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Résumé  

Les abeilles déclinent à travers le monde à cause des activités humaines, ce qui est un problème 

majeur compte tenu de leur service de pollinisation essentiel pour les écosystèmes et une grande 

partie de l’agriculture humaine. Parmi les menaces auxquelles elles font face figure notamment 

l’utilisation de produits agrochimiques tels que les pesticides, qui peuvent augmenter la mortalité 

des abeilles. Même si ces pesticides sont testés avant d’être commercialisés afin de limiter au 

maximum leurs effets sur les abeilles, les risques associés à ces substances sont actuellement 

majoritairement évalués sur l’abeille mellifère (Apis mellifera) et d’autres abeilles domestiquées 

(Bombus spp. et Osmia spp.). Cependant, parmi les 20 000 espèces d’abeilles présentes dans le 

monde, il existe une grande diversité morphologique, physiologique et comportementale, ce qui 

implique que chaque espèce possède sa propre sensibilité intrinsèque face aux pesticides. Ainsi, 

les évaluations actuelles des risques liés aux pesticides se révèlent insuffisantes pour protéger 

l’ensemble des abeilles. Une méthode efficace pour évaluer cette sensibilité consisterait à étudier 

les traits fonctionnels afin de prédire celle-ci, mais cette approche n’a encore été que très rarement 

utilisée chez les abeilles. Cette étude s’est donc intéressée à un trait fonctionnel prometteur, la 

pilosité, qui n’a encore jamais été étudié dans le contexte de la sensibilité et de l’exposition aux 

pesticides. Dans le but de déterminer l’impact potentiel de la pilosité chez les abeilles, une 

expérience en laboratoire consistant au rasage et à une exposition à un pesticide sur des bourdons 

a été réalisée pour observer l’influence des poils sur leur sensibilité. Ensuite, des analyses 

statistiques utilisant des mesures de traits morphologiques et les statuts de conservation de 

l’IUCN ont été utilisées pour déterminer s’il existait une corrélation entre la pilosité et le risque 

d’extinction des abeilles européennes. Du point de vue de la sensibilité, il semble que la pilosité 

pourrait avoir un effet protecteur relativement limité. En revanche, concernant l’exposition, les 

résultats n’ont pas permis de mettre en évidence un effet clair. Cette étude souligne l’importance 

de poursuivre les recherches visant à prédire la sensibilité des abeilles face aux pesticides par 

l’étude de traits fonctionnels. L’utilisation d’autres traits comme la cuticule (son épaisseur et sa 

composition) pourrait contribuer à une meilleure évaluation des risques et, par conséquent, à une 

protection plus efficace des abeilles. 

  



 
 

Abstract 

Bee populations are declining worldwide due to human activities, which is a major concern given 

their vital role in pollination for both ecosystems and a large proportion of human agriculture. 

Among the threats they face is the use of agrochemicals such as pesticides, which can increase bee 

mortality. Although these pesticides are tested before being placed on the market to minimise 

their effects on bees, the risks associated with these substances are currently assessed primarily 

on the honeybee (Apis mellifera) and other managed bees (Bombus spp. and Osmia spp.) as model 

species. However, among the 20,000 species of bees found worldwide, there is considerable 

morphological, physiological and behavioural diversity, meaning that each species has its own 

intrinsic sensitivity to pesticides. Consequently, current pesticide risk assessments are proving 

insufficient to protect all bee species. An effective method to assess this sensitivity would be to 

study functional traits in order to predict it, but this approach has rarely been applied to bees. 

This study therefore focused on a promising functional trait, hairiness, which has never previously 

been investigated in the context of sensitivity and exposure to pesticides. To determine the 

potential impact of hairiness in bees, a laboratory experiment involving the shaving and pesticide 

exposure of bumblebees was conducted to observe the influence of hair on their sensitivity. 

Subsequently, statistical analyses using measurements of morphological traits and IUCN 

conservation statuses were used to test whether there was a correlation between hairiness and 

the risk of extinction among European bees. Regarding sensitivity, the results suggest that 

hairiness may provide a relatively limited protective effect. However, regarding exposure, no clear 

effect was detected. This study highlights the importance of continuing research aimed at 

predicting bees’ sensitivity to pesticides through the study of functional traits. The use of 

additional traits like the cuticle (its thickness and composition) could contribute to more accurate 

risk assessments and, consequently, to more effective protection of bees. 
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1. Introduction 

 Les pollinisateurs 
 

Les pollinisateurs se définissent comme les espèces animales participant à la pollinisation. 

Il existe une grande diversité d’espèces au sein des pollinisateurs (Figure 1) : des mammifères 

(chauves-souris, etc.), des oiseaux (colibris, etc.) et même certains reptiles (geckos) mais ce sont 

les insectes qui représentent la majorité des pollinisateurs (Ollerton, 2017). Cette pollinisation 

par les insectes est indispensable pour les écosystèmes et l’agriculture ; environ 87,5% des 

plantes à fleurs et 35% des cultures dépendent de cette dernière (Klein et al., 2006, Ollerton et al., 

2011). D’ailleurs, il est prouvé qu’une grande diversité de pollinisateurs augmente le rendement 

des cultures en qualité et en quantité (Garibaldi et al., 2014 ; Cusser et al., 2016 ; Vasiliev & 

Greenwood, 2020 ; Katumo et al., 2022). Ils peuvent également servir de bioindicateurs 

environnementaux et de contrôle biologique contre des insectes ravageurs et/ou transmetteurs 

de pathogènes (Katumo et al., 2022). Les Lépidoptères sont les insectes pollinisateurs les plus 

diversifiés (140 000 espèces) mais c’est bien parmi les Hyménoptères que se trouvent les 

pollinisateurs les plus efficaces, les abeilles (Hymenoptera, Apoidea, Anthophila), comportant 7 

familles (Andrenidae, Apidae, Colletidae, Halictidae, Megachilidae, Melittidae et Stenotrididae) 

avec 20 000 espèces dans le monde dont 19 domestiquées et 35 potentiellement domesticables 

(Wardhaugh, 2015 ; Ollerton, 2017 ; Osterman et al., 2021). 

 

Figure 1. Diverses espèces de pollinisateurs (dans le sens horaire à partir du haut à gauche : colibri roux, ; abeille domestique ; 

papillon machaon ; roussette à tête grise) (Nicole, 2023) 

 Le déclin des pollinisateurs 
 

À l’heure actuelle, il est indéniable que les actions humaines ont un effet significatif sur la 

biodiversité, entraînant un déclin du nombre et de la taille des populations des espèces sauvages 
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(Díaz et al., 2019 ; Wagner, 2019). Le taux d’extinction des espèces animales est aujourd’hui 100 

à 1.000 fois supérieur au taux naturel (Dirzo et al., 2014 ; Thomas et al., 2004 ; Sánchez-Bayo & 

Wyckhuys, 2019). Les insectes ne sont évidemment pas épargnés mais leur déclin reste 

néanmoins sous-évalué. En dehors de l’Europe, les données sont souvent anecdotiques voire 

absentes, ce qui ne facilite pas l’évaluation de l’étendue de ce déclin à travers le monde (Wagner, 

2019). D’ailleurs, toutes les espèces ne reçoivent pas non plus la même attention ; ce sont surtout 

les insectes pollinisateurs (abeilles et papillons) qui sont les plus étudiés pour leur service de 

pollinisation (Potts et al., 2010 ; Wagner, 2019). Dans le cas des insectes, c’est le déclin des 

populations des espèces abondantes qui est le plus à redouter ; ce dernier a de sérieuses 

conséquences écologiques sur les réseaux trophiques et les communautés d’espèces (Dirzo et al., 

2014 ; Gaston & Fuller, 2007a ; K. Gaston & Fuller, 2007b ; Thompson, 1996 ; D. Wagner, 2017 ; 

Winfree et al., 2015). Le déclin des insectes semble avoir commencé dans les années 1950, 

considérées comme le début de l’Anthropocène (Conrad et al., 2004 ; Dirzo et al., 2014) désignant 

la transition planétaire majeure provoquée par les impacts humains sur la Terre (climat, cycles 

biogéochimiques, écosystèmes, environnements physiques) qui surpassent les variations 

naturelles du système terrestre (Zalasiewicz et al., 2024).  

Les données collectées et analysées sur plusieurs décennies indiquent aujourd’hui un taux 

de pertes de 1 à 2% par an pour de multiples taxons et sites à travers l’Europe de l’Ouest et du 

nord et les États-Unis (Dirzo et al., 2014 ; Hallmann et al., 2017 ; Sánchez-Bayo & Wyckhuys, 

2019).  

Une méthode efficace pour visualiser le déclin des espèces est l’utilisation des listes rouges 

de l’IUCN (Union Internationale pour la Conservation de la Nature). Cette dernière évalue le risque 

d’extinction des espèces répertoriées pour les catégoriser. Ce risque est évalué selon 5 critères de 

A à E utilisant comme facteurs la taille de la population et la distribution (IUCN, 2012) : 

• Critère A : Réduction de la population au cours du temps. 

• Critère B : Répartition géographique (zone d’occurrence et/ou zone d’occupation). 

• Critère C : Petite population et déclin. 

• Critère D : Population très petite ou restreinte. 

• Critère E : Analyse quantitative. 

Ensuite, en fonction du ou des critère(s) rempli(s) par l’espèce évaluée, celle-ci est attribuée 

à une des catégories de la liste rouge : préoccupation mineure (LC), quasi menacé (NT), vulnérable 

(VU), en danger (EN), en danger critique (CR), éteint à l’état sauvage (EW), éteint (EX), non évalué 

(NE), données insuffisantes (DD) (IUCN, 2012). 



10 
 

Selon la liste rouge de l’IUCN de 2026 des abeilles européennes, sur les 1 927 espèces 

évaluées, 172 sont classées comme  menacées : 25 en danger critique (CR), 91 en danger (EN) et 

56 vulnérables (VU) mais 276 espèces sont encore en données insuffisantes (DD), impliquant que 

le pourcentage d’espèces menacées en Europe pourrait varier de 8,9% (si aucune des abeilles DD 

n’est menacée) à 23,3% (si toutes les abeilles DD sont menacées) démontrant qu’il est impératif 

de continuer les collectes de données (Michez et al., 2026). 

À titre de comparaison, la Belgique compte 381 espèces d’abeilles dont 45 sont considérées 

éteintes régionalement (RE) c’est-à-dire qu’elles n’ont plus été observées en Belgique depuis 1990 

(Drossart et al., 2019). À cela se rajoute 47 espèces en danger critique (CR), 32 en danger (EN) et 

34 vulnérables (VU), mais également 36 espèces qui sont encore en données insuffisantes (DD) 

(Drossart et al., 2019). Cette liste rouge indique ainsi que près de 30% des abeilles belges sont 

menacées d’extinction et que 12% ont déjà disparu de la Belgique illustrant bien le déclin des 

abeilles en Europe de l’Ouest. 

Il est aussi important de remarquer que le déclin des pollinisateurs et donc des abeilles est 

un phénomène multifactoriel découlant de plusieurs facteurs interagissant les uns avec les autres 

(Figure 2). 

 

Figure 2. Schéma des différents facteurs de déclin pesant sur les insectes pollinisateurs (Riyaz et al., 2022) 

1.2.1 Le changement climatique 
 

Le changement climatique impacte toute la biodiversité incluant donc les insectes et les 

pollinisateurs (Potts et al., 2010 ; Wagner, 2019). Il influence directement les niveaux d'activité 

des individus, la répartition géographique, la phénologie (moment des événements du cycle de 

vie) et la durée de la croissance (Rahimi & Jung, 2024). Il altère également la phénologie des 
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plantes hôtes et la qualité de la nourriture des pollinisateurs (pollen et nectar) (Jaworski & 

Hilszczański, 2013 ; Kolb et al., 2016 ; Phillips et al., 2018 ; Huang & D’Odorico, 2020).                              

