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Abstract 

This study has shown entomopathogenic nematodes, such as Heterorhabditis, can be an antagonist of locusts, Locusta migratoria. 
Pathogenecity of some populations of Heterorhabditis isolated from eggs of Schistocerca and Locusta were studied in females, males, 
larvae and locusts eggs. First report of entomopathogenetic nematodes and insect eggs interaction was demonstrated by observations and 
histological slides of cricket eggs. 
 

Keywords: Heterorhabditis; Locusta migratoria; ovicide; entomopathogenetic nematode; locust egg. 

Résumé 

Cette étude a permis de montrer que les nématodes entomopathogènes, tels que Heterorhabditis, peuvent être des antagonistes du criquet 
Locusta migratoria. La pathogénie de quelques populations d’Heterorhabditis isolées sur les œufs de Schistocerca et Locusta à partir du 
sol  a été étudiée sur les femelles, les mâles, les larves et les œufs de criquet. L’observation et l’histologie  des œufs de criquet a permis, 
pour la première fois, d’élucider l’interaction de ces nématodes entomopathogènes avec les œufs d’insecte. 
 

Mots clé : Heterorhabditis;  Locusta migratoria; ovicide; nématode entomopathogene; criquet 

 

1. Introduction 

Pour réduire le stock et l’utilisation des insecticides de 
synthèses dans les différents pays,  la lutte préventive est 
mise en place. Elle consiste d’altérer la tendance évolutive 
d’une situation acridienne avant d’en subir les effets 
néfastes [1]. Elle reste essentiellement fondée pour les 
locustes sur la surveillance des aires grégarigènes, en 
dehors des zones de culture, de façon à intervenir 
précocement et efficacement sur les premières 
concentrations de criquets et éviter une invasion 
généralisée [2]. Certes, l’utilisation des insecticides 
chimiques continuera d’être un élément important dans la 
lutte contre les locustes migrateurs et les insectes d’une 
manière générale, mais il faudra en diminuer l’impact nocif 
sur l’environnement par l’utilisation d’autres méthodes plus 
respectueuses de l’environnement telle que la lutte 
biologique. La lutte biologique doit être utilisée dans les 

foyers grégarigènes, juste avant le départ des invasions, 
contre les adultes, les larves et dans les sites de ponte 
contre les œufs (oothèques) [3].    

L’inventaire des ennemis naturels des acridiens a mis en 
évidence la grande diversité des taxons impliqués, leurs 
modes d’action et leurs impacts sur les acridiens. Ils 
agissent sur la mortalité immédiate (Prédateurs) ou différée 
(Parasites et Parasitoïdes, Champignons pathogènes, 
Protozoaires), sur la fécondité des femelles (Nématodes) 
ainsi que sur le temps de développement larvaire, les 
capacités de vol et les activités alimentaires de l’acridien 
[4]. Les travaux sur les antagonistes des œufs de cet insecte 
sont par contre très rares. Les parasites des locustes peuvent 
être des acariens ectoparasites tel que Trombidium 
parasitica [5]. Eutrombidium sp. est observé notamment 
chez Locusta migratoria. Les parasitoides tel que 
Stomorhina lunata (Tachinidae) et Chortophila cana 
(Antomyiidae), diptères sont signalés par Chopard [6]. 
Plusieurs protozoaires parasitent les adultes des acridiens. 
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Les microsporidies tel que Nosema marrocanus provoquent 
un taux de parasitisme qui peut atteindre 6.2% [7].  Les 
bactéries et les virus inventoriés chez les locustes sont 
résumés dans les travaux d’Uvarov [8,9], Bacillus 
thuringiensis [10], Bacillus subtilis [11], Pseudomonas 
fluorescens [12], Escherichia coli, Micrococcus luteus et 
Staphylococcus aureus [13]  ont été testés avec succès sur 
les locustes. Les travaux menés  depuis une quinzaine 
d’années ont montré que seul un petit nombre de 
champignons entomopathogènes affecte les acridiens, deux 
genres sont particulièrement promoteurs, Beauveria et 
Metarrhizium. Le taux de mortalité des adultes de 
Schistocerca gregaria inoculés par Metarhizium flavoviride 
peut atteindre 70 à 90% et les criquets meurent au bout 
d’une ou deux semaines après le traitement [14]. Des 
études menées au laboratoire montrent que ce champignon 
se caractérise par une sélectivité élevée par rapport aux 
criquets [15]. Une souche locale de Metarhizium sp 
(Metschikoff, Sorokin) efficace contre les larves et les 
adultes du criquet sénégalais a été testée contre les œufs de 
l’espèce. Les résultats montrent que le Metarhizium sp. 
accélère l’éclosion de l’œuf par la croissance des hyphes 
qui exercent une poussée sur l’enveloppe chorionique et 
provoquent son éclatement. La zone micropylaire est plus 
sensible à l’action du champignon car les canaux 
hydropylaires facilitent l’entrée de l’eau et des spores du 
Metarhizium sp. [16]. Parmi les nématodes, les 
Mermithidae et les Steinernematidae (=Neoplectanidae) ont 
fait l’objet de tentatives d’utilisation pratique [5, 17]. Les 
nématodes du genre Mermis peuvent parasiter les larves L3 
et L5 de certaines locustes [18, 19].  

