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Résumé 

Les insectes coléoptères ont pu coloniser l’intégralité des écosystèmes agricoles. Dans 

de tels  milieux non stables, ou les pratiques culturales ont favorisé surtout les espèces de 

coléoptères phytophages, un cortège des micro-organismes antagonistes s’est installé 

participant  ainsi à la régulation de ces populations des nuisibles. Néanmoins, peu de travaux 

sont intéressés à ce cortège, surtout au niveau de la région Nord-Ouest Algérien. 

C’est dans ce contexte, que nous nous sommes proposé de mettre en évidences les 

espèces coléoptériques nuisibles et leurs microchampignons antagonistes au sein des champs 

cultivées, ainsi que  de réaliser des tests pathologiques des souches fongiques isolées à partir 

d’une espèce scarabeique. 

L’inventaire de la biodiversité des coléoptères au sein des différentes cultures à savoir la 

céréaliculture, cultures maraichères et des vergers, de mars 2018 à février 2020, dans les 

wilayas de Mostaganem et Relizane a dévoilé la présence de 4633 individus classés en 29 

familles différentes, 69 sous-familles, 146 genres et 205 espèces. La culture annuelle 

(céréales)  et l'agroécosystème pérenne (verger d’agrume)   apparaissent clairement comme 

des agroécosystèmes favorables au développement de la diversité faunistique des coléoptères. 

Néanmoins, les cultures maraîchères (pomme de terre)  constituent un milieu dans lequel se 

développent un petit nombre d'espèces.  

L'isolement des entomopathogènes est effectué à partir de larves parasitées et d’adultes 

morts de l’espèce Phyllognatus excavatus, présentant des symptômes d’infection fongique, a 

révélé la présence de deux souches entomopathogènes. L’identification des souches fongiques 

isolées était basée sur les caractéristiques morphologiques et l’analyse des régions ITS et les 

facteurs d’élongation EF-1alpha. Les deux souches ont été identifiées comme appartenant aux 

espèces Metarhizium acridum et Aspergillus terreus. 

Les résultats du test de pathogenecité des deux champignons isolés à l’égard des larves 

de l’espèce scarabeique Geotrogus deserticola ont mis en exergue l’efficacité de Metarhizium 

acridum qui a causé une forte mortalité au sein des populations des larves avec un DL50 de 

0.89 x 10
6
 spores/ml, alors que l’espèce  Aspergillus terreus vient en deuxième position de 

point de vue de son efficacité avec un DL50 de 1.8 x 10
7
. D’autre part, cette étude a montré 

que l’optimum pour se croitre et sporuler, pour les deux champignons isolés,  était sous les 

conditions suivantes : un intervalle thermique allant de 25°C et 35°C ; une humidité relative 

entre 80% à 95%, aucune n’influence par les différents pH, avec une légère préférence de la 

lumière pour mieux se croitre et sporuler. 

A la lumière de ces résultats, nous pouvant affirmer que cette recherche préliminaire sur 

le recensement des coléoptères peut aider à former, par accumulation progressive, une image 

de la faune coléoptérique dans les écosystèmes agricole en Algérie. Cependant, de nouvelles 

études sont encore nécessaires sur sa biologie afin d'évaluer son rôle écologique. D’autre part, 

les deux souches isolées et testées pourraient être utilisées comme agents potentiels pour une 

lutte microbiologique contre les ravageurs et respectueux de l’environnement.  

Mots clés : Coléoptères, antagonistes, entomopathogènes, champs cultivés, Nord-Ouest 

Algérien. 
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Abstract 

Beetles have been able to colonize the entirety of agro-ecosystems. In such non-stable 

environments, where cultural practices have especially favored phytophagous beetles, there 

are many antagonistic microorganisms which participate in the regulation of these pests. 

Nevertheless, few studies are interested by these microorganisms, especially in Northwestern 

Algeria region. 

In this context that we have proposed to highlight the harmful beetle species, their 

antagonistic micro-fungi in cultivated fields, as well as carrying out pathological tests of the 

isolated fungal strains from species of Scarabaeoidea. 

The biodiversity inventory of beetles within the different cultures (cereal field, 

vegetable crops and orchards),from March 2018 to February 2020 in Mostaganem and 

Relizane areas, revealed the presence of 4633 individuals classified into 29 different families, 

69 subfamilies, 146 genera and 205 species. The annual crop and the perennial ecosystem 

clearly appear as the agroecosystems favorable to the development of beetles fauna diversity. 

Nevertheless, vegetable crops environments constitute landscape in which a small number of 

species develop.  

The isolation from larvae and dead adults of Phyllognatus excavatus, showing 

symptoms of natural fungal infection, revealed the presence of two entomopathogenic strains. 

The identification of the isolated strains was based on the morphological characteristics and 

the analysis of the ITS regions and the elongation factors EF-1alpha. The two strains have 

been identified as belonging to the species Metarhizium acridum and Aspergillus terreus. 

Pathogenicity test of the both isolated strains against larvae of the beetle species 

Geotrogus deserticola highlighted the efficacy of Metarhizium acridum which caused high 

mortality in larvae populations with LD50 of 0.89 x 10
6
 spores / ml, followed by Aspergillus 

terreus with a LD50 of 1.8 x 10
7
 spores/ml. On the other hand, this study showed that the 

optimum for growth and sporulation was under the following conditions: a temperature range 

(25°C - 35°C); relative humidity (80% à 95%); no influence by the different pH, with a slight 

preference for light. 

In light of these results, we can say that this preliminary research on beetles census can 

help to form, by gradual accumulation, a picture of the fauna in agro-ecosystems in Algeria. 

However, further studies are still required on its biology in order to evaluate its ecological 

role. On the other hand, the both isolated and tested strains could be used as potential agents 

for microbiological pest control and eco-friendly. 

Key-words: Beetles, antagonists, entomopathogens, cultivated fields, Northwest Algeria. 
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 ملخص

  اٌضساع١خح١ش عبعذد اٌع١ٍّبد  ،بثأوٍّٙ اٌضساع١خاٌحمٛي اْ رجزبح  خاد  ؼّذ٠بد الاجٕححششاٌ عزطبعذا

 ِٓ الا أٗ رٛجذ اٌعذ٠ذ بدإٌجبر اٌزٟ رزؽزٜ عٍٝ ٔٛا ا٤ رٍه خخبص اٌّغزمشح ؼ١ش اٌج١ئبد ٘زٖ ِضً ـٟ عٍٝ أزشبس٘ب

ثشىً وج١ش. ـٟ ح١ٓ ٔجذ اٌم١ًٍ  ا٢ـبد ٘زٖ رٕظ١ُ ـٟ طج١ع١ب ٚاٌزٟ رشبسن ، ٚ إٌّبـغخ ٌٙب اٌّعبد٠خ اٌذل١مخ اٌح١خ اٌىبئٕبد

 ِٓ اٌجحٛس ٚ اٌذساعبد اٌزٟ رطشلذ ٚ ا٘زّذ ثٙزٖ اٌىبئٕبد اٌذل١مخ خبصخ ـٟ ِٕطمخ اٌشّبي اٌؽشثٟ ٌٍجضائش.

 ٌٙب اٌّعبد٠خ اٌذل١مخ ٌفطش٠بد٠ضب اا ، اٌضبسح الاجٕحخ ؼّذ٠بد أٔٛا  عٍٝ اٌضٛء رغ١ٍظ الزشحٕب ، اٌغ١بق ٘زا ـٟ

 .اٌخٕبـظ  أٔٛا من  اٌّعضٌٚخ اٌفطش٠خ ٌٍغلالاد اٌّشض١خ الاخزجبساد إجشاء ٚوزٌه ، اٌّضسٚعخ اٌحمٛي ـٟ

حمٛي ٚ اٌخضشٚاد ِٚحبص١ً اٌحجٛة صساعخ اٌّخزٍفخ بدضساعاٌ داخً اٌج١ٌٛٛجٟ اٌزٕٛ  احصبء ذ ع١ٍّخوشف

 ٚجٛد عٓؼ١ٍ١ضاْ ـٟ ٚلا٠زٟ ِغزؽبُٔ ٚ  2020ـ١فشٞ  اٌٝ  2018خلاي اٌفزشح اٌّّزذح ِٓ ِبسط   الاشجبس اٌّضّشح

 اٌٛعظ وبْ .ٔٛعًب 202 ٚ صٕفب 164 ، عبئٍخرحذ  69، ِخزٍفخ عبئٍخ 29 إٌٝ رٕزّٟ .ؼّذ٠بد الاجٕحخ ِٓ اـشد 4633

 ـٟ( اٌجطبطظ)صساعخ اٌخضشٚاد  جبء ح١ٓ ـٟ ، اٌحّض١بد ثغبر١ٓ ١ٍ٠ٗ ، اٌحجٛة حمً ٘ٛ رٕٛعًب ا٤وضش اٌضساعٟ

 .ا٤خ١شح اٌّشرجخ

رحًّ   Phyllognatus excavatesاعفشد ٔزبئج عضي اٌفطش٠بد ِٓ ا١ٌشلبد ٚ اٌحششاد اٌجبٌؽخ ٌٕٛ   

ٌٍزعش٠ؿ عٍٝ اٌع١ٕبد اٌّعضٌٚخ  .اعشاض اصبثبد ـطش٠خ طج١ع١ب عٓ ٚجٛد ٔٛع١ٓ ِٓ اٌفطش٠بد اٌّّشضخ ٌٍحششاد

ولا   ITS   ٚEf-1alphaخ عٓ طش٠ك ِٕبطك ٌٍفطش٠بد ٚوزٌه اٌزحب١ًٌ اٌج١ٕ١ اعزّذٔب عٍٝ اٌخصبئص اٌّٛسـٌٛٛج١خ

  Metarhizium acridum  ٚ .Aspergillus terreus  اٌع١ٕز١ٓ اٌّعضٌٚز١ٓ رُ ربو١ذّ٘ب عٍٝ أّٙب رٕز١ّبْ اٌٝ ٔٛعٟ 

 ـعب١ٌخ Geotrogus deserticola اٌخٕفغبء ٠شلبد ضذ اٌّعض١ٌٚٓ ٌٍفطش٠ٓ الإِشاض١خ اخزجبس ٔزبئج أثشصد

Metarhizium acridum   ِٞععجت اعٍٝ ِعذي ٚـ١بد ٌذٜ ا١ٌشلبد  ٚ اٌز DL50   ٞٚ10×  ٠0.89غب
6
  ًِ/  ثٛغ 

DL50 ِٓ 1.8  × 10 ِع اٌفعب١ٌخ ح١ش ِٓ اٌضب١ٔخ اٌّشرجخ ـٟ Aspergillus terreus  ٔٛ أر٠ٟ ث١ّٕب
7

ِٓ  .ًِ/  ثٛغ 

دسجخ اٌحشاسح  :وبْ رحذ اٌظشٚؾ اٌزب١ٌخ  اٌّعض١ٌٚٓ ٌٍفطش٠ٓاْ إٌّٛ الاِضً ٚ اٌزج٠ٛػ  ٘زٖ اٌذساعخٔبح١خ اخشٜ ٚضحذ 

  .صش ثذسجخ اٌحّٛضخ ِع رفض١ً الاضبءحأعذَ اٌز، %52اٌٝ  %00ِب ث١ٓ سطٛثخ  ،دسجخ ِئ٠ٛخ  35اٌٝ  25ِب ث١ٓ 

 الاجٕحخ ؼّذ٠بد احصبء حٛي خا١ٌٚ٤ ذساعخاٌ ٘زا أْ مٛئ أْ ٠ّىٕٕب ،اٌّزحصً ع١ٍٙب إٌزبئج ٘زٖ ضٛء عٍٝ

 ـٟ اٌضساع١خ اٌج١ئ١خ إٌظُ ـٟ اٌّٛجٛدح  الاجٕحخ ؼّذ٠بد ٔٛا لا صٛسح اعطبء عٍٝ ، خرذس٠ج١ثصفخ  ، غبعذر أْ ٠ّىٓ

 ، أخشٜ جٙخ ِٓ .اٌج١ئٟ دٚس٘ب رم١١ُ أجً ِٓ دٚسح ح١برٙب حٛي اٌذساعبد ِٓ ِض٠ذ إٌٝ حبجخث رضاي لا رٌه، ِٚع. اٌجضائش

 .ٌٍج١ئخ الً ضشساٚ ٣ـبدٌا١ٌّىشٚث١ٌٛٛج١خ  ّىبـحخٌٍ غبعذحِ وعٛاًِ ٚاٌّخزجشر١ٓ اٌّعضٌٚز١ٓ اٌغلاٌز١ٓ اعزخذاَ ٠ّىٓ

 .اٌجضائش ؼشة شّبي ، اٌّضسٚعخ اٌحمٛي ، ا٤ِشاض ِغججبد ، بدِٕبـغ ،ؼّذ٠بد الاجٕجخ  :المفتاحية الكلمات
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Introduction  

         Dans les agroécosystèmes, la biodiversité des insectes peut jouer un rôle crucial 

notamment dans la régulation des ravageurs des cultures (Aviron et al., 2003). Elle peut agir 

directement sur la dynamique et le fonctionnement des écosystèmes en intervenant à tous les 

niveaux de la chaîne trophique (Daas et al., 2016 ; De Carvalho 2018). Néanmoins, Chaque 

année, de nombreuses espèces d’insectes attaquent des cultures partout dans le monde, et 

représentent une des préoccupations majeures des chercheurs du domaine agricole ainsi que 

des agriculteurs. Les dommages peuvent être importants, avec une répartition à la fois dans le 

temps et dans l’espace. En plus, la protection phytosanitaire des cultures est parfois difficile à 

assurer, surtout à cause du climat, qui permet généralement le maintien en activité des 

ravageurs pendant toute l’année. 

         Parmi les ravageurs des cultures, les coléoptères, qui ont pu coloniser l’intégralité des 

agroécosystèmes, ils sont effectivement redoutables du fait de la diversité des espèces 

rencontrées, de leur grande polyphagie et de l’importance de leur potentiel biotique, qui est 

particulièrement élevé dans les conditions méditerranéennes.  

En effet, les coléoptères représentent l’un tiers des insectes connus dans le monde. Ils 

comprennent environ 251.707 espèces distribuées dans le monde. (Schoolmeesters et al., 

2018). Bien que la polyphagie soit la principale caractéristique du comportement alimentaire 

des coléoptères, leurs caractéristiques biologiques leur permettent de fournir des précieux 

services pour l’écosystème. C'est le cas des Scarabaeinae comme  des agents de fertilisation 

des sols et de lutte biologique contre les ravageurs (Nichols et al.2008 ; Carvalho, 2018), les 

Carabidae et leurs effets sur les invertébrés nuisibles (Sint et al., 2018), certains Hybosoridae 

comme des prédateurs (Huchet, 2014)  et les Cetoniinae comme pollinisateurs et bons 

bioindicateurs des changements environnementaux (Steenhuisen et Johnson, 2012 ; Touroult 

et Le Gall, 2013).  

En revanche, il s'agit également d'un certain nombre d'espèces de coléoptères dites 

phytophages responsables de dommages aux cultures (ex. certains Melolonthinae, Rutelinae 

et Dynastinae) ; notamment les larves des espèces rhizophages qui s’attaques aux racines des 

plantes cultivées (Hanski et Cambefort, 1991). De ce fait, le mode vie terrestre de la plupart 

des espèces coléoptériques  a compliqué  la lutte contre ces  ravageurs. Il pose une 

problématique quant à la stratégie et aux moyens à utiliser et constitue de nouveaux défis à 

relever. Les méthodes de lutte biologique, par des micro-organismes antagonistes associés 

naturellement aux ces ennemis des cultures, peuvent constituer une réponse aux attaques de 

ces ravageurs. Ce procédé de lutte non polluant permet de réguler les attaques des insectes 
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ravageurs, de façon efficace sans engendrer des effets néfastes à la santé humaine ni à 

l’environnement (Saiah, 2014). 

Afin de mettre en évidences les espèces coléoptériques nuisibles et leurs micro-

organismes antagonistes au sein des champs cultivés. La lutte microbiologique pourrait être 

envisageable par l’utilisation des champignons entomopathogènes inféodés à ces parasites. 

De plus, compte tenu des dégâts importants et des pertes sévères que les coléoptères 

peuvent occasionner sur les cultures, ils ont fait l'objet de nombreuses études concernant leur 

lutte biologique avec des champignons entomopathogènes (Kölliker et al. 2011; Eckard et al. 

2014; Rogge et al 2017 ; Tanyeli et al 2010 ; Pope et al 2018) afin de découvrir un agent de 

contrôle microbiologique capable de gérer l'invasion de ces ravageurs. 

En effet, les champignons directement isolés du ravageur cible pourraient être plus 

efficaces pour la lutte biologique contre les insectes nuisibles car ils peuvent avoir une 

compatibilité écologique aux espèces du ravageur (Takatsuka 2007, Tanyeli et al., 2010). 

Dans ce contexte, notre contribution par cette étude est orientée vers un objectif visant à 

mettre en évidences les espèces coléoptériques nuisibles et leurs microchampignons 

antagonistes au sein des champs cultivés dans le Nord-Ouest Algérien. 

L’étude se résume dans les points suivants : 

 inventaire de la biodiversité des coléoptères au sein des différentes cultures à 

savoir la céréaliculture, les cultures maraichères et les vergers. 

 Isolement et identification des différentes souches de champignons 

entomopathogènes à partir de larves parasitées et d’adultes morts de l’espèce 

Phyllognatus excavatus (Dynastinae : Scarabaeidae), présentant des symptômes 

d’infection fongique. 

 Étude de l’effet pathologique des souches isolées sur les larves de de Geotrogus 

deserticola (Melolonthinae : Scarabaeidae) dans différents substrats. 

 Étude de l’’influence de quelques facteurs abiotiques sur le comportement "in 

vitro" des champignons entomopathogènes testés. 
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1. Etat des connaissances sur les  coléoptères des  champs cultivés 

1. 1. Aperçu  général sur les Coléoptères  

Les insectes coléoptères (Coleoptera) rassemblent le plus grand nombre d'espèces qui 

peuvent coloniser les milieux agricoles. Ils comptent  plus de 350 000 espèces dans le globe. 

Dans ce groupe d’insectes beaucoup d'espèces ou des groupes d'espèces portent des noms 

vernaculaires bien connus de tous, scarabées, coccinelles, lucanes, chrysomèles, hannetons, 

charançons, carabes (Boukli, 2012).  

Les Coléoptères révèlent une grande capacité de colonisation et d'exploitation de leur 

environnement. Ils occupent ainsi une très grande diversité de niches écologiques (Ferrand et 

al, 2014).  Pour cela, Ils  peuvent vivre pratiquement dans tous les biotopes, à l’exception des 

milieux polaires et océaniques (Meziane 2017).   

La biologie des coléoptères est très diverse, avec des exigences écologiques parfois très 

strictes qui en font d’excellents bio-indicateurs (cas des espèces saproxyliques ou des 

Scarabéidés coprophages) (ROTH, 1980). Les coléoptères sont des insectes holométaboles à 

métamorphose complète. (Balachowsky 1962). 

Les espèces de coléoptères sont caractérisées par deux paires d'ailes dont les ailes 

antérieures sont transformés en étuis cornés, coriaces, appelés élytres, qui recouvrent au repos 

les ailes postérieures membraneuses servant au vol. C'est d'ailleurs de là que leur vient le nom 

de Coléoptère, « coleos » signifiant étui. Ils ont un appareil buccal de type broyeur. 

L'intervalle des variations en tailles et en poids est considérable, tandis que le Goliath, un 

scarabée géant (Goliathus goliathus Linnaeus, 1758), pèse jusqu'à 100 g, tandis que certains 

Ptiliidae européens n'atteignent même pas le millimètre (Boukli,  2012). 

1.2. La systématique des coléoptères  

La position systématique des coléoptères est la suivante : 

Règne : Animalia 

Embranchement : Arthropoda 

Sous-embranchement : Hexapoda 

Classe : Insecta 

Sous- classe : Pterygota 

Infra-classe : Neoptera 

Super-ordre : Endopterygota 

Ordre : Coleoptera 
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Selon la classification récente de Bouchard et al (2011), Les coléoptères sont répartis 

en cinq sous-ordres : Polyphaga, Adephaga, Myxophaga, Archostemata et Proto-coleoptera.  

Polyphaga Emery, 1886 : Les cinq superfamilles avec le plus grand nombre d’espèces 

dans le sous ordres  Polyphaga sont les Curculionoidea, Chrysomeloidea, Staphylinoidea, 

Tenebrionoidea  et Scarabaeoidea.  

Adephaga Schellenberg, 1806: La famille des Caraboidae contient le plus grand 

nombre d’espèces suivis de Dytiscidae. 

Myxophaga Crowson, 1955: Il est représenté par cinq super-familles  Asiocoleoidea,  

Rhombocoleoidea, Schizophoroidea, Lepiceroidea et  Sphaeriusoidea. 

Archostemata Kolbe, 1908: Ce sous ordre est représenté par les familles: 

Crowsoniellidae, Cupedidae, Micromalthidae, Ommatidae, Jurodidae, Triadocupedidae,  

Magnocoleidae et Obrieniidae. 

Proto-coleoptera: Il englobe les trois superfamilles  Tshekardocoleoidea, 

Permocupedoidea et Permosynoidea. 

De plus, les coléoptères nuisibles des champs cultivés ont été classés selon l’organe 

attaqué, ainsi que leur régime alimentaire, on distingue généralement des espèces 

phytophages, rhizophages, xylophages et saproxylophages,  

Les phytophages : les deux larves et adultes de ces espèces se nourrissent du feuillage 

des végétaux, en réduisant leur croissance et causant parfois leur mort. 

Les rhizophages : ce sont les espèces qui se nourrissent des racines des végétaux, 

pouvant entrainer leur mort (Melolonthiinae). Il s’agit d’un groupe de ravageurs dont les 

larves sont communément appelées vers blancs. 

Les xylophages : ce groupe représente les espèces qui dépendent de la partie lignifiée 

des arbres, causant leur dépérissement (Platypus cylindrus). 

Les saproxylophages : les  espèces de ce groupe consomment le bois mort des arbres 

par opposition aux xylophages et participent à sa décomposition (Les Lucanes). 
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1.3. Etude du cas des coléoptères  Scarabaeoidea 

1.3.1. Généralité 

Les coléoptères de la superfamille Scarabaeoidea sont considérés comme l'un des 

groupes les plus importants pouvant s'abriter dans les champs cultivés. En effet, ils 

comprennent environ 39220 espèces réparties dans le monde (Schoolmeesters et al., 2018). 

Depuis environ 20 ans, tous les scarabées étaient largement considérés comme une seule 

famille de Scarabaeidae. Cependant, cet énorme groupe est maintenant traité comme plusieurs 

familles différentes (Marshall et al., 2018). Les Scarabaeoidea comprennent un grand nombre  

distinct de coléoptères très spécialisés, facilement reconnaissable à leurs antennes lamellées. 

 La polyphagie est la principale caractéristique du comportement alimentaire des 

coléoptères Scarabaeoidea (Hanski et Cambefort 1991). Il existe plusieurs espèces 

phytophages de ce groupe (ex. Melolonthinae, Rutelinae et Dynastinae) dont les larves se 

nourrissent de racines qui peuvent agir comme des ravageurs importants (Hayes, 1930). En 

revanche, les coléoptères Scarabaeoidea estiment également un nombre d’espèces bénéfiques 

qui peuvent fournir de précieux services pour les  écosystèmes (ex.  les espèces scarabaeinae 

comme des agents du lutte biologique contre les ravageurs et  la fertilisation des sols (Nichols 

et  al., 2008) ; les Cetoniinae comme pollinisateurs et bons bioindicateurs des changements 

environnementaux (Steenhuisen et Johnson, 2012 ; Touroult et Le Gall, 2013) et certains 

Hybosoridae comme prédateurs (Huchet, 2014).  

Les informations publiées sur la biologie des espèces de Scarabaeoidea sont 

extrêmement volumineuses en raison de leurs distribution mondiale et de leurs habitats très  

diversifiés et ainsi que l'importance de nombreux genres de ce groupe comme ravageurs des 

cultures. 

1.3.2. Morphologie externe des coléoptères Scarabaeoidea 

Le corps des coléoptères Scarabaeoidea comme celui de la plupart des insectes, est 

constitué de trois tagmes bien distincts : la tête, le thorax et l’abdomen. (fig. 1). La 

transformation  de la première paire d’ailes en élytres chez l’adulte, constitue la principale 

originalité de l’ordre (Bennas, 2002). 
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              Face dorsale                 Face ventrale 

Figure 1 : Morphologie externe d’un coléoptère scarabée (Xylotrupes gideon ssp) 

                                                 © insectmania.com 

 

1.3.2.1. La tête 

La tête  d’un coléoptère est de forme très diverse, allongée, transverse, globuleuse. 