Le changement climatique perturbe surtout les interactions plantes-pollinisateurs par les 

décalages temporels et spatiaux (Hegland et al., 2008 ; Rahimi & Jung, 2023 ; Rafferty, 2017 ; 

Schweiger et al., 2010). De manière générale, la hausse des températures obligera probablement 

les espèces d’abeilles à migrer vers des latitudes et/ou altitudes plus élevées (Hegland et al., 2008 ; 

Hickling et al., 2006 ; Rahimi et al., 2021). Un déclin de la diversité des abeilles en Europe est ainsi 

à prédire d'ici 2050 (Rasmont et al., 2015). 

1.2.2 Les espèces invasives 
 

Les espèces invasives sont également une menace importante pour la biodiversité (D. L. 

Wagner & Van Driesche, 2009). Les plantes invasives entomophiles s’intègrent facilement dans 

les réseaux plantes-pollinisateurs indigènes et, même si elles fournissent de possibles sources 

supplémentaires de pollen et de nectar (Stout & Morales, 2009 ; Schweiger et al., 2010 ; Goodell & 

Parker, 2016 ; Roy et al., 2024), ces effets positifs ne profitent qu’aux pollinisateurs généralistes 

polylectiques butinant une grande diversité de plantes (Traveset & Richardson, 2006 ; Kleijn & 

Raemakers, 2008 ; Tourbez et al., 2025). À l’inverse, ces plantes affectent négativement les 

pollinisateurs spécialisés oligolectiques (butinant un nombre restreint d’espèces) par la 

compétition avec les plantes natives entraînant leur disparition de ces dernières et la perte des 

ressources alimentaires des pollinisateurs spécialisés (Traveset & Richardson, 2006 ; Tourbez et 

al., 2025). Les prédateurs invasifs comme le frelon asiatique (Vespa vetulina) constituent, en 

Europe, une autre menace importante, autant pour l’abeille mellifère que pour les abeilles 

sauvages (Pedersen et al., 2025). L’introduction de pollinisateurs domestiques pour la 

pollinisation des cultures et l’apiculture peut créer une compétition pour les ressources florales 

avec les espèces natives (Thomson, 2006). Elle peut aussi entraîner une pollution génétique via 

l’hybridation avec les populations locales, réduisant leur diversité génétique et conduisant parfois 

à leur extinction (Franck et al., 1998). Enfin, ces pollinisateurs domestiques peuvent agir comme 

vecteurs de pathogènes transmissibles aux populations sauvages, comme l’acarien Varroa chez 

Apis ou le champignon Nosema chez Bombus (Stout & Morales, 2009 ; Goulson, 2003). 

1.2.3 Perte de l’habitat 
 

La principale menace pour la biodiversité mondiale est aujourd’hui la perte et la 

dégradation des habitats (Ipbes, 2018 ; Maxwell et al., 2016 ; Wilcove et al., 1998), largement 

causées par les activités humaines, notamment via la déforestation et l’intensification agricole 

(Wagner, 2019). Cette perte d’habitat, accompagnée de sa fragmentation, constitue un facteur 
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majeur du déclin des abeilles sauvages en réduisant leur diversité et leur abondance par la 

diminution des ressources florales et des sites de nidification (Winfree et al., 2009 ; Brown & 

Paxton, 2009 ; Potts et al., 2010). La déforestation représente également la principale menace 

pour les forêts tropicales abritant la majorité de la biodiversité mondiale et des insectes (Stork, 

2017) et peut modifier les climats locaux et régionaux, notamment les régimes de précipitations 

(Foley et al., 2005 ; Syktus & McAlpine, 2016). 

1.2.4 Intensification agricole 
 

Le déclin des pollinisateurs dans l’ouest des États-Unis ainsi que dans le nord et l’ouest de 

l’Europe est largement attribué à l’intensification des pratiques agricoles (Wagner, 2019). 

L’agriculture moderne se caractérise notamment par l’exploitation de vastes surfaces cultivées, 

l’utilisation importante d’herbicides, le recours à des plantes OGM produisant des toxines contre 

les insectes et le développement de monocultures fortement dépendantes des engrais et 

pesticides (Chamberlain & Fuller, 2000 ; Kremen et al., 2002 ; Tscharntke et al., 2005). 

Parallèlement, la biodiversité végétale a fortement diminué dans de nombreuses régions du 

monde, entraînant une réduction des ressources florales disponibles pour les pollinisateurs (Potts 

et al., 2010). Bien que certaines monocultures à floraison massive, comme le colza ou le tournesol, 

puissent fournir temporairement d’importantes ressources alimentaires, celles-ci ne sont 

disponibles que sur de courtes périodes et contribuent donc peu au maintien de populations 

viables de pollinisateurs (Westphal et al., 2003 ; Kremen et al., 2007). De plus, la disparition 

progressive des petites exploitations agricoles et des milieux semi-naturels associés réduit les 

habitats riches en biodiversité abritant de nombreux groupes d’insectes. (Shreeve, 2001 ; Grubisic 

et al., 2018 ; Habel et al., 2019 ; Hahn & Brühl, 2016 ; Nilsson et al., 2008 ; Sánchez-Bayo & 

Wyckhuys, 2019 ; J. A. Thomas, 2016). Parmi ces espèces, les abeilles solitaires se révèlent 

particulièrement sensibles à cette intensification agricole (Féon et al., 2010). 

1.2.5 Pollution 
 

Il existe 3 types de pollution ; la pollution biologique (espèces invasives) (voir point 1.2.2), 

la pollution physique qui, dans le cas des insectes, concerne la pollution lumineuse n’impactant 

cependant que les espèces nocturnes comme les papillons de nuit (Knop et al., 2017 ; Van 

Langevelde et al., 2017) et enfin, la pollution chimique qui, elle, peut poser un problème 

conséquent pour les insectes, notamment les pollinisateurs tels que les abeilles. Il existe une 

grande variété de polluants chimiques (colorants, composés pharmaceutiques, métaux lourds, 

engrais, pesticides, hydrocarbures, particules fines, etc.) regroupés selon différentes 

classifications telles que la nature chimique (organiques, inorganiques), le compartiment 
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environnemental (atmosphère, eau, sol), la concentration (macropolluants, micropolluants), 

l’origine (anthropiques, naturels), etc. (Rathi et al., 2021). 

Parmi les polluants qui peuvent affecter les pollinisateurs, il y a notamment les métaux 

lourds qui s’accumulent dans les plantes directement exposées ou poussant sur les sols 

contaminés (Meindl & Ashman, 2013 ; Gekière et al., 2023). Les métaux lourds se retrouvent ainsi 

dans le nectar et le pollen dont se nourrissent les abeilles, ce qui les affecte négativement en 

augmentant leur mortalité, en diminuant leur succès reproductif et en altérant leur 

comportement, leur mémoire, leur phénotype, leur physiologie, etc. (Gekière et al., 2023 ; Shi et 

al., 2023). Comme autre polluant chimique, on retrouve également les produits agrochimiques 

(engrais et pesticides) dont les effets peuvent être directs ou indirects (Potts et al., 2010 ; Wagner, 

2019). Les engrais azotés affectent indirectement les pollinisateurs car les dépôts d’azote 

(élément limitant des écosystèmes) réduisent la diversité des communautés végétales et donc les 

sources de nourriture des pollinisateurs (LeBuhn & Luna, 2021). Les pesticides ont évidemment 

aussi une influence majeure dans le déclin des insectes et des pollinisateurs comme les abeilles.  

 L’impact des pesticides et leur rôle dans le déclin des pollinisateurs 
 

Par définition, un pesticide est une substance ou un mélange de substances destiné à 

prévenir, détruire, repousser ou contrôler des organismes considérés comme nuisibles, 

susceptibles d’affecter la production agricole ou la santé humaine (Aktar et al., 2009). Il existe 

plusieurs types de pesticides en fonction de l’organisme cible ; les herbicides contre les plantes, 

les fongicides contre les champignons, les acaricides contre les acariens et les insecticides contre 

les insectes. Ce sont évidemment ces derniers qui impactent le plus directement les abeilles, même 

si les autres types de pesticides peuvent également les affecter (Catania et al., 2024).  

1.3.1 Généralités 
 

Environ 10 000 espèces d’insectes sont considérées comme nuisibles aux cultures dont 700 

sont responsables de la majorité des dommages ; ces nuisibles comportent les pucerons, des 

coléoptères, diverses larves, etc. (Garud et al., 2024). Les insecticides sont utilisés, soit pour tuer 

directement ces ravageurs, soit pour perturber leur développement et leur croissance (Garud et 

al., 2024). Une grande variété d’insecticides existe en fonction de leur cible, leur composition 

chimique et de leur mécanisme d’action (Garud et al., 2024).  

Il existe plusieurs classifications d’insecticides ; par exemple, celle de l’organisation 

mondiale de la santé (OMS), qui les classe selon leur dangerosité, mais aussi la classification IRAC 
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(Insecticide Resistance Action Committee) se basant sur leur mode d’action (Sparks & Nauen, 

2014) dont voici une liste reprenant les types les plus utilisés : 

- Les organochlorés : composés neurotoxiques bloqueurs (= antagonistes) du canal 

ionique chlorure du GABA ; ils empêchent les canaux de s’ouvrir, entraînant une 

hyperexcitation des neurones, des tremblements, la paralysie et au final, la mort (Gupta, 

2012). 

- Les carbamates : inhibiteurs de l’acétylcholinestérase, une enzyme jouant un rôle 

important dans la transmission des signaux nerveux. Cette inhibition entraîne une 

accumulation de l’acétylcholine dans les synapses des nerfs, une hyperstimulation 

nerveuse, une paralysie et donc la mort. (Colovic et al., 2013). 

- Les organophosphorés : inhibiteurs de l’acétylcholinestérase, qui comme les 

carbamates, causent une accumulation de l’acétylcholine dans les synapses des nerfs, 

une hyperstimulation nerveuse, une paralysie et donc la mort. (Colovic et al., 2013). 

- Les pyréthrinoïdes : composés neurotoxiques dérivés des pyréthrines naturelles des 

chrysanthèmes ; ils ciblent le système nerveux des insectes en perturbant les canaux 

sodium, provoquant des influx nerveux répétitifs, une paralysie et donc la mort. 

(Katsuda, 2011 ; Davies et al., 2007). 

- Les néonicotinoïdes : composés apparentés à la nicotine ; ils ciblent le système nerveux 

des insectes en se liant aux récepteurs nicotiniques de l'acétylcholine (effet agoniste), 

conduisant à une surstimulation et finalement à la mort. (Taillebois et al., 2018 ; Manjon 

et al., 2018 ; Catania et al., 2024). 

Cependant l’utilisation des pesticides peut avoir des impacts environnementaux. Ces 

derniers peuvent réduire la diversité et la biomasse des micro-organismes du sol essentiels pour 

les cycles des nutriments, la décomposition de la matière organique et donc la fertilité des sols 

(Al-Ani et al., 2019). La contamination de l’eau peut aussi influencer les écosystèmes aquatiques 

et les chaînes alimentaires (Syafrudin et al., 2021). Les vertébrés peuvent ainsi être impactés dans 

leur développement, leur fertilité et même fragiliser la coquille des œufs chez les oiseaux (Gibbons 

et al., 2014). Il reste également le problème de la contamination de l’eau de distribution et de ces 

effets sur la santé humaine (Zhou et al., 2024). À ce niveau, des expositions aiguës ou chroniques 

aux pesticides peuvent provoquer de nombreuses pathologies (cancers, diabètes, problèmes 

respiratoires, problèmes neurologiques, infertilité, etc.) (Zhou et al., 2024). En plus de cela, de 

nombreuses espèces d’insectes non ciblées, comme les abeilles sont, aussi affectées par ces 

pesticides par voie orale ou par contact, entraînant ainsi des conséquences écologiques majeures 

(Spence et al., 2025). Les pesticides menacent de ce fait les abeilles, soit en les tuant directement, 
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soit en augmentant leur mortalité via des effets sublétaux (Tosi et al., 2022 ; Raine & Rundlöf, 

2023). 