Les nématodes entomopathogènes parasites obligatoires 
letaux des insectes appartiennent aux familles des 
Steinernematidae et des Heterorhabditidae. L’étude de la 
biologie de des ces invertébrés a mis en évidence la 
présence de bactéries symbiotiques localisées dans le tube  
digestif des larves infestantes du nématode. Ces bactéries 
symbiotiques appartiennent à la famille des 
Entérobacteries, bacilles gram négatif [20]. Les études de 
gnotoxénie et la caractérisation taxonomiques des deux 
partenaires de la symbiose ont révélé la spécificité étroite 
des associations. En effet, dans la plupart des cas, la 
reproduction des nématodes n’est optimale qu’avec le 
symbiote naturel. Ainsi, les bactéries du genre 
Xenorhabdus sont spécifiquement associées aux 
Steinernematidae, et celles du Photorhabdus aux 
Heterorhabditidae [20]. Les deux genres bactériens sont 
proches aussi bien au niveau phylogénétique que 
biologique avec quelques particularités phénotypiques qui 
permettent de les distinguer facilement, comme par 
exemple la bioluminecensce chez les Photorhabdus. 

Une stratégie prometteuse, encore à ses débuts, est de 
traiter précocement, avant le déclenchement des invasions, 
via une approche du type lutte biologique. En effet, des 
produits alliant des agents de contrôle chimique et 
biologique (la microsporidie, Nosema locustae ou le 

champignon entomopathogène, Metarhizium flavoviride) 
ont fait leur preuve au laboratoire et sur le terrain en 
Afrique, Australie, Chine et Madagascar et promettent 
d’être particulièrement utiles pour traiter les 
environnements sensibles, tels que les habitats humides 
favorables à la ponte et à la multiplication de L. migratoria 
[21].  

Ce travail vise à étudier l’interaction entre le nématode 
entomopathogène (EPN) et l’œuf de criquet, le cycle de vie 
du nématode et caractériser l’efficacité des nématodes 
entomopathogènes du genre Heterorhabditis sur les œufs, 
les larves et les adultes du criquet migrateur, Locusta 
migratoria migratoria. 

 

2. Matériel et Méthodes 

 
Les EPN du genre Heterorhabditis sont obtenus à 

partir de sols prélevés dans la région de Chott Mariem 
(Sousse) et ayant servi comme substrat pour les pontes de 
locustes de l’élevage de l’Institut Supérieur Agronomique 
de Chott Mariem (ISACM). Les EPN piégés par les œufs 
de criquets Locusta migratoria sont maintenus en élevage. 
Une population de nématodes isolée HIW présente  les 
caractères de H. indicus [22], la population CMW prélevé 
sur un autre sol ressemble à H. argentinensis [23]. La 
population HLAB est obtenue directement d’œufs isolés 
d’oothèques de Schistocerca gregaria et a été identifiée par 
les caractères morphologiques et par caractérisation 
moléculaire comme étant une espèce de nématode proche 
de H. bacteriophora [24]. 