Elle est de type prognathe. La tête est toujours plus ou moins engagée dans le prothorax où 

elle est encastrée parfois presque entièrement. Sur le dessus, on distingue les pièces buccales 

avec mandibules et palpes maxillaires et labiaux. Le labre ou lèvre supérieure et le clypéus ou 

épistome sont séparés du front par une suture visible. Sur le côté, les joues sont situées en 

avant des yeux et les tempes en arrière (Du Chatenet, 2005). 

Les palpes maxillaires sont généralement constitués de quatre articles, le premier étant 

très court, le deuxième très allongé, les derniers de longueur et de formes très variables. Le 

développement des pièces buccales est lié au régime alimentaire. Les mandibules et les 

maxilles sont grandes. Elles sont réduites chez les floricoles et les coprophages. 

Les antennes, insérées sur le côté du front entre les yeux, sont formées par neuf 

d'articles. Ils sont de type lamellé (antennes à extrémité en forme de lamelle). 
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1.3.2.2. Le thorax 

Le thorax situé entre la tête et l’abdomen, comprend trois parties, le prothorax, le 

mésothorax et le métathorax. 

Le prothorax porte la paire de pattes antérieures. Sur la face dorsale du prothorax, le 

pronotum est séparé de la partie inférieure par les bords latéraux qui sont généralement plus 

ou moins fortement carénés. 

Le mésothorax porte la paire de pattes intermédiaires et les élytres. Comme le 

prothorax, le dessus du mésothorax est constitué d’une seule pièce le scutellum, une petite 

pièce triangulaire insérée entre la base des élytres (fig. 1). 

Le métathorax porte les pattes postérieures et les ailes membraneuses. 

1.3.2.3. L’abdomen 

L’abdomen est constitué de 9 segments, dont un ou deux peuvent être atrophiés à la 

base et un rétracté à l’intérieur de l’extrémité postérieure de l’abdomen. Chaque segment se 

compose d’un arceau dorsal, le tergite, et d’un arceau ventral, le sternite (fig. 1). Le nombre 

de sternites de la face ventrale de l’abdomen est toujours inférieur à celui des tergites. 

Le neuvième et dernier segment de l’abdomen, chez le mâle comme chez la femelle, 

est invaginé et constitue l’armure génitale. 

1.3.2.4. Les élytres et les ailes 

Les coléoptères sont caractérisés par deux élytres (les ailes antérieures) qui forment 

deux pièces sclérifiées symétriques, contiguës le long de leur bord postérieur sur la ligne 

longitudinale médiane du corps. Elles recouvrent plus ou moins complètement l’abdomen, 

mis à part le dernier tergite abdominal ou pygidium.  

Les élytres jouent des rôles protecteurs multiples : protection contre la déshydratation, 

protection contre les blessures Elles ne jouent pas de rôle actif en vol et sont tenues 

perpendiculairement au corps (Du Chatenet, 2005). 

Les ailes membraneuses ou postérieures sont les seules utilisées pour voler. Les ailes 

sont articulées et peuvent se replier transversalement, l’extrémité apicale se rabattant sur la 

partie basale, afin de pouvoir se loger sous les élytres (fig. 2). 
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Figure 2 : Elytre et aile membraneuse d’un Coléoptère 

                                                    © C.Thiriet/biosphoto 

1.3.2.5. Les pattes 

La patte d’un Coléoptère est composée de cinq segments distincts : la coxa, qui est le 

premier segment, le trochanter le deuxième segment, le fémur représente le troisième segment 

de la patte suivi du tibia et enfin les tarses qui se terminent par des griffes. 

1.3.3. Description des stades biologiques des Scarabaeoidea 

Les Scarabaeoidea sont des insectes holométabole (métamorphose complète). Au 

cours de leur cycle de développement, de stade œuf à l’adulte parfait, le scarabée subit toute 

une série de transformations. Ils passent par quatre stades biologiques distincts (fig. 3) : l’œuf, 

les trois stades larvaires, la nymphe et l’adulte.  Le cycle de vie des scarabées varient avec le 

climat, étant les plus longs dans les régions plus tempérées. Les cycles de vie les plus courts 

se trouvent dans les zones tropicales (Richter, 1958) 

1.3.3.1. L’œuf 

Les œufs sont généralement pondus par les femelles adultes dans le sol où la larve 

trouve sa nourriture, les œufs sont sphériques (un millimètre au moment de la ponte, deux 

millimètres après absorption de l’eau du sol), de couleur blanche, et pourvus d’une coque 

résistante (Richter, 1966). 

1.3.3.2. La larve 

Les larves de la plupart des espèces scarabées  sont presque universellement connues 

sous le nom de "vers blancs" (Richter, 1966). Ils sont généralement arqués comme celle des 

hannetons. La larve du premier stade sont peu mobiles et se nourrissent de la matière 
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organique dans le sol (Richter 1958). Le deuxième et le troisième stade apparaissent après des 

mues. Le troisième stade larvaire connait une forte croissance pondérale. Les larves se 

trouvent à une profondeur de 20 à 30 cm sur les racines et de 5 cm de la surface sous un 

couvert d’herbe. Les larves âgées descendent et montent jusqu’à la surface du sol selon les 

contraintes alimentaires, hydriques et thermiques. Le développement larvaire s’étale jusqu’à 4 

ans pour quelques espèces des scarabées (Richter, 1966). 

1.3.3.3. La nymphe 

Par la suite, la larve âgée de troisième stade  se préparer pour la nymphose. Elle ne 

s’alimente plus et reste immobile. Elle connait d’importantes modifications et va subir sa 

dernière mue qui apparait sous forme d’une peau ratatinée (exuvie) à l’extrémité d’une momie 

jaune immobile couverte d’une nouvelle cuticule cirée. Elle se pigmente progressivement et 

laisse transparaître la forme de l’insecte (Balachowsky 1962). 

1.3.3.4. L’adulte 

Après l’émergence, La forme des adultes ne rappelle plus rien de celle des larves dont 

ils sont issus. Les adultes sont des scarabées ailés qui ne vivent en général que quelques 

semaines au cours desquelles ils n’ont qu’un seul objectif, se reproduire. Dans la plupart des 

cas, même l’adulte meurt dès qu’il s’est reproduit (Richter, 1966). 

 

 

Figure 3 : Stades de développement de ver blanc.  A : oeufs, B : larve, C : nymphe 

D : adulte (Duval, 1993). 
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1.4. Exemple de ver blanc des céréales (Geotrogus deserticola) 

1.4.1. Description 

Le ver blanc des céréales Geotrogus deserticola Blanchard est l’espèce la plus 

rencontrée sur les céréales en Algérie. C’est un redoutable ravageur qui s’attaque à toutes les 

espèces végétales notamment les céréales qui sont considérées comme plantes préférables. En 

effet, les dommages sont causés principalement par les larves qui sectionnent complètement 

les racines. Les plants ainsi endommagés se fanent et finissent par se dessécher. Sur le plan 

morphologique, l’adulte de ce ravageur fait entre 1.5 et 2 cm de longueur pour le mâle et de 2 

à 2,2 cm pour la femelle, de couleur brune fauve, plus ou moins foncé et homogène avec une 

pilosité importante sur tout le corps, la tête porte des antennes  composées de 07 à 10 articles 

avec 03 à 06 feuilles aux extrémités (Balachowskey, 1962). Les larves ont une forme arquée, 

de couleur blanche pâle à tête brune, elles font de 3.5 à 04 cm au dernier stade de 

développement (Richter, 1966). 

1.4.2. Position systématique 

Selon la classification de Bouchard et al., (2011), La position systématique de 

Geotrogus deserticola est comme suit : 

Règne : Animalia Linnaeus, 1758 

Phylum : Arthropoda Latreille, 1829 

Classe : Insecta Linnaeus,  

Ordre : Coleoptera Linnaeus, 1758 

Sous-Ordre : Polyphaga 

Infra-Ordre : Scarabaeiformia 

Super-Famille : Scarabaeoidea Latreille, 1802 

Famille : Scarabaeidae Latreille, 1802 

Sous-Famille : Melolonthinae Leach, 1819 

Tribu : Rhizotrogini Burmeister, 1855 

Genre : Geotrogus Guérin-Méneville, 1842 

Espèce : Geotrogus deserticola (Blanchard, 1850) 
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1.4.3. Cycle de développement 

La durée du cycle évolutif  de Geotrogus deserticola  varie en fonction, d'une part, du 

nombre et de la durée des phases d'arrêt du développement (diapauses) pendant la vie larvaire, 

d'autre part, elle influencée par les conditions climatiques (la température et l'humidité) 

pendant les périodes d'activité (Richter, 1966). 

L’accouplement se fait à la surface du sol, ensuite les femelles retournent dans les 

terres cultivées et les prairies avoisinantes pour pondre leurs œufs. Après l’éclosion, les 

différents stades larvaires sont passés dans les sols à des profondeurs différentes, Le 

développement larvaire se caractérise par 03 stades larvaires : Le premier stade larvaire dure 

environ 3 mois, le deuxième stade larvaire dure environ de 12 à 15 mois, le troisième stade 

larvaire dure plus de trois mois (Yahiaoui et Bekri, 2014). 

 

 

Figure 4 : Cycle biologique du ver blanc des céréales (Geotrogus deserticola) 

(INPV, 2015) 
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1.4.4. Dégâts Occasionnés par les vers blancs des céréales 

Les vers blancs des céréales sont des ravageurs polyphages qui s’attaquent 

pratiquement à toutes les cultures ainsi qu’a de nombreuses plantes adventices (Fabre, 1919). 

Les dégâts occasionnés sont variables en fonction de l’année, du climat, de la culture 

en place et du précédent cultural. Il est connu que les journées pluvieuses permettent la 

propagation des larves dans les parcelles avoisinantes. Les parcelles attaquées sont 

caractérisées par de larges taches sur les emblavures (fig. 5). De plus, les larves sectionnent 

complètement les racines. Les plants ainsi endommagés se fanent et finissent par se dessécher 

(INPV, 1985). 

En Algérie, Les dommages de ce ravageur peuvent être importants sur la 

céréaliculture. Selon Yahiaoui et Bekri (2014), les dégâts avaient atteint 2000 Ha et 1200 Ha 

respectivement au cours de l’année 1994/1995 et de l’année 2001/2002 dans la région d’Oran.  

 

  

 

Figure 5 : A) G. deserticola sur les racines de blé ; B) les dégâts de G. deserticola dans un 

champ de blé (Originale 2019). 

A 

 

B 
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1.4.5. Méthodes de lutte 

Pour faire face à ce  ravageur phytophage, une stratégie basée sur les mesures 

prophylactiques, associées aux applications chimiques très limitées dans le temps et en 

fréquence doivent permettre de préparer le terrain pour le contrôle biologique. 

1.4.5.1. La lutte mécanique 

Durant l'été les vers blancs se tiennent dans la couche superficielle du sol où ils 

dévorent les racines sachant que les larves sont très sensibles aux chocs, ainsi qu'à la 

déshydratation. Le traitement mécanique aura lieu avant la mi-septembre, à l’aide d’outils à 

dents, fixes ou animées, ou à disques est le plus efficace. Le labour quand il bouscule 

profondément le sol et remonte en surface les larves, ce qui les expose au soleil et aux oiseaux 

(Sebih, 2018). De plus, en cas des cultures en lignes, une fois la plantation réalisée, 

l’intervention sera limitée aux interlignes (Abgrall, 1991). 

En Algérie, les mêmes recommandations ont été préconisées par les services de 

l’institut national de la protection des végétaux afin de limiter l’invasion de ce ravageur. 

1.4.5.2. La lutte chimique 

La prise en compte des effets négatifs des pesticides de synthèse chimique contre les 

populations d’insectes non-cibles et l’évolution de la législation phytosanitaire limitent 

désormais énormément les possibilités de cette méthode de lutte (Abgrall, 1991). 

L’application des insecticides contre le ver blanc  est effectuée avant l’apparition des 

dommages, généralement pendant la période de ponte. Une irrigation ou une pluie est 

nécessaire dans les 24h suivant l’application afin de faire pénétrer et diffuser le produit dans 

le sol (INPV, 2015). 

1.4.5.3. La lutte biologique 

L’utilisation des agents de lutte biologique (prédateurs ou parasites) pour lutter contre 

les pullulations de ver blanc a fait l’objet de recherche dès la fin du 19ème siècle. Les insectes 

prédateurs, comme les fourmis, se nourrissent d’œufs de hanneton. Les Asilidae sont des 

prédateurs importants des Scarabées du sol (Richter, 1958). Certaines guêpes parasitoïdes, 

(scolies du genre Tiphia) et mouche (Tachinaires du genre Hyperecteina) aident à contrôler la 

population de hanneton avec un taux de parasitisme pouvant atteindre 75% chez Amphimallon 

solstitialis (Beaubet 2013). Aux USA, un nématode Neoplectana glaseri (Rhabditoidea) 
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spécifique des lamellicornes, dont l’élevage en masse est facile, a été utilisé contre Popillia 

japonica (Sebih, 2018). 

En Europe, la recherche s’est plutôt tournée  vers les champignons entomopathogènes 

en particulier avec Beauveria brognartii, soit en tentant de contaminer les larves dans le sol 

par épandage et enfouissement de grains de graminées préalablement contaminés, soit en 

pulvérisant des spores sur les feuilles au moment des phases d’alimentation des adultes, pour 

contaminer les femelles avant la ponte (Abgrall. 1991). 

Le champignon Metarhizium anisopliae (Metchnikoff) est un facteur important contre 

les vers blancs sur plusieurs continents. Dans une région d'Algérie, Moutia (1940) a trouvé 

90% des larves de Geotrogus attaquées (Richter, 1958) 

C’est en 1995 avec le produit Bétel® que la technique de lutte par les bio-pesticides 

était remise à l’honneur, Combiné au Suxon, le Bétel protège efficacement les plantations : 

l’insecticide a un effet immédiat, qui  persiste les trois premières années, le temps nécessaire à 

l’entomopathogène pour se propager dans le sol. Puis, en 2004, son emploi est interdit 

(François-Régis, 2016). 

 

Figure 6 : Larve du troisième stade d'Heteronychus plebejus, recouvert de muscardine verte 

(Rakotoarisoa, 2007) 
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2. Généralités sur les micro-organismes antagonistes 

Introduction  

Les insectes et leurs micro-organismes antagonistes sont depuis longtemps intimement 

associés dans la majorité des écosystèmes (Belhoucine, 2013). D’une manière générale, les 

interactions peuvent se faire de façons  différentes allant du parasitisme aux symbioses 

(Blackwell et Jones, 1997) 

En profitant ces interactions naturelles « insectes-microorganismes », l’utilisation de 

micro-organismes entomopathogènes est une alternative très prometteuse pour assurer une 

protection phytosanitaire performante de par l’ubiquité naturelle des agents microbiologiques 

dans les écosystèmes, leur grande variété, leur dissémination facile, leur spécificité d’action et 

aussi leur persistance dans l’environnement (De Kouassi, 2001). 

Dans le domaine agronomique, on entend par lutte biologique toute forme d'utilisation 

d'organismes vivants ayant pour but de limiter la pullulation et/ou la nocivité des divers 

ennemis des cultures. (Jourdheuil et al., 1991). 

Dans le sens écologique strict, l’application de la lutte biologique peut être considérée 

comme une stratégie pour restaurer la biodiversité dans les agro-écosystèmes par l’addition 

des antagonistes naturels (parasite ou prédateur) (Altieri, 1999; Nautiyal C.S., 2000 ; Aouar 

2012). 

Historiquement, l’étude de quelques maladies affectant certaines organismes utiles à 

savoir le ver à soie et l’abeille domestique est à l’origine de la pathologie des invertébrés 

(Saiah, 2014). En 1834, Bassi a permis pour la première fois d’associer un microorganisme, 

en l’occurrence le champignon Beauveria bassiana, à l’apparition d’une maladie chez le ver à 

soie. Quelques années plus tard, Louis Pasteur a fait des études de façon rigoureuse sur les 

diverses maladies du ver à soie. Ces deux pionniers du XIXe siècle montraient que les 

microorganismes sont susceptibles d’être mis à profit pour lutter contre les insectes nuisibles 

(Steinhaus, 1956). 

Actuellement, des milliers de micro-organismes entomopathogènes ont été décrits et 

plus d’une centaine d’espèces sont utilisées (Ignoffo ,1970 et Ignoffo, 1973). La majorité des 

bio-pesticides à base de micro-organismes deviennent de plus en plus performantes avec des 

prix compétitifs (Ahmed et al., 1994 et Starnes et al., 1993 ; De Kouassi, 2001). 

Les micro-organismes antagonistes d’insectes sont naturellement présents dans 

l’environnement (sol, air, eau) et infectent généralement leur hôte et peuvent leur engendrer 
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une maladie, soit par ingestion, soit par pénétration à travers la cuticule ou par les orifices 

naturelles (Saiah 2014 ; Benserradj 2014). 

La pathogénicité de ces micro-organismes naturels peut se traduire par une destruction 

des tissus, par septicémie ou toxémie entraînant sa mort plus ou moins à brève échéance. Ils 

se caractérisent par des formes de résistance leur permettant de persister dans l’environnement 

et de perpétuer leur cycle de vie (Jourdheuil et al., 1991). 

Ces microorganismes antagonistes appartiennent à plusieurs taxons à savoir les 

protozoaires, les virus, les nématodes, les bactéries et les microchampignons qui font l’objet 

de notre étude. 

2.1. Les bactéries entomopathogènes 

Les bactéries entomopathogènes sont des procaryotes microscopiques. Plus d’une 

centaine de bactéries ont présentés un pouvoir pathogène et ayant un potentiel d’utilisation en 

lutte biologique (Starnes et al., 1993) ; appartenant essentiellement aux trois grandes familles 

différentes : les Bacillaceae, les Enterobacteriaceae et les Pseudomonaceae (Greathead et al., 

1994). 

Ces microorganismes entomopathogènes ont particulièrement une action spécifique vis-

à-vis  leurs hôtes ; Par exemple, La bactérie  Bacillus thuringiensis est révélée efficace contre 

certaines espèces de coléoptères, lépidoptères et diptères (Morris, 1983; Ahmed et al., 1994). 

Néanmoins, elle ne serait pas efficace contre les acridiens (Greathead et al., 1994). Elles 

forment le plus souvent des symbiotes avec les nématodes qui agissent comme vecteur, 

libérées dans l’hémocoele, elles tuent rapidement leur hôte (Greathead et al., 1994). Elles se 

caractérisent par un mode d’action par ingestion.  

Cependant, l’utilisation abusive et répétée de ces microorganismes peut induire une 

résistance chez certaines espèces (Dunphy et Tibelius, 1992). 

2.2. Les nématodes entomopathogènes 

Les nématodes entomopathogènes sont des petits vers non segmentés, effilés, incolores, 

de très petites tailles et invisibles à l'œil nu (Simard, 2006). Ils sont bénéfiques en raison de 

leur potentiel à infecter les insectes. Ces nématodes transportent avec eux une bactérie 

symbiotique laquelle cause la mort rapide (24-48 heures) des insectes par septicémie 

(Gaugler, 2002). Deux genres sont actuellement distingués: Steinernema et Heterorhabditis. 

Ces organismes entomopathogènes ont la capacité, suivant un même processus, d'infecter des 

insectes appartenant à plusieurs ordres différents (Ehlers et Gerwien, 1993; Simard et al., 

2001; Simard et al., 2002). Leur cycle biologique est relativement simple comprenant l'oeuf, 
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quatre stades larvaires, et l'adulte (Gaugler, 2002). De plus, lorsque les ressources à l'intérieur 

de l'hôte sont épuisées, un stade larvaire infectieux possédant une bactérie symbiotique se 

développe. Ces larves ne se nourrissent pas mais localisent leur hôte à l'aide de stimuli 

chimiques (ex. gradient de bioxyde de carbone) ou physiques (ex. température) (Simard, 

2006). Les larves résistent davantage aux conditions à l'extérieur de l'hôte et peuvent survivre 

dans le sol pendant une plus longue période (Gaugler, 2002). 

2.3. Les champignons entomopathogènes  

2.3.1. Définition  

Les champignons constituent un groupe d’organismes hétérotrophes ubiquistes, 

présentant des structures et des caractéristiques biologiques extrêmement diversifiées, 

dépendant de leur mode de vie parasitaire, saprophyte ou symbiotique (Senal et al., 1993; 

Kirk et al., 2001). 

Sur le plan morphologique, Les champignons sont des eucaryotes avec des noyaux, des 

organites bien définis et une paroi cellulaire chitineuse. Ils sont constitué d’un thalle qui 

forme leur appareil végétatif (Hawksworth et al., 1994). Ils se présentent sous forme de 

filaments (hyphes) constituant le mycélium et dans lesquels sont rangées les cellules (Saiah 

2014). Les champignons ont généralement un mode de reproduction soit se fait par formation 

des spores sexuées ou asexuées (Launois-Luong, 1994). Lorsque certaines conditions sont 

favorables pour le développement se trouvent réunies, ces cryptogames peuvent engendrer des 

pathologies aux insectes (Balachowsky, 1951). Ces derniers sont appelés les champignons 

entomopathogènes. 

A cause de leur compétence dans l'infection d'une large gamme d'insectes, Les 

champignons entomopathogènes ont un intérêt agronomique considérable dans la lutte 

biologique contre les ravageurs de cultures et ont donc fait l'objet de longues et fructueuses 

recherches. Actuellement, plus de 700 espèces de microchampignons sont entomopathogènes 

(Starnes et al., 1993) et la commercialisation de ces derniers  est en pleine expansion et a 

connu des taux de croissance atteignant 25% par an (De Kouassi, 2001).  

2.3.2. La systématique des champignons entomopathogènes  

A la lumière des découvertes récentes, La taxonomie des champignons 

entomopathogènes  et leur biodiversité biologique a connu une grande importance en vue de 

leur classification (Feng et al., 1994).  Elle a basé sur une transition d’une classification 
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classique qui a établi des groupes ou taxons en fonction d'un simple critère de ressemblance 

globale vers une classification phylogénétique qui suppose que l'on regroupe les êtres vivants 

en fonction de leurs liens de parenté (Saiah 2014). 

Selon la classification classique de Ferron (1975), les champignons entomopathogènes 

appartiennent à quatre groupes différents : les Entomophtorales, les Ascomycètes 

Coelomomyces et les champignons imparfaits. 

Suite à l’avènement de la biologie moléculaire, l'utilisation de techniques moléculaires 

et des analyses phylogénétiques ont permis une meilleure compréhension de la parenté 

génétique qui permet de relier la forme asexuée (anamorphe) des champignons à leur forme 

sexuée (téléomorphe) (Saiah 2014). Cette approche  va conduire à l'abondement des termes de 

Fungi Imperfecti, Deutéromycètes et hyphomycètes (Taylor, 1995; Blackwell et al., 2006), 

qui renferment de nombreux champignons entomopathogènes, et leur reclassement dans le 

phyllum Ascomycota (Humber, 2012 ; Vega et al., 2012). 

D’après la classification de Hibbett et al (2007), Vega et al (2012) et Humber (2012) ; 

les champignons entomopathogènes appartiennent aux quatre groupes bien distingués : 

Basidiomycota, Zygomycota, Chytridiomycota, , et Ascomycota. 

2.3.2.1. Basidiomycota  

Ce sont des espèces caractérisées par des cellules spécialisées à l'extrémité appelés 

basides où ils se développent les spores. Les basidiomycètes renferment  trois sous-

embranchements : Pucciniomycotina, Agaricomycotina et Ustilaginomycotina), les parasites 

seulement les Septobasidiales des Pucciniomycetes qui agissent comme des parasites, c’est le 

cas des champignons de la rouille phytopathogène (Aime et al., 2006). Selon Henk et Vilgalys 

(2007) ; quelques genres de ce phylum à savoir les espèces de genres Septobasidium 

Auriculoscypha, Uredinella, Coccidiodictyon et Ordonia sont des parasites spécialisés de 

cochenilles mais ils tuent rarement leur hôtes (Humber, 2008).  

2.3.2.2. Zygomycota: 

Les espèces de ce phylum présentent  des cellules non cloisonnées et des spores non 

flagellées. Le phylum Zygomycota était un assemblage hétérogène dont la nouvelle 

classification phylogénique  a intégré les zygomycètes mycorhiziens dans le nouveau phylum 

« Glomeromycota », tandis que le reste des  zygomycètes réparti dans les nouveaux sous-

embranchements : Entomophthoromycotina, Kickxellomycotina, Mucormycotina et 

Zoopagomycotina ; chacun de ces sous-embranchements peut être reconnue comme un 
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nouveau phylum (ou partiellement recombinés dans un autre nouveau phylum) (James et al., 

2006 ; Hibbett et al., 2007).  