1.3.2 Les différentes voies d’exposition aux pesticides 
 

 

Figure 3. Les différentes voies d’exposition aux pesticides chez les abeilles (Hymenoptera, Apoidea, Anthophila) : voie orale (eau, 

ressources alimentaires), voie par contact (air, matériaux végétaux, sol) 

Les abeilles peuvent être exposées aux pesticides par voie orale (ingestion de pollen, nectar, 

eau, etc.) ou par contact direct (air, sol, etc.) (Figure 3) (Raine & Rundlöf, 2023). Cette exposition 

varie selon l’espèce, le régime alimentaire, la socialité et le stade de vie. Les espèces généralistes 

sont exposées de manière diffuse, tandis que les spécialistes subissent des expositions plus 

localisées et aiguës en cas de contamination de leur plante hôte (Boyle et al., 2018). L’exposition 

chez les espèces eusociales peut être « tamponnée » grâce au nombre d’individus, mais la 

contamination est donc collective, alors que les espèces solitaires n’ont pas de structure sociale 

pour amortir la contamination (Bryden et al., 2013 ; Franklin & Raine, 2019 ; Straub et al., 2015 ; 

Boyle et al., 2018). L’exposition varie également en fonction du stade de vie (larve ou imago) 

(Boyle et al., 2018). 

L’exposition orale provient principalement de la consommation de nectar et de pollen 

contaminés issus des cultures et/ou des plantes environnantes (Botías et al., 2015 ; Graham et al., 

2021 ; Long & Krupke, 2016 ; Rundlöf et al., 2015 ; Stewart et al., 2014). Les pesticides 

contaminent les plantes par voies foliaire notamment après pulvérisation ou par voie racinaire 

via les résidus dans le sol ou dans l’eau d’irrigation (Juraske et al., 2008 ; C. Zhang et al., 2023 ; X. 

Zhang & Li, 2023). L’enrobage des semences qui consiste à recouvrir les graines de substances 

actives pour être absorbées par les jeunes racines lors de la germination, contribue aussi à la 

contamination du sol (Calvo-Agudo et al., 2021 ; C. Zhang et al., 2023). Une fois absorbés, les 
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résidus circulent dans toute la plante via le xylème et le phloème entraînant la contamination des 

nectaires et des anthères, produisant respectivement le nectar et le pollen (C. Zhang et al., 2023). 

Ainsi, l’exposition orale par le pollen et le nectar dépend du régime alimentaire (généraliste 

ou spécialisé), de l’aire de butinage et des modes d’approvisionnement des larves (par provisions 

massives ou séquentielles) (Rollin et al., 2013 ; Rundlöf et al., 2022 ; Knapp et al., 2023 ; Danforth 

et al., 2019 ; Grüter, 2020). L’eau constitue également une voie d’exposition (Boyle et al., 2018 ; 

Cham et al., 2018), tout comme le miellat d’homoptères ou les sucres végétaux (Boyle et al., 2018 

; Cham et al., 2018 ; Grüter, 2020). L’exposition par contact survient lors du butinage de plantes 

contaminées et, pour les mâles d’abeilles solitaires et de bourdons, lorsqu’ils dorment sur la 

végétation (Raine & Rundlöf, 2023). Elle peut se faire via des matériaux végétaux (résines, cire, 

huiles, pétales) utilisés par les abeilles mais l’exposition peut aussi être orale s’ils sont collectés 

oralement (Raine & Rundlöf, 2023 ; Boyle et al., 2018 ; Mullin et al., 2010 ; Kopit & Pitts-Singer, 

2018). Les résidus du sol constituent une source d’exposition majeure pour les abeilles solitaires 

nichant au sol, exposant œufs, larves, pupes, ainsi que les femelles nicheuses et les reines de 

bourdons hibernant sous terre (Antoine & Forrest, 2020 ; Fortuin et al., 2020 ; Sgolastra et al., 

2018 ; Chan et al., 2019 ; Danforth et al., 2019 ; Silva et al., 2018 ; Anderson & Harmon-Threatt, 

2019 ; Anderson & Harmon-Threatt, 2021 ; Chan & Raine, 2021 ; Cham et al., 2018 ; Rondeau et 

al., 2022 ; Harmon-Threatt, 2020). À noter, les abeilles sont exposées à des mélanges de pesticides 

provenant de différentes sources environnementales (Boyle et al., 2018 ; H. M. Thompson, 2012). 

1.3.3 Effets des pesticides sur les abeilles 
 

Comme vu précédemment, les insecticides les plus utilisés tuent les insectes en induisant 

une surstimulation nerveuse, ensuite, une paralysie et, au final, la mort (Gupta, 2012 ; Colovic et 

al., 2013 ; Katsuda, 2011 ; Davies et al., 2007 ; Taillebois et al., 2018 ; Manjon et al., 2018 ; Catania 

et al., 2024 ; Tosi et al., 2022). Cependant, l’exposition aux pesticides n’est pas toujours létale pour 

les abeilles ; des effets sublétaux augmentant leur mortalité peuvent alors apparaître (Raine & 

Rundlöf, 2023).    Les études sur ces effets se concentrent en majorité sur l’abeille mellifère 

(Dirilgen et al., 2023 ; Lehmann & Camp, 2021 Siviter et al., 2021 ; Siviter, Richman, et al., 2021).  

Même si les différents types de pesticides agissent différemment dans 

l’organisme (néonicotinoïdes agissant sur les récepteurs nicotiniques, chlorantraniliprole 

agissant sur les récepteurs ryanodine, etc.), les conséquences de ces neurotoxiques sont 

évidemment la perturbation du système nerveux de l’abeille mais aussi de son développement 

(Siefert et al., 2020 ; Zhao et al., 2022). Ces perturbations engendrent des troubles de la mémoire 

et de l’apprentissage entraînant une désorientation chez les individus qui diminuent leur 

navigation et leur capacité de retourner dans leur ruche, mais aussi des problèmes de locomotion, 
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de développement des muscles, de la capacité de voler et de communiquer entre les individus 

(Henry et al., 2012 ; Charreton et al., 2015 ; Christen et al., 2016 ; Eiri & Nieh, 2016 ; Zhao et al., 

2022). D’un point de vue physiologique, certains pesticides diminuent l’appétit, la concentration 

en lipide et en glycogène chez les ouvrières et donc perturbent leur balance énergétique (Mogren 

& Lundgren, 2016 ; Zhao et al., 2022). Du point de vue reproductif, les pesticides diminuent la 

vitalité et la quantité de spermatozoïdes chez les mâles d’Apis mellifera tandis que les reines 

présentent une immunité affaiblie et produisent un couvain moins viable avec moins de futures 

femelles reproductrices (Brandt et al., 2017 ; Ahsan et al., 2025). Les larves nourries avec une 

alimentation contaminée peuvent présenter des problèmes de développement (retard de 

croissance, perturbations hormonales, thorax malformé, infertilité, etc.) (Ahsan et al., 2025). 

Evidemment, en plus d’augmenter la mortalité des individus et de la colonie en réduisant leur 

mobilité et leur capacité à s’alimenter, ces effets sublétaux diminuent aussi le service de 

pollinisation des abeilles mellifères (Zhao et al., 2022).  

Chez les abeilles non-Apis, les études, même si elles étaient moins nombreuses, ont 

également déterminé plusieurs effets sublétaux des pesticides. Chez les bourdons, les pesticides 

provoquent des effets relativement similaires aux abeilles mellifères : diminution de l’appétit, des 

problèmes d’apprentissage et de mémoire spatiale, détérioration du vol, des performances de 

recherche de nourriture et du succès d’hibernation, perturbation de l’établissement et de la 

croissance des colonies et une diminution de la production d’ouvrières et d’individus 

reproducteurs (Raine & Rundlöf, 2023 ; Baron, Jansen, et al., 2017 ; Baron, Raine, et al., 2017 ; 

Fauser et al., 2017 ; Wu-Smart & Spivak, 2017 ; Gill et al., 2012). Les effets sublétaux des pesticides 

chez les autres abeilles sauvages sont bien moins connus en raison de leur grande diversité, de la 

difficulté à les élever et à les suivre expérimentalement (Lehmann & Camp, 2021 ; Raine & 

Rundlöf, 2023). Mais les études existantes indiquent des effets similaires aux abeilles mellifères 

et aux bourdons ; perturbation de la navigation, de la collecte du pollen, de la locomotion, du 

développement des larves et de la longévité (Anderson & Harmon-Threatt, 2019 ; Jin et al., 2015 ; 

Almeida et al., 2021 ; Chan & Raine, 2021). De manière générale, l’exposition aux pesticides peut 

affecter la performance des abeilles non-Apis dans la construction et la reconnaissance de 

l’emplacement de leur nid et la localisation de site potentiel d’hibernation (Artz & Pitts-Singer, 

2015 ; Chan & Raine, 2021). Ainsi, comme pour les abeilles mellifères, ces effets sublétaux 

impactent les abeilles sauvages au niveau de leur physiologie, leur mobilité et leur comportement 

et, au final, réduisent leur capacité d’assurer leur service de pollinisation (Boff et al., 2018 ; Crall 

et al., 2018 ; Zhao et al., 2022). L’eusocialité pourrait être un trait qui influence la reprise 

démographique, permettant la perte d’une partie des ouvrières sans perdre le potentiel 

reproductif de la colonie, une capacité manquante chez les espèces solitaires (Bryden et al., 2013 ; 

Franklin & Raine, 2019 ; Straub et al., 2015). 
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On peut cependant rappeler que les abeilles ne sont pas seulement affectées par les 

insecticides mais aussi par des herbicides comme le glyphosate.  Ce dernier affecte surtout les 

petites espèces d’abeilles (Battisti et al., 2021). Il altère le comportement des abeilles solitaires et 

eusociales, particulièrement en réduisant les interactions conspécifiques (Catania et al., 2024).      

Il peut affecter la mémoire et l’apprentissage des abeilles (Battisti et al., 2021 ; Boily et al., 2013). 

Des altérations de la locomotion affectent la survie de l’individu, la pollinisation et pour les 

espèces eusociales, la survie de la colonie (Catania et al., 2024). Les biopesticides végétaux 

(produits très volatils se dégradant facilement dans l’environnement) altèrent aussi la survie et le 

comportement des insectes en pénétrant dans leurs spiracles et en provoquant la suffocation 

(Catania et al., 2024). Dans l’étude de Catania et al. (2024), les andrènes, les Osmia bicornis et les 

Apis mellifera exposées se révèlent être les plus sensibles avec une diminution de la survie. 

1.3.4 Les différents mécanismes de détoxification face aux pesticides 
 

Chaque espèce d’abeille possède une sensibilité intrinsèque aux pesticides (Bass et al., 

2024). Même si les abeilles ne sont en contact avec ceux-ci que depuis 80 ans, elles ont co-évolué 

avec des plantes et des champignons qui produisent une gamme de xénobiotiques (composés 

allélochimiques végétaux et mycotoxines) (Bass et al., 2024). Cela a conduit à l’évolution de 

systèmes sophistiqués permettant aux abeilles de détoxifier ou de contourner les xénobiotiques 

qu’elles rencontrent dans leur environnement (Berenbaum & Johnson, 2015 ; Gong & Diao, 2016 ; 

Johnson, 2014). Elles sont ainsi capables de détoxifier les pesticides similaires à ces xénobiotiques 

naturels (Casida & Durkin, 2013 ; Bass et al., 2024). Il existe quatre mécanismes biologiques 

associés à la tolérance des abeilles aux pesticides (Figure 4) : la détoxification métabolique, les 

protéines cibles des insecticides, la cuticule et le microbiote intestinal (Bass et al., 2024). 

