plus étudiées. En introduction de ce manuscrit, les stratégies 

d’encapsulation des dsRNAs dans des nanoparticules comme des liposomes cationiques ou encore des 

polymères pour augmenter leur efficacité ont été présentées. Dans ce travail, les dsRNAs ont été encapsulés 

dans des liposomes cationiques. En effet, une étude précédemment réalisée chez la blatte Blatella germanica a 

démontré que cette encapsulation au sein d’un liposome cationique permettait de prévenir la dégradation des 

dsRNAs par des endonucléases présentes dans le tractus digestif de l’insecte (Lin et al., 2017). De plus, une 
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étude réalisée chez la pyrale Chilo suppressalis a permis de comparer l’efficacité de dsRNAs qui ciblent la 

glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (G3PDH) encapsulés dans trois différentes nanoparticules (Wang 

et al., 2020). Ces trois nanoparticules sont un liposome cationique (Lipofectamine2000), un polymère de 

chitosane et une nanoparticule carbonnée (« Carbon Quantum Dots » ou CQD). Les auteurs ont démontré, par 

qPCR et par des tests toxicologiques, que l’ingestion de dsRNAs induisait environ la même diminution 

d’expression du gène cible dans l’organisme entier et le même taux de mortalité quelque soit la nanoparticule 

utilisée alors que les dsRNAs non-encapsulés ne présentent aucun effet significatif (Wang et al., 2020). En 

revanche, la diminution de l’expression du gène cible dans les tissus, autres que ceux du système digestif, 

après l’ingestion des dsRNAs encapsulés dans la nanoparticule de carbone CQD est plus importante comparée 

aux deux autres nanoparticules suggérant ainsi que ces nanoparticules carbonées faciliteraient la 

systématisation de la réponse d’ARNi chez cet insecte (Wang et al., 2020). Il serait intéressant de déterminer si 

ces résultats s’appliquent à d’autres espèces d’insectes et plus particulièrement dans quels types de 

nanoparticules il serait le plus pertinent d’encapsuler les dsRNAs pour favoriser leur efficacité chez le puceron 

Acyrthosiphon pisum ou la blatte Periplaneta americana. Enfin, des travaux se sont intéressés à l’utilisation de 

virus de plantes ou d’insectes pour délivrer les dsRNAs de façon efficace chez les insectes  (Gu et al., 2011; 

Khan et al., 2013; Wuriyanghan et Falk, 2013; Kontogiannatos et al., 2013; Bao et al., 2016; Taning et al., 

2018). Plus récemment, l’utilisation de particules pseudo-virales (ou VLP pour « Virus-like particle ») a pu être 

envisagée pour délivrer des ARNs interférents aux insectes (Xue et al., 2023) mais à ce jour, aucune étude n’a 

encore rapporté leur utilisation dans ce contexte. De plus, l’utilisation des VLPs comme agents synergisants 

d’insecticide a pu être envisagée et discutée (Deshayes et al., 2022). En effet, les VLPs peuvent induire une 

élévation du calcium intracellulaire (Deshayes et al., 2022) comme la majorité des agents synergisants 

« classiques » (Deshayes et al., 2018). Il a été montré que l’augmentation de la concentration en calcium 

intracellulaire, dans une certaine mesure, pouvait augmenter la sensibilité des protéines cibles aux insecticides 

(Apaire-Marchais et al., 2016; Deshayes et al., 2018). En particulier, les nAChRs d’insectes présentent 

notamment de nombreux sites de phosphorylation sur lesquels peuvent survenir des phosphorylations ou 

déphosphorylations par des voies de signalisation intracellulaires dépendantes du calcium et ainsi moduler leur 

sensibilité aux néonicotinoïdes (Thany et al., 2007; Raymond et al., 2017). Ainsi, il serait intéressant d’évaluer 

l’utilisation combinée des dsRNAs qui ciblent une sous-unité nicotinique, comme Apisumβ2 du puceron 

Acyrthosphion pisum, encapsulés dans des VLPs et d’un insecticide néonicotinoïde pour synergiser les effets de 

ces molécules. 