2.3.2.3. Ascomycota  

  Ce phylum comprend  les champignons qui ont des spores produites à l'intérieur de 

sacs appelés les asques. En phase de maturité, les asques s’ouvrent et projettent les spores à 

l'extérieur. Les Ascomycètes sont classés en trois sous-embranchements : Taphrinomycotina , 

Saccharomycotina  et Pezizomycotina  dont les deux premiers ne renferment pas de genres 

pathogènes d'insectes. Les Taphrinomycotina sont saprophytes ou pathogènes de plantes et de 

vertébrés (Hibbett et al.,2007). Selon Vega et Dowd (2005),  beaucoup des Saccharomycotina 

sont associés avec des insectes et ils se dispersent par ces derniers, cependant, il ne présentent  

aucune pathogénicité vis-à-vis  des insectes (Kurtzman et al., 2011). Tandis que les 

Pezizomycotina renferment des genres entomopathogènes (Humber, 2008 ; Blackwell, 2010). 

Leur cycle de vie est caractérisé par deux formes, anamorphe (forme asexuée) et téléomorphe 

(forme sexuée), c’est le cas des Hypocréales.  

2.3.2.4. Les Chytridiomycota :  

Ce phylum représente les espèces aquatiques avec des spores flagellées. Ils sont 

considérés comme les ancêtres de tous les autres champignons.  

D’après la classification  d'Hibbett et al (2007), l'embranchement des Chytridiomycota 

est reclassé comme un ensemble polyphylétique qui a été divisé en trois phylums : Les 

Chytridiomycota  comprennent deux classes: Chytridiomycetes et Monoblepharidomycetes ; 

les Neocallimastigomycota et les Blastocladimycota. Parmi ces trois phylums, le troisième 

regroupe un nombre important de genres avec de nombreuses espèces entomopathogènes. 
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Le tableau 01 regroupe plusieurs espèces de champignons appartenant à différents 

phyllum et reconnu comme étant entomopathogènes. 

Tableau 01: Genres et espèces de champignons entomopathogènes appartenant à différents  

Phylums. 

PHYLLAM GENRE ESPECE AUTEUR 

Z
y

g
o

m
y

co
ta

 

Batkoa huber B. apiculata et B. major Balazy,1993 

Conidiobolus Brefeld 
C. coronatu Soper et af,1988 

C. obscurus et C. thromboides 
Humber, 2012 

Entomophaga Batko 
E. aulicae, E. maimaiga et E. grylli 

E. calopteni Humber, 1989 

Entomophthora Fresenius 
E. culicis et E. muscae Keller, 2002 

E. planchoniana Humber, 2012 

Erynia Nowakowski 

E. aquatica et E, rhizospora Keller, 1991 

E. conica Balazy, 1993 

E. ovispora Humber, 2012 

Furia Batko 
F americana Keller, 1991 

F. F. virescens Balazy, 1993 

Massospora Peck M. cicadina 

Humber, 2012 
Neozygites Witlaczil N. fresenii , N. parvispora et N. floridana 

Pandora Humber P. blunckii et P. neoaphidis 

Zoophthora Batko 
Z. phalloides et Z phytonomi 

Z radicans Balazy, 1993 

b
a

si
d

ii
o

m
y

co
ta

 Septobasidium Septobasidium sp 

Henk et vilgalys, 2007 Auriculoscypha Auriculoscypha sp 

Uredinella Uredinella,sp 

Coccidiodictyon Coccidiodictyon sp 
Sung et al, 2007 

Ordonia Ordonia sp 

a
sc

o
m

y
co

ta
 

Aschersonia 
A. aleyrodis Chaverri et al, 2008. 

A.Montagne Liu et al, 2006 

Ascosphaera Spiltoir A. aggregata Anderson et al, 1998 

Beauveria Vuillemin 
B.bassiana (Balsamo) 

Rehner et al, 2011 
B. brongniartii( Saccardo) 

Cordyceps Cmilitaris et Cuberculata Kepler et al, 2012 

Fusarium Link Fusariunm sp O'donnell et al. 1998 

Gibellula Cavara G. pulchra et G. leiopus Tzean et al, 1997 

Hirsuella Patouillard 
H. saussurei Rombach et Roberts, 1989 

H. thompsoni Hodge et al, 1996 

Hymenostilbe Petch 

H. thompsoni Hodge et al., 1996 

H. citriformis Humber, 2012 

H. rhossiliensis et H. saussurei Hodge et al., 1996 

Isaria Persoon I. farinosa et 1. fumosorosea 
Humber, 2012 

Paecilomyces Bainier P lilacinus 

Lecanicillium Gams et Zare L lecanii Zare et al., 2001 

Metarhizium Sorokin 

M. anisopliae Bischoff et al 2009 

M. flavoviride Driver et al., 2000 

M. majus et M. acridum Kepler et al., 2012 

Nomuraea Maublanc N. rileyi Kepler et al, 2012 

Tolypocladium 
T.niveunm Humber, 2012 

T. cylindrosporum Hodge et al.,1996 

Torrubiella Boudier 
T. ratticaudata Sato et al, 2010 

T. aranicida Sung et al., 2007 
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2.3.3. Mode de reproduction  

Le mode de reproduction des champignons entomopathogènes peut se faire soit d’une 

manière sexuée ou asexuée. Suite à une méiose, la reproduction sexuée implique la fusion de 

deux noyaux permettant ainsi une nouvelle combinaison de gènes, une possibilité qui 

habituellement ne se produit pas dans la reproduction asexuée (Saiah 2014). Le mode asexuée  

s'effectue par fragmentation du mycélium ou la production de spores appelées conidies suite 

d’une division mitotique et sont formées directement sur des hyphes ou à partir de cellules 

conidiogènes (conidiophore) situés souvent à l'extrémité des hyphes (Alexopoulos et al., 

1996, Read et al., 2010).  

 2.3.4. Mode d’action  

Généralement, les champignons entomopathogènes réduisent la vigueur des hôtes qu'ils 

infectent afin de les tuer. Ces ennemis naturels deviennent  plus efficaces lorsque l'insecte 

ciblé est préalablement affaibli par d’autre facteur comme un stress nutritif, leur mode de 

transmission et de leurs besoins abiotiques. Aussi, ils sont généralement très efficaces lorsque 

la densité des populations d'insectes ciblés est très élevée (Benserradj 2014).  

Le processus infectieux chez les champignons entomopathogènes est divisé en quatre 

étapes distinctes (Vega et al., 2012). 

 

 

Figure 7 : Schéma du cycle biologique des champignons entomopathogènes 

(Ferron et al., 1993) 
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2.3.4.1. La phase d’adhésion  

Les spores des champignons entomopathogènes entrent en contact passivement avec les 

insectes à l'aide des agents naturels tels que le vent et l'eau. L’adhésion est déclenchée par un 

mécanisme de reconnaissance et de compatibilité des spores avec les cellules tégumentaires 

de l’insecte. Cette phase se divise en deux étapes distinctes : 

 La phase passive : c’est la fixation des spores sur la cuticule, cette etape est réalisée 

grâce à des interactions hydrophobes et des forces électrostatiques (Holder et Keyhani, 2005 ; 

Wang et St. Leger 2007a).  

La phase active : Une fois la spore contacte la cuticule, il produit activement un 

mucilage hygroscopique qui permet la modification de l'épicuticule de l'insecte facilitant la 

germination des spores (Boucias et al., 1991 ; Holder et Keyhani, 2005 ; Meikle et al., 2007). 

 L’adhésion des spores de certains champignons à savoir les conidies de M. anisopliae à 

la cuticule de l'insecte se fait par l’intermédiaire d’une protéine de type adhésine, connue sous 

le nom MAD1 (Wang et St. Leger, 2007a ; Pava-Ripoll et al., 2011) 

L'adhérence des conidies peut aussi être influencée par certains facteurs physiques tel 

que la spécificité des régions infectées  et la topographie de la cuticule, par exemple, 

l'accumulation des conidies est plus élevée dans les zones contenant un grand nombre de soies 

et d’épines (Sosa-Gomez et al., 1997), ainsi sur les membranes inter segmentaire (Butt et al., 

1995 ; Hajek et Eastburn, 2003). En plus de l'invasion de l'insecte via les zones cuticulaires et 

les membranes intersegmentaires, les champignons entomopathogènes envahissent également 

les insectes à travers les organes de sens et des stigmates, et "per osʺ (Charnley, 1984 ; St. 

Leger et al., 1991). 

 2.3.4.2 La phase de germination  

La germination des spores dépend de l’état physiologie de l’hôte (composition 

biochimique de la cuticule de l’hôte) et aussi des conditions environnantes, qui peuvent la 

favoriser ou l’inhiber (Butt et al., 1994 ; Meikle et al., 2007).  

Cette phase aboutit à la production d'appressoria, structures terminales servant à 

l'ancrage de la cuticule et favorisant la pénétration. Dès que  l’attachement de la conidie à la 

cuticule, un appresorium pourrait se former à l'extrémité du tube germinatif, qui en exerçant 

une pression mécanique va pénétrer par force à l'intérieur de la cellule et donc la coloniser 

(Howard et Valent, 1996 ; Bechinger et al., 1999). 
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En plus de la température et de l'humidité, la valeur nutritive de la cuticule joue un rôle 

important et peut influencer la germination (Benserradj 2014). Cependant des études ont 

démontré que pour que le champignon entomopathogène B. bassiana puisse germer et former 

un tube germinatif, des sources de carbone et d'azote sont nécessaires (Smith et Grula, 1982). 

Bien que les éléments nutritionnels de la cuticule des insectes ont une action stimulante 

(Notini et al., 1944 ; Veen, 1968), ils pourraient avoir une action inhibitrice de la germination 

des conidies (ex. acides gras à chaîne courte, phénols) (St Leger et al., 1991; SOSA-Gomez et 

al., 1997; Priyatno et Ibrahim, 2002). L’antagonisme de la flore saprophyte présent sur la 

cuticule pourrait également inhiber la germination (Schabel, 1976 ; Charnley, 1989). 

L'efficacité des entomopathogènes fongiques est aussi en relation avec le stade évolutif 

de l'hôte, la mue en cas d’immaturation pourrait réduire leur effet à cause de l'effusion des 

conidies attachées à la cuticule muée (Vey et Fargues, 1977; Luz et al., 2003). 

2.3.4.3 La phase de pénétration de l’hôte  

La pénétration est réalisée par la pression mécanique et hydrolyse enzymatique 

dégradant la cuticule, pour se nourrir et coloniser l’insecte (Goettel et al., 1989). 

Plus précisément, le champignon entomopathogène sécrète des enzymes extracellulaires 

telles que les protéases, les lipases et les chitinases, qui attaquent et dissolvent les protéines, la 

chitine, et les lipides constituant de la cuticule (Wang et St. Leger, 2007b), permettant aux 

spores de pénétrer à travers la cuticule et de se développer dans le corps de l'insecte (Hajek et 

St Leger, 1994). Une fois que le champignon a pu accéder à la hémocoele, il commence à 

utiliser les nutriments disponibles pour sa croissance et sa reproduction. 

 

 

Figure 8: Mode de pénétration des champignons entomopathogènes dans la cuticule des 

insectes (Clarkson and Charnley,1996) 



Chapitre 2                                                Généralités sur micro-organismes entomopathogènes 
 

24 
 

 2.3.4.4. La phase de réponse de l’insecte à l'infection  

 Après l’échec des barrières passives de freiner l’invasion de l’agent pathogène, il 

existe une cascade de réponses actives lorsque les pathogènes ont atteint l'hémocoele de 

l'insecte (Hoffmann et Reichhart, 2002). Il s’agit des réactions cellulaires (ex. phagocytose, 

encapsulation), la mélanisation (la formation de la mélanine par polymérisation de composés 

phénoliques), la production des inhibiteurs de protéases et les réactions humorales (ex. 

phénoloxidase, lectines) (Gillespie et al., 2000).  

 Selon Bidochka et al., 2010, certains champignons entomopathogènes à savoir 

Metarhizium anisopliae et Beauveria bassiana sont capables d'éviter la réaction 

d’encapsulation. Cette adaptation est supposée être en relation avec la biologie de ces 

champignons, qui ont la capacité de persister au niveau du sol comme saprophytes facultatifs 

où ils peuvent survivre encapsulés par des prédateurs amiboïdes. 

La fièvre comportementale représente l’une des réponses les plus fascinantes 

employées par les insectes contre l’infection fongique. (Roy et al., 2006). Les insectes 

modifient leurs comportements, comme par exemple, se dorer au soleil, pour augmenter la 

température du corps ayant un effet négatif sur la survie du champignon entomopathogène 

présent dans l’hemocoele (Elliot et al., 2002).  

2.3.5. Facteurs influençant l'efficacité des champignons entomopathogènes 

Le potentiel infectieux des champignons entomopathogènes comme agent de lutte 

biologique est influencé par un ensemble des facteurs tels que les propriétés physiologiques 

de l’agent pathogène, la population de l'hôte et aussi d’autre conditions environnementales 

(Ferron el al., 1991). 

2.3.5.1. Facteurs liés à l’agent pathogène 

Le choix d'un bon agent à la lutte biologique dépend deux éléments essentiels : sa 

virulence et sa spécificité (Benserradj 2014). Des isolats différents de M.anisopliae présentent 

des différents niveaux de virulence vis-à-vis des insectes d'une même population (Todorova et 

al., 1994).   

2.3.5.2. Facteurs liés à l’hôte  

Tous les stades évolutifs de l'insecte, de l'œuf jusqu'à l'adulte, sont exposés à 

l'infection fongique. Si l'hôte est à un stade immature, la mue pourrait réduire l'efficacité des 
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entomopathogènes fongiques, en partie à cause de l'effusion des conidies attachées à la 

cuticule muée (Vey et Fargues, 1977; Luz et al., 2003). 

2.3.5.3. Facteurs environnementaux 

L'efficacité des entomopathogènes fongique contre les insectes est souvent influencée 

par des conditions abiotiques de l’environnement à savoir :  

2.3.5.3.1. Rayonnement solaire (lumière ultraviolette) 

L’exposition au rayonnement solaire représente l’un des paramètres environnementaux 

les plus importants pour la persistance des spores fongiques entomopathogènes. L’effet des 

radiations solaires même l’exposition pour quelques heures en particulier la partie d’UVB du 

spectre (285-315nm) peut complètement inactiver les conidies de Metarhizium anisopliae 

(Braga et al., 2001a)  

L’exposition des conidies au rayonnement UV peut provoquer des altérations 

physiologiques ou génétiques qui réduisent la virulence du l’agent pathogène, par exemple, 

réduire et retarder la germination (Hunt et al., 1994; Braga et al., 2001b). Les dommages 

causés par la lumière UV sont dus aux photoréactions des acides nucléiques, des protéines, 

des lipides, et des membranes (Tevini, 1993).  

En plus, il a été démontré que  les conidies les plus pigmentées sont généralement plus 

tolérantes au rayonnement UV (Fargues et al., 1996; Braga et al., 2006). De même, d’autres 

contraintes sublétaux (nutritionnel, osmotique, etc) peuvent améliorer la tolérance des 

conidies au rayonnement solaire (Rangel et al., 2008).  

2.3.5.3.2 Température 

La température est un élément majeur qui peut influencer tous les processus de de cycle 

évolutif des entomopathogènes fongiques (le taux de germination, la croissance, la sporulation 

et la survie des champignons entomopathogènes)  

 L'évaluation des effets de la température sur les entomopathogènes fongiques reste 

difficile à déterminer parce que dans les conditions du  laboratoire, la plupart des études sont 

basées sur des températures constantes qui n'imitent pas les conditions naturelles (Saiah 

2014). Selon Benz (1987), les conditions environnementales généralement mesurées sur le 

terrain pourraient ne pas refléter celles rencontrées dans le microenvironnement habité par les 

insectes. 
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La vitesse de l’infection des insectes par les champignons entomopathogènes est 

affectée par es variations de températures (élevées et basses), en inhibant la germination des 

spores, ce qui affecte à son tour la formation du tube germinatif et la pénétration à travers la 

cuticule de l’insecte. (Soza-Gomez et Alves, 2000 ; Mitsuaki, 2004). 

Un aspect positif, lié à la température, dans l'évaluation des risques lors du processus 

d'homologation des bio-pesticides, c'est que les champignons entomopathogènes ne poussent 

pas à la température du corps humain (37°C) (Butt, 2002). En effet, le B. bassiana a été isolé 

réalisé à partir d'une lésion du foie chez un patient recevant un traitement immunodépresseur, 

cet isolat n’était pas capable de croître à 37°C, mais s’est avéré être très virulent au 

doryphore, Leptinotarsa decemlineata (Henke et al., 2002). 

2.3.5.3.3 Humidité  

L'humidité est un paramètre très important qui peut avoir un effet sur la germination des 

conidies, la croissance fongique ultérieure, la sporulation sur le cadavre de l’insecte ainsi que 

la persistance et la survie des champignons entomopathogènes (Jaronski, 2010 ; Benserradj 

2014).  

D’après Liu et al (2000), Un taux d'humidité relativement élevée dans les endroits 

abrités fournit un micro-environnement favorable pour le développement des spores. 

L’application des champignons entomopathogènes, dans les conditions sèches,   les rend 

moins pathogènes. En effet, la nécessité de l’humidité pour que une infection soit réussite a 

été attribuée au microclimat qui entoure la conidie sur la cuticule de l'insecte (Ferron, 1977; 

Inglis et al., 2001) 

Les deux champignons Metarhizium et Beauveria peuvent germer et infecter 

efficacement les insectes à une basse humidité à condition qu’il y ait suffisamment d’humidité 

dans les microhabitats (Inglis et al., 2001).  

2.3.5.3.4. Le sol 

Le sol constitue un protège naturel des champignons contre le rayonnement ultraviolet, 

la dessiccation et les températures extrêmes (McCoy et al., 1990). De même, le sol peut aussi 

considérer comme un réservoir pour les insectes infectés, sur le feuillage, par des 

champignons et qu’ils sont plus tard tombés sur le sol (Keller S., 1991). 

En plus, l'efficacité des entomopathogènes peut être influencée par la présence de 

microflores saprophytes existant dans le sol (Keller S., 1991). En général, l’étude de 

l'écologie des champignons entomopathogènes dans l'environnement, en particulier le sol est 
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un paramètre crucial et nécessaire pour une application efficace de ces agents de biocontrole 

dans le champ. 

2.3.6. Avantages de l’utilisation des champignons entomopathogènes dans la lutte 

biologique  

A l’heure actuelle, l’utilisation d’insecticides de synthèse chimiques, en raison de son 

efficacité et de son application facile et pratique, constitue la technique la plus utilisée pour 

lutter contre les insectes nuisibles (Bouhadiba, 2014). Cependant, l’emploi intensif et 

inconsidéré de ces insecticides a provoqué une contamination de la biosphère et de la chaine 

alimentaire, une éradication des espèces non cible telles que la faune auxiliaire et l’apparition 

d’insectes résistants (Devonshire, 1998). En effet, les champignons entomopathogènes sont 

devenus la pierre angulaire de plusieurs programmes de lutte intégrée, notamment dans les 

secteurs agricoles ou la présence de résidus de pesticides dans les aliments constitue une 

source de préoccupation majeure (Benserradj 2014). Un des principaux avantages de 

l’utilisation des champignons entomopathogènes comme des agents de lutte biologique réside 

dans le fait qu'ils peuvent être un bon remplaçant, au moins partiellement,  du certains 

pesticides de synthèse chimique les plus dangereux. En plus, l'accès à des agents de lutte 

biologique plus surs, plus sélectifs et biodégradables comporte d'importants avantages au plan 

écologique (Saiah 2014).  
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3. Inventaire des coléoptères des champs cultivés 

Introduction 

En Algérie, où le climat méditerranéen est dominant, les études sur les coléoptères, 

notamment en milieu agricole, sont encore à leurs débuts car la plupart d'entre elles n'ont pas 

été entièrement identifiées. De plus, leur biologie et leurs rôles dans les agro-écosystémes 

n'ont pas été complètement élucidés.  

De ce fait, l'objectif principal de cette étude était de faire un inventaire spécifique des 

coléoptères  des champs cultivés, de fournir des informations fondamentales sur sa structure 

communautaire et d'évaluer l'impact de différentes cultures sur sa diversité. 

3.1. Matériel et méthodes 

3.1.1 Région d'étude 

Un inventaire des insectes coléoptères a été réalisé, de mars 2018 à février 2020, dans 

quatre sites dans les wilayas de Mostaganem et Relizane dans le nord-ouest Algérien. Ces 

régions ont été choisies compte tenu de leur production agricole importante dans le pays.  

Notre étude s'est concentrée sur différents champs cultivés (céréales, cultures 

maraîchères et vergers) (fig 10) et la collecte a été mené dans quatre stations : Sirat 1, Sirat 2, 

Souaflias et Yellel (fig. 9). Les caractéristiques générales des zones d'étude sont mentionnées 

dans le tableau 02 et (fig. 9). 

 

 

Figure 9: Localisation de la région d'étude 
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Tableau 02: Caractéristiques générales des quatre stations étudiées. 

Stations Coordonées geographiques Altitude(m) Cultures 

Sirat 1 
35 ˚ 78ʹ 37ʺ  N 

0˚   15ʹ  98ʺ  E 
42 PDT 

Sirat 2 
35 ˚ 76ʹ 19ʺ  N 

0˚   16ʹ  59ʺ  E 
47 PDT 

Souaflias 
35 ˚ 88ʹ 75ʺ  N 

0˚   35ʹ  42ʺ  E 
284 CR  

Yellel 
35 ˚ 75ʹ 36ʺ  N 

0˚   38ʹ  83ʺ  E 
131 AG  

PDT : pomme de terre. CR : céréales. AG : agrumes  

  

Sirat 1 Sirat 2 

  

Souaflias Yellel 

 

Figure 10 : Les sites expérimentaux (Originale, 2018) 
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3.1.2. Caractéristiques climatiques  

Le climat est un facteur écologique très important qui agit directement sur le cycle 

biologique des êtres vivants. En effet, ils ne peuvent se maintenir en vie, que si des limites 

bien précises de température, de pluviométrie et d’humidité sont réunies. (Dajoz, 2003a). 

Sur le plan climatique, Mostaganem appartient à l'étage méditerranéen semi-aride. La 

période chaude et sèche couvre au moins cinq mois de l'année (fig. 11a). Sur les deux années 

cumulées (2018/2019), la température moyenne à Mostaganem est de 17.9 °C avec une 

précipitation moyenne est de 347 mm. Le mois le plus sec est celui de Juillet, tandis que le 

mois de Novembre affiche les précipitations les plus importantes, avec une moyenne de 60 

mm.  

En parallèle, Relizane est située aussi dans l’étage bioclimatique semi-aride. Il y a peu 

de précipitations, quelque soit la période de l'année. Sur les deux années cumulées 

(2018/2019), la température moyenne à Relizane est de 18.3 °C avec une précipitation 

moyenne est de 349 mm. Les précipitations moyennes les plus faibles sont enregistrées en 

Juillet avec 1 mm seulement. En Novembre, les précipitations sont les plus importantes de 

l'année avec une moyenne de 54 mm. (fig. 11b) 

  

Figure 11: Diagramme ombrothermique des régions d’étude en (2018-2019) 

A : Mostaganem, B : Relizane (Climate-data.org) 

A B 



Chapitre 3                                                           Inventaire des coléoptères des champs cultivés  
 

31 
 

3.1.3. Méthodes de collection  

La collecte des spécimens sur les sites a été fait systématiquement à partir de 96 

relevés répartis sur 24 mois; en utilisant les différentes techniques habituellement utilisées 

dans le domaine de l'entomologie (Piège de Barber et piège jaune en plus des chasse à vue sur 

le terrain) (Benkhelil 1991).  

3.1.3.1. La chasse à vue  

Elle a impliqué des observations minutieuses de plantes cultivées, des arbres et  même 

du sol. Tous les individus présents ont été prélevés et mis dans  des boites en plastiques 

aérées. 

3.1.3.2. Les pièges Barber  

Les pièges sont constitués de pots en polystyrène (50 cl) enterrés jusqu'au bord 

supérieur de façon à créer un puits dans lequel les insectes marcheurs vont choir. Ces pièges 

ont été rendus attractifs par l'addition de 20 cl de solution constituée de l’eau, détergent et de 

sel (conservateur) (Benkhelil 1991), dans chaque station on a mis 30 pots séparés les uns aux 

autres. 

3.1.3.3. Les pièges jaunes  

Les pièges sont constitués de pots en polystyrène (20 cl)  de couleur jaune. Ces pièges 

ont été rendus attractifs par l'addition de 5 cl de solution constituée de l’eau, détergent et de 

sel (conservateur) (Benkhelil 1991), dans chaque station on a mis 30 pots. 