 

Figure 4. Les quatre mécanismes biologiques associés à la tolérance aux pesticides chez les abeilles (Bass et al., 2024) 
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La détoxification métabolique 

La détoxification métabolique a été observée pour la première fois lorsque des abeilles 

mellifères sont devenues plus sensibles à un pesticide pyréthrinoïde car leurs cytochromes P450 

étaient inhibés par un fongicide (Colin & Belzunces, 1992 ; Pilling & Jepson, 1993). Chez les 

insectes, les enzymes cytochromes P450 monooxygénases remplissent diverses fonctions 

physiologiques importantes comme la détoxification des xénobiotiques tels que les insecticides 

naturels et synthétiques (Nauen et al., 2021). Les P450 convertissent un substrat en un produit 

plus polaire ou introduisent un groupe fonctionnel facilitant la conjugaison, rendant ainsi la 

molécule plus facilement excrétable et moins toxique (Nauen et al., 2021). Les P450 sont capables 

de catalyser diverses réactions, telles que l'oxydation, l'époxydation, la déshydrogénation, 

l'hydrolyse et la réduction (David et al., 2013). Ces cytochromes P450 sont notamment exprimés 

dans les tubules de Malpighi, l'intestin et le cerveau (Bass et al., 2024). Chez les abeilles, ce sont 

les cytochromes P450 de la sous-famille CYP9Q qui métabolisent plusieurs classes d’insecticides 

(pyréthrinoïdes, organophosphorés, néonicotinoïdes, diamides et buténolides), ce qui en font des 

déterminants moléculaires importants pour la sensibilité aux pesticides des abeilles (Bass et al., 

2024). Des analyses génomiques révèlent que les P450 de type CYP9Q sont bien conservés à 

travers les familles d’abeilles (Haas et al., 2023), mais, certaines espèces de Megachilidae 

(Lithurgini, Megachilini, Anthidini) ne possèdent pas de gène codant les cytochromes P450 de 

type CYP9Q (Hayward et al., 2023). Par contre, d’autres Megachilidae (Osmiini, Dioxyini) 

possèdent des P450 de la sous-famille CYP9BU (semblable au CYP9Q) qui détoxifient certain 

néonicotinoïde (Beadle et al., 2019 ; Haas et al., 2023 ; Hayward et al., 2023). Les analyses révèlent 

que les Megachile possèdent des gènes CYP9 distincts (lignée CYP9DM) au lieu de CYP9Q, 

expliquant leur incapacité à métaboliser les néonicotinoïdes, les pyréthrinoïdes et les buténolides 

(Hayward et al., 2019 ; Hayward et al., 2023). Ainsi, certaines espèces de Megachilidae peuvent se 

révéler plus vulnérables face aux pesticides de par cette absence de cytochrome détoxifiant. 

Notons que peu de cytochromes P450 non-CYP9Q sont impliqués dans le métabolisme des 

insecticides chez les abeilles (Bass et al., 2024). Il y a, par exemple, la famille CYP336 qui protège 

les abeilles de la nicotine (insecticide naturel produit par les plantes Solanaceae) ; cette famille de 

cytochrome est en réalité spécifique aux Hyménoptères et est très conservée dans cet ordre (Haas 

et al., 2023).  

Les protéines cibles 

La sensibilité des abeilles à différents insecticides peut également résider dans les 

différences d'affinité pour leurs sites cibles (Bass et al., 2024). Par exemple, les canaux sodium 

BiNav1-1 de Bombus impatiens sont très sensibles aux pyréthrinoïdes mais beaucoup moins au 

tau-fluvalinate et à l’étofenprox (Wu et al., 2017). Cette tolérance du canal est due à plusieurs 
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résidus de la chaîne d’acides aminés conservés chez plusieurs espèces d’abeilles (Bass et al., 

2024). Cependant, le rôle des sites cibles en tant que déterminants moléculaires à la sensibilité 

aux insecticides peut différer selon les espèces d'abeilles, contrairement à la fonction bien 

conservée de détoxification par le cytochrome P450 (Bass et al., 2024). 

La cuticule 

Le rôle de la cuticule dans la sensibilité aux insecticides reste peu étudié (Balabanidou et al., 

2018). Par exemple, Zaworra et al. (2018) et Beadle et al. (2019) ont utilisé différents 

néonicotinoïdes radiomarqués respectivement sur Apis mellifera et Osmia bicornis pour mesurer 

leur vitesse de pénétration et expliquer la différence de sensibilité entre les substances. Les 

résultats montrent que l'imidaclopride pénètre beaucoup plus facilement dans la cuticule de 

l'abeille mellifère que le thiaclopride et l'acétamipride, impliquant une différence de toxicité due 

à la pharmacocinétique (Zaworra et al., 2018) Mais l’expérience réalisée sur Osmia bicornis avec 

le thiaclopride et l’imidaclopride, n’a montré aucune différence de vitesse de pénétration, 

suggérant que la différence de sensibilité n’est pas due à une différence de vitesse (Beadle et al., 

2019). Ainsi, des travaux supplémentaires sur le rôle de la cuticule dans la sensibilité des abeilles 

aux pesticides restent nécessaires (Bass et al., 2024). 

Le microbiote intestinal 

La sensibilité des abeilles aux insecticides peut également être influencée par leur 

microbiome (Bass et al., 2024). Le microbiote intestinal des abeilles influence leur sensibilité aux 

pesticides selon deux mécanismes : la détoxification directe de l’insecticide par le microbiote et la 

modification indirecte des voies de détoxification xénobiotiques de l’abeille (Bass et al., 2024). 

Pour le premier mécanisme, des études ont prouvé que plusieurs espèces de bactéries du tube 

digestif des abeilles mellifères sont capables de se développer in vitro en présence de plusieurs 

pesticides et dans certains cas de les dégrader (Khoury et al., 2022 ; Leska et al., 2022). En ce qui 

concerne le deuxième mécanisme (tolérance indirecte aux insecticides médiée par le microbiote 

des abeilles), Wu et al. (2020) ont comparé l’expression des gènes P450 chez des ouvrières 

d’abeilles mellifères avec un microbiote intestinal déficient et chez des ouvrières avec un 

microbiote intestinal normal. Ils ont découvert que plusieurs gènes P450 étaient beaucoup plus 

exprimés dans l’intestin des abeilles normales que chez les abeilles déficientes (Wu et al., 2020). 

Ceci était corrélé à une tolérance accrue aux pesticides chez les abeilles normales par rapport aux 

abeilles déficientes (Wu et al., 2020). Ces résultats révèlent donc une corrélation entre la variation 

du microbiote intestinal et la résistance aux pesticides chez les abeilles (Bass et al., 2024). 
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1.3.5 Evaluation des risques 
 

Les pesticides peuvent donc contaminer les abeilles via de nombreuses voies, ayant des 

conséquences écologiques majeures sur la biodiversité et sur le service de pollinisation de ces 

espèces (Spence et al., 2025). Pour éviter ces problèmes écologiques, les pesticides subissent 

avant leur commercialisation, en Europe du moins, une évaluation des risques environnementaux, 

par l’autorité européenne de sécurité des aliments l’EFSA (European Food Safety Authority) 

visant à identifier et à analyser les menaces qui pèsent sur les organismes vivants, leurs habitats 

et les écosystèmes (European Food Safety Authority, 2026). L’EFSA réalise ces évaluations de 

risques pour les organismes nuisibles aux plantes ainsi que les diverses substances réglementées 

telles que les pesticides, les OGM et les additifs destinés à l’alimentation animale (European Food 

Safety Authority, 2026).  

Pour évaluer les risques des pesticides sur les abeilles, l’EFSA utilise les données provenant 

de la littérature scientifique et des données toxicologiques dont des protocoles standardisés 

comme les lignes directrices de l’OCDE (Organisation de coopération et de développement 

économiques) pour les essais de produits chimiques. Ces lignes directrices, plus précisément, la 

section 2 concernant les effets sur les systèmes biologiques, sont constituées d’un ensemble de 

protocoles scientifiques standardisés utilisés pour tester les effets des substances chimiques sur 

la santé humaine et l’environnement, et donc dans ce cas, les effets des pesticides sur les abeilles 

(Organisation for Economic Co-operation and Development, n.d.). Pour ces dernières, ces 

protocoles testent différents types d’exposition (orale, par contact, aiguë, chronique), sur 

différents stades de vie (larvaire, adulte) et sur plusieurs espèces (Apis mellifera, Bombus spp., 

Osmia spp.) Actuellement 7 lignes directrices concernent les abeilles : les lignes directrices 213, 

214, 237 et 245 pour Apis mellifera, 246 et 247 pour Bombus spp. et 254 pour les abeilles 

maçonnes Osmia spp. (OCDE, 1998, Test n° 213; OCDE, 1998, Test n° 214; OCDE, 2013, Test n° 

237; OCDE, 2017, Test n° 245; OCDE, 2017, Test n° 246; OCDE, 2017, Test n° 247; OCDE, 2025, 

Test n° 254). Après cette évaluation scientifique des risques, les conclusions sont examinées par 

la Commission européenne qui propose une décision d’autorisation, de restriction ou 

d’interdiction de la substance active (European Food Safety Authority, 2026). 

1.3.6 L’abeille mellifère et les limites des évaluations actuelles 
 

On remarque que les évaluations des risques n’utilisent qu’une espèce et deux genres 

(utilisés en agriculture) comme modèles pour l’entièreté des abeilles et, de plus, 4 des 7 lignes 

directrices ne concernent que l’abeille mellifère (Apis mellifera), espèce domestiquée depuis très 

longtemps, abondante, adaptée aux conditions expérimentales et dont la biologie est bien connue 
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des scientifiques (Authority EFSA, 2013 ; Bireley et al., 2018 ; Decourtye et al., 2019 ; Dietzsch & 

Jütte, 2020 ; Schmolke et al., 2021). Cependant, les abeilles (Hymenoptera, Apoidea, Anthophila) 

comportent actuellement 20 000 espèces réparties dans 7 familles (Andrenidae, Apidae, 

Colletidae, Halictidae, Megachilidae, Melittidae et Stenotrididae) dont 2 000 espèces vivent en 

Europe (Apoidea Species -- Identification Guide -- Discover Life, n.d. ; Michez et al., 2019).                

Cette diversité taxonomique s’accompagne d’une grande diversité morphologique, écologique et 

comportementale (Rahimi et al., 2022 ; Somanathan, 2024). De plus, chaque espèce d’abeille 

possède sa propre sensibilité intrinsèque aux xénobiotiques en fonction de son métabolisme (Bass 

et al., 2024). Ainsi, en fonction de ces caractéristiques biologiques, du type d’exposition et du type 

de pesticides, la sensibilité des abeilles peut fortement varier entre les différentes espèces (NM 

Williams et al., 2010 ; Uhl et al., 2016 ; Boyle et al., 2018 ; Tai et al., 2022 ; Bass et al., 2024 ; Beadle 

et al., 2019 ; Iwasa et al., 2003 ; Manjon et al., 2018 ; Reid et al., 2020). Par exemple, Megachile 

rotundata est très sensible aux néonicotinoïdes (acétamipride et thiaclopride) et le tau-fluvalinate 

(pyréthrinoïde), pourtant classés comme peu ou pas toxiques pour les abeilles mellifères (Bass et 

al., 2024). 

L’extrapolation des évaluations des risques des pesticides chez Apis mellifera sur les autres 

abeilles peut donc se révéler inappropriée pour protéger les abeilles sauvages à cause de la 

variation de sensibilité entre les taxons (Arena & Sgolastra, 2014 ; HM Thompson & Pamminger, 

2019). Pour comparer la sensibilité aux pesticides de Apis mellifera à celle d’autres espèces 

d’abeilles, Arena et Sgolastra (2014) ont réalisé une revue systématique de la littérature suivie 

d’une méta-analyse en utilisant les données toxicologiques d’une cinquantaine de pesticides 

(carbamates, néonicotinoïdes, organochlorés, organophosphorés, pyréthrinoïdes, etc.) et de 19 

espèces d’abeilles (Arena & Sgolastra, 2014). Les valeurs de dose létale LD50 (par contact et par 

voie orale) et de concentration létale LC50 chronique provenant d’études de laboratoire ont été 

extraites et intégrées en une base de données (Arena & Sgolastra, 2014).  