Les œufs de criquet proviennent d’un élevage de 
Locusta migratoria maintenu au Laboratoire de physiologie 
et physiopathologie des insectes de l’INAT depuis 2006. 
Les criquets sont élevés à raison d’une centaine  
d’individus par cage. Les cages sont en bois grillagé de 50 
x 50 x 50 cm et équipées chacune d’un pondoir rempli  de 
sable périodiquement humidifié. L’élevage est soumis à des 
conditions standards (une température de 27 à 32°C, une 
humidité de 70% et une photopériode de 12h/12h). Les 
insectes reçoivent quotidiennement une alimentation 
constituée de bouquets de gazon et servis dans un petit pot 
rempli d’eau pour ralentir leur flétrissement avec  parfois 
un supplément de feuilles de choux. Chaque cage dispose 
d’un pondoir rempli de sable stérile et imbibé d’eau (70% 
HR). La stérilisation du sol se fait par un autoclavage à 
120°C pendant 20minutes. Les œufs sont obtenus à partir 
des oothèques récoltées des pondoirs et préalablement 
lavées à l’eau pour être débarrassées du bouchon spumeux 
et des particules du sol à l’aide de pinces souples qui seront 
utilisées pour le reste des autres essais. 

La multiplication des nématodes est effectuée sur 
des œufs séparés en boites de Pétri. Des œufs de L. 
migratoria migratoria ont été lavés puis placés dans des 
boites de Pétri de 50 mm de diamètre tapissées de papier-
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filtre humidifié. La désinfection des œufs d’insectes 
provenant de l’élevage est effectuée par un passage 
successif dans une solution de 7 pour mille dihydrosulfate 
de streptomycine pendant 30 minutes, dans une solution à 1 
pour mille de chlorure mercurique  pendant 30 minutes  
puis trois passages dans de l’eau stérile. Une solution de 1 
ml d’eau distillée contenant la suspension de nématodes à 
tester (CMW, HIW), a été appliquée à l’aide d’une 
micropipette. Les boites sont ensuite incubées à la 
température du laboratoire. L’infection est contrôlée après 
10 jours par l’observation de l’éclatement des œufs sous 
l’effet des nématodes. Le repiquage de ces derniers est 
réalisé  toutes les 2 semaines. 
 
2.1. Effet des deux populations d’Heterorhabditis (CMW et 
HIW) sur les oothèques au niveau du sable des pondoirs 
 

L’essai consiste à prendre 12 cages, dont chacune 
contient  10 mâles et 10 femelles de criquets  matures 
sexuellement. Les cages sont réparties ainsi : 4 cages pour 
le témoin, 4 cages pour le traitement CMW et 4 cages pour 
le traitement HIW.    
Un pondoir rempli de sable stérile et imbibé d’eau (70% 
HR) a été introduit dans chaque cage. Au niveau de chaque 
pondoir, nous avons ajouté 10 ml de  la suspension du 
nématode à tester à la dose de 20 000 nématodes/10ml 
d’eau distillée.  Les pondoirs témoins reçoivent la même 
quantité d’eau (10 ml).  

Les suspensions testées (20 000 nématodes/10ml) 
ont été déterminées suite à des comptages à la loupe 
binoculaire. Il s’agit de prendre 1 ml de cette suspension, la 
mettre sur une lame de Peters et faire ensuite le comptage à 
l’aide d’un compteur et sous loupe binoculaire (Fig. 18). ? 
Les œufs témoins et traités ont été incubés à une   
température de 31°C pendant toute l’expérimentation. Le 
taux d’éclosion des œufs du criquet migrateur a été évalué 
après 30 jours.  

L’essai consiste à suivre la mortalité des adultes de 
criquets dans chaque cage de répétition de chaque 
traitement (témoin, CMW et HIW), quotidiennement après 
avoir fait la répartition des adultes et les traitements. 
Chaque individu mort est mis dans une boite de Pétri 
contenant une quantité d’eau distillée  de l’ordre de 1ml 
pour détecter les nématodes qui l’auraient infecté. 