  

Chasse à vue piège Barber 

 

piège jaune 

Figure 12 : Les différentes techniques de piégeage utilisées (Originale 2018). 
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3.1.4. Traitement des spécimens  

Les spécimens collectés ont ensuite été transportés au laboratoire d'entomologie de la 

station régionale de la protection des végétaux où ils ont été séparés, traités et conservés dans 

des tubes étiquetés contenant de l'alcool éthylique à 70 ° puis ils ont été identifiés à l'aide des 

spécialiste (Hervé Brustel Université de Toulouse, France ; Estefania Mico et José Verdu 

Université d’Alicante, Espagne ) et des clés d'identification. 

3.1.5. Classification et analyse de la diversité 

La classification des espèces a été effectuée selon la taxonomie de Bouchard et al 2011. 

Pour chaque espèce, le nombre d'individus collectés, le site, la date de collecte et les hôtes 

sont indiqués.  

Afin de déterminer la complexité des populations étudiées et leur composition, plusieurs 

paramètres et indices écologiques ont été calculés: 

3.1.5.1. Fréquence centésimale (Cf %) : 

C'est le rapport du nombre d'individus d'une espèce trouvés dans une zone donnée Ni au 

nombre total d'individus de toutes les espèces confondues N (Dajoz, 1985).  Elle est donnée 

par la formule suivante : Cf = Ni. 100/N.  

3.1.5.2. Indice de Shannon  ou indice de diversité (H’) : 

C’est la méthode la plus simple et la plus utilisée pour déterminer la diversité des 

populations (Magurran, 1988, Barrantes et Sandoval, 2009). Il est donné par la formule 

suivante: 

    ∑          

 

   

 

Où: pi = ni / N 

H': Indice de Shannon (diversité). 

Pi : Fréquence relative des individus d'espèces trouvées dans une zone donnée par rapport au  

nombre total d'individus de toutes les espèces combinées. 

ni : Nombre total des individus de l'espèce (i). 

N: Nombre total des individus de toutes les espèces combinées. 
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3.1.5.3. L’équitabilité (E) 

Cet indice représente le rapport de l'indice de Shannon calculé à l'indice théorique 

maximal dans la population. . Il varie entre 0 et 1 (Blondel, 1979). 

E = H' / H' max 

Où: 

H' max : représente la diversité maximale. 

3.1.5.4. Indice de Sorenson (similarité qualitative) :  

Il permet de déterminer la similitude ou la différence entre les compositions des 

populations d'insectes collectées dans deux stations différentes (Magurran, 1988). Il est 

calculé par la formule suivante: 

S= 2C / (A+B) 

Où :  

A: Nombre d'espèces collectées dans la station A. 

B: Nombre d’espèces collectées dans la station B. 

C: Nombre d'espèces communes dans les stations A et B. 

3.1.5.5. Indice de Jaccard (similarité quantitative) : (Younes et Saporta, 2004) Il est donné 

par la formule suivante: 

J = C/ (A+B+C) 

Où :  

A: Nombre d'espèces collectées uniquement dans la station A. 

B: Nombre d’espèces collectées uniquement dans la station B. 

C: Nombre d'espèces communes dans les stations A et B 

3.1.5.6. Exploitation des résultats par des méthodes statistiques 

Le test du Chi2 a été utilisé pour déterminer la dépendance de la richesse spécifique et 

l’abondance  relative des différentes familles ainsi que la dépendance  des quatre 

agroécosystèmes étudiés. Le test ANOVA et le test t ont  été utilisé pour montrer les 

différences significatives entre le nombre d'espèces des différentes stations et les différentes 

saisons. Les calculs statistiques ont été effectués à l'aide du logiciel SPSS v21. 
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3.2. Résultats et discussions 

3.2.1. Inventaire des espèces collectées 

L’inventaire de la biodiversité des coléoptères  au sein des différentes cultures 

prospectées a dévoilé la présence de 4633 individus classés en 29 familles différentes, 69 

sous-familles, 146 genres et 205 espèces. Le plus grand nombre de coléoptères a été enregistré 

dans le champ des céréales avec 1472 individus et 114 espèces, suivi par le verger d’agrumes  

avec 1266 individus et 96 espèces, le champ de la pomme de terre (2) avec 1074 individus et 

82 espèces et enfin par le champ de la pomme de terre (1) avec 821 individus et 72 espèces 

(Tableau 03; Fig 13). 

 

Figure 13: Nombre total des familles, sous-familles, genres et espèces de coléoptères pour les 

quatre agroécosystèmes prospectés. 
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Tableau 03: Composition de la faune coléoptèrique  dans les quatre stations étudiées. 

Famille Sous-famille Espèce PT1 PT2 CR AG 

Carabidae 

Harpalinae 

Harpalus oblitus Dejean, 1829 + + + + 

Harpalus tenebrosus Dejean, 1829 - - + - 

Harpalus punctatostriatus (Dejean, 1829) - - - + 

Harpalus attenuatus Stephens, 1828 - - - + 

Harpalus sp - + - + 

Ophonus opacus (Dejean, 1829) - - - + 

Ophonus cordatus (Duftschmid, 1812) - - - + 

Ophonus sp - - - + 

Poecilius quadricollis (Dejean, 1828) - - + - 

Poecilus purpurascens (Dejean, 1828) + - - - 

Poecilus sp1 + + - - 

Poecilus sp2 - + - - 

Graphipterus serrator (Forsskal, 1775) - - + - 

Platytarus faminii (Dejean, 1826) - - + - 

Amara aenea (De Geer, 1774) - - - + 

Amara rufipes Dejean, 1828 + - - - 

Licinus punctatalus (Fabricius, 1792) - + - - 

Licinus silphoides (Rossi, 1790) - - + - 

Microlestes corticalis (L.Dufour, 1820) - + - + 

Microlestes sp - - + + 

Laemostenus algerinus (Gory, 1833) - - - + 

Sphodrus leucophthalmus (Linnaeus, 1758) - + - + 

Zabrus ignavus Csiki, 1907 + - - - 

Carterus calydonius (P. Rossi, 1790) - - - + 

Carterus fulvipes (Latreille, 1817) + + + + 

Oedesis villosulus (Reiche, 1859) - + - + 

Chlaenius sp - + - + 

Agonum marginatum (Linnaeus, 1758) - - - + 

Calathus opacus Luca, 1846 - + - + 

Calathus fuscipes (Goeze, 1777) + + - - 

Calathus sp - - + + 

Cicindellinae 

Myriochile melancholica (Fabricius, 1798) - - - + 

Cicindela lunulata Fabricius, 1781 - - + - 

Cicindella sp - - + + 

Lebiinae Cymindis setifensis Lucas, 1842 - - - + 

Carabinae 

Carabus morbillosus Fabricius, 1792 - - + + 

Calosoma algiricum Géhin, 1885 - - + - 

Calosoma inquisitor (Linnaeus, 1758) - - + - 

Nebriinae 
Nebria andalusia Rambur, 1837 - - + + 

Notiophilus sp - + - + 

Scaritinae 

Distichus planus (Bonelli, 1813) - - + - 

Dyschyrius chalybeus Putzeys, 1846 - - + - 

Scarites sp - + + - 

Siagoninae Siagona europaea Dejean, 1826 + +  + 

Broscinae Broscus politus (Dejean, 1828) - - + - 

Trechinae 
Pogonus chalceus (Marsham, 1802) + + - - 

Notaphus varius (Olivier, 1795) - - + - 

 

Scarabaeidae 

Cetoniinae 

Tropinota squalida (Scopoli, 1763) + + + + 

Aethiessa floralis (Fabricius, 1787) - + + - 

Oxythyrea funesta (Poda, 1761) - - - + 

Protaetia opaca (Fabricius, 1787) - - - + 

Melolonthinae 

Hoplia sp1 + + + - 

Hoplia sp2 - - + - 

Hymenoplia sp + + + - 
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Pachydema  sp1 + + - - 

Pachydema sp2 + + - - 

Sphodroxia mauritanica, (Lucas, 1846) - - + - 

Geotrogus deserticola (Blanchard, 1851) - - + - 

Rutelinae 
Anthoplia floricola (Fabricius, 1787) - + + - 

Hemichaetoplia pallidipennis (Gyllenhal, 1817)  + + + 

Scarabaeinae 

Euoniticellus pallens (Olivier, 1789) + - - - 

Onitis alexis Klug, 1835 + + - - 

Onthophagus(Trichonthophagus) maki (Illiger, 1803) - - + - 

Onthophagus(sensu stricto)tarus (Schreber, 1759) - - - + 

Scarabeus sp - - + - 

Dynastinae 

Pentodon algerinum (Herbst, 1789) + + + + 

Phyllognathus excavatus (Forster, 1771) + + + + 

Oryctes nasicornis(L.) spp grypus (Illiger 1803) - - - + 

Orphninae Hybalus sp - - - + 

Aphodiinae 

Aphodius sp + + + - 

Pleurophorus sp + - + - 

Calamosternus granarius (Linnaeus 1767) - - + + 

Cebrionidae  Cebrio sp - - + - 

Anthicidae Notoxinae 
Notoxus sp1 - + - - 

Notoxus sp2 - - + - 

Bostrichidae Bostrichinae Apate monachus Fabricius, 1775 - - + - 

Buprestidae 

Polycestinae 

Acmaeodera adspersula (Illiger, 1803) - + + + 

Acmaeodera sp1 + + + - 

Acmaeodera sp2 - + + - 

Acmaeodera sp3 + - + - 

Acmaeodera sp4 - + - - 

Acmaeodera sp5 - + + - 

Buprestinae 

Anthaxia scutellaris (Gené, 1839) + - + + 

Anthaxia umbellatarum (Fabricius, 1787) - - + - 

Anthaxia funerula (Illiger, 1803) - + - + 

Anthaxia sp( Melanthaxia) - - +  

Chrysochroinae 
Sphenoptera rauca (Fabricius, 1787) - - + - 

Capnodis tenebrionis (Linnaeus, 1760) - - + - 

Agrilinae Trachys fabricii Schaefer, 1949 - - - + 

Cerambycidae 

Cerambycinae 

Trichoferus fasciculatus (Faldermann, 1837) - - - + 

Stenopherus ater (Linnaeus, 1767) - + - - 

Stenopterus mauritanicus Lucas, 1849 - + - - 

Purpuricenus desfontainii (Fabricius, 1792) - - + - 

Lamiinae 

Agapanthia cardui (Linnaeus, 1767) + - - - 

Agapanthia suturalis (Fabricius, 1792) + + - - 

Niphona picticornis Mulsant, 1839 - + - - 

Calamobius filum (Rossi, 1790) - + - - 

Chrysomelidae 

Galerucinae 

Galeruca interrupta Illiger, 1802 + + + + 

Galeruca barbara (Erichson, 1841) + + + + 

Altica ampelophaga (Guérin-Méneville, 1858)  + + + 

Cassidinae Cassida sp + + + + 

Chrysomelinae Chrysolina sp + - + + 

Cryptocephalinae 

Cryptocephalus rugicollis Olivier, 1791 - + + + 

Lachnaia sp - - + + 

Clytra sp + + + + 

Cleridae Clerinae Trichodes umbellatarum (Olivier,1795) + - + + 

Coccinellidae Coccinellinae 

Hippodamia tredecimpunctata (Linnaeus, 1758) - - + - 

Hippodamia undecimnotata (Schneider, 1792) + + - - 

Hippodamia variegata (Goeze, 1777) + + - + 

Hippodamia sp + + - - 

Henosepilachna elaterii (Rossi, 1794) - - + - 

Scymnus apetzi Mulsant, 1846 - - + - 
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Scymnus interruptus (Goeze, 1777) - + - + 

Scymnus sp1 - - + - 

Scymnus sp2 - + - - 

Coccinella algerica Kovar, 1977 + + - - 

Coccinella sp - - - + 

Curculionidae 

Lixinae 

Lixus algirus (Linnaeus, 1758) - - + + 

Lixus elegantulatus (boheman, 1842) - - + - 

Lixus sp + + + + 

Cleonus sp + - - - 

Larinus sp - - + - 

Curculioninae 

Sibinia primita (Herbst, 1795) - - + - 

Pachytychius sp - + - + 

Mecinus janthinus Germar, 1821 - - - + 

Rhynchophorinae Sphenophorus piceus (Pallas, 1771) - - + - 

Bagoinae Bagous argillaceus Gyllenhal, 1836 - - + - 

Apioninae Apion sp - - + - 

Baridinae 
Baris sp - - - + 

Aulacobaris sp - - + - 

Entiminae 

Sitona macularius (Marsham 1802) - - + - 

Sitona sp1 - - + - 

Sitona sp2 + - + - 

Hyperinae Donus salviae (Schrank, 1789) - - + - 

Dermestidae 

Megatominae 
Anthrenus verbasci (Linnaeus, 1767) - - + - 

Dermestes sp - + + - 

Attageninae 
Attagenus sp1 + - - - 

Attagenus sp2 - - + - 

Elateridae 

Cardiophorinae 
Cardiophorus sp1 + - - + 

Cardiophorus sp2 + - + - 

Agrypninae 

Drasterius bimaculatus (Rossi, 1790) - + - + 

Drasterius sp1 - + + + 

Drasterius sp2 - + - + 

Elaterinae 
Agriotes sordidus (Illiger, 1807) + - - + 

Agriotes pilosellus (Schönherr, 1817) + + - + 

Hypnoidinae Athous sp + + - - 

Endomychidae  Dapsa pallescens Marseul, 1868 - + - - 

Geotrupidae Geotropinae Thorectes puncticollis Lucas, 1845 - - + - 

Glaphyridae Glaphyrinae Eulasia bombylius (Fabricius, 1787) - - + + 

Histeridae Histerinae 

Saprinus sp1 + + + + 

Saprinus sp2 + + - + 

Hister sp - - + - 

Hybosoridae Hybosorinae Hybosorus arator Illiger, 1803 + + + - 

Hydrophilidae 
Acidocerinae Helochares lividus (Forster, 1771) + + - - 

Enochrinae Enochrus sp  - - + - 

Meloidae Meloinae 

Mylabris variabilis (Pallas, 1781) + - - - 

Mylabris sp + - - - 

Meloe cavensis Petagna, 1819 - - + - 

Meloe sp - - + - 

Berberomeloe sp - - + - 

Oenas afra - - + - 

Melyridae 
Dasytinae 

Dasytes virens (Marsham, 1802) - - + + 

Dasytes sp - - - + 

Malachiinae Axinotarsus pulicarius (Fabricius, 1777) - - + + 

Mordellidae Mordellinae Mordella sp - - + + 

Nitidulidae 
Carpophilinae 

Urophorus humeralis (Fabricius, 1798) + - - - 

Carpophilus sp + - - - 

Epuraeinae Epuraea sp - - + - 

Oedemeridae Oedemerinae Oedemera lurida (Marsham, 1802) - - + + 

Prionoceridae  Lobonyx aeneus (Fabricius, 1787) - - - + 
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Scraptiidae Anaspidinae Anaspis sp - - - + 

Silphidae Silphinae Silpha puncticollis Lucas, 1846 + + + - 

Staphylinidae 

Staphylininae 
Quedius pallipes Lucas, 1846 - + + - 

Staphylinus olens (O. Müller, 1764) - + - + 

Oxytelinae 
Carpelimus corticinus (Gravenhorst, 1806) - - + + 

Bledius sp - + - + 

Tenebrionidae 

Pimeliinae 

Pimelia muricata Olivier, 1795 + + + + 

Pimelia costata Waltal, 1835 + + + - 

Zophosis sp1 + + + + 

Zophosis sp2 + - - + 

Erodius sp + + - - 

Pachychila sp1 + + + + 

Pachychila sp2 + - + + 

Tentyria interrupta Latreille, 1807 - + - + 

Akis sp + - + + 

Scaurus striatus Fabricius, 1792 + - + + 

Scaurus sp1 + + - - 

Scaurus sp2 + - + - 

Asida sp - - - + 

Tenebrioninae 

Opatrum sabulosum Linnaeus, 1758 +  + + 

Opatrum sp1 + + - - 

Opatrum sp2 + - - - 

Eledona agricola (Herbst, 1783) + + - + 

Neopachypterus mauritanicus (Lucas, 1846) - - - + 

Dendarini sp - - + - 

Catomus sp - - + - 

Blaps sp groupe B gigas - - + + 

Diaclina fagi (Panzer, 1799) + + - - 

Tenebrio molitor Linnaeus, 1758 + + - - 

Alleculinae 

Heliotaurus ruficollis (Fabricius 1781) + + + + 

Heliotaurus sp + - - + 

Hymenalia sp - + - + 

Helopinae Raiboscelis sp - - + + 

Lagriinae 
Lagria villosa (Fabricius, 1781) - - + + 

Lagria atripes Mulsant & Guillebeau, 1855 - - - + 

+ Présent,  - Absent 

3.2.2. Composition et abondance de la communauté des coléoptères collectées : 

 L'analyse de la composition taxonomique de l'ensemble des coléoptères collectés dans 

la région d'étude a montré que  le plus grand nombre d'espèces appartenait aux familles des 

Carabidae (22,92%), Tenebrionidae (14,14%) et Scarabaeidae (12,19%). Le reste des espèces 

a été répartie sur les autres différentes familles (Fig. 14). Cependant, Ténébrionidae étaient la 

famille la plus dominante en terme de nombre d'individus dans les quatre agroécosystèmes  

étudiées, suivi par la famille des Scarabaeidae dans la céréaliculture et dans les deux champs 

de la pomme de terre et suivi par la famille des Carabidae dans le verger d’agrumes (Tableau 

04). L’ensemble des familles des Buprestidae, Chrysomelidae, Coccinellidae, Curculionidae, 

Elateridae, Histeridae et Staphylinidae étaient également présentes dans toutes les stations 

agricoles prospectées mais avec des fréquences faibles. Les Bostrichidae, Geotrupidae et 

Cebrionidae n'ont été signalés que dans le champ des céréales. Endomychidae n'était présent 
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que dans le champ de la pomme de terre et les Scraptiidae et les Prionoceridae n'ont été 

collectés que dans le verger d’agrumes avec une espèce pour chacune des familles (tableau 4). 

 Dans l'ensemble, la richesse spécifique (S) des familles et l'abondance relative (RA%) 

étaient différentes. Le test du Chi2 a montré que l’abondance des familles était dépendante des 

stations (P < 0,0001), tandis que les valeurs de la richesse spécifique des familles étaient 

indépendantes des stations (P = 0,60). 

 

Figure 14 : Abondance relative des différentes familles enregistrées dans les quatre 

agroécosystèmes. 
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Tableau 04 : Richesse spécifique et fréquence centésimale des différentes familles de 

coléoptères dans les quatre agroécosystèmes prospectés. 

Familles 

PDT1 PDT2 CF AG 

N. 

sp* 

N. 

ind** 

Fr . 

(%)*** 

N. 

sp 

N. 

ind 

Fr 

(%) 

N. 

sp 

N. 

ind 

Fr 

(%) 

N. 

sp 

N. 

ind 

Fr 

(%) 

Anthicidae - - - 1 5 0.47 1 1 0.07 - - - 

Bostrichidae - - - - - - 1 1 0.07 - - - 

Buprestidae 3 5 0.61 6 32 2.98 10 123 8.36 4 72 5.69 

Carabidae 9 11 1.34 16 49 4.56 20 57 3.87 26 176 13.90 

Cebrionidae - - - - - - 1 2 0.14 - - - 

Cerambycidae 2 3 0.37 5 11 1.02 1 2 0.14 1 3 0.24 

Chrysomelidae 5 40 4.87 6 49 4.56 8 92 6.25 8 108 8.53 

Cleridae 1 2 0.24 - - - 1 21 1.43 1 1 0.08 

Coccinellidae 4 59 7.19 6 45 4.19 4 8 0.54 3 18 1.42 

Curculionidae 3 15 1.83 2 3 0.28 13 40 2.72 5 25 1.97 

Dermestidae 1 1 0.12 1 3 0.28 3 10 0.68 - - - 

Elateridae 5 25 3.05 5 62 5.77 2 12 0.82 6 49 3.87 

Endomychidae - - - 1 13 1.21 - - - - - - 

Geotrupidae - - - - - - 1 1 0.07 - - - 

Glaphyridae - - - - - - 1 14 0.95 1 1 0.08 

Histeridae 2 6 0.73 2 15 1.40 2 3 0.20 2 9 0.71 

Hybosoridae 1 97 11.81 1 26 2.42 1 4 0.27 - - - 

Hydrophilidae 1 3 0.37 1 7 0.65 1 6 0.41 - - - 

Meloidae 2 2 0.24 - - - 4 139 9.44 - - - 

Melyridae - - - - - - 2 24 1.63 3 20 1.58 

Mordellidae - - - - - - 1 2 0.14 1 2 0.16 

Nitidulidae 2 8 0.97 - - - 1 1 0.07 - - - 

Oedemeridae - - - - - - 1 4 0.27 1 27 2.13 

Prionoceridae - - - - - - - - - 1 5 0.39 

Scarabeidae 11 205 24.97 12 92 8.57 16 267 18.14 10 33 2.61 

Scraptiidae - - - - - - - - - 1 2 0.16 

Silphidae 1 7 0.85 1 2 0.19 1 4 0.27 - - - 

Staphylinidae - - - 3 10 0.93 2 12 0.82 3 20 1.58 

Tenebrionidae 19 332 40.44 13 650 60.52 15 622 42.26 19 695 54.90 

Total  72 821 100 82 1074 100 114 1472 100 96 1266 100 

* nombre d’espèces, **nombre d’individus, *** fréquence centésimale. 

3.2.3 Diversité des coléoptères : 

Les résultats obtenus dans cette étude ont montré que la population des coléoptères 

variait d'un agroécosystème à l'autre. En effet, les hautes valeurs de diversité et d'équitabilité  

ont été enregistrées dans le champ de céréales qui est considéré comme l'écosystème le plus 

diversifié et équitable (H'=3,63 bits ; E=0,76). Le verger d’agrumes a été rangé en deuxième 

position avec une diversité de 3,49 bits et une équitabilité de 0,76. De plus, les deux champs 

de la pomme de terre ont montré des faibles niveaux de diversité et d'équitabilité par rapport 

aux autres agroenvironnements étudiés (Tableau 05). Alors que, aucune différence 

significative n'a été observée entre les moyennes de nombre d'espèces dans les quatre milieux 

agricoles étudiés.  
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Tableau 05 : Paramètres structuraux des populations de coléoptères évalués pour chaque 

agroécosystème. 

Agroécosystèmes 

Paramètres 

PDT 1 PDT 2 CR AG 

S
*
 72 82 114 96 

H’
**

 2.96 3.15 3.63 3.49 

H max
***

 4.27 4.40 4.73 4.56 

E
****

 0.69 0.71 0.76 0.76 

* Richesse spécifique, ** Indice de Shannon, *** Diversité Maximale, ****Equitabilité 

A l'échelle saisonnière, tous les agroécosystèmes prospectés ont montré leurs hauts 

niveaux de diversité au printemps et en été. Les niveaux de diversité observés étaient 

légèrement inférieurs en automne et très faibles en hiver. De plus, les valeurs de diversité les 

plus élevées ont été notées au printemps dans le champ de céréales et dans le verger 

d’agrumes, respectivement, avec un indice de Shannon de 3,60 et 3,47 bits vis-à-vis  les deux 

champs de pomme de terre avec 2,93 et 3,26 bits. Cependant, la communauté de coléoptères 

dans le verger d’agrumes était la plus équitable par rapport aux autres milieux étudiés. Les 

valeurs d'équitabilité dans cet agroécosystème pérenne étaient, respectivement, de 0,81, 0,86 

et 0,83 au printemps, en automne et en hiver (tableau 06). Les moyennes de nombre d'espèces 

différaient significativement entre les environnements étudiés durant les saisons (F = 33,87 ; p 

<0,0001). 

Tableau 06 : Paramètres structuraux saisonniers des populations de coléoptères évalués pour 

chaque agroécosystème 

Agroécosystèmes paramètres Printemps Eté Automne Hiver 

PDT1 

H’ 
*
 2.93 2.34 1.82 0.55 

Hmax
**

 3.85 3.55 2.39 1.09 

E
***

 0.76 0.65 0.76 0.50 

PDT2 

H’ 3.26 2.40 1.76 0.73 

Hmax 4.12 3.61 2.48 1.60 

E 0.79 0.66 0.71 0.45 

CR 

H’ 3.60 3.01 1.96 1.44 

Hmax 4.47 3.87 3.09 1.94 

E 0.76 0.77 0.63 0.74 

AG 

H’ 3.47 2.59 2.43 1.50 

Hmax 4.24 3.80 2.83 1.79 

E 0.81 0.68 0.86 0.83 

* Indice de Shannon, ** Diversité Maximale, ***Equitabilité 
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3.2.4 Similitude des agroécosystèmes étudiés: 

 Même si chaque milieu d'échantillonnage a présenté des conditions différentes, les 

indices de Sorensen et de Jaccard ont montré de fortes similitudes entre les espèces de 

coléoptères inventoriées dans les deux champs de pomme de terre. Cependant, un peu moins 

de similarité a été notée entre celles du verger d’agrumes, des céréales et du champ de pomme 

de terre (PDT1) et de très faible similarité a été enregistrée entre le champ de céréales  et le 

champ de pomme de terre (PDT2) (Tableau 07). 