L’étude d’Arena et Sgolastra (2014) mais aussi celles de Linguadoca et al. (2022) et Baas et 

al. (2024), prouvent que la sensibilité des abeilles aux pesticides peut varier fortement selon les 

espèces. Selon Arena et Sgolastra (2014), Apis mellifera est généralement aussi sensible ou plus 

sensible que d’autres espèces (ce qui peut en faire un modèle pertinent pour l’évaluation du 

risque) mais, dans 35,3% des cas étudiés, la sensibilité des autres abeilles était supérieure et 

même 10 fois supérieure dans 5,3% des cas. De plus, les différences écologiques entre espèces 

(alimentation, nidification, etc.) peuvent modifier les modalités d’exposition aux pesticides et le 

manque de données sur les abeilles sauvages limite la fiabilité des généralisations (Arena & 

Sgolastra, 2014). Ainsi, bien que Apis mellifera constitue une espèce de référence pertinente pour 

l’évaluation des risques des pesticides, les différences de sensibilité et d’exposition entre espèces 



23 
 

montrent qu’il est nécessaire d’inclure davantage d’espèces d’abeilles dans les études 

écotoxicologiques afin d’améliorer leur protection (Arena & Sgolastra, 2014 ; Authority EFSA et 

al., 2022 ; Jütte et al., 2023 ; Catania et al., 2024). 

 Traits fonctionnels 
 

On appelle traits fonctionnels les caractéristiques mesurables d'un organisme 

(morphologiques, physiologiques et phénologiques) qui influencent le fitness (croissance, 

reproduction et survie) (Figueroa et al., 2021). 

Les 20 000 espèces d’abeilles mondiales présentent des variations interspécifiques 

spectaculaires en termes de morphologie, de comportement, de physiologie et de phénologie 

(Figure 5), y compris des traits qui interviennent dans les services de pollinisation et les réponses 

aux changements environnementaux mondiaux (Ostwald et al., 2024). Beaucoup de ces traits 

fonctionnels sont utilisés dans le but d’étudier l’écologie des abeilles : la taille du corps (via l’ITD 

= la distance intertégulaire), la masse du corps, la nidification, l’étendue du régime alimentaire, la 

socialité, le parasitisme, la longueur de la langue, etc. (Ostwald et al., 2024). 

 

Figure 5. Aperçu de la diversité chez les abeilles (Hymenoptera, Apoidea, Anthophila) d’un point de vue morphologique (en haut) et 

comportemental (nidification) (en bas) (Ostwald et al., 2024) 

Ces traits fonctionnels sont déjà utilisés pour prédire la sensibilité aux pesticides de certains 

organismes tels que les invertébrés aquatiques, les poissons, etc. (Rubach et al., 2012 ; Kreitsberg 

et al., 2025). Chez les abeilles, le rôle de ces traits a été utilisé pour l’étude de divers sujets : service 

de pollinisation, prévalence des pathogènes, le gradient altitudinal, etc. (Figueroa et al., 2021 ; 

Cortés-Gómez et al., 2023 ; Osorio-Canadas et al., 2022 ; Chase et al., 2023). 
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Des études ont déjà investigué le rôle de plusieurs traits impactant la sensibilité des abeilles 

aux pesticides : la taille du corps, le microbiote, les enzymes détoxifiantes, la perméabilité de la 

cuticule, l’étendue du régime alimentaire, l’écologie de la nidification, etc. (Linguadoca et al., 

2022 ; Uhl et al., 2016 ; Jütte et al., 2023 ; Tatarko et al., 2025 ; De Castro Lippi et al., 2025 ; Ward 

et al., 2022 ; Baas et al., 2024 ; Knapp et al., 2023 ; Dewaele et al., 2024 ; Hotchkiss et al., 2021).  

Parmi ces traits influençant la sensibilité aux pesticides, certains semblent avoir une 

importance significative, par exemple, les enzymes détoxifiantes (voir point 1.3.7) et la taille du 

corps (Jütte et al., 2023). Cette dernière détermine la sensibilité inter et intraspécifique aux 

pesticides, les abeilles de petite taille étant les plus vulnérables (Linguadoca et al., 2022 ; Uhl et 

al., 2016 ; Jütte et al., 2023 ; De Castro Lippi et al., 2025 ; Baas et al., 2024 ; Dewaele et al., 2024).  

Concernant la sensibilité interspécifique, plus les espèces d’abeilles sont petites et plus la 

toxicité des pesticides augmente ; c’est ce qui est observé dans l’étude de Uhl et al. (2016) ; ceux-

ci ont comparé la toxicité du diméthoate (organophosphoré) sur 5 espèces d’abeilles et les 

résultats montrent que plus l’espèce est petite (exemple : Lasioglosum malachurum), plus elle est 

sensible. L’influence de la taille s’observe aussi d’un point de vue intraspécifique ; par exemple, 

les reines de Bombus terrestris se révèlent moins sensibles aux pesticides que les ouvrières, en 

partie grâce à leur plus grande taille (Linguadoca et al., 2022 ; Jütte et al., 2023). La taille 

individuelle des abeilles est supposée être négativement corrélée aux taux de mortalité après 

exposition par contact aux pesticides (ou d’autres xénobiotiques) car une masse corporelle plus 

importante peut potentiellement tamponner un volume défini de pesticide plus facilement qu'une 

masse plus petite (Gekière et al., 2023 ; Jütte et al., 2023). Les individus plus grands ont également 

un rapport surface/volume plus petit, c’est-à-dire moins de surface externe par rapport à leur 

volume interne et subissent donc une exposition plus faible (Jütte et al., 2023 ; Sgolastra et al., 

2018). 

Comme mentionné précédemment, plusieurs traits fonctionnels des abeilles ont commencé 

à être étudiés. Pourtant, il existe encore de nombreuses lacunes vis-à-vis de leur influence dans la 

sensibilité et l’exposition aux pesticides. La pilosité, comme beaucoup d’autres traits, n’a jamais 

été étudiée dans ce contexte malgré les différences interspécifiques au niveau de ce trait (Figure 

6). 

La pilosité des abeilles constitue un élément fondamental de leur biologie et de leur rôle 

écologique en tant que pollinisateurs (Hines et al., 2022). Les poils des abeilles, appelées setae, 

sont des évaginations unicellulaires filiformes de la cuticule, composées de chitine et produites 

par des cellules épidermiques ; chaque poil est inséré dans une base articulée, permettant une 

certaine mobilité et augmentant ainsi son efficacité fonctionnelle (Hines et al., 2022). 
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Sur le plan morphologique, les poils présentent une grande diversité de formes.                          

Par exemple, chez les bourdons (Figures 7 et 8), les 2 types de poils les plus communs sont « les 

spinulés » (longs et courts) et « les plumeux » (longs et courts) mais il existe aussi des poils 

simples, pectinés (standards, fins, en éventail), bipentunculés et dendritiques (Hines et al., 2022). 

Les poils plumeux (caractéristiques des abeilles), possèdent de nombreuses extensions latérales 

qui augmentent considérablement la surface de contact (Thorp, 1979). Cette adaptation est 

directement liée à la collecte du pollen car elle favorise l’adhésion des grains à la surface du corps 

de l’insecte (Hines et al., 2022). Cette caractéristique est considérée comme une innovation 

évolutive majeure ayant contribué à la spécialisation des abeilles dans l’exploitation des 

ressources polliniques (Michener, 2000). 

 

Figure 6. Photos de 2 espèces d’abeilles illustrant la variation de pilosité chez celles-ci. À gauche : Hylaeus communis, une espèce peu 

poilue (Janey Graham, 2016). À droite : Bombus muscorum, une espèce très poilue (Arnstein Staverløkk, 2014) 

 

Figure 7. Les différents types de poils (setae) observables chez les bourdons (Bombus spp.) (Hines et al., 2022) 
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Figure 8. Les différents types de poils (setae) observables chez le bourdon (Bombus bimaculatus) (Hines et al., 2022) 

 

Le thorax et l’abdomen présentent généralement une pilosité dense et ramifiée, favorisant 

la capture du pollen lors des visites florales (Thorp, 1979 ; Thorp, 2000). En plus des poils, les 

abeilles (excepté les espèces parasites) possèdent des poils spécialisés formant la scopa ; une 

masse dense de longs poils plumeux sur les pattes postérieures ou sur la face ventrale de 

l’abdomen facilitant le transport du pollen (Proctor et al., 1996 ; Marconi et al., 2025). Cependant, 

4 tribus au sein des Apidae (Apini, Bombini, Euglossini et Meliponini) possèdent une structure 

plus développée : la corbicula, une corbeille à pollen (cavité entourée de poils) présente sur les 

tibias des pattes postérieures (metatibias), facilitant la manipulation du pollen (Proctor et al., 

1996 ; Khan & Liu, 2022). 

La fonction principale des poils est liée à la collecte et au transport du pollen (Thorp, 1979 ; 

Thorp, 2000). Lors des interactions avec les fleurs, les grains de pollen adhèrent aux poils grâce à 

des interactions physiques et électrostatiques (Hines et al., 2022). Les poils plumeux augmentent 

l’efficacité de ce processus en agissant comme un système de rétention, piégeant les grains dans 

leur structure complexe (Hines et al., 2022). Une fois capturé, le pollen est transféré vers les pattes 

grâce au toilettage, puis il est rassemblé et compacté en pelotes qui seront transportées jusqu’au 

nid (Heinrich, 2004 ; Morse, 1982 ; Portman et al., 2019). Les poils interviennent également dans 

la manipulation du pollen ; les abeilles les utilisent pour brosser leur corps, nettoyer leurs 

appendices, organiser le pollen collecté, optimiser son transport et maintenir la fonctionnalité des 

organes sensoriels, tels que les yeux et les antennes (Thorp, 1979 ; Amador et al., 2017 ; Thorp, 
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2000). Les poils sont adaptés aux conditions écologiques et aux ressources alimentaires ; leur 

morphologie est spécialisée en fonction du type de pollen collecté (sec, collant, etc.)  (Thorp, 

2000 ; Konzmann et al., 2023). 

En conclusion, les poils des abeilles sont des structures hautement spécialisées, à la fois sur 

le plan morphologique et fonctionnel (Khan & Liu, 2022 ; Hines et al., 2022 ; Marconi et al., 2025). 

Leur diversité et leur organisation témoignent d’une adaptation évolutive étroite avec les plantes 

à fleurs, faisant de ces structures un élément clé du succès écologique des abeilles en tant que 

pollinisateurs (Khan & Liu, 2022 ; Hines et al., 2022 ; Marconi et al., 2025). 

Cette pilosité, en tant que trait fonctionnel, pourrait donc influencer la sensibilité et 

l’exposition des pesticides chez les abeilles. Chez les espèces très poilues, la pilosité pourrait avoir 

un effet protecteur et jouer un rôle de barrière mécanique contre les pesticides ou, au contraire, 

elle pourrait faciliter leur contamination via les points d’insertion des poils. Les poils pourraient 

aussi augmenter la transmission des pesticides ; les résidus coincés dans les poils contamineraient 

les larves ou, dans le cas des espèces eusociales, les autres individus de la colonie restés à 

l’intérieur du nid. A ce jour, la pilosité des abeilles (ou même d’autres insectes) n’a jamais été 

étudiée dans ce contexte, il n’existe aucune littérature à ce sujet, il s’agit donc purement 

d’hypothèses à vérifier. 
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2. Objectifs 

 

Les abeilles constituent une composante essentielle des écosystèmes et de l’agriculture. 

Cependant, celles-ci déclinent à travers le monde à cause de plusieurs facteurs anthropiques dont 

les polluants agrochimiques, en particulier les pesticides, utilisés pour protéger les cultures des 

insectes ravageurs. Les risques des pesticides sur les abeilles sont évidemment évalués avant leur 

mise en circulation via des protocoles. Cependant, ceux-ci ne couvrent que quelques espèces 

domestiquées comme Apis mellifera. Étant donné la haute variabilité interspécifique des abeilles 

(morphologique, écologique, comportementale, métabolique, etc.), ces évaluations des risques ne 

protègent pas la majorité des 20 000 espèces répertoriées. Les effets et menaces des pesticides 

sur de nombreuses espèces sauvages restent donc encore méconnus. Dans ce contexte, l’étude du 

rôle des traits fonctionnels dans la sensibilité et l’exposition aux pesticides permettrait de mieux 

comprendre cette variabilité de sensibilité chez les abeilles sauvages. La pilosité sera, dans notre 

cas, le trait fonctionnel à investiguer. Cette pilosité est, en effet, une adaptation fondamentale pour 

la collecte du pollen. Cependant, son rôle dans la sensibilité et l’exposition aux pesticides est 

encore méconnu. 