Pour conclure, l’ARNi présente aujourd’hui un grand intérêt dans la lutte contre les insectes ravageurs de 

cultures. En particulier, cibler le système cholinergique de l’insecte par cette technique semble être une 

nouvelle stratégie de lutte importante qui doit être considerée. La mise en place de nouvelles méthodes visant à 

favoriser les effets de l’ARNi tout en limitant les doses appliquées en champs est une étape indispensable pour 

la mise au point de produits formulés qui contiennent ces agents de contrôle. De façon générale, développer 

des systèmes de productions agricoles durables en limitant les doses d’agents de contrôle répandus en champs 

est aujourd’hui d’une grande importance. Pour ce faire, protéger les cultures contre les insectes ravageurs tout 

en limitant l’impact des outils de lutte classique comme les insecticides sur les écosystèmes par la technique 

d’ARNi pourrait être une avancée majeure en agriculture contemporaine. 
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Résumé: Aujourd’hui, l’augmentation des 
rendements agricoles pour répondre aux besoins 
alimentaires croissants se base encore sur 
l’utilisation de traitements insecticides pour protéger 
les cultures contre les insectes ravageurs. 
Cependant, l’utilisation non-raisonnée de ces 
insecticides a conduit à l’apparition d’effets néfastes 
sur des organismes non-cibles. De plus, 
l’augmentation du nombre d’insectes accommodés 
ou résistants aux insecticides a conduit à la 
diminution globale de leur efficacité. Ainsi, il est 
devenu indispensable de développer de nouvelles 
stratégies de lutte. Entre autres, l’interférence ARN 
(ARNi) apparait comme un nouvel outil prometteur 
pour contrôler spécifiquement les populations 
d’insectes ravageurs. En ce sens, l’objectif de ce 
travail est d’évaluer l’utilisation de l’ARNi dirigée 
contre les acteurs du système cholinergique pour 
lutter contre les insectes ravageurs. Dans ce travail, 

nous avons démontré que l’utilisation d’un ARN 
interférent qui cible la sous-unité nicotinique 
divergente Apisumβ2 du puceron Acyrthosiphon 
pisum, seul ou combiné à l’imidaclopride, permet de 
contrôler les populations de ce ravageur à différents 
stades de développement. De plus, des résultats 
préliminaires semblent indiquer que cibler 
l’acétylcholinestérase du puceron par l’ARNi pourrait 
également être une stratégie viable de lutte contre ce 
ravageur. Enfin, nous avons démontré que, chez la 
blatte Periplaneta americana accommodée à 
l’imidaclopride, l’utilisation d’un ARN interférent dirigé 
contre la sous-unité nicotinique Pameβ1 permet le 
retour à un phénotype sensible de ces insectes. 
Ainsi, ces travaux suggèrent que l’utilisation de 
l’ARNi dirigée contre les acteurs du système 
cholinergique pourrait être une stratégie importante 
de lutte contre les insectes ravageurs.
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Abstract: Increasing agricultural yields to meet 
growing food needs is still based on the use of 
insecticide treatments to protect crops against insect 
pests. However, the widespread use of insecticides 
has led to negative effects on non-target organisms. 
In addition, the increase of the number of 
accommodated or resistant insects to insecticides 
has led to an overall reduction in their effectiveness. 
Therefore, it has become essential to develop new 
insect pest control strategies. Among them, RNA 
interference (RNAi) is emerging as a powerful tool for 
specifically controlling insect pests. The aim of this 
work was to assess the use of RNAi that targets 
proteins involved in the cholinergic system to control 
insect crop pests. In this work, we demonstrated that 

the use of an interfering RNA targeting the divergent 
nicotinic acetylcholine receptor subunit Apisumβ2 of 
the aphid Acyrthosiphon pisum, alone or combined 
with imidacloprid, can control populations of this pest 
at different developmental stages. In addition, 
preliminary results suggest that targeting aphid 
acetylcholinesterase with RNAi could also be a viable 
strategy to control this pest. Finally, we have 
demonstrated, in the imidacloprid-accommodated 
cockroach Periplaneta americana, that the use of an 
interfering RNA targeting Pameβ1 subunit enabled 
the return of these insects to a sensitive phenotype. 
Altogether, these results suggest that the use of 
RNAi that targets the cholinergic system could be an 
important strategy to control insect pests. 
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