Tableau 07 : Les Valeurs de l'indice de similarité de Sorenson (au-dessus de la diagonale) et 

de l'indice de similarité de Jaccard (au-dessous de la diagonale) entre la faune coléoptérique 

des quatre agroécosystèmes étudiées 

Faune coléoptérique FCPDT1 FCPDT2 FCCR FCAG 

FCPDT1
*
 - 0.57 0.36 0.36 

FCPDT2
**

 0.4 - 0.34 0.46 

FCCR
***

 0.22 0.20 - 0.41 

FCAG
****

 0.22 0.29 0.26 - 

FCPDT1
*
: faune coléoptérique de PDT 1, FCPDT2

**
: faune coléoptérique de PDT 2, 

FCCR
***

: faune coléoptérique des céréales, FCAG
****

: faune coléoptérique du verger d’agrumes. 
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3.3 Discussion : 

Les familles de coléoptères les plus dominantes collectées dans cette étude étaient les 

Carabidae, les Tenebrionidae et les Scarabaeidae. Ces résultats étaient presque similaires à 

plusieurs études menées sur la faune de coléoptères dans différents pays (Baghem, 2012 ; 

Daas et al., 2016 ; Bouraada et al., 2016 ; Tom et Kaippallil, 2016). En Algérie, une étude 

réalisée par Baghem (2012) a montré la dominance de la famille des Carabidae dans les 

champs de céréales conduites par un semi conventionnel dans l'Est algérien. Une autre étude 

menée par Daas et al (2016) a rapporté la dominance des Carabidae et des Scarabeidae dans 

deux forêts de chêne  liège dans le Nord-Est algérien. Cependant, une étude sur la diversité 

des coléoptères dans les dunes mobiles du nord-est du Maroc a révélé que les Scarabaeidae et 

les Tenebrionidae étaient les familles les plus dominantes (Bouraada et al., 2016). Dans une 

région rurale en Inde, Tom et D Kaippallil (2016), ont rapporté la dominance de la famille des 

Melolonthiidae suivie des Tenebrionidae. Généralement, Le peuplement entomologique est 

dominé, sur le plan de la richesse taxonomique,  par la famille des Tenebrionidae (Bouraada 

et al., 1999), qui est une famille très riche et diversifiée en Afrique du Nord (Pierre 1958). 

L'abondance des familles enregistrées dans la présente étude pourrait être en relation avec 

l'utilisation abusive de la bouse des bovins comme fumure organique dans la région d'étude, la 

disponibilité de leurs habitats, les sites d'hivernation et les ressources alimentaires.  

Bouraada et al (2016) ont suggéré que Cette bonne diversification est, en grande partie, 

due aux espèces coprophages, généralement indépendantes du milieu et étroitement liées à la 

présence de fèces, de matière organique et de couvert végétal pour les espèces phytophages. 

De plus, les carabidés sont abondants dans les agroécosystèmes tempérés et jouent un rôle 

central en tant qu'agents de lutte biologique pour la régulation des semences de mauvaises 

herbes et des ravageurs (Sint et al., 2018). 

Les résultats obtenus dans cette étude ont montré que la population de coléoptères 

variait d'un agroécosystème à l'autre. L'écosystème le plus diversifié était le champ de 

céréales, suivi du verger d’agrumes, du champ de pomme de terre 2 et enfin du champ de 

pomme de terre 1. Cependant, une étude récente menée sur la diversité entomologique dans 

les agroécosystèmes du Nord-Ouest Algérien a révélé que le plus grand nombre d'insectes a 

été signalé dans le champ non cultivé suivi par les vergers d'agrumes, puis les cultures 

céréalières et enfin la pomme de terre (Mohammedi et al., 2019). 

Les différences constatées semblent provenir de la variation des cultures, des conditions 

microclimatiques et du couvert végétal. Cela peut aussi être due à la présence de certaines 

espèces originaires d'autres habitats environnants où maintiennent des populations 
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abondantes, comme il est suggéré précédemment (Gibrán et al., 2018). En effet, plusieurs 

conditions, y compris la monoculture qui sont fréquemment envahies par des ravageurs, 

peuvent expliquer la variation de l'abondance des insectes d'une culture à l'autre (Dajoz, 

2003b). De plus, la richesse des communautés végétales peut aussi favoriser la diversité des 

insectes (Hartley et al., 2003). La différence observée entre les familles de coléoptères varie 

selon les différentes associations d'habitats (Tom et Kaippallil, 2016). Par ailleurs, les 

variations climatiques et les techniques agricoles appliquées peuvent aussi avoir une action 

sur la diversité des espèces (Baghem, 2012). De même, il existe une interaction entre 

l’agriculture et la biodiversité, par exemple, certaines mauvaises herbes qui envahirent le 

champ agricole telles que les légumineuses, les ombellifères et les composées peuvent jouer 

un rôle écologique crucial en hébergeant et en soutenant un complexe d'arthropodes 

bénéfiques qui aident à supprimer les populations de ravageurs (Altieri, 1999). 

Les résultats de la présente étude ont montré que le champ de céréales était l'écosystème 

le plus diversifié et le plus équitable. Cette étude a également démontré la présence de 

certaines espèces forestières dans cette zone. Cela peut s'expliquer par sa proximité d’une 

forêt. Les bords des champs sont généralement caractérisées par une plus grande diversité 

végétale qui peut fournir des ressources plus diversifiées aux espèces forestières (Aviron et 

al., 2003). Selon Da Silva et al. (2013) les environnements plus proches du la nature 

fournissent des ressources alimentaires aux espèces généralistes. Les valeurs de l'indice de 

Shannon-Weaver ont révélé des niveaux de diversité légèrement faibles dans les autres 

agrosystèmes prospectés. Ce résultat peut être lié au système de monoculture appliqué dans 

les régions qui n'est pas suffisant pour héberger la plupart des espèces. Il a été suggéré que les 

écosystèmes pérennes et les cultures annuelles conduisent à des environnements uniformes, 

provoquant la résilience de l'écosystème et minimiser la biodiversité (Lacoste et Salanon, 

2001). D'autres facteurs, dont Les pratiques agricoles et l'expansion des monocultures au 

détriment de la végétation naturelle ont été considérées comme la cause principale de 

l'instabilité des agroécosystèmes, aboutissant à une faible diversité (Mohammedi et al., 2019). 

Dans l'ensemble des parcelles prospectées, les populations de Coléoptères ont montré 

leurs hauts niveaux de diversité au printemps et en été. Les niveaux de diversité observés 

étaient légèrement inférieurs en automne et très faibles en hiver. La diversité la plus élevée a 

été notée en hiver au verger d’agrumes tandis que la plus faible a été signalée aux champs de 

pomme de terre. Dans les mêmes conditions climatiques, Mohammedi et al. (2019). ont 

rapporté que la diversité de l'entomo-faune la plus élevée a été trouvée dans les champs non 
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cultivés et la plus faible dans le champ de céréales durant  leur étude menée dans le Nord-

Ouest de l'Algérie. Cette perturbation de la diversité peut être due à l'intensification des 

pratiques culturales appliquées dans les cultures maraîchères (PDT). De même,  la présence 

de plusieurs strates exploitables par les communautés biologiques comme sites d'hivernation 

et l’intégration des végétaux au sein de la parcelle ou de la bordure peuvent également être à 

l'origine de la diversité végétale dans les vergers (Rigamonti et Lozzia, 2002 ; Debras et al., 

2007). La stratégie intensive de la protection des cultures ont également été considérées 

comme l’une des principales causes de la destruction de l’équilibre naturel au sein du champ 

de pomme de terre, en réduisant la biodiversité (Debras et al., 2007). 

Les deux indices de Sorenson et de Jaccard ont montré des fortes similarités entre les 

espèces de coléoptères inventoriées dans les deux parcelles de pomme de terre, et un peu 

moins de similarités entre celles du verger d’agrumes et les autres milieux, mais de très 

faibles similarités entre le champ de céréales  et la parcelle de pomme de terre 2. Il a été 

suggéré que les faibles valeurs de l'indice de similarité sont liées à de grandes différences de 

richesse, d'abondance et de dominance des espèces entre les paires de régions (Da Silva et al., 

2013). La similitude et la dissemblance entre la faune des différents agroécosystèmes peut être 

le résultat de la distance entre les stations d’études, des conditions microclimatiques et de 

l'hétérogénéité de la végétation.  

Il s'agit du premier inventaire spécifique fournissant des informations fondamentales sur 

la structure communautaire de la faune coléoptère dans les agroécosystèmes du nord-ouest 

algérien. Ainsi, la culture annuelle et l'écosystème pérenne apparaissent clairement comme les 

agroécosystèmes favorables au développement de la diversité faunistique des coléoptères. 

Néanmoins, les cultures maraîchères constituent un milieu dans lequel se développent un petit 

nombre d'espèces. L'intensification des pratiques culturales dans les cultures maraîchères 

permet l'instabilité de ces milieux et réduit les habitats et refuges nécessaires à ces espèces, 

entraînant une biodiversité limitée et une perte de production agricole. De plus, la 

préservation d'habitats et de sites d'hivernation comme les plantes sauvages et les haies 

naturelles dans les milieux cultivées pour les espèces bénéfiques, comme celles trouvées dans 

cette étude (les Scarabeidae coprophages, les Carabidae et les coccinellidae) devraient être 

préservée de la dévastation afin d'adopter une stratégie de lutte durable contre les ravageurs, 

de soutenir l'agriculture biologique et d’améliorer la productivité de nos agroécosystèmes. 
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4. Isolement des champignons entomopathogènes 

4.1. Isolement à partir de Phyllognathus excavatus  

Introduction 

Afin d’utiliser les champignons entomopathogènes comme agent de lutte de nombreuses 

espèces d’insectes ravageurs, il faut chercher activement  de ces microorganismes sur des 

spécimens contaminés (larves parasitées, cadavres, …   etc), les identifier et les tester. 

4.1.1. Matériel et méthodes 

4.1.1.1. Matériel biologique 

Des larves parasitées et des cadavres (adultes) de Phyllognathus excavatus présentant 

des symptômes d’infection fongique ayant servies à l’isolement des champignons 

entomopathogènes, proviennent de deux sites distincts : une parcelle de pomme de terre de la 

commune de Sirat – Mostaganem et un verger d’agrumes de la commune de Ain Tadles – 

Mostaganem (fig. 15) 

Les spécimens  sont placés dans des boites de Pétri avec un coton humide à une 

température de 25° afin de favoriser la croissance mycélienne. 

  

  

Figure. 15: Larves (A,B) et Adultes (C,D) de Phyllognathus excavatus présentant des 

symptômes d’infection fongique (Originale, 2017) 

A B 

D C 
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4.1.2. Méthode d’isolement des champignons 

L'isolement des souches entomopathogènes, à partir des spécimens de Phyllognathus 

excavatus morts, est réalisé dans des conditions aussi stériles que possible (à proximité de la 

flamme du bec bunsun) pour éviter tous risques de contamination. Les cadavres sont découpés 

puis ils ont subi à une désinfection  à l’eau de javel titrée à 2° chlorométrique pendant 2min 

suivant par trois rinçages à l’eau distillée stérile, ensuite, un séchage sur papier buvard 

stérilisé, les fragments sont alors déposées sur milieu de culture en boites de Pétri à raison de 

cinq fragments par boite puis incuber à 25 ° C (fig. 16). 

4.1.3. Milieux d’isolement 

Afin d’assurer un bon développement mycélien des souches fongiques, deux milieux 

synthétiques ont été utilisés pour l’isolement des champignons : 

- PDA: Potato Dextrose Agar (Annexe 1) 

- SDA: Sabouraud Dextrose Agar (Annexe 1) 

Des substances inhibitrices (antibiotiques) ont été additionnées aux milieux de culture à 

une concentration de 50 μg/l  afin d’inhiber la croissance bactérienne (Botton et al., 1990). 

   

 

Figure.16 : Isolement des champignons à partir des spécimens de Phyllognathus excavatus 

morts (Originale, 2017) 

4.1.4. Purification des isolats 

Habituellement, les colonies développées autour des fragments de l'insecte n'étant pas 

toujours pures ; ils sont, dans la plus part des cas, contaminées par d’autres microorganismes. 

Pour cela, des repiquages successifs nécessaires sont réalisés jusqu’à obtention d’une souche 
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pure. Des explants de culture sont choisis au niveau de la zone périphérique de croissance des 

colonies et redéposés dans des boites de pétri contenant le milieu P.D.A. (Saiah, 2014)  

4.1.5. Identification 

4.1.5.1. Identification morphologique 

En général, l'identification des champignons fait essentiellement appel aux caractères 

culturaux et à la morphologie. Pour l’identification les isolats en question, nous nous sommes 

basées sur leurs aspects macroscopiques et microscopiques. 

4.1.5.1.1. Aspect macroscopique 

Après ensemencement de quelques spores ou une petite bouture mycélienne prélevée 

auparavant à l’aide d’une anse de platine stérile et déposée au centre des boites contenant  les 

milieux de cultures spécifiques cités ci-dessus. Les caractères culturaux ont été déterminés par 

une évaluation quotidienne de la croissance et du développement observés à l'œil nu sur les 

colonies pures après l’incubation. Ce suivi permet de rassembler des indices révélateurs sur 

l’identité de nos souches (couleur du mycélium aérien et sa variation au cours du temps, 

couleur du revers de la boite, production de pigment diffusible, présence ou absence de 

gouttelettes sur le mycélium etc…) 

4.1.5.1.2. Aspect microscopique 

L'identification microscopique consistait à mettre un petit fragment mycélien à l’état 

frais entre lame et lamelle en présence d’une goutte du liquide de montage (Lacto-phénol) 

pour être observés au microscope optique. Le montage a été légèrement dilacéré avec deux 

aiguilles afin d’éviter la réalisation d’une préparation trop dense et inobservable (Botton, 

1990), puis a été recouvert délicatement d’une lamelle en évitant de créer des bulles d’air. 

Tout manipulations se font entre deux becs Bunsen afin d’éviter tout risque de contamination. 

Un ensemble de caractères morphologiques sont pris en considération lors 

l'identification microscopique d'un champignon isolés en se basant sur les clés de 

détermination de de Barnett et al. (1977): 

- La forme du mycélium 

- Le mode de ramification 

- La présence ou l'absence de cloisons 

- La forme et la taille des spores 

- La morphologie générale du champignon 
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4.1.5.1.3. Conservation des isolats 

Après avoir identifié les isolats, les souches obtenues, ont été conservées dans des tubes 

à essai inclinés contenant le milieu P.D.A., leurs conservation s'effectue à basse température 

entre 4 et 8°C (Wraight et al., 1987). 

4.1.5.2. Caractérisation moléculaire des isolats 

Bien qu'il soit possible d'identifier de nombreuses espèces de champignons à l'aide de 

caractéristiques morphologiques, cette approche reste insuffisante pour identifier clairement 

les isolats collectés ; ce qui nécessite une caractérisation moléculaire des isolats afin de les 

confirmer jusqu’à l’espèce précise. En effet, cette technique  s’est déroulée en plusieurs 

phases : 

4.1.5.2.1. Extraction de l’AND génomique 

Afin d’obtenir un matériel frais, les isolats ont été d’abord cultivés sur un milieu PDA, 

dans des boîtes de Pétri de 85 mm de diamètre. Après une incubation, à l’obscurité et 

maintenus à température ambiante, le mycélium de chaque isolat est récolté par grattage 

(Kouadio et al., 2018). L’extraction de l’ADN a été réalisée par l’utilisation d’un kit 

commercial  (DNaesy Mini Kit Plant de Qiagen, Germany).  

4.1.5.2.2. Amplification de l’AND (PCR des ITS et Ef) 

L’amplification s’effectue sur un fragment d’ADN à partir de deux amorces 

oligonucleotidiques s’appariant spécifiquement aux extrémités des deux brins 

complémentaires qui délimitent la partie d’ADN à amplifier. Pour identifier les souches 

isolées, une réaction de polymérisation en chaîne a été réalisée en utilisant les amorces 

suivantes: (Internal Transcribed Spacer : ITS1et ITS4, Elongation factor 1-alpha : EF-728F et 

EF-2) (tableau 08)  

Tableau 08 : Les amorces utilisées pour la caractérisation moléculaire. 

Non  Séquence 5’-3’ Tm  Taille 

fragment 

sources 

ITS1 CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA 55 
550 bp 

Gardes & Bruns (1993) 

 ITS4 TCCTCCGCTTATTGATATGC   55 

EF-728F CAT CGA GAA GTT CGA GAA GG  52 
450 bp 

Carbone & Kohn 

(1999)  EF-2  GGA RGT ACC AGT SAT CAT GTT  52 

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/j.1365-294X.1993.tb00005.x/abstract
http://www.jstor.org/stable/3761358
http://www.jstor.org/stable/3761358
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Les réactions d'amplification ont été réalisées dans un volume final de 25 µL 

contenant le mélange réactionnel (tableau 09) : 5 μl de tampon Taq Promega (1X), 1,5 mM 

MgCl2, 0,2 mM dNTP, 1 μl d'amorce F (10 μl), 1 μl d'amorce R (10 μl), 0,2 μl Taq 

polymérase Promega (1U), 2 μl d'ADN génomique et d'eau ultra pure. L'amplification par 

PCR était conforme au programme suivant: une dénaturation initiale à 95 ° C pendant 5 min 

(1 cycle) suivie d'une dénaturation à 95 ° C pendant 30 secondes; Hybridation à 55 ° C (ITS) 

et 52 ° C (EF) pendant 30 secondes et allongement à 72 ° C pendant 45 secondes (35 cycles). 

Une extension finale à 72 ° C pendant 5 min (1 cycle) a été réalisée (tableau 10). 

Tableau 09 : Mixture PCR 

Réactifs  Concentrations 

initiales 

Concentrations 

finales 

Volume à prélever 

Eau  ultra pure     

Tampon de Taq Promega 5X 1X 5 μl 

MgCl2  25mM 1,5mM 1,5 μl 

dNTP     25mM 0,2mM 0,2 μl 

Amorce F 10μM 0,5  1μl 

Amorce R 10μM 0,5   1μl 

Taq polymérase Promega 5U 1U 0,2 μl 

ADN génomique       2 μl 

Volume final :  25  μl 

 

Tableau 10 : Les conditions d’amplification (PCR) 

 

(*) La température d’hybridation est de 55°C pour les amorces  ITS et de 52°C pour les Ef  

 

 Etapes Température (°C)    Temps 

Dénaturation initiale 95  5 min 

35 cycles 

Dénaturation 95°C     30 min 

Hybridation                  (*) 55-52°C   30 min 

Élongation 72°C   45 min 

 Élongation finale 72°C  7 min 

Stockage avant révélation 10°C  jusqu’à utilisation 
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4.1.5.2.3. Révélation  des produits PCR 

Les produits d’amplification ont été révélés après une électrophorèse sur gel d’agarose à 

1,5% d’un dépôt de 10μl de produits de PCR.  La migration est suivie d’une coloration dans 

un bain de bromure d’éthidium  (0,5μg/ml). Après, l’ADN a été visualisé et photographié sous 

UV par l’utilisation du Gel doc système de biorad  (USA) 

4.1.5.2.4. Purification des produits PCR 

Les produits PCR ont été purifiés par le kit NucleoSpin
®
 Gel and PCR Clean-up de 

Macherey- Nagel  (Germany).  

4.1.5.2.5. Séquen age des produits PCR   

Les produits PCR isolés et purifiés ont été séquencés par la technique de Sanger (Sanger 

et al. 1977) en utilisant le kit BigDye v3.1 d’Applied Biosystems et les amorces PCR  

utilisées pour l’amplification des fragments d’intérêt.  

Les séquences obtenues sont analysées et nettoyées par l’utilisation du logiciel 

CHROMAS PRO. 

4.1.5.2.6. Comparaison des séquences avec la banque informatique 

Les séquences finales sont alors comparées avec celles de la banque de données 

GeneBank par l’utilisation du Programme BLAST (Blast local Alignement Search Tool) 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi Blast) de NCBI (National Center For Biotechnology 

Information) pour l’identification des isolats étudiés en se basant sur le pourcentage 

d’homologie  avec les souches de références. 
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4.2. Résultats et interprétation 

4.2.1. Isolement des champignons entomopathogènes à partir  de Phyllognathus 

excavatus 

L’isolement des champignons entomopathogénes a été effectué à partir des larves et 

d’adultes morts (cadavres) de Phyllognathus excavatus. Deux souches de champignons 

entomopathogénes ont été retenues (tableau 11). 

En se basant sur leurs aspects macroscopiques caractéristiques de chaque isolat, les 

deux souches ont été repérées, ensuite ont subi à une opération de purification afin d’obtenir 

des cultures pures. 

Tableau 11 : Les champignons isolés et leurs origines 

Source Site 
Nombre d’isolats 

PDA SDA 

Larves (P. excavatus) Ain Tadles - Mostaganem 01 00 

Adultes (P. excavatus) Sirat - Mostaganem 00 01 

 

4.2.2. Identification des souches isolées 

4.2.2.1. Caractères morphologiques et culturaux 

A l’aide des clés de détermination des champignons en se basant sur un ensemble de 

caractères  culturaux et morphologiques à savoir  la forme du mycélium, le mode de 

ramification, la présence ou l'absence de cloisons et la forme et la taille des spores, il s’est 

avéré que les deux isolats fongiques appartiendraient au  deux genres différents : Metarhizium 

et  Aspergillus. 

4.2.2.1.1 Aspect macroscopique 

Chacun des deux isolats Metarhizium sp et Aspergillus sp présente des caractères 

morphologiques et des aspects culturels différents.  

D'une part, la souche Metarhizium sp a formé une colonie verdâtre avec un aspect 

cotonneux poudreux formant des îlots. Le mycélium était plat de couleur blanche, la couleur 

de revers était brune, ainsi que la croissance des colonies assez lente sur milieu PDA. En 
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revanche, la colonie d'Aspergillus sp est apparue de noisette beige à marron, elle présente 

également une texture poudreuse duveteuse, la couleur de revers est de jaune à marron orange 

et un relief plat avec une croissance rapide sur le même milieu (tableau 12 et 13). Ces 

caractéristiques culturelles ont permis une distinction préliminaire des deux isolats. 

Tableau 12: Caractéristiques macroscopiques de différents  isolats.  

 Metarhizium acridum Aspergillus terreus 

Relief Plat Plat 

Texture Ct / Pr Dv/ Pr 

Couleur Bl puis Vf Be puis Bn 

Revers  Br Jn puis Br Og 

Aérobie Aérien Aérien 

Vitesse de croissance (mm/j)   

 

Br : Brun            Vf : vert foncé          Bl : blanc                 Be : Beige            Bn : brun noisette     

Og : orange          Jn : jaune                Ct : cotonneux         Dv : Duveteux      Pr  : poudreux 

Tableau 13 : Aspect macroscopique des souches isolées 

Souche PDA SDA 

Métarhizium 

S1 

  

Aspergillus 

S2 
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4.2.2.1.2 Aspect microscopique 

L'examen microscopique de la souche Metarhizium a révélé des hyphes hyalins, lisses, 

cloisonnés et ramifiés, les conidiophores étaient irrégulièrement ramifiés, les conidies avaient 

une forme allongée plus ou moins cylindrique (4,4 x 2,7 μm) avec des extrémités arrondies 

formant des chaînes basipétales caractéristiques du genre Metarhizium (Tableau 14).  

Cependant, la souche d'Aspergillus sp présente, au microscope, une tête aspergillaire 

avec un aspect éventail formé de conidiophores incolores, se terminant par des vésicules 

globuleuses portant des phialides à leur sommet. Les conidies sont petites avec une forme 

globuleuse à légèrement elliptique; ils ont un diamètre moyen de 2 μm (Tableau 14). 

Tableau 14: Aspect microscopique des souches isolées 

Métarhizium 

S1 

  

Aspergillus 

S2 

 

 

 

A : Phialide de Métarhizium (x10), B : Conidies de Métarhizium (x10)  

C : Tète aspergillaire (x10) 
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4.2.3. Caractéristiques moléculaires des isolats 

4.2.3.1 Amplification PCR des ITS  et Ef 

L'amplification des régions ITS de l'ADNr, en utilisant les amorces universelles ITS1 et 

ITS4, a produit des fragments d’ADN dont la taille approximative est d'environ 550 pb pour 

les deux isolats Metarhizium sp et Aspergillus sp, cependant, environ 450 pb de fragments 

d'ADN ont été obtenus à partir de l'amplification par PCR des EF région de l'ADNr utilisant 

les amorces EF-728F et EF-2 pour les isolats fongiques analysés (fig  17). 