Deux hypothèses sont envisagées concernant le rôle de la pilosité dans la sensibilité et 

l’exposition aux pesticides : 

- La pilosité protège les abeilles des pesticides en servant de barrière mécanique 

supplémentaire. 

- La pilosité augmente l’exposition aux pesticides en servant de « réservoir » de résidus ; 

ces derniers, coincés dans les poils, pourraient contaminer les larves ou, dans le cas des 

espèces eusociales, les autres individus de la colonie restés à l’intérieur du nid. 
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L’étude se fera en 2 parties : 

La première consiste à déterminer l’impact de la pilosité dans la sensibilité aux pesticides 

en mesurant le taux de mortalité chez des ouvrières de Bombus terrestris rasées et non rasées afin 

de vérifier si les poils pourraient constituer une barrière mécanique (Figure 9).  

 

Figure 9. Étapes de la partie I de l’étude 

La deuxième partie consiste à analyser des données afin de comparer la pilosité et le risque 

d’extinction de plusieurs espèces d’abeilles sauvages européennes et déterminer ainsi s’il existe 

une corrélation entre ces 2 variables et une possible augmentation de l’exposition aux pesticides 

due à la présence de poils (Figure 10). 

 

 

Figure 10. Étapes de la partie II de l’étude 
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3. Matériel et méthodes 

 Partie I : Rasage et exposition aux pesticides 
 

La première partie de l’étude consiste à déterminer le rôle de la pilosité dans la sensibilité 

aux pesticides et déterminer si les poils constituent une barrière mécanique protectrice 

additionnelle face à ces derniers. Pour cela, des abeilles ont été rasées et exposées à un pesticide 

pour observer si une différence dans la mortalité apparaissait entre les abeilles rasées et non 

rasées. 

L’espèce modèle choisie pour mener cette expérience est Bombus terrestris, une espèce 

eusociale native d’Europe formant des colonies de +/- 500 individus (Breidenbach et al., 2023). 

Généralement, Bombus terrestris est considéré comme un bon modèle pour étudier 

l’écotoxicologie chez les pollinisateurs car il représente un compromis entre un organisme test 

(nombre suffisant d’individus, disponibilité dans le commerce, période d’activité) et une espèce 

ayant des similitudes avec les abeilles sauvages (cycle de vie annuel, petits effectifs) (Breidenbach 

et al., 2023 ; Q. Zhang et al., 2022 ; Laycock et al., 2013). Il existe également beaucoup de données 

de mortalité de type LD50 disponible pour cette espèce.  

De plus, en ce qui concerne spécifiquement cette étude, Bombus terrestris est un bon modèle 

car il s’agit d’une espèce de grande taille, facilitant le rasage. C’est aussi une abeille très poilue 

permettant d’accentuer le contraste entre rasé et non rasé. 

Au total, 140 ouvrières provenant de 5 colonies, achetées à l’entreprise Biobest, ont été 

réparties aléatoirement en 4 groupes distincts selon leur traitement : rasées et exposées (groupe 

1), rasées et non-exposées (groupe 2), non-rasées et exposées (groupe 3) et enfin, non-rasées et 

non-exposées (groupe 4) (Tableau 1). 

Tableau 1 : Les différents traitements administrés aux bourdons. 

Groupes Rasage Exposition par contact 

Groupe 1 ✓  Cyperméthrine (LC50) 

Groupe 2 (= contrôle) ✓  Acétone 

Groupe 3 - Cyperméthrine (LC50) 

Groupe 4 (= contrôle) - Acétone 

 

La cyperméthrine (PESTANAL® analytical standard 52315-07-8) a été utilisée comme 

ingrédient actif pour cette expérience. Il s’agit d’un pyréthrinoïde de synthèse du groupe 3A, selon 

la classification IRAC. C’est une substance neurotoxique à large spectre qui tue les insectes en 
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maintenant ouvert les canaux sodium des membranes nerveuses, provoquant une 

hyperexcitabilité, des convulsions, une paralysie et finalement la mort. La cyperméthrine 

contamine les insectes oralement ou par contact. Dans le cadre de cette expérience, la 

cyperméthrine a été choisie pour ses propriétés très hydrophobes, lui permettant de pénétrer 

aisément la cuticule des insectes via une exposition par contact (Colin-Duchevet et al., 2026). 

Avant d’être appliquée sur la cuticule des bourdons, la solution de cyperméthrine a été préparée 

dans de l’acétone pur (solvant hydrophobe). Du triton X-100 (0,1% du volume totale de la 

solution) a été rajouté comme surfactant afin de diminuer la tension superficielle et donc faciliter 

l’absorption. En ce qui concerne les traitements négatifs, une solution d’acétone avec du triton X-

100 a été utilisée. Chaque bourdon a été exposé par contact avec une concentration de 0,48µg/µL 

(LC50) de cyperméthrine correspondant à la LD50 pour les bourdons femelles (0,96 

µg/bourdons), la concentration a été standardisée au poids de chaque individu (pesé au préalable 

avant l’expérience) (Fievet et al., 2026). 

L’expérience a débuté par une anesthésie sur glace pendant 5 minutes, nécessaire pour 

faciliter le rasage au scalpel de la partie dorsale du mésothorax (mesoscutum) des individus des 

2 premiers groupes. Le rasage a été réalisé avec précaution, sous binoculaire par de petits 

mouvements délicats pour ne pas abîmer le mésothorax et vérifier l’intégrité de la cuticule lors du 

rasage. Par la suite, les bourdons ont été placés à plusieurs dans de grandes cages (boîtes en 

plastique) et nourris ad libitum (solution de saccharose 50%). Ces derniers ont ensuite été laissés 

en acclimatation durant 24H, dans une salle sombre à 25°C et 60% d’humidité relative pour qu’ils 

récupèrent physiquement de leur rasage et vérifier que ce dernier n’augmente pas leur mortalité 

mais aussi limiter le stress et les risques d’automutilations (bourdons s’arrachant leurs propres 

poils).  

À l’issue de cette étape, les bourdons ont tous été anesthésiés sur glace une nouvelle fois 

pour être exposés à 2µL de solution de cyperméthrine (groupes 1 et 3) ou d’acétone (groupes 2 et 

4). Les substances ont été appliquées directement sur le mésothorax (mesoscutum) suivant le 

protocole de la ligne directrice n°246 de l’OCDE (test de toxicité par contact des bourdons). 

Ensuite, les individus ont été placés dans des cages individuelles, toujours avec une source de 

nourriture ad libitum (solution de saccharose 50%). Les cages individuelles utilisées sont des 

Nicot cage, c’est-à-dire, de petites cages en plastiques avec un grillage et une ouverture pour 

insérer une seringue contenant la source de nourriture (Figure 11). La mortalité des bourdons a 

ensuite été monitorée après 24, 48, 72 et 96 heures. 
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Figure 11. Cage individuelle (Nicot cage) destinée aux bourdons 

 Partie II : Lien entre pilosité et risque d’extinction 
 

L’objectif de cette deuxième partie est de déterminer une possible corrélation entre la 

pilosité des abeilles européennes et le risque d’extinction de ces dernières en utilisant leur statut 

de conservation IUCN. 

Dans un premier temps, plusieurs traits morphologiques (ITD, longueur des poils et densité 

de poils) ont été mesurés sur 3 individus par espèce afin de caractériser la pilosité. Les individus 

étaient toujours des femelles reproductrices ou, pour les espèces eusociales, des ouvrières, pour 

un total de 487 espèces appartenant à 6 familles d’abeilles : Andrenidae, Apidae, Colletidae, 

Halictidae, Megachilidae et Melittidae (Annexe 8.2). Il est à noter que seuls les traits des espèces 

du genre Bombus ont été mesurés. Les mesures effectuées sur les autres genres d’abeilles 

proviennent de la base de données de Miličić et al. (2026) participant au projet WildPosh. 

Pour faciliter la collecte des mesures, le rasage et le nettoyage du mesoscutum ont été 

réalisés lorsque c’était nécessaire. Les traits ont été mesurés via les outils logiciels d’un 

microscope Keyence VHX-2000 (temps d’exposition de 35ms et un grossissement variable selon 

la taille de l’individu). 

Le premier trait mesuré était l’ITD (Inter Tegulae Distance), c’est-à-dire la distance entre 

les bases de la première paire d’ailes (Figure 12) pour chaque individu. Ensuite, l’ITD moyen de 

chaque espèce a été calculé. 
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Figure 12. Mesure de l’ITD de Bombus fragrans (Léo Hanot) 

Concernant le deuxième trait, les longueurs de cinq poils du mesoscutum ont été mesurées 

(Figure 13) (Roquer-Beni et al., 2022). Une moyenne a été calculée pour chaque individu et par 

la suite, pour chaque espèce. 

 

Figure 13. Mesures des longueurs de 5 poils de Bombus fragrans (Léo Hanot) 

Afin de calculer le troisième trait, la densité de poils, une grille de comptage (taille de 

cellule : 0,1mm x 0,1mm) a été superposée aux images de microscopie (Roquer-Beni et al., 

2022). Dans 2 cases choisies aléatoirement sur le mesoscutum, tous les micropores (bases des 
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poils) ont été comptabilisés (Figure 14) et la moyenne de densité de poils a été ainsi calculée 

pour chaque individu et par la suite pour chaque espèce. 

 

Figure 14. Mesures de la densité des poils de Bombus fragrans (Léo Hanot) 

Les mesures de longueur et de densité de poils ont permis le calcul de l’index de pilosité (= 

longueur x densité) pour chaque individu et par la suite, l’index de pilosité moyen a été évalué 

pour chaque espèce. Toutes ces mesures de traits ont été regroupées dans un tableau Excel 

commun. Les données de statut de conservation IUCN à l’échelle du continent européen et à celle 

des états membres de l’Union Européenne provenant de la liste rouge européenne des abeilles de 

2026 ont été intégrées pour chaque espèce (Michez et al., 2026). 

 Partie III : Analyses statistiques 
 

Les analyses statistiques ont toutes été réalisées sous R dans le logiciel RStudio (version 

4.6.0.). Pour l’expérience de rasage et d’exposition, les données de mortalité ont été d’abord 

projetées via des courbes de survie de Kaplan-Meier avec la fonction survfit() et le modèle de 

survie de Cox. Pour confirmer la possible influence du rasage sur la mortalité des bourdons rasés, 

le modèle de survie de Cox a été utilisé avec la masse comme covariate. Le modèle a été utilisé 

avec une correction de Firth via la fonction coxphf() via le package (survival) (Therneau, 2001), à 

cause de l’absence totale d’événements dans un groupe (traitement négatif). La correction de Firth 

empêche le modèle de conclure à un effet infini quand les données sont extrêmes (comme 0 

événement), en ajoutant une petite pénalisation qui stabilise les estimations. Ce dernier a ensuite 

été ajusté via les moyennes marginales estimées avec la fonction emmeans() pour comparer les 

différents traitements entre eux . 
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Après le nettoyage du jeu de données contenant les mesures des différents traits collectés 

(ITD, longueur des poils, densité des poils, index de pilosité) et la suppression des espèces 

d’abeilles ayant pour statut de conservation NA (non applicable) et DD (données insuffisantes), 

une standardisation a été appliquée. Par la suite un clustering a été réalisé à l’aide de la méthode 

des k-means avec la fonction kmeans() via le package (stats) pour séparer les espèces selon leurs 

types de pilosité. La méthode du coude (elbow) a permis d’obtenir un nombre optimal de clusters 

(k) de 3, créant ainsi 3 groupes d’espèces selon la pilosité. Afin d’interpréter ces groupes et de 

comprendre leur structuration, une représentation des clusters a été réalisée à l’aide de la 

fonction fviz_cluster() du package (factoextra) (Kassambara & Mundt, 2016), permettant une 

projection des individus et une visualisation des regroupements obtenus. Pour la recherche du 

lien entre pilosité et le risque d’extinction, une régression ordinale a été utilisée avec la fonction 

polr() via le package (MASS) (Ripley & Venables, 2009). Cette régression a pour but d’observer si 

la variation de la pilosité peut expliquer la variation des statuts IUCN et donc le risque d’extinction. 