 

 

Figure 17: Profil d'amplification de l'ADNr avec les amorces ITS1 / ITS4 et les amorces EF-

728F / EF-2 dans les deux isolats fongiques S1: Metarhizium sp, S2: Aspergillus sp,                      

M: Marqueur 

4.2.3.2. Séquen age des produits PCR et leurs comparaison avec la banque de données 

GeneBank  

Ensuite, le séquençage des produits de PCR et leur comparaison avec ceux de la base de 

données GeneBank, l'analyse des régions ITS et EF des deux isolats ont montré une 

correspondance maximale avec différentes souches de Metarhizium acridum et Aspergillus 

terreus. 

Pour la souche de Metarhizium, les séquences ont montré une similitude de 99% avec 

les espèces Metarhizium acridum ARSEF 7486 ITS (NR132019.1) et Metarhizium acridum 

translation elongation factor 1-alpha (EF-1alpha) (KT124636.1), tandis que les séquences de 
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souches d'Aspergillus ont montré une similitude de 100% avec l'espèce Aspergillus terreus 

isolate OUCMDZ-5167 (MK583577.1) et Aspergillus terreus NIH2624 facteur d'élongation 

1-alpha (ATEG_03010) (XM 001212188.1) (tableau 15). Les deux isolats ont été isolés pour 

la première fois de P. excavatus. 

Tableau 15: Affiliation phylogénétique des isolats 

Souches Identité Espèces proches 
Numéro 

d’accession 

S1 
99% 

99% 

Metarhizium acridum ARSEF 7486 (ITS) 

Metarhizium acridum (EF) 

NR132019.1 

KT124636.1 

S2 
100% 

100% 

Aspergillus terreus isolate OUCMDZ-5167 (ITS)  

Aspergillus terreus NIH2624 (EF) 

MK583577.1 

XM 001212188.1 
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4.3. Discussion  

L'exploration des échantillons collectés dans le présent travail a abouti à la récolte de 

deux isolats entomopathogènes à partir des larves et d'adultes morts de P. excavatus 

présentant des symptomes d'infection fongique, trouvés dans les champs cultivés. 

Compte tenu de leurs caractéristiques morphologiques, les deux isolats ont été identifiés 

comme étant Metarhizium sp et Aspergillus sp. En se basant sur la morphologie des conidies, 

la première espèce Metarhizium présentait des conidies de forme allongée plus ou moins 

cylindrique (4,4 x 2,7 μm) avec extrémités arrondies formant des chaînes basipétales. Selon 

Driver et al., 2000,  la morphologie des conidies est considérée comme le seul caractère 

morphologique potentiellement utile pour distinguer plusieurs espèces. une souches de 

référence utilisée lors la caractérisation des isolats de genre Metarhizium  au Mexique a révélé 

des dimensions des conidies de 4,5 x 2,6 μm (Navarro-Barranco et al., 2018). A l'inverse, la 

seconde espèce Aspergillus a révélé des petites conidies de forme globuleuse à légèrement 

elliptique et ayant un diamètre moyen de 2 μm  insérées sur une tête aspergillaire 

caractéristique du genre Aspergillus. Selon Balajee (2009), Les conidies d’Aspergillus terreus 

varient en taille de 1,5 à 2,4 mm de diamètre, lisses, globuleuses à légèrement elliptiques et 

striées. 

Bien qu'il soit possible d'identifier de nombreuses espèces de champignons en reposant 

sur leurs caractéristiques morphologiques, cette approche reste insuffisante pour identifier 

clairement les isolats collectés. Selon Entz et al 2005, les espèces fongiques peuvent avoir une 

morphologie différente lorsqu'elles sont exposées dans des conditions environnementales et 

physiologiques variables. Il est également noté qu’à la base de la taille et de la forme des 

spores, le M. anisopliae var. acridum est difficilement  distinguable des autres variétés de M. 

anisopliae. (Lomer et al., 2001). Ainsi, l'examen morphologique n'est pas suffisant pour 

identifier avec précision les variétés et les espèces de Metarhizium spp (Kouadio et al., 2018). 

D'autre part, plusieurs travaux ont clairement montré que les méthodes morphologiques sont 

des marqueurs insuffisants pour identifier les espèces du genre Aspergillus, alors que les 

méthodes moléculaires peuvent être utiles pour l'identification. (Hong et al., 2008, Balajee et 

al., 2005). 

Par conséquent, les approches moléculaires ont été utilisées en complément des 

méthodes morphologiques; ils permettent de détecter des variations entre organismes à partir 

de séquences nucléotidiques (Kouadio et al., 2018, Entz et al., 2005, Driver et al., 2000).  
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Nos données ont montré que l'analyse moléculaire des régions ITS de l'ADNr et les  

régions EF amplifiée à l'aide d'amorces : 

ITS1: 5’-CTTGGTCATTTAGAGGAAGTA A-3’ 

ITS4: 5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC -3’) Gardes & Bruns (1993), 

EF-728F : 5’-CAT CGA GAA GTT CGA GAA GG-3’  

EF-2 : 5’- GGA RGT ACC AGT SAT CAT GTT-3’) Carbone & Kohn (1999)  

Confirme que les deux isolats enregistrés correspondaient à Metarhizium acridium et 

Aspergillus terreus. La comparaison des ITS d'ADNr des isolats fongiques obtenus par 

rapport à la base de données GenBank (NCBI) a indiqué que les isolats présentaient une 

homologie de 99% avec Metarhizium acridum ARSEF 7486 et Metarhizium acridum (EF-

1alpha) (NR132019.1; KT124636.1) et 100% d'identité avec l'isolat d'Aspergillus terreus 

OUCMDZ-5167 et d'Aspergillus terreus NIH2624 EF1-alpha (ATEG-03010) (MK583577.1; 

XM 001212188.1).  

La réaction de polymérisation en chaîne (PCR) basé sur les marqueurs moléculaires, 

comme les séquences ITS-ADNr, a été largement appliqué pour identifier les champignons et 

déterminer la diversité génétique (Driver et al., 2000, Benserradj 2014, Kouadio et al., 2018). 

Ces dernières sont toujours considérés comme des codes-barres d’ADN les plus couramment 

utilisés (Rogee et al., 2017). Néanmoins, plusieurs études ont montré certaines difficultés à 

différencier les séquences voisines en fonction de la séquence ITS-ADNr (Bruns 2001, Geiser 

2004, Bischoff et al., 2009, Kouadio et al., 2018). De plus, dans certains genres, comme 

Metarhizium, le manque de sites informatifs entraîne une mauvaise résolution pour certains 

clades (Driver et al., 2000). Par conséquent, l'analyse phylogénétique, utilisant des 

informations de séquence provenant de plusieurs régions codant pour des protéines, peut 

clarifier la taxonomie de ces isolats. Une autre approche (PCR) multiplex couvrant les régions 

EF-1α, RPB1, RPB2 et du gène β-tubulin a été proposé pour classer et différencier 

précisément les souches fongiques (Bischoff et al., 2009, Kouadio et al., 2018). 
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5. Etude de pathogénicité des champignons isolés sur les larves de Geotrogus deserticola 

Introduction 

De nombreux symptômes observables sur des spécimens ou des cadavres sont à 

l’origine  d’une infection fongique, néanmoins des contaminations artificielles (postulat de 

Kock) sont nécessaires avant de prendre aucune décision sur l’agent pathogène. 

Ce chapitre représente les tests de l’effet pathologique des champignons isolés 

préalablement sur des larves de Geotrogus deserticola (Melolonthinae - Scarabaeidae) même 

famille que celle servi à l’isolement. 

 

  

 

Figure18: A) les dégâts de G. deserticola dans un champ de blé ; B) G. deserticola sur les 

racines de blé (Originale 2019). 

 

 

 

 

A B 
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5.1. Matériel et méthodes 

5.1.1. Matériel biologique 

Des larves de 3 
eme

 stade de Geotrogus deserticola récoltées à partir d’une parcelle  de 

blé dur infestée de la commune de Sidi Ali – Mostaganem, font l’objet de nos tests. Les larves 

capturées ont été transportées au laboratoire dans des boîtes en plastique avec de la terre 

d'origine de la parcelle afin de favoriser la survie pendant le transport. 

Les deux champignons  Metarhizium acridum  et Aspergillus terreus sont utilisés pour 

le test pathologique 

5.1.2. Substrats  

Afin de mieux déterminer l’efficacité des deux champignons testés, deux substrats sont 

utilisés pour les biotests : 

- Un comportement des larves de Geotrogus deserticola est mis dans des boite de Pétri 

contenant le sol de la parcelle origine de collecte des larves. 

- En parallèle, d’autre comportement des larves sont mis dans des boites de Pétri contenant du 

coton humidifié. En effet, celui-ci maintient le milieu humide durant une période permettant 

le bon développement des larves (fig. 19). 

 

 

Figure 19 : Dispositif  expérimental pour le test de pathogénicité 
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5.1.3. Conduite de biotests par les champignons isolés 

Les tests de pathogénicité sont effectués par la méthode de pulvérisation directe sur les 

larves de Geotrogus deserticola (vivantes non parasitées). 

Nous avons choisi cinq doses de suspension de spores  à savoir : 10
8
, 10

7
, 10

6
, 10

5
 et 10

4
 

spores/ml,  additionné d’une goutte de Tween 80. Le test est réalisé sur des lots de10 larves 

avec trois répétitions. Chaque lot est traité par une seule dose, d’une seule espèce. 

De même, les larves de  lot témoin est traité par l’eau distillée stérile contenant une 

goutte de tween 80. Un lot témoin zéro, non inoculé est également retenu. 

Le comptage des taux de mortalité  a été effectué quotidiennement afin de déterminer 

l'effet de ces champignons sur les larves traitées. Le pourcentage de mortalité corrigé a été 

calculé  afin d’éliminer la mortalité naturelle et de connaitre la toxicité réelle des bio-

larvicides en utilisant la formule de (Schneider et Oreilli, 1947) : 

Mortalité corrigée (MC %) = M2−M1*100/100−M1 

Où 

 M2 : Pourcentage de mortalité dans le lot traité. 

 M1 : Pourcentage de mortalité dans le lot témoin. 

5.1.4. Analyses statistiques 

5.1.4.1. Analyse de la variance 

Afin de déterminer la variabilité des échantillons, une analyse de variance est 

recommandée pour faire comparer les moyennes (Dagnelie, 1975). 

Nous avons réalisé une analyse de la variance à deux facteurs avec répétition dans le but 

d’identifier l’efficacité de chaque facteur étudié. 

5.1.4.2. Le test de Newman Keuls au seuil de 5% 

Ce test est appliqué en cherchant la plus petite différence significative. Il permet de 

comparer les moyennes deux à deux afin de les classer en groupes homogènes et en groupes 

hétérogènes selon leurs niveaux de signification. 
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5.1.4.3. L’analyse Probit 

A travers ce troisième test, les taux de mortalité corrigée sont tabulées et transformées 

en probit (Cavalier, 1976), afin d’estimer la dose nécessaire et suffisante pour tuer la moitié 

de  la population (DL50) et le temps létal au bout duquel on obtient 50% de mortalité (TL50). 

Les DL50 et les TL50 sont calculés par des équations de droit de régression « probit-

logarith » selon la formule suivante : 

            Y= a x + b 

Où ; 

Y : probit des mortalités corrigées 

x : logarithmes de la dose ou du temps 

a : la pente 
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5.2. Résultats et interprétation 

5.2.1. Essai de pathogénicité des champignons isolés  à partir de Phyllognatus excavatus 

sur les larves de Geotrogus deserticola 

5.2.1.1. Effet de Metarhizium acridum sur les larves de Geotrogus deserticola dans le sol 

5.2.1.1.1. Taux de mortalité 

A la suite au test d’inoculation des larves de G. deserticola par le  champignon  M. 

acridum, on remarque des mortalités dans l’ensemble des lots traités. Les taux de mortalité  au 

sein des larves ont été notés quotidiennement pour chacune des concentrations pulvérisées  et 

pour l’ensemble des répétitions. Les moyennes des mortalités cumulées ont été représentées 

dans le tableau 1(Annexe 2). En effet, la mortalité des larves augmente proportionnellement 

en fonction des doses dans le temps.  

 

 

Figure 20: Effet de différentes concentrations de Metarhizium acridum sur la mortalité des 

larves de Geotrogus deserticola dans le sol 

La figure 20 présente clairement la progression des pourcentages de mortalité des larves 

sous l’effet des différentes doses de  Metarhizium acridum, les resultats obtenus montre que 

l’effet de faible dose D1(10
4
) est aperçu à partir du 3

eme
 jour de traitement avec 6,66 % de 

mortalité et progressé, par la suite pour atteindre son maximum de 56,66%  de mortalité à la 

fin de l’essai 
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Par ailleurs, la dose la plus élevée D5(10
8
) a provoqué des mortalités dès le deuxième 

jour du traitement et a réussi d’éliminer la totalité de population traitée au bout de 09 jours de 

traitement. 

Il est noté que seulement les deux doses D5 (10
7
) et D6 (10

8
) qui étaient capables de 

tuer la totalité des larves durant  la période de ce bio-test. Le taux de la mortalité naturelle n’a 

dépassé que 13% à la fin de l’essai. 

5.2.1.1.2. Analyse de la variance 

L’analyse de la variance  des deux facteurs dose et temps, nous révèle une différence 

significative (P ≤0.05), cela nous indique que les doses de M. acridum (Facteur1), le temps 

(Facteur2) ainsi que l’interaction entre ces deux facteurs, ont une influence sur le taux de 

mortalité des larves de G. deserticola (tableau 16). 

Tableau 16: Analyse de la variance 

Source des 

variations 
SCE DDL CM F P 

Valeur 

critique 

pour F 

Var.Total 1944,64 179     

Var.Facteur1 467,54 5 93,51 280,54 
1,98563E-

64 
2,28 

Var.Facteur2 1218,2 9 135,35 406,06 
2,01367E-

85 
1,95 

Var.Inter F1*2 218,86 45 4,86 14,59 1,6701E-31 1,47 

Var.Résiduelle 
40 120 0,33 

   

 

5.2.1.1.3. Test du Newman keuls 

Pour regrouper les moyennes de mortalités des larves traitées par différentes 

concentrations, un test de Newman keuls à 5% est effectué en prendre en considération leurs 

degrés de différence. 

A travers cette analyse statistique, le classement des moyennes de mortalité en fonction 

de dose et en fonction du temps  révèle 6 groupes bien distincts (Annexe 3). Le groupe A 

renferme les taux de mortalité les plus élevés (52%) correspond à la dose D5 (10
8
 spores/ml) 
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et le groupe F qui correspond à la mortalité naturelle de lot témoin non traité. Les mortalités 

correspondant aux doses D4, D3, D2 et D1 sont classées respectivement dans les groupes (B), 

(C), (D) et (E). 

Par ailleurs, les moyennes de mortalité en fonction du temps sont regroupées en 10 

groupes hétérogènes dont le premier groupe A correspond aux mortalités moyennes les plus 

élevées (71,66%) relatives au 10
éme

 jour et le groupe J correspond aux mortalités nulles 

enregistrées dans le premier jour de traitement. (Annexe 3) 

5.2.1.1.4. Calcul de DL50 

Afin d’estimer la dose nécessaire et suffisante pour tuer la moitié de  la population 

(DL50),  nous avons transformé les moyennes de mortalité enregistrées en 6 
eme

 jour en probit 

(Annexe 4). A base de ces données, la droite de régression avec son coefficient de 

détermination a été tracée pour déterminer la DL50 relative à la mortalité de 50% des larves. 

A partir de droit de régression, on constate que Y = 0,204 x + 3,786 

Pour une mortalité de 50% , Y est égale à 5 (Probit) 

x = 5-3,786/0,204       x= 5,95 

antilog x = 891250,93 

Cette concentration a été arrondie à 0,89 x 10
6
 spores/ml 

 

 

Figure 21 : Taux de mortalité des larves de G. deserticola sous l’effet de M. acridum noté au 

6
ème

 jour du traitement dans le sol 
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5.2.1.1.5. Calcul des TL50  

A partir du calcul des TL50 (temps létal au bout duquel on obtient 50% de mortalité) de 

M. acridum testé sur les larves de G. deserticola, on déduit que le temps varie  

proportionnellement avec la variation de la dose.  

Les résultats concernant les valeurs du TL50 des cinq doses sont présentés dans les 

figures 10 et 11. Pour cela nous avons effectué la transformation des pourcentages de 

mortalité en Probits et celles des temps en logarithme décimal (Annexe 4). 

 

Figure 22 : les valeurs du TL50 relatifs aux différentes doses de M. acridum D1, D2, 

D3, D4 et D5 appliquées dans le sol 

A partir des équations de droites de régression, nous avons déduit les valeurs du TL50 

relatifs à chaque dose. La figure 22 montre clairement la différence entre les TL50 pour les 

cinq concentrations appliquées. Le temps de 4,57  jours était suffisant pour tuer les 50% des 

larves de G. deserticla traitées par la  dose la plus élevée D5 (10
8
), alors que les TL50 pour les 

doses D4, D3, D2 et D1, les TL50 sont de l’ordre de  4,89, 6,02, 7,07 et 7,57 jours 

respectivement 
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Figure 23 : Efficacité de M. acridum dans le temps vis-à-vis des larves de  G. deserticola 

traitées par les différentes doses D1, D2, D3, D4 dans le sol 
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5.2.1.2. Effet d’Aspergillus terreus sur les larves de Geotrogus deserticola dans le sol 

5.2.1.2.1. Taux de mortalité 

Après avoir pulvérisé la suspension à base des spores  d’Aspergillus terreus, des 

mortalités remarquables ont été enregistrées au sein des populations des larves de Geotrogus 

deserticola.  

De même, Les pourcentages des mortalités cumulées ont été présentés dans le tableau 2 

(Annexe 2) et dans la figure 24, avec une progression proportionnelle en fonction des doses 

dans le temps. 

 

 

Figure 24: Effet de différentes concentrations d’A. terreus sur la mortalité des larves de G. 

deserticola dans le sol 

 

Nous avons remarqué que la mortalité des larves traitées par la souche d’ Aspergillus 
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)  avec un taux de 6,66% pour atteindre son maximum (100%) au dixième jour de 

traitement, cependant, la mortalité observé chez les larves traitées par la faible dose D1 (10
4
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5.2.1.2.2. Analyse de la variance 

Afin de mieux interpréter les résultats obtenus, nous nous sommes appuyés sur l’analyse 

de la variance à deux facteurs avec répétition : les différentes doses D1, D2, D3, D4 et D5 et 

le temps avec 10 niveaux indiquant 10 jours d’observations. 

L’analyse de la variance à deux critères de classification révèle une différence 

significative entre les moyennes de mortalité enregistrées  pour les deux facteurs : dose et 

temps. (Tableau 17) 

Tableau 17: Analyse de la variance 

Source des 

variations 
SCE DDL CM F P 

Valeur 

critique 

pour F 

Var.Total 1638,86 179 

    

Var.Facteur1 331,16 5 66,23 229,26 1,23424E-59 2,28 

Var.Facteur2 1071,13 9 119,01 411,97 8,71064E-86 1,95 

Var.Inter F1*2 201,89 45 4,48 15,53 8,46667E-33 1,47 

Var.Résiduelle 34,66 120 0,28 

    

5.2.1.2.3. Test de Newman keuls 

Cette analyse permet de déterminer clairement la différence entre les moyennes de 

mortalités engendrées suite à l’application des différentes concentrations d’Aspergillus terreus 

Pour le facteur dose, le test de Newman Keuls révèle la présence de six groupes 

hétérogènes correspondant aux différentes doses (Annexe 3). 

 Le premier groupe (A) regroupe les taux de mortalité provoqués par la dose la plus 

élevés D5,  suivi par les groupes (B, C, D et E) qui correspond avec les doses D4,D3,D2 et D1 

respectivement. Alors que le dernier groupe (F) intéresse la dose nulle (témoin D0). 

D’autre part le test du facteur temps  révèle 09 groupes  bien distincts, le groupe (A) 

intéresse le maximum de mortalité (66,66%) enregistré à partir du 10
 éme

 jour tandis que le 
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groupe I correspond aux mortalités nulles enregistrées dans le premier et le deuxième jour de 

traitement. (Annexe 3) 

5.2.1.2.4. Calcul de DL50 

Après la transformation des moyennes de mortalité enregistrées en 6 
eme

 jour en probit 

(Annexe 4), nous avons estimé la dose nécessaire et suffisante pour tuer la moitié de  la 

population des larves (DL50) à partir de la droite de régression avec son coefficient de 

détermination. 

A partir de droit de régression, on constate que Y = 0,192 x + 3,606 

Pour une mortalité de 50% , Y est égale à 5 (Probit) 

x = 5-3,606/0,192       x= 7,26 

antilog x = 18197008 

Cette concentration a été arrondie à 1,8 x 10
7
 spores/ml 

 

 

 

Figure 25 : Taux de mortalité des larves de G. deserticola sous l’effet d’A. terreus noté au 

6
ème

 jour du traitement 
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5.2.1.2.5. Calcul des TL50 : 

Une variation  proportionnelle du temps avec la variation de la dose d’A. terreus testé 

sur les larves de G. deserticola, est enregistrée lors le calcul des TL50 (temps létal au bout 

duquel on obtient 50% de mortalité). 

Les figures 26 et 27 montrent les résultats concernant les valeurs du TL50 des cinq 

doses pulvérisées. Pour cela, les pourcentages de mortalité sont transformés en Probits et ceux 

du temps en logarithme décimal (annexe 4). 

 

Figure 26: Les valeurs du TL50 relatifs aux différentes doses d’A. terreus D1, D2, D3, 

D4 et D5 appliquées dans le sol 

La figure 26 montre clairement la différence entre les valeurs de TL50 relatifs aux cinq 

doses appliquées. Les 50% des larves de G. deserticla traitées par la  dose la plus élevée D5 

(10
8
) d’Aspergillus terreus sont tuées au bout du temps de 5,49  jours, alors que les TL50 pour 

les doses D4, D3, D2 et D1, les TL50 sont de l’ordre de  6,16, 6,91, 7,41 et 8,31 jours 

respectivement. 
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Figure 27 : Efficacité d’A. terreus dans le temps vis-à-vis des larves de G. deserticola traitées 

par les différentes doses D1, D2, D3, D4 dans le sol 
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5.2.1.3. Effet de Metarhizium acridum sur les larves de Geotrogus deserticola hors sol 

5.2.1.3.1. Taux de mortalité 

Pour tester l’influence de substrat sur l’efficacité  des deux champignons, des bio-essais 

sont menés dans des boites contenant du coton humidifié. 

Les pourcentages cumulés de mortalité journalière des larves traitées par M. acridum 

sont représentés dans  le tableau3 (Annexe 2). 

 

 

Figure 28: Effet de différentes concentrations de M. acridum sur la mortalité des larves de G. 

deserticola hors sol. 

 

La figure 28 ci-dessus montre que les premières mortalités ont été enregistrées après 
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de 6 à 13%. La dose la plus élevée D5 a provoqué un taux de mortalité de 100% au septième 

jour du traitement. 
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5.2.1.3.2. Analyse de la variance 

L’analyse de la variance de deux facteurs  de classification (Doses et temps ainsi que 

leurs interactions.) a révélé une différence hautement significative entre les moyennes de 

mortalité,  ce qui nous indique l’influence de ces deux facteurs (concentration et la durée de 

traitement sur les taux de mortalité des larves de G. deserticola (tableau 18). 

 

Tableau 18: Analyse de la variance 

Source des 

variations 
SCE DDL CM F P 

Valeur 

critique 

pour F 

Var.Total 
2408,91 179     

Var.Facteur1 858,54 5 171,76 594,58 
7,25094E-

83 
2,28 

Var.Facteur2 1315,13 14 146,12 505,82 
5,66667E-

91 
1,95 

Var.Inter F1*2 200,26 45 4,45 15,40 
1,24953E-

32 
1,47 

Var.Résiduelle 34,66 120 0,28 

    

5.2.1.3.3. Test de Newman keuls à 5% 

Six groupes  significativement différents ont été classé à travers le test de Newman 

keuls à 5% pour le facteur dose (Annexe 3). 

Le groupe A correspond au  maximum de mortalité (72%) provoquée par la dose la plus 

élevée D5, suivi par les groupes B, C, D et E relatifs aux taux de mortalité allant de 66% 

jusqu’à 46% d’une manière décroissante respectivement. 

Alors que le groupe E représente les taux de mortalités enregistrées sur les larves du lot 

témoin (non traité). 

Pour le facteur temps, le test révèle la présence de dix groupes différents indiquant les 

dix jours de traitement dont le premier groupe A renferme les taux les plus élevés de mortalité 

tandis que le groupe J représente les taux notés au premier jour de traitement. 
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5.2.1.3.4. Calcul de DL50 

Les taux de mortalité enregistrés en fonction des dose dans le quatrième jour de 

traitement sont transformés en probit en relation avec les logarithmes décimaux des 

différentes doses appliquées de Metarhizium acridum afin d’estimer le DL50 capable 

d’éliminer la moitié des populations des larves de  Geotrogus deserticola (Annexe 4) 

A partir de droit de régression, on constate que Y = 0,228 x + 3,574 

Pour une mortalité de 50% , Y est égale à 5 (Probit) 

x = 5-3,574/0,228       x= 6,25 

antilog x = 177827,41 

Cette concentration a été arrondie à 1,7 x 10
5
 spores/ml 

 

 

 

 

Figure 29 : Taux de mortalité des larves de G. deserticola sous l’effet de  M. acridum noté au 

4
ème

 jour du traitement hors sol 
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5.2.1.3.5. Calcul des TL50 : 

Pour calculer les TL50 relatifs aux cinq doses de Metarhizium acridum testé sur les 

larves de G. deserticola hors sol, nous avons transformé les pourcentages des mortalités en 

probit et le temps en log décimal (Annexe 4). 

A partir des équations des droites de régressions (Fig. 30), nous avons calculé les 

valeurs des TL50 pour chaque dose. 

 

Figure 30 : les valeurs du TL50 relatifs aux différentes doses de M. acridum D1, D2, 

D3, D4 et D5 appliquées hors sol 

La figure 30 présente la différence entre les différentes valeurs de TL50 relatifs aux 

cinqquatre concentrations appliquées. Le temps de 2,45  jours était suffisant pour tuer la 

moitié  des larves de G. deserticla traitées par la  dose la plus élevée D5 (10
8
) de M. acridum 

hors sol, alors que les TL50 pour les doses D4, D3, D2 et D1, les TL50 sont de l’ordre de  

2,95, 4,26, 4,57 et 5,49 jours respectivement. 
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Figure 31 : Efficacité de M. acridum dans le temps vis-à-vis des larves de G. deserticola 

traitées par les différentes doses D1, D2, D3, D4 hors sol 
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5.2.1.4. Effet d’Aspergillus terreus sur les larves de Geotrogus deserticola hors sol 

5.2.1.4.1. Taux de mortalité 

Les résultats relatifs aux pourcentages de mortalités moyennes des larves traitées par 

Aspergillus terreus hors sol sont mentionnés dans le tableau 4 (Annexe 2) et représentés par la 

figure 32. 

 

 

  

Figure 32: Effet de différentes concentrations d’A. terreus sur la mortalité des larves de G. 

deserticola hors sol 
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remarqué dès le deuxième jour de traitement pour atteindre son maximum (100%) durant le 

neuvième jour sous l’effet de la dose la plus élevée D5 (fig. 32). 

Une mortalité totale est enregistrée pour les doses D4 et D5 alors qu’elle n’a dépassé les 

16%  pour le lot témoin à la fin de l’essai.  
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5.2.1.4.2. Analyse de la variance 

L’analyse de variance des données pour ce test, montre un effet significatif (P ≤0.05), 

des doses et du temps pour le bio-insecticide à base des spores  d’Aspergillus terreus ce qui 

explique l’efficacité de ce dernier vis-à-vis des larves de G. deserticola même hors substrat 

original. Les résultats de cette analyse sont figurés dans le tableau ci-dessous.  

Tableau 19: Analyse de la variance 

Source des 

variations 
SCE DDL CM F P 

Valeur 

critique 

pour F 

Var.Total 1983,64 179     

Var.Facteur1 496,51 5 99,30 270,82 1,38525E-63 2,28 

Var.Facteur2 1257,75 9 139,75 381,13 7,90059E-84 1,95 

Var.Inter F1*2 185,37 45 4,11 11,23 2,78858E-26 1,47 

Var.Résiduelle 44 120 0,36 

    

5.2.1.4.3. Test Newman keuls 

A travers ce test statistique, le classement des moyennes de mortalité en fonction de 

dose  révèle 6 groupes bien distincts correspond au différentes doses d’Aspergillus terreus 

appliquées (Annexe 3). 

Le groupe A vient toujours en première position englobe les taux de mortalité les plus 

élevés, suivi par les groupes B, C, D et E correspond aux taux de mortalité provoqués par D4, 

D3, D2 et D1 respectivement. De même façon que les tests précédents, le groupe  F représente 

les faibles mortalités de lot témoin.  

Par ailleurs, dix groupes sont classés par le test de Newman keuls à 5% pour le facteur 

temps  de A à J distribués avec manière décroissante des taux de mortalité enregistrés durant 

les 10 jours du traitement. 
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5.2.1.4.4. Calcul de DL50 

Pour déterminer la dose nécessaire et suffisante pour tuer la moitié de  la population 

(DL50) hors sol sous l’effet d’A. terreus les moyennes de mortalité enregistrées en 5
eme

 jour,  

sont d’abord transformées en probit (Annexe 4). Ensuite, la DL50 relative à la mortalité de 

50% des larves a été déterminé à partir de la droite de régression avec son coefficient de 

détermination. 

A partir de droit de régression, on constate que Y = 0,146 x + 3,852 

Pour une mortalité de 50% , Y est égale à 5 (Probit) 

x = 5-3,852/0,146       x= 7,86 

antilog x =7244359 

Cette concentration a été arrondie à 0,72 x 10
7
 spores/ml 

 

 
 

Figure 33 : Taux de mortalité des larves de G. deserticola sous l’effet d’A. terreus noté au 

5
ème

 jour du traitement hors sol 
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5.2.1.4.5. Calcul des TL50 : 

Les résultats concernant les valeurs du TL50 relatifs aux cinq doses d’Aspergillus 

terreus D1, D2, D3, D4 et D5 appliquées sur les larves de G. deserticola hors sol sont 

représentés dans les figures 34 et 35 

 

Figure 34 : Les valeurs du TL50 relatifs aux différentes doses d’A. terreus D1, D2, D3, 

D4 et D5 appliquées hors sol. 

D’après la figure 34  ci-dessus, on remarque que le temps de 3,54 était suffisant du 

tuer la moitié des populations des larves de G. deserticola  traitées par la dose la plus élevée 

D5 (10
8
) du bio-larvicide à base des spores d’Aspergillus terreus. Cependant les valeurs des 

TL50 : 4,67 ; 5,48 ; 6,16 et 6,91 étaient correspond aux différentes doses D4, D3, D2 et D1 

respectivement. 
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Figure 35 : Efficacité d’A. terreus dans le temps vis-à-vis des larves de G. deserticola traitées 

par les différentes doses D1, D2, D3, D4 hors sol 
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5.3. Discussion 

Un grand nombre  d’insectes  ont présenté leurs sensibilité vis-à-vis  aux 

microorganismes dont les champignons, les bactéries et les virus (Schoch et al., 2010). Dans 

des habitats aquatiques, terrestres et souterrains, environ  750 espèces de champignons 

décrites sont des pathogènes obligatoires ou facultatifs sur un ou plusieurs stades de 

développement des insectes (McCoy et al., 1988) .  

Cette partie de notre travail a été consacré pour l’étude de l’effet pathologique des deux 

souches fongiques sélectionnées après avoir donné des  résultats positifs  lors les tests 

préliminaires (postulat de Kock) et après leur identification  morphologique et moléculaire. 

Notons que l’un des souches Metarhizium acridum est connu par leurs pathogénécité à l’égard 

des acrides et d’autres insectes et le deuxième Aspergillus terreus est tester pour la première 

fois sur les larves de Geotrogus deserticola. 

Les résultats obtenus, après la pulvérisation des deux souches avec des concentrations 

différentes, ont montré un effet significatif de mortalité au sein des populations des larves de 

3 
eme

 stade de Geotrogus deserticola pour les deux champignons testés. 

Le Metarhizium acridum  était le plus efficace contre les larves de Geotrogus 

deserticola parcequ’il a reussi d’éliminer la totalité des larves au bout de 9 
eme 

 jour de 

traitement avec une dose de 10
8
 spores/ml dans le sol et  de le 7 

eme 
 jour de traitement hors 

sol. 

La grande pathogénecité des espèces de Metarhizium sp et leurs capacités à contrôler les 

populations d’insectes d’ordres différents  ont été démontré par plusieurs travaux de recherche 

(George et al. (1984) ; Wright et Roberts (1987) ; Gottel (1992) ; Vincent et Coderre (1992) ; 

Saiah 2014). Ils ont même actuellement utilisé sous forme d’insecticides biologiques. 

Par ailleurs l’Aspergillus terreus a présenté un caractère entomopathogène avec de bon 

résultats de mortalité. Il a provoqué la mortalité totale des larves au 10 
eme 

 jour après 

traitement dans le sol et le 9 
eme

 jour hors sol. Des études récentes ont révélé que  l'A. terreus a 

présenté un effet toxique modéré sur les différents stades de moustiques tels que les œufs, les 

larves, les nymphes et les adultes d’Anopheles stephensi, Culex quinquefasciatus, and Aedes 

aegypti (Diptera: Culicidae) et elles ont suggéré que les métabolites d'A. terreus pourraient 

servir d'alternative, rentable, respectueuse de l'environnement, et cibler à l'avenir un agent 

anti-moustique spécifique (Ragavendran et al 2018).  
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A travers de cette étude, nous avons prouvé et affirmer l’efficacité de ces deux 

champignons sur la mortalité des larves de G. deserticola. Ils peuvent être donc utilement 

détournés la stratégie de lutte contre G. deserticola 

Selon Ramoska, 1984 ; Riba et Marcandier, 1984 ; Khachatourians, 1986 ; Poinar et 

Thomas, 1985 ; Cloutier, 1992, Saiah 2014), le mode d’action d’un champignon sur un 

insecte peut être résultant de l’une des actions suivantes :  

- L’action des toxines libérées, l’obstruction physique de la circulation ; 

- L’invasion des organes et la destruction des tissus de l’insecte ; 

- La déficience nutritionnelle. 
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6. Etude de l’influence de quelques paramètres abiotiques sur le comportement «in 

vitro» des champignons isolés 

Introduction 

Les champignons entomopathogènes  jouent un rôle primordiale dans la lutte 

microbiologiques des insectes nuisibles vue à son origine naturel; cependant ils ont souvent 

une activité très dépendante des conditions environnementales notamment climatiques (Ferron 

et al., 1991 ; Lacey et al., 1996 ; Luz et Fargue, 1997). En effet, ces paramètres abiotiques 

rendent l’utilisation de ces microorganismes entomopathogènes  et leur maîtrise un peu 

difficile. 

Par conséquent,  plusieurs travaux ont démontré la concordance entre l’optimum 

thermique de développement et de l’activité du champignon et celle de l’infection fongique 

sur l’insecte hôte (Hall et Papierok, 1982 et Ferron, 1985, Saiah 2014).  

Afin de déterminer les températures, humidités et pH optimales sur leurs croissances 

mycéliennes et leur sporulations ; une étude de l’effet de quelques facteurs abiotiques sur le 

comportement « in vitro » des isolats entomopathogènes  testés préalablement fait partie de 

notre travail, vu a son intérêt comme agent de lutte biologique.   

6.1. Matériel et méthodes 

6.1.1. Matériel 

6.1.1.1. Matériel fongique 

Les deux isolats fongiques Métarhizium acridum et Aspergillus terreus isolés à partir 

des larves et des adultes morts de Phyllognatus excavatus  et qui présentent une meilleure 

pathogénicité vis-à-vis les larves de Geotrogus deserticola font l’objet de la présente étude. 

6.1.1.2. Choix  de milieux de culture 

Une grande partie de champignons entomopathogènes à savoir les hyphomycètes 

peuvent être cultivés ″ in vitro″ sur milieu de culture à l’exception de quelques champignons 

entomopathogènes appartenant à l’ordre des entomophtorales dénommés ″ parasites 

obligatoires (Greathead et al. 1992). Le choix du milieu de culture repose sur les besoins 

nutritionnels de champignons assurant une bonne croissance mycélienne et une sporulation 

abondante (Saiah, 2014). Le milieu ordinaire PDA est retenu pour l’ensemble des tests 

suivants. 
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6.1.2. Méthodes 

6.1.2.1. Evaluation de la croissance mycélienne 

Afin d’estimer l’effet des différents facteurs abiotiques (Température, Humidité, pH, 

Lumière et obscurité) sur les deux isolats étudiés, des mesures sont effectués sur la croissance 

linéaire et diamétrale « in vitro » d’explants calibrés (Rapilly, 1968 ; Fargues et al., 1992). A 

l’aide d’un emporte-pièce, des explants de culture non sporulées (trois jours après 

ensemencement) sont prélevés et transférés sur milieu PDA stérile à raison d’un explant (5 

mm de diamètre) par boîte de Pétri (85 mm de diamètre). Les mesures sont réalisées 

quotidiennement et s’achèvent lorsque l’une des boites est complètement recouverte par la 

colonie mycélienne. 

La croissance mycélienne est déterminée selon la formule suivante : 

                                                     𝐿=𝐷−𝑑/2     

Où:  

L : croissance mycélienne (mm) 

D : diamètre de colonie (mm)  

d : diamètre de l'explant initial (mm) 

6.1.2.2. Mesure de la sporulation 

L’estimation de la sporulation des deux isolats sous l’effet des différents facteurs 

suscités est effectuée lorsque la boite est complètement recouverte par la colonie mycélienne. 

Le comptage a été effectué à l’aide de la cellule de Malassez. Les valeurs sont exprimées en 

nombre de spores par unité de volume (ml) (Rapilly, 1968). 

La préparation  de la suspension  consiste à 

- Un  découpage de la colonie  avec son milieu de culture en petits cubes. 

- Un raclage des petits cubes et les mettre dans un bécher contenant 100 ml d’eau 

distillée.  

- Mettre la solution obtenue est sous agitation afin d’extraire le maximum de spores. 

- Une filtration à l’aide d’une mousseline dans un entonnoir menant à un bécher, pour 

éliminer les débris (fragments mycéliens) qui pourraient interférer avec l’observation 

(OIE, 2008).  
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Dans le but d’obtenir une concentration supposée raisonnable pour le comptage, une 

dilution au 1/10 est réalisée quand l’une des suspensions de spores est trop concentrée; ce 

résultat est multiplié par le facteur de dilution (inverse de la dilution) (Baledent, 2000) 

 

6.1.2.3. Conduites des tests de l’effet des facteurs abiotiques sur la croissance et la 

sporulation des deux isolats 

6.1.2.3.1. Influence de la température 

L’effet d’un intervalle des températures étudié sur le comportement « in vitro » de deux 

isolats retenus allant de 15C˚ vers 40C˚, soit 06 étages de température. L’évaluation de la 

croissance mycélienne et la sporulation des champignons en questions  s’effectue selon la 

méthode décrite ci-dessus. 

6.1.2.3.2. Influence de l’humidité 

Afin d’évaluer l’effet ce paramètre abiotique, différents niveaux d'humidité ont  préparé 

selon la méthode décrite par Solomen (1951).  

Après l’ensemencement des explants de 5 mm de diamètre sur milieu PDA, les boites 

sont retournées couvercle en bas, nous avons versé10 ml de chaque concentration  dans 

chaque boite, trois répétition sont retenus pour chaque niveau d'humidité. L’evaluation de la 

croissance mycélienne radiale et l'estimation de la sporulation sont identiques à celles décrites 

par (Rapilly, 1968). 

6.1.2.3.3. Influence du Ph 

Afin de déterminer l’effet du pH sur la croissance mycélienne et la sporulation des 

souches fongiques en question, une gamme de pH allant de 4,1 à 8,3 a été testé. Après la 

répartition d’un milieu P.D.A, qu'on a préalablement préparé, dans des erlenmeyers de 100 ml 

où on a ajouté des quantités de HCl (4N) et NaOH (4N), le tableau 19 présente les différents 

pH préparés. 

Tableau 20 : les différents pH préparés. 

Valeur de pH HCl (4N) NaOH (4N) 

4,1 1 0 

5,4 0 0 

6,3 0 1 

7,4 0 2 

8,3 0 3 
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Après l’addition des molécules de NaOH et HCl dans chaque milieu, un contrôle de chaque 

pH obtenu a été effectué à l'aide d'un pH mètre pour une éventuelle correction. Les milieux 

tamponnés sont autoclavés, les étapes d'évaluation de la croissance mycélienne et la 

sporulation sont identique à celles décrites ci-dessus. 

6.1.2.3.4. Influence de la lumière et de l’obscurité 

Dans le but d’étudier l'effet de la lumière et de l'obscurité sur la croissance mycélienne 

de nos isolats, six boites de Pétri par isolats ensemencée de la même façon que pour les autres 

tests; dont trois d'entre elles sont placées à la lumière continue, les autres sont couvertes par 

du papier aluminium puis mises à incuber; les mesures de croissance mycélienne  ont été 

effectuées quotidiennement jusqu’à l'une de ces boites sera totalement recouverte. 

6.2. Résultats et interprétations 

6.2.1. Influence de la température  

6.2.1.1. Influence de la température sur la croissance mycélienne 

L’effet de la température sur la croissance mycélienne des deux souches Metarhizium 

acridum et Aspergillus terreus est présenté dans les figures 36 et 37. L’analyse statistique 

révèle un effet significatif  pour les deux facteurs souche entomopathogène et température.  

La figure 36 montre clairement les différences enregistrées dans la croissance 

mycélienne de la souche de Metarhizium acridum sous l’effet des variations de température. 

Nous avons remarqué que l’optimum de croissance est situé entre 25 et 30°C où la souche 

recouverte complètement la boite  de Pétri. Le développement de la colonie était minimale à 

40°C, alors qu’il n’a pas dépassé les 20 mm à l’étage 15°C jusqu’à la fin du test. Le reste des 

températures favorisent une croissance intermédiaire.  
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Figure 36 : Effet de  température sur la croissance mycélienne de Metarhizium acridum 

 

D’autre part, nous avons remarqué à travers la figure 37 qui représente la croissance 

mycélienne de l’isolat d’Aspergillus terreus sous l’effet de température qu’à 15°C la 

croissance était minimale où elle n’a pas dépassé les 13 mm, puis elle s’est améliorée 

proportionnellement que la température augmentait pour atteindre son optimum à 35°C. 

Cependant, la vitesse de croissance mycélienne a diminué légèrement à 20°C et 25°C, pour 

chuter à 40°C jusqu’à environ 16 mm à la fin du test. 

  

Figure 37 : Effet de  température sur la croissance mycélienne d’Aspergillus terreus  
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6.2.1.2. Influence de la température sur la sporulation 

Les résultats de test des différents étages de température sur la sporulation de nos isolats 

sont présentés dans les figures 38 et 39. D’après l’analyse de la variance, on a constaté que 

l’effet des températures sur la sporulation des deux souches fongique est significatif et qu’il 

varie proportionnelle avec la croissance mycélienne. 

La figure 38 montre que la sporulation de la souche de  Metarhizium acridum augmente 

d’une manière progressive avec la température pour atteindre son optimum à 30°C, puis 

diminuer légèrement à  35°C, afin de chuter par la suite à 40°C. 

 

Figure 38 : Effet de température sur la sporulation de Metarhizium acridum 

La sporulation  d’Aspergillus terreus, est représentée sur la figure 39, et démontre que 

cette souche a présenté une sporulation faible aux  températures basses pour  augmenter 

progressivement et proportionnellement avec la température pour atteindre son maximum de 

30. 10
6
 spores /ml à  35°C,  et se diminuer jusqu’à  10. 10

6
 spores /ml 40°C. 

 

Figure 39 : Effet de température sur la sporulation d’Aspergillus terreus 
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6.2.2. Influence de l’humidité  

6.2.2.1. Influence de l’humidité sur la croissance mycélienne 

Les figures 40 et 41 représentent l’effet de l’humidité relative sur la croissance 

mycélienne de nos isolats fongiques retenus.  

A travers la figure 40, nous avons remarqué que l’optimum de croissance mycélienne de 

Metarhizium acridum est aux alentours de 84% d’humidité relative, elle diminue 

progressivement lorsque l’atmosphère approche de la saturation (100%). la croissance est 

fortement faible à 50% et  nettement nulle à 15%. 

 

Figure 40 : Effet de différents niveaux d’humidité sur la croissance mycélienne de 

Metarhizium acridum 

Les résultats obtenus de l’effet  de différents niveaux d’humidités sur la croissance 

mycélienne d’Aspergillus terreus montre que cette dernière est optimale à 95%, légèrement 

diminué aux autres niveaux et nulle à 15% d’humidité relative (fig. 41). 

 

Figure 41 : Effet de différents niveaux d’humidité sur la croissance mycélienne d’Aspergillus 

terreus 
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6.2.2.2. Influence de l’humidité sur la sporulation 

D’après la figure 42, on remarque que la meilleure sporulation de Metarhizium acridum 

était  à 84% d’humidité relative tout comme la croissance mycélienne, puis elle a diminue 

avec l’augmentation des niveaux d’humidité. Notons que la sporulation de ce champignon 

était faible à 50% et il était incapable de sporuler à une humidité relative de 15%. 

 

Figure42 : Effet  de différents niveaux d’humidité sur la sporulation de Metarhizium acridum 

Par ailleurs, le champignon Aspergillus terreus marque son optimum de sporulation à 

95% d’HR. De même, il est incapable de sporuler à 15% d’HR tandis qu’il a présenté 

différents taux de sporulation en relation avec la variation des niveaux d’humidité (43). 

 

Figure 43 : Effet  de différents niveaux d’humidité sur la sporulation d’Aspergillus terreus 
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6.2.3. Influence du pH  

6.2.3.1. Influence du pH sur la croissance mycélienne 

La variation des cinq niveaux de pH testés révèle un effet non significatif de ce 

paramètre abiotique sur la croissance mycélienne des champignons étudiés. 

D’après la figure 44, nous avons remarqué que la croissance mycélienne de la souche de 

Metarhizium acridum sous les différents pH est très proche ; à l’exception de pH acide 4,1 où 

la croissance est légèrement faible.  

 

Figure 44 : Effet de pH sur la croissance mycélienne de Metarhizium acridum 

De même, l’Aspergillus terreus a présenté, sous les différents pH testés, une croissance 

presque similaire au cours  de la période de l’essai (fig. 45). 

 

Figure 45 : Effet de pH sur la croissance mycélienne d’Aspergillus terreus 
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6.2.3.2. Influence du pH sur la sporulation 

Pour l’effet de ce paramètre sur la sporulation, nous avons remarqué que les deux isolats 

fongiques n’ont pas été influencés par la variation du niveau de pH. Les figures 46 et 47 

montrent clairement que l’intervalle de sporulation des deux champignons, entre les différents 

niveaux du pH est assez faible 

 

 

Figure 46 : Effet de pH sur la sporulation de Metarhizium acridium 

 

 

Figure 47 : Effet de pH sur la sporulation d’Aspergillus terreus 
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6.2.4. Influence de la lumière et de l’obscurité  

6.2.4.1. Influence de la lumière et de l’obscurité sur la croissance mycélienne 

Suite à l’étude de l’effet de la lumière et de l’obscurité sur le développement des deux 

isolats, nous avons constaté à travers les figures 48 et 49 une similarité de taux de croissance 

pour Metarhizium acridum ainsi que pour Aspergillus terreus avec une légère préférence de la 

lumière pour les deux champignons. 

 

 

Figure 48 : Effet de la lumière et de l’obscurité sur la croissance mycélienne de Metarhizium 

acridum 

 

 

Figure 49 : Effet de la lumière et de l’obscurité sur la croissance mycélienne d’Aspergillus 

terreus 
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6.2.4.2. Influence de la lumière et de l’obscurité sur la sporulation 

Les figures 50 et 51   présentent l’effet de la lumière et de l’obscurité sur la sporulation. 

En effet,  nous avons remarqué que l’effet de la lumière sur la sporulation des deux isolats : 

Metarhizium acridum et Aspergillus terreus est significativement différents de celui de 

l’obscurité. Les deux champignons étudiés ont montré une capacité de sporulation sous la 

lumière bien que sous l’obscurité. 

 

 

Figure 50 : Effet de la lumière et de l’obscurité sur la sporulation de Metarhizium acridum  

 

 

Figure 51: Effet de la lumière et de l’obscurité sur la sporulation d’Aspergillus terreus 
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6.3. Discussion 

A travers cette étude, nous avons remarqué que la température optimale de la croissance 

et de sporulation de  nos isolats fongiques sous l’effet des différents étages de température, se 

situe dans un intervalle de température entre 25 et 35°C avec une moyenne de 28°C. 

En effet, Il faut donc noter que les deux champignons Metarhizium acridum et 

Aspergillus terreus appartiennent à la catégorie des champignons mésophyle puisque 

l’optimum de leur croissance mycélienne est situé au-dessous de 50 °C (Fargues et al., 1992)  

Plus précisément, l’isolat de Metarhizium acridum a présenté un bon développement 

mycélien et une sporulation abondante à un optimum thermique de 30°C, tandis que la 

température optimale de croissance mycélienne et de sporulation d’Aspergillus terreus est 

égale à 35°C. En parallèle, des faibles niveaux de croissance et de sporulation sont enregistrés 

aux températures de 15 et 40°C pour les deux champignons. 