Par la suite, la fiabilité du modèle a été vérifiée et confirmée via une analyse des résidus (Annexe 

8.3) réalisée à l’aide de la fonction resids() via le package (sure) (Greenwell et al., 2017). L’analyse 

des résidus, malgré quelques écarts dans les valeurs extrêmes, indique une normalité des résidus 

acceptable, un modèle globalement linéaire et une dispersion des résidus constante 

(homoscédasticité respectée). L’ensemble des représentations graphiques a été réalisé sous R à 

l’aide la fonction ggplot(), via le package (ggplot2) (Wickham et al., 2007), permettant la création 

des graphiques et donc la représentation des données.  
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4. Résultats 

 Partie I : Rasage et exposition aux pesticides 

 

Figure 15. Graphique du taux de survie des bourdons en fonction du temps selon les différents traitements (35 bourdons par 

traitement) 

Les courbes de survie de Kaplan-Meier ont été utilisées pour visualiser le taux de survie des 

bourdons au cours du temps en fonction des différents traitements (Figure 15). Selon la première 

hypothèse, les poils des abeilles pourraient servir de barrière mécanique protectrice additionnelle 

contre les pesticides. Comme le montre les courbes mauve et bleue, les bourdons non exposés 

respectivement rasés et non rasés, n’ont subi presque aucune perte. Cela confirme donc que le 

rasage ne menace pas la survie des bourdons en tant quel. En ce qui concerne les bourdons 

exposés à la cyperméthrine, on observe d’abord que les individus des 2 traitements ont perdu 

entre 40 et 60% de leurs effectifs. Ensuite, on constate pour les 2 courbes, une différence de 

mortalité entre les individus rasés et non rasés (respectivement les courbes verte et rouge). Dans 

cette expérience, le rasage des poils semble donc augmenter la mortalité des bourdons face à la 

cyperméthrine. 
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Tableau 2 : Modèle de survie de Cox avec la correction de Firth. 

 

Après avoir réalisé un modèle de survie de Cox, le calcul des moyennes marginales estimées, 

via la fonction emmeans(), permet d’obtenir les contrastes entre les différents traitements 

(Tableau 2). Dans celui-ci, la p-value comparant les bourdons exposés rasés et non rasés se révèle 

non significative (p = 0.144), ce qui contredit la différence apparente entre les courbes rouge et 

verte de la Figure 14. Il semble donc que, d’un point de vue statistique, le rasage n’influence que 

très peu l’exposition des bourdons à la cyperméthrine. D’ailleurs, on remarque dans ce tableau 

que les groupes négatifs rasés et non rasés ne sont pas significativement différents (p-value = 

0.648), confirmant bien que le rasage en lui-même ne menace pas la survie des bourdons comme 

le montre les courbes mauve et bleue de la Figure 15. 

 Partie II : Lien entre pilosité et risque d’extinction 
 

Tableau 3 : Caractéristiques des 3 types de pilosité. 

Cluster Longueur 
moyenne 

Densité 
moyenne 

Index de 
pilosité 
moyen 

ITD 
moyen 

1 0,1203902 8,825617 1,002979 1,406802 
2 0,9790532 4,625152 4,435776 4 ,094618 
3 0,3206888 3,259727 1,026315 2,656436 

 

Tableau 4 : Répartition des espèces par familles d’abeilles dans les 3 groupes de pilosité. 

Famille 

d’abeille 

Cluster 

1 

Cluster 

2 

Cluster 

3 

Andrenidae 18 1 92 

Apidae 8 51 68 

Colletidae 21 0 14 

Halictidae 82 0 26 

Megachilidae 6 1 81 

Melittidae 0 2 6 
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Figure 16. Différents boxplots représentant les différentes mesures des 3 types de pilosité, de haut en bas et de gauche à droite : 

l’index de pilosité, la densité moyenne des poils, la longueur moyenne des poils et l’ITD 

Après le clustering des données, on observe, parmi les 3 clusters obtenus, différents types 

de pilosité (Tableaux 3, 4 et Figure 16). Si l’on décrit les caractéristiques des 3 groupes de pilosité 

définies dans le tableau 3, on observe que le cluster 1 comporte des abeilles avec des poils courts 

mais avec une grande densité tandis que le cluster 2 comporte des abeilles aux poils longs mais 

de densité faible et enfin, le cluster 3 comporte des abeilles avec des poils courts et très peu 

denses. Si l’on regarde la répartition des espèces par familles d’abeilles au sein des 3 clusters 

(Tableau 4), des tendances apparaissent au sein des différentes familles avec certaines contenant 

une majorité d’espèces dans un groupe de pilosité. Par exemple : les Halictidae appartiennent 

surtout au cluster 1, alors que les Megachilidae appartiennent surtout au cluster 3. Enfin, les 

caractéristiques des abeilles (index de pilosité, densité des poils, longueurs des poils et ITD) des 

3 groupes de pilosité ont été représentés graphiquement, permettant de visualiser les variations 

entre les types de pilosité (Figure 15). 

Par la suite, le lien entre la pilosité et le risques d’extinction a tenté d’être établi. Pour cela 

les statuts de conservation ont d’abord été remaniés ; les catégories VU (vulnérable), EN (en 

danger) et CR (en danger critique d’extinction) ont été regroupées sous la catégorie Threatened 
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(menacées) pour une meilleure visualisation des données et aussi pour pallier le faible nombre 

d’espèces dans ces catégories. En effet pour l’entièreté du jeu de données, il n’y avait que 11 

abeilles VU, 3 EN et 1 CR, faisant donc un total de 15 Threatened. 

Une régression logistique ordinale a ensuite été utilisée pour correspondre à la nature des 

statuts de conservation qui sont des catégories ordonnées selon des valeurs. Cette régression a 

pour but d’observer si la variation de la pilosité peut expliquer la variation des statuts IUCN et 

donc le risque d’extinction. 

Dans le cas de notre étude, les catégories utilisées sont : 

- Préoccupation mineure, LC (429 sp.) : la valeur de déclin la plus basse. 

- Quasi menacé, NT (33 sp.) : la valeur de déclin intermédiaire. 

- Menacé, Threatened (15 sp.) : la valeur de déclin la plus élevée. 

À noter que sur les 487 espèces du jeu de données, 10 espèces n’ont pas été utilisées pour 

les analyses car celles-ci étaient classées comme NA, non applicable (1 sp.) et DD, données 

insuffisantes (9 sp.). 

Tableau 5 : modèle de la relation entre le statut de conservation et la pilosité 

 

Ainsi, la régression ordinale permet de modéliser la relation entre la pilosité (index de 

pilosité) et le risque d’extinction des espèces s’abeilles (statuts de conservation de l’IUCN). Le 

tableau 5 montre que la pilosité influence le risque d’extinction via le coefficient de régression β 

égal à 0.487 et la p-value = 0.001 indique que cet effet est statistiquement significatif. La relation 

étant positive, les espèces les plus poilues présentent une probabilité plus élevée d'appartenir à 

une catégorie de menace plus importante. En revanche, la taille du corps (ITD) n'a pas de 

relation significative avec le risque d’extinction (β = 0,110 ; p = 0,553). 
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Figure 17. Graphiques : index de pilosité en fonction du statut de conservation (en haut) et index de pilosité en fonction du statut de 

conservation au sein des différentes familles d’abeilles (en bas) 

Enfin, via les graphiques de la Figure 17, on peut observer, au-dessus, l’index de pilosité en 

fonction du statut IUCN pour l’ensemble des espèces étudiées et, en dessous, l’index de pilosité en 

fonction du statut IUCN parmi les différentes familles d’abeilles. Le premier graphique indique 

que les espèces les plus en déclin, dans la catégorie Threatened, sont surtout des abeilles avec un 

index de pilosité élevé. Dans le second graphique, il semble que les familles d’abeilles avec le plus 

d’espèces menacées soient les Apidae et, en seconde place, les Halictidae.  

À première vue, ces résultats (Tableau 5 et Figure 17) semblent confirmer la deuxième 

hypothèse ; la pilosité augmenterait l’exposition aux pesticides, en servant de réserve pour les 

résidus qui seraient alors transmis aux larves ou, pour les espèces eusociales, aux autres individus 

du nid. 

  



41 
 

5. Discussion 

 Partie I : Rasage et exposition aux pesticides 
 

La pilosité des abeilles n’a jamais été étudiée en tant que trait fonctionnel pouvant 

influencer la sensibilité et l’exposition aux pesticides. Cette étude avait donc pour but 

d’investiguer ce trait. Dans un premier temps, une expérience de rasage sur des ouvrières de 

bourdons (Bombus terrestris) a donc été réalisée pour déterminer si l’absence de poils 

augmenterait leur mortalité face à une exposition par contact à la cyperméthrine, un pesticide 

pyréthrinoïde. 

Si l’on observe les courbes de survie de cette expérience, celles-ci semblent confirmer la 

première hypothèse selon laquelle les poils des abeilles serviraient de barrière mécanique 

protectrice additionnelle. Cependant, les résultats obtenus par le modèle de survie de de Cox et le 

calcul des moyennes marginales estimées révèlent que la différence apparente des taux de survie 

entre les individus rasés et non rasés n’est pas significative ; l’hypothèse n’est donc pas confirmée. 

De plus, les analyses confirment bien que le rasage en tant que tel n’impacte pas la survie des 

bourdons, la mortalité des individus contrôles rasés et non rasés n’étant pas significativement 

différente. Ainsi donc, cette expérience montre que la différence de mortalité entre les différents 

traitements n'est pas dû au fait que l'on rase les bourdons. Afin de confirmer que le stress de la 

manipulation n’a pas causé la mort des bourdons, une deuxième expérience a été réalisée suivant 

le même protocole mais uniquement avec 60 bourdons. Cette dernière prouve bien que ce n’est 

pas le stress qui provoque leur mort (Annexe 8.1). 

Même si l’effet de la pilosité n’a pas d’effet significatif dans la sensibilité aux pesticides, ne 

pouvant donc pas confirmer la première hypothèse, on peut noter qu’une influence de la pilosité 

est tout de même visible avec une faible évidence (p-value = 0.144). Il est donc possible que la 

pilosité des abeilles ne soit pas un trait fonctionnel assez important pour influencer la sensibilité 

aux pesticides à l‘échelle de la mortalité lorsque ce dernier seul est pris en compte.  

En effet, d’autres traits fonctionnels pourraient donc être investigués du point de vue de 

l’exposition aux pesticides, étant donné que peu d’entre eux ont encore été étudiés dans cet 

optique. Parmi les traits déjà étudiés ayant un impact dans la sensibilité aux pesticides se trouve 

la taille du corps. Que ce soit au niveau interspécifique ou intraspécifique, les grandes abeilles sont 

plus résistantes aux pesticides, leur grande taille permettant une meilleure dilution des 

contaminants (Uhl et al., 2016 ; Jütte et al., 2023 ; De Castro Lippi et al., 2025). Comme autres traits 

déjà investigués, figurent les enzymes détoxifiantes cytochromes P450 monooxygénases, très 

utiles pour déterminer la sensibilité intrinsèque d’une espèce (Bass et al., 2024) et le microbiote 
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jouant aussi un rôle dans la détoxification métabolique (Bass et al., 2024 ; Tatarko et al., 2025 ; 

Hotchkiss et al., 2021). La cuticule, du point de vue de son épaisseur et de sa composition, a déjà 

été étudiée chez plusieurs espèces d’insectes mais encore très peu chez les abeilles (Balabanidou 

et al., 2018 ; Bass et al., 2024). 

Cette utilisation des traits a déjà été appliquée pour prédire la sensibilité aux pesticides chez 

d’autres insectes et des invertébrés aquatiques. Plusieurs espèces d’insectes (moustiques, 

mouches, punaises, pucerons et larves de papillons) possèdent diverses adaptations cuticulaires 

(accumulation d’hydrocarbures, épaississement cuticulaire, sclérification, plus grande densité en 

chitine, surexpression des transporteurs cuticulaires, etc.) octroyant une résistance aux pesticides 

lors d’une exposition par contact (Balabanidou et al., 2018). Cependant cette étude se concentre 

sur la résistance de ces insectes car elle a été réalisée dans le contexte de la lutte contre les 

nuisibles étant donné que toutes les espèces étudiées sont des ravageurs de cultures et des 

insectes vecteurs de maladies. 