D’après Saiah (2014), les espèces de genre Metarhizium ont présenté un bon 

développement mycélien et une sporulation abondante dans un intervalle de température 

compris entre 10 et 35°C.  

Les basses températures ne sont pas létales pour le champignon, car ce dernier, se 

conserve en formant des chlamydospores, et repart rapidement dès que les conditions lui 

redeviennent favorables, alors qu'un séjour de 3 jours à une température supérieur à 35°C lui 

est fatal. (Monteny, 1990), 

De même, Selan (1964) in Fargues (1992) a remarqué qu'il y ait une certaine adaptation 

thermique suivant l'origine des biotypes. Cela confirme la présence de l’Aspergillus terreus 

sur les adultes de Phyllognatus excavatus qui ont une émergence estivale. 

Les résultats de test de l’effet de l’humidité relative ont monté que l’intervalle allant de 

80 à 100% d’HR était le plus adéquate pour les deux souches de Metarhizium acridum et 

d’Aspergillus terreus qui ont présenté leurs optimum du développement mycélien et même de 

sporulation à 84%  et 95% d’HR respectivement. A la lumière de ces résultats, les deux isolats 

semblent sensibles à un environnement sec. La croissance et la sporulation étaient nulles aux 

faibles niveaux d’HR (15%) ce qui confirme les résultats démontrés par (Saiah 2014)   

concernant l’effet d’humidité  sur des espèces de Metarhizium.    
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Par ailleurs, nous n’avons pas noté des sensibilités de nos isolats vis-à-vis les variations 

du pH, alors que les deux champignons se sont montrés capables de se développer et de 

sporuler aux différents niveaux de pH. 

D’autre part, il s’est avéré que les deux isolats préfèrent  légèrement la lumière pour 

mieux se croitre et sporuler. Plusieurs travaux de recherche ont montré que la lumière peut 

avoir un rôle sur le developpement et la sporulation des champignons. (1gnoffo, 1992 ; Silvy 

et Riba, 1989 Monteny, 1990 et Saiah, 2014). 
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Conclusion 

Ce présent travail fait une partie de la recherche des micro-organismes antagonistes des 

insectes coléoptères hébergés dans les champs cultivés au niveau de la région Nord-Ouest 

Algérien. Nous nous sommes intéressées à la biodiversité entomologique des coléoptères, ses 

antagonistes fongiques et leur pouvoir pathologique.  

Les travaux de la première partie ont été orientés vers un diagnostic initial de la faune 

coléoptériques des champs cultivés à savoir la céréaliculture, les cultures maraichères ainsi 

que les vergers. L’inventaire de la biodiversité des coléoptères au sein des différentes cultures 

à savoir la céréaliculture, cultures maraichères et des vergers a dévoilé la présence de 4633 

individus classés en 29 familles différentes, 69 sous-familles, 146 genres et 205 espèces. La 

culture annuelle (céréales)  et l'agroécosystème pérenne (verger d’agrume)   apparaissent 

clairement comme les agroécosystèmes favorables au développement de la diversité 

faunistique des coléoptères. Néanmoins, les cultures maraîchères (pomme de terre)  

constituent un milieu dans lequel se développent un petit nombre d'espèces.  

La deuxième partie de notre recherche a été consacré pour l’isolement des champignons 

antagonistes d’une espèce scarabeique typique de la région du Nord d’Afrique ; il s’agit de 

Phyllognatus excavatus (Dynastinae – Scarabeidae). Les résultats de l’isolement des 

champignons à partir des larves parasités et d’adultes de l’espèce Phyllognatus excavatus, 

présentant des symptômes d’infection fongique, a permis de mettre en évidence la présence de 

deux espèces fongique qui sont révélées entomopathogènes après les tests préliminaires 

(postulat de Kock). Les deux  souches en question  ont fait l’objet d’identification selon les 

méthodes morphologiques et moléculaires : 

Une étude des caractères culturaux et morphologique nous a conduits à identifier les 

deux isolats jusqu’à l’échelle genre. Les résultats obtenus,  à travers cette étude, ont montré 

que les deux souches seraient apparentées au genre Metarhizium et au genre Aspergillus. 

Une identification moléculaire des deux souches se basant sur l’analyse des régions ITS 

(Internal transcribed spacer)   et les facteurs d’élongation EF-1alpha (Elongation Factor) en 

utilisant des amorces universelles (ITS1 et ITS4) et les amorces (EF-728F et EF-2).  

L’analyse des séquences d’ADN et leur comparaison avec celles de  la banque de données     

« Genbanque », l’une des souches a été assimilée à l’espèce Metarhizium acridum avec un 

pourcentage d’homologie de 99%, alors que la deuxième souche a montré une correspondance 

avec l’espèce Aspergillus terreus avec un pourcentage d’homologie de 100%. 
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La troisième partie de notre travail a pour but de tester la pathogénecité de ces deux 

espèces fongiques vis-à-vis les larves d’une autre espèce scarabeique très redoutable dans la 

céréaliculture dans la région d’étude. Il s’agit de Geotrogus deserticola. Les résultats du bio-

test ont mis en exergue l’efficacité de Metarhizium acridum qui a causé une forte mortalité au 

sein des populations des larves de Geotrogus deserticola, alors que l’espèce  Aspergillus 

terreus vient en deuxième position de point de vue de son efficacité. Le calcul de la DL50 pour 

les deux espèces fongiques confirme les résultats obtenus. Il a montré que la dose de 

Metarhizium acridum  nécessaire et suffisante pour tuer la moitié de  la population des larves 

est arrondie à 0,89 x 10
6
 spores/ml, tandis que le DL50 pour l’Aspergillus terreus est égale à 

1,8 x 10
7 

spores/ml. Il en ressort que ces deux souches peuvent être considérer comme 

entomopathogènes. D’autre part, afin de valider, aussi leur efficience sous les différents 

paramètres abiotiques, cette étude a montré que l’optimum pour se croitre et sporuler était 

sous les conditions suivantes : un intervalle thermique allant de 25°C et 35°C ; une humidité 

relative entre 80% à 95%, aucune n’influence par les différents pH, avec une légère 

préférence de la lumière pour mieux se croitre et sporuler. 

Enfin, compte tenu de l’immense surface agricole en Algérie avec ses différentes 

cultures, de la Méditerranée au désert, on peut dire que la liste des insectes coléoptères 

pourrait être plus diversifiée. Cependant, les structures de ce groupe d’insectes sont encore 

mal connues. Cette étude préliminaire peut fournir un point de départ pour une analyse plus 

approfondie et pour planifier de futures études sur les champs agricoles afin de maximiser la 

diversité des insectes et prévenir contre les ravageurs 

En ce qui concerne les champignons entomopathogènes antagonistes des insectes  

coléoptères, les résultats obtenus ont montré l'importance des deux souches, lorsqu'elles ont le 

potentiel d'être utilisées comme agents microbiens pour une lutte biologique respectueuse de 

l’environnement et qu'elles pourraient être utilisées en conjonction avec d'autres stratégies de 

lutte intégrée contre les ravageurs à un seuil économique. Néanmoins, ces résultats doivent 

être confirmés par une évaluation supplémentaire en laboratoire, ainsi que par des essais sur le 

terrain pour valider l'efficacité de ces champignons dans les conditions climatiques de la 

région de Mostaganem. 
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Harpalus oblitus  
Harpalus tenebrosus  

Harpalus punctatostriatus  
Harpalus attenuatus  

Harpalus  
Ophonus opacus  

Ophonus cordatus  
Ophonus  

Poecilius quadricollis  
Poecilus purpurascens  

Poecilus
Poecilus

Graphipterus serrator  
Platytarus faminii 

Amara aenea  
Amara rufipes  

Licinus punctatalus  
Licinus silphoides  

Microlestes corticalis  
Microlestes  

Laemostenus algerinus  
Sphodrus leucophthalmus  

Zabrus ignavus  
Carterus calydonius (  

Carterus fulvipes  
Oedesis villosulus  

Chlaenius  
Agonum marginatum  

Calathus opacus 
Calathus fuscipes algiricus  

Calathus  
Myriochile melancholica  

Cicindela lunulata  
Cicindella  

Cymindis setifensis  
Carabus morbillosus  

Calosoma algiricum  
Calosoma inquisitor  
Nebria andalusia  

Notiophilus  
Distichus planus  

Dyschyrius chalybeus  
Scarites  

Siagona europaea  
Broscus politus  

Pogonus chalceus  
Notaphus varius  

Tropinota squalida  
Aethiessa floralis  

Oxythyrea funesta  
Protaetia opaca  

Hoplia  
Hoplia  

Hymenoplia 
Pachydema  
Pachydema

Sphodroxia mauritanica, 
Geotrogus deserticola

Anthoplia floricola
Hemichaetoplia pallidipennis  

Euoniticellus pallens
Onitis alexis

Onthophagus(Trichonthophagus) maki  



Onthophagus(sensu stricto)tarus  
Scarabeus 

Pentodon algerinum 
Phyllognathus excavatus  

Oryctes nasicornis(L.) spp grypus  
Hybalus 
Aphodius 

Pleurophorus  
Calamosternus granarius  

Cebrio  
Notoxus  
Notoxus  

Apate monachus  
Acmaeodera adspersula

Acmaeodera  
Acmaeodera  
Acmaeodera  
Acmaeodera  
Acmaeodera  

Anthaxia scutellaris  
Anthaxia umbellatarum  

Anthaxia funerula  
Anthaxia ( Melanthaxia) 

Sphenoptera rauca  
Capnodis tenebrionis

Trachys fabricii  
Trichoferus fasciculatus  

Stenopherus ater  
Stenopterus mauritanicus  

Purpuricenus desfontainii  
Agapanthia cardui  

Agapanthia suturalis  
Niphona picticornis  

Calamobius filum  
Galeruca interrupta  
Galeruca barbara  

Altica ampelophaga  
Cassida  

Chrysolina  
Cryptocephalus rugicollis  

Lachnaia  
Clytra  

Trichodes umbellatarum  
Hippodamia tredecimpunctata  
Hippodamia undecimnotata  

Hippodamia variegata  
Hippodamia  

Henosepilachna elaterii  
Scymnus apetzi  

Scymnus interruptus (  
Scymnus  
Scymnus  

Coccinella algerica  
Coccinella  

Lixus algirus  
Lixus elegantulatus  

Lixus  
Cleonus  
Larinus 

Sibinia primita  
Pachytychius  

Mecinus janthinus  
Sphenophorus piceus  

Bagous argillaceus  
Apion  
Baris  

Aulacobaris  



Sitona macularius  
Sitona  
Sitona  

Donus salviae  
Anthrenus verbasci  

Dermestes  
Attagenus  
Attagenus  

Cardiophorus  
Cardiophorus  

Drasterius bimaculatus  
Drasterius  
Drasterius  

Agriotes sordidus  
Agriotes pilosellus  

Athous  
Dapsa pallescens  

Thorectes puncticollis 
Eulasia bombylius  

Saprinus  
Saprinus  

Hister 
Hybosorus arator (

Helochares lividus
Enochrus 

Mylabris variabilis  
Mylabris  

Meloe cavensis  
Meloe  

Berberomeloe  
Oenas afra

Dasytes virens  
Dasytes sp 

Axinotarsus pulicarius  
Mordella 

Urophorus humeralis  
Carpophilus  

Epuraea  
Oedemera lurida  
Lobonyx aeneus  

Anaspis  
Silpha puncticollis  
Quedius pallipes  

Staphylinus olens  
Carpelimus corticinus  

Bledius 
Pimelia muricata  
Pimelia costata,  

Zophosis  
Zophosis  
Erodius  

Pachychila  
Pachychila  

Tentyria interrupta  
Akis  

Scaurus striatus  
Scaurus  
Scaurus  

Asida  
Opatrum sabulosum  

Opatrum  
Opatrum  

Eledona agricola  
Neopachypterus mauritanicus  

Dendarini  
Catomus  

Blaps sp groupe B gigas 



Diaclina fagi  
Tenebrio molitor  

Heliotaurus ruficollis  
Heliotaurus  
Hymenalia  
Raiboscelis

Lagria villosa  
Lagria atripes  
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Annexe 1 

 

Milieux de culture 

PDA : Potato  Dextrose Agar 

- Pomme de terre …………….………………………………..……………….. 200 g 

- Glucose …………………….………………………………………………...… 20g 

- Agar …………………………………………………………………………….20 g 

- Eau distillée ………………………………………………………………... 1000 ml 

SDA : Sabouraud Dextrose Agar 

- Peptone ……………………………………………...………………………… 10 g 

- Saccharose …………………………………………………………………….  20 g 

- Agar …………………………………………………………………………… 15 g 

- Eau distillée ……………………………………………………………..… 1000 ml 
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Annexe 2 

 

Tableau 1 : Pourcentage moyen de mortalité des larves de Geotrogus deserticola traitées par   

Metarhizium acridum dans le sol 

Doses (Spores/ml) D0 : 

Témoin     
D1(10

4
) D2(10

5
) D3(10

6
) D4(10

7
) D5(10

8
) 

Temps (Jours) 

01 0 0 0 0 0 0 

02 0 0 0 0 3,33 3,33 

03 0 6,66 6,66 16,33 13,33 16,66 

04 0 13,33 13,33 23,66 26,66 26,33 

05 0 30 26,66 40 43,33 46,66 

06 3,33 36,66 40 50 60 66,66 

07 6,66 43,33 50 66,66 73,33 76,66 

08 6,66 46,66 56,66 76,66 83,33 83,33 

09 13,33 56,66 70 83,33 90 100 

10 13,33 56,66 73,33 86,66 100 100 

 

Tableau 2: Pourcentage moyen de mortalité des larves de Geotrogus deserticola traitées par   

Aspergillus terreus dans le sol 

Doses (Spores/ml) D0 : 

Témoin     
D1(10

4
) D2(10

5
) D3(10

6
) D4(10

7
) D5(10

8
) 

Temps (Jours) 

01 0 0 0 0 0 0 

02 0 0 0 0 0 0 

03 0 3,33 6,660 3,33 6,66 6,66 

04 0 10 16,66 16,66 20 16,66 

05 0 16,66 23,33 30 30 33,33 

06 3,33 26,66 33,33 43,33 46,66 56,33 

07 6,66 36,66 43,33 56,66 60 73,33 

08 6,66 43,33 56,66 63,33 73,33 83,33 

09 13,33 50 60 70 80 90 

10 13,33 53,33 66,66 73,33 93,33 100 
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Tableau 3 : Pourcentage moyen de mortalité des larves de Geotrogus deserticola traitées par   

Metarhizium acridum hors sol 

Doses (Spores/ml) D0 : 

Témoin     
D1(10

4
) D2(10

5
) D3(10

6
) D4(10

7
) D5(10

8
) 

Temps (Jours) 

01 00 00 00 00 6,66 13,33 

02 00 6,66 6,66 16,66 23,33 30 

03 00 23,33 26,66 33,33 43,33 46,66 

04 00 30 40 43,33 63,33 63,33 

05 00 43,33 53,33 56.66 73,33 76,66 

06 3,33 50 70 73,33 80 90 

07 6,66 66,66 76,66 80 83,33 100 

08 13,33 76,66 83,33 90 90 100 

09 13,33 83,33 96,66 96,66 100 100 

10 16,66 86,66 100 100 100 100 

 

Tableau 4 : Pourcentage moyen de mortalité des larves de Geotrogus deserticola traitées par   

Aspergillus terreus hors sol 

Doses (Spores/ml) D0 : 

Témoin     
D1(10

4
) D2(10

5
) D3(10

6
) D4(10

7
) D5(10

8
) 

Temps (Jours) 

01 00 00 00 00 00 3,33 

02 00 3,33 03,33 6,66 10 13,33 

03 00 10 10 16,66 23,33 23,33 

04 00 16,66 26,66 26,66 30 33,33 

05 00 26,66 36,66 36,66 43,33 50 

06 3,33 33,33 46,66 50 56,66 63,33 

07 6,66 43,33 56,66 66,66 73,33 80 

08 13,33 50 63,33 73,33 83,33 93,33 

09 13,33 66,66 76,66 80 96,66 100 

10 16,66 76,66 83,33 93,33 100 100 
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Annexe 3 

 

Tableau 1: Classement des moyennes pour le facteur1 (Dose) Met (Dans le sol). 

Doses Moyennes Groupes 

D5 52 A 

D4 49,33 B 

D3 44,33 C 

D2 33,66 D 

D1 29 E 

D0 4,33 F 

 

Tableau 2: Classement des moyennes pour le facteur2 (Temps) Met (Dans le sol). 

Temps(Jours) Moyennes Groupes 

10J 71,66 A 

09J 68,88 B 

08J 58,88 C 

07J 52,77 D 

06J 42,77 E 

05J 31,11 F 

04J 17,22 G 

03J 10 H 

02J 1,11 I 

01J 0 J 

 

Tableau 3 : Classement des moyennes pour le facteur1 (Dose) Asp (Dans le sol). 

Doses Moyennes Groupes 

D5 46 A 

D4 41 B 

D3 35,66 C 

D2 30,66 D 

D1 24 E 

D0 4,33 F 

  

 

 

 



Annexes 

 

Tableau 4 : Classement des moyennes pour le facteur2 (Temps) Asp (Dans le sol). 

Temps(Jours) Moyennes Groupes 

10J 66,66 A 

09J 60,55 B 

08J 54,44 C 

07J 46,11 D 

06J 35 E 

05J 22,22 F 

04J 13,33 G 

03J 4,44 H 

02J 0 I 

01J 0 I 

 

Tableau 5 : Classement des moyennes pour le facteur1 (Dose) met (hors sol). 

Doses Moyennes Groupes 

D5 72 A 

D4 66,33 B 

D3 59 C 

D2 55,33 D 

D1 46,66 E 

D0 5,33 F 

 

Tableau 6 : Classement des moyennes pour le facteur2 (Temps) met (hors sol). 

Temps(Jours) Moyennes Groupes 

10J 83,88 A 

09J 81,66 B 

08J 75,55 C 

07J 68,88 D 

06J 61,11 E 

05J 50,55 F 

04J 40 G 

03J 28,88 H 

02J 13,88 I 

01J 3,33 J 
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Tableau 7 : Classement des moyennes pour le facteur1 (Dose) ASP (hors sol). 

Doses Moyennes Groupes 

D5 56 A 

D4 51,66 B 

D3 45,66 C 

D2 40,33 D 

D1 32,66 E 

D0 5,33 F 

 

Tableau 8 : Classement des moyennes pour le facteur2 (Temps) ASP (hors sol). 

Temps(Jours) Moyennes Groupes 

10J 78,33 A 

09J 72,22 B 

08J 62,77 C 

07J 54,44 D 

06J 42,22 E 

05J 33,33 F 

04J 22,22 G 

03J 13,88 H 

02J 6,11 I 

01J 0,55 J 
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Annexe 4 

 

Tableau 1: Logarithmes décimaux des doses et Probits des taux de mortalité au 6
eme

 jour 

(Met) (dans le sol). 

 
D1 

(10
4
spore/ml) 

D1 

(10
5
spore/ml) 

D1 

(10
6
spore/ml) 

D1 

(10
7
spore/ml) 

D1 

(10
8
spore/ml) 

Temps 

(Jour) 

Log 

temps 
MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob 

1 - - - - - - - - - - - 

2 0,30 - - - - - - 3,33 3,12 3,33 3,12 

3 0,48 6,67 3,45 6,67 3,45 16,67 4,01 13,33 3,87 16,67 4,01 

4 0,60 13,33 3,87 13,33 3,87 23,33 4,26 26,67 4,36 26,67 4,36 

5 0,70 30,00 4,48 26,67 4,36 40,00 4,75 43,33 4,82 46,67 4,9 

6 0,78 36,67 4,64 40,00 4,75 50,00 5,00 60,00 5,25 66,67 5,41 

7 0,85 43,33 4,82 50,00 5,00 66,67 5,41 73,33 5,61 76,67 5,71 

8 0,90 46,67 4,90 56,67 5,15 76,67 5,71 83,33 5,95 83,33 5,95 

9 0,95 56,67 5,15 70,00 5,52 83,33 5,95 90,00 6,28 100,00 8,09 

10 1,00 56,67 5,15 73,33 5,61 86,67 6,08 100,00 8,09 100,00 8,09 

 

Tableau 2: Logarithmes décimaux des doses et Probits des taux de mortalité au 6
eme

 jour 

(Asp) (dans le sol). 

 
D1 

(10
4
spore/ml) 

D1 

(10
5
spore/ml) 

D1 

(10
6
spore/ml) 

D1 

(10
7
spore/ml) 

D1 

(10
8
spore/ml) 

Temps 

(Jour) 

Log 

temps 
MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob 

1 - - - - - - - - - - - 

2 0,30 - - - - - - - - - - 

3 0,48 3,33 3,12 6,67 3,45 3,33 3,12 6,67 3,45 6,67 3,45 

4 0,60 10,00 3,72 16,67 4,01 16,67 4,01 20,00 4,16 16,67 4,01 

5 0,70 16,67 4,01 23,33 4,26 30,00 4,48 30,00 4,48 33,33 4,56 

6 0,78 26,67 4,36 33,33 4,56 43,33 4,82 46,67 4,90 56,67 5,15 

7 0,85 36,67 4,64 43,33 4,82 56,67 5,15 60,00 5,25 73,33 5,61 

8 0,90 43,33 4,82 56,67 5,15 63,33 5,33 73,33 5,61 83,33 5,95 

9 0,95 50,00 5,00 60,00 5,25 70,00 5,52 80,00 5,84 90,00 6,28 

10 1,00 53,33 5,08 66,67 5,41 73,33 5,61 93,33 6,48 100,00 8,09 
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Tableau 3: Logarithmes décimaux des doses et Probits des taux de mortalité au 4
eme

 jour 

(Met) (hors sol). 

 
D1 

(10
4
spore/ml) 

D1 

(10
5
spore/ml) 

D1 

(10
6
spore/ml) 

D1 

(10
7
spore/ml) 

D1 

(10
8
spore/ml) 

Temps 

(Jour) 

Log 

temps 
MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob 

1 - - - - - - - 6,67 3,45 13,33 3,87 

2 0,30 6,67 3,45 6,67 3,45 16,67 4,01 23,33 4,26 30,00 4,48 

3 0,48 23,33 4,26 26,67 4,36 33,33 4,56 43,33 4,82 46,67 4,90 

4 0,60 30,00 4,48 40,00 4,75 43,33 4,82 63,33 5,33 63,33 5,33 

5 0,70 43,33 4,82 53,33 5,08 56,67 5,15 73,33 5,61 76,67 5,71 

6 0,78 50,00 5,00 70,00 5,52 73,33 5,61 80,00 5,84 90,00 6,28 

7 0,85 66,67 5,41 76,67 5,71 80,00 5,84 83,33 5,95 100,00 8.09 

8 0,90 76,67 5,71 83,33 5,95 90,00 6,28 90,00 6,28 100,00 8,09 

9 0,95 83,33 5,95 96,67 6,75 96,67 6,75 100,00 8,09 100,00 8,09 

10 1,00 86,67 6,08 100,00 8,09 100,00 8,09 100,00 8,09 100,00 8,09 

 

 

Tableau 4: Logarithmes décimaux des doses et Probits des taux de mortalité au 5
eme

 jour 

(Asp) (hors sol). 

 
D1 

(10
4
spore/ml) 

D1 

(10
5
spore/ml) 

D1 

(10
6
spore/ml) 

D1 

(10
7
spore/ml) 

D1 

(10
8
spore/ml) 

Temps 

(Jour) 

Log 

temps 
MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob MC% Prob 

1 - - - - - - - - - 3,33 3,12 

2 0,30 3,33 3,12 3,33 3,12 6,67 3,45 10,00 3,72 13,33 3,87 

3 0,48 10,00 3,72 10,00 3,72 16,67 4,01 23,33 4,26 23,33 4,26 

4 0,60 16,67 4,01 26,67 4,36 26,67 4,36 30,00 4,48 33,33 4,56 

5 0,70 26,67 4,36 36,67 4,64 43,33 4,82 43,33 4,82 50,00 5,00 

6 0,78 33,33 4,56 46,67 4,90 50,00 5,00 56,67 5,15 63,33 5,33 

7 0,85 43,33 4,82 56,67 5,15 66,67 5,41 73,33 5,61 80,00 5,84 

8 0,90 50,00 5,00 63,33 5,33 73,33 5,61 83,33 5,95 93,33 6,48 

9 0,95 66,67 5,41 76,67 5,71 80,00 5,84 96,67 6,75 100,00 8,09 

10 1,00 76,67 5,71 83,33 5,95 93,33 6,48 100,00 8,09 100,00 8,09 
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