À l’inverse, l’étude de Rubach et al. (2012) a utilisé les traits fonctionnels de divers 

invertébrés d’eau douce dans le but de prédire la sensibilité de ces espèces face aux pesticides et 

les risques environnementaux de ces substances. Parmi les 17 espèces investiguées, se trouvent 

plusieurs espèces d’insectes aquatiques au stade larvaire (libellule, diptère, éphémère, moustique, 

trichoptère, papillon et mégaloptère) ou aquatiques tout au long de leur vie (divers punaises), 

mais aussi d’autres espèces d’arthropodes (isopode, amphipode, daphnie, écrevisse et crevette).  

Plusieurs traits fonctionnels peuvent donc conférer une meilleure résistance aux 

pesticides ; un exosquelette épais et une forte sclérification limitent la pénétration des 

contaminants (Rubach et al., 2012). Les organismes possédant une respiration atmosphérique 

absorbent moins de contaminants que ceux possédant des branchies et des branchies internes ont 

une surface d’absorption plus faible que des branchies externes. Une grande taille corporelle 

favorise la dilution des substances toxiques et un faible rapport surface/volume (corps compact 

et sphérique) réduit leur absorption. Au stade adulte, la capacité d’élimination des contaminants 

est plus grande qu’aux stades larvaires. Enfin, un contenu lipidique modéré constitue un 

compromis optimal car s’il est trop élevé, cela favorise la bioaccumulation, alors que s’il est faible, 

il ne permet pas de tamponner efficacement la contamination. 

L’utilisation des traits fonctionnels pourrait être une méthode efficace pour prédire la 

sensibilité aux pesticides et permettrait l’extrapolation de ces données pour prédire la sensibilité 

d’espèces non testées (Rubach et al., 2012). Ainsi, de la même manière, la prédiction de la 

sensibilité aux pesticides des abeilles pourrait se faire par l’investigation de leurs traits 

fonctionnels. L’un d’entre eux pourrait être la cuticule comme mentionné précédemment (point 
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1.3.4). Etudier la cuticule (son épaisseur et sa composition) pourrait permettre de prédire la 

sensibilité des abeilles aux pesticides. Ce trait est d’ailleurs déjà utilisé dans les études citées 

précédemment mais bien d’autres pourraient être investigués. Encore une fois, cette méthode n’a 

jamais été appliquée chez les abeilles. 

Cependant, même si l’investigation expérimentale de chaque trait fonctionnel peut se faire 

de manière mono factorielle, il ne faut pas oublier que ces traits font partie d’un système 

multifactoriel comprenant une multitude de traits qui interagissent entre eux et dont l’ensemble 

influence la résistance/sensibilité de l’individu. Il est donc important d’avoir une vision globale 

du rôle des traits fonctionnels pour évaluer la sensibilité aux pesticides à partir de ces derniers. 

Il faut être attentif à ne pas voir une causalité là où il n’y a qu’une corrélation. Toujours dans 

l’étude de Rubach et al. (2012), ceux-ci ont observé dans leurs résultats que les espèces carnivores 

seraient plus résistantes que les herbivores et les détritivores. Cependant cela va à l’encontre du 

principe de bioaccumulation et de bioamplification par lesquelles les espèces des niveaux 

trophiques élevés accumulent le plus de contaminants et peuvent finir les plus impactés (Kesic et 

al., 2021). En réalité, si dans leur étude, les carnivores apparaissent les plus résistants, ce n’est pas 

dû à leur régime alimentaire mais au fait que ces espèces possèdent d’autres traits fonctionnels 

leur procurant une meilleure résistance (grande taille, exosquelette épais, etc.). 

 Partie II : Lien entre pilosité et risque d’extinction 
 

Pour investiguer la pilosité des abeilles dans la sensibilité et l’exposition aux pesticides 

d’une autre manière, une analyse statistique a été réalisée dans le but de découvrir une possible 

corrélation entre la pilosité et le risque d’extinction. Parmi les espèces utilisées, 3 types de pilosité 

ont été déterminés par clusterisation. Un premier type de pilosité correspond aux abeilles 

possédant des poils courts mais avec une grande densité, un deuxième groupe comporte des 

abeilles avec des poils longs mais de faible densité et enfin, le troisième groupe comporte des 

abeilles avec des poils courts et très peu denses. 

Parmi ces 3 groupes de pilosité, les abeilles à poils longs et peu denses semblent compter le 

plus d’espèces menacées et il semble aussi que les familles d’abeilles avec le plus d’espèces 

menacées soient les Apidae et, en seconde place, les Halictidae. Dans ces 2 familles, on remarque 

également que les espèces les plus menacées ont des index de pilosité élevés. On serait donc tenté 

de dire que la deuxième hypothèse selon laquelle la pilosité augmenterait l’exposition aux 

pesticides, en servant de réserve pour les résidus qui seraient alors transmis aux larves ou, pour 

les espèces eusociales, aux autres individus du nid est confirmée par les résultats. 



44 
 

Cependant, comme énoncé précédemment, il ne faut pas confondre corrélation et causalité. 

Le plus grand risque d’extinction de ces espèces pourrait être dû à d’autres facteurs que 

l’exposition aux pesticides. Il serait en effet contradictoire de prétendre que des abeilles à longs 

poils comme les bourdons (représentant ici la majorité des espèces Threatened chez les Apidae) 

sont menacées face aux pesticides à cause de leur pilosité, alors que ces derniers se révèlent être 

dans les espèces d’abeilles les plus résistantes (Arena & Sgolastra, 2014). 

À noter également, parmi les 487 espèces évaluées, 10 espèces étaient classées comme DD 

(données insuffisantes) ou NA (non applicable) et une grande majorité (429 sp.) étaient classées 

en LC (préoccupation mineure) et très peu d’espèces (48 sp.) étaient classées dans les catégories 

NT (quasi menacées) et menacées (VU, EN, CR). Certaines familles, comme les Colletidae, les 

Megachilidae et les Melittidae, ne présentaient aucune espèce appartenant aux catégories 

menacées. Ainsi, une collecte plus vaste de données comportant plus d’espèces menacées 

permettrait des analyses plus rigoureuses et pertinentes et donc pourrait déterminer si la pilosité 

a réellement un impact sur l’exposition des abeilles aux pesticides. 

Ainsi, l’impact de la pilosité dans l’exposition aux pesticides ne semble pas influencer le 

risque d’extinction des abeilles européennes. Pourtant les données indiquent que la pilosité 

pourrait avoir un impact sur le risque d’extinction via d’autres facteurs comme le changement 

climatique qui affecte la phénologie et l’aire de répartition (Fourcade et al., 2018). 

En effet, s’il on regarde parmi les espèces de la catégorie Threatened illustrées par les 

analyses, on observe certaines espèces comme Bombus alpinus qui occupe le nord de la 

Scandinavie, les Alpes et les Carpates (Rasmont & Iserbyt, 2014) et Halictus carinthiacus, 

endémique des Alpes. Ces espèces dont la pilosité est adaptée aux milieux froids, sont mises en 

danger par le changement climatique qui les force à migrer vers des latitudes et/ou altitudes 

toujours plus élevées, réduisant toujours plus leurs aires de répartition afin d’éviter 

l’hyperthermie qui peut leur être fatale (Hegland et al., 2008 ; Hickling et al., 2006 ; Rahimi et al., 

2021 ; Biella et al., 2017). Dans ce cas de figure, les espèces à forte pilosité pourraient être plus 

vulnérables. 

Cependant, il est évident que le changement climatique n’affecte pas les abeilles qu’au 

travers de leur pilosité. Les changements de températures peuvent impacter les abeilles en 

perturbant les communautés végétales dont elles se nourrissent, ce qui peut menacer leurs 

populations, surtout les espèces spécialisées oligolectiques (Jaworski & Hilszczański, 2013 ; Kolb 

et al., 2016 ; Phillips et al., 2018 ; Huang & D’Odorico, 2020). 

Cela peut se confirmer si l’on observe les autres abeilles classées comme Threatened dans 

les analyses. En plus de B. alpinus et H. carinthiacus, on y trouve une majorité de bourdons (B. 
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armeniacus, B. confusus, B. cullumanus, B. fragrans, B. laesus, B. muscorum, B. pomorum et B. 

zonatus) mais aussi Andrena gelriae (Andrenidae), Eucera brachycera (Apidae), Lasioglossum 

subfasciatum (Halictidae), Lasioglossum virens (Halictidae) et Rophites quiquespinosus 

(Halictidae). Ces espèces, notamment des Halictidae, n’ont pas forcément un index de pilosité 

élevé, montrant que ce trait n’est pas le facteur commun expliquant leur déclin. En revanche, ces 

abeilles ont pour la plupart une écologie spécialisée associée à un type d’habitats (steppes, plaines 

sèches, sables littoraux) ou à une source de nourriture restreinte (pollinisateurs spécialisés 

oligolectiques). Le plus grand risque d’extinction de ces espèces s’explique probablement plus de 

par le changement climatique ou d’autres perturbations anthropiques (perte de l’habitat, etc.), ce 

qui expliquerait pourquoi les Halictidae qui ne possèdent pas une pilosité élevée, sont tout de 

même la deuxième famille avec le plus d’espèces Threatened après les Apidae. 

Ainsi, dans le cas de la thermorégulation et de l’impact du changement climatique, la pilosité 

en tant que trait fonctionnel, pourrait avoir une bien plus grande influence sur le risque 

d’extinction des abeilles et serait donc peut-être plus pertinent à investiguer dans ce contexte que 

dans celui de l’exposition aux pesticides. D’autres traits fonctionnels pourraient être utilisés de la 

sorte, mais, encore une fois, cette prédiction de la sensibilité aux pesticides via les traits n’a jamais 

été appliquée pour les abeilles.  
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6. Conclusion 

Selon notre étude, la pilosité en tant que trait fonctionnel n’a que très peu voire aucune 

influence dans la sensibilité et l’exposition aux pesticides. Face à une exposition, l’absence ou 

non de poils ne crée qu’une faible différence (non-significative) sur la mortalité des individus 

testés. Ainsi, la première hypothèse selon laquelle la pilosité pourrait servir de barrière 

mécanique protectrice additionnelle n’a donc pas été réellement confirmée. 

En ce qui concerne la deuxième hypothèse selon laquelle, la pilosité pourrait augmenter 

l’exposition aux pesticides en servant de compartiment pour les résidus qui contamineraient les 

larves et, pour les espèces eusociales, les autres individus du nid, les résultats se sont révélés 

non concluants. Même si les données utilisées n’étaient pas assez consistantes pour une analyse 

pertinente, il est fort probable que l’effet de la pilosité dans l’exposition aux pesticides ne joue 

pas un rôle majeur (voire aucun) sur le risque d’extinction des espèces d’abeilles. En revanche, 

une piste intéressante pour déterminer cet effet de la pilosité serait d’analyser la répartition 

géographique des espèces d’abeilles présentant une forte pilosité et de la comparer avec les 

niveaux d’utilisation des pesticides dans ces zones, afin d’évaluer d’éventuelles corrélations 

écologiques à large échelle. 

Cependant, il serait plus utile d’investiguer d’autres traits fonctionnels des abeilles dans le 

but de prédire leur sensibilité aux pesticides. Etudier l’impact de l’épaisseur et la composition de 

la cuticule serait probablement plus pertinent pour prédire cette sensibilité, étant donné que 

dans d’autres études, ce trait a déjà prouvé être un bon prédicateur dans ce domaine. Mais bien 

sûr d’autres traits pourraient être utilisés. Comme déjà dit précédemment, l’utilisation des traits 

fonctionnels dans ce contexte n’a encore jamais été appliquée aux abeilles.  
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8. Annexes 

 Graphique de la survie des bourdons en fonction du temps (2ème expérience) 

 

Graphique du taux de survie des bourdons en fonction du temps selon les différents traitements 
(30 bourdons par traitements) 
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 Liste des espèces d’abeille, des mesures de traits et des statuts IUCN 
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 Graphique de l’analyse des résidus 

 

 