L’observation de nématodes est effectuée sous loupe 
binoculaire. Un tableau de comparaison est dressé pour 
montrer si la mort des femelles est due à une infection par 
les nématodes ou bien si c’est une mortalité naturelle. Cet 
essai a duré 1 mois avec le remplacement quotidien des 
adultes morts qu’ils soient mâles ou femelles et 15 jours 
sans remplacement jusqu’à la mort de tous les adultes 
femelles. 
 
2.2. Cycle biologique des Heterorhabditis sur les œufs du 
criquet  
 

Quinze œufs de criquets utilisés âgés de 14 jours de 
la ponte désinfectés sont placés dans une boite de Pétri de 

50 mm de diamètre tapissée de papier filtre humidifié. Une 
suspension de nématodes  à étudier de1ml par boite est par 
la suite appliquée à l’aide d’une pipette Pasteur. Pour 
chaque population de nématodes (HLAB, HIW, CMW), 10 
boites de pétri sont inoculées. Chaque 24h, une dizaine 
d’œufs sont prélevés, lavés dans de l’eau distillées et 
disséqués, sous loupe binoculaire, dans un verre de montre 
contenant de l’eau physiologique. Les différents stades de 
développement du nématode sont dénombrés. 

L’observation de l’interaction des populations de 
nématodes avec l’œuf d’insecte a été effectuée grâce aux 
techniques histologiques. L’essai consiste à prendre 20 
œufs de criquet migrateur, L. migratoria migratoria, les 
laver et les placer dans des boites de Pétri de 50 mm de 
diamètre, tapissées de papier-filtre humidifié. Une solution 
d’eau distillée contenant la suspension de nématodes 
désirée (1000 nématodes/ml/boite) est versée dans chacune 
des boites afin de suivre l’effet des nématodes sur les œufs 
isolés de criquet migrateur. Ainsi la fixation est observée au 
bout de 10 jours (période d’infection des œufs par les 
nématodes).        
Les œufs d’insectes de chaque lot (Témoin, œufs traités par 
CMW et HIW) sont prélevés, fixés par la Navachine 
(Solution d’acide chromique à 1%, Formaldéhyde, Acide 
acétique, Eau 30:4:2:64 v/v) rincés et déshydratés avant 
l’inclusion à la paraffine. Pour l’observation en 
microscopie photonique, les coupes longitudinales ou 
transversales de 14 à 20 µm d’épaisseur sont colorées à la 
solution d’hématoxyline contrastée au picro-indigo-carmin 
[25] avant d’être montées entre lames et lamelles dans du 
baume de Canada. L’observation des différentes coupes 
histologiques a été réalisée sous microscope orthoplan 
LEITZ. 
 
2.3. Analyse statistique  

 
La comparaison de la mortalité des insectes adultes 

et l’éclosion des œufs du criquet en rapport avec les  
différentes populations de nématode et le témoin a été 
effectuée avec l’analyse de la variance puis la comparaison 
multiple de moyenne par le test de Student et Neuman et 
Keuls et le test de Dunnett au seuil α=0,05. Avant analyse, 
les données brutes des populations ont été testées pour la 
stabilité de la variance. La transformation de variable 
utilisée est log10(X+1) pour les valeurs et Arctang(X) pour 
les rapports pour stabiliser les variances lorsque le test de 
Levene n’est pas vérifié. 

3. Résultats  

3.1. Effet de l’infestation du sable des pondoirs par les 
deux populations d’Heterorhabditis (CMW et HIW) sur les 
adultes de L. migratoria 

Dans les cages équipées en pondoirs infestés par les 
deux souches de nématodes, une mortalité plus élevée des 
femelles que dans les cages témoins est décelée. Un grand 
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nombre de ces femelles sont brunes foncées et montrent un 
ovipositeur qui reste ouvert après la mort contrairement aux 
autres et à celles qui récupérées mortes des cages témoins 
montrent un ovipositeur normal et une coloration brune 
claire (fig. 1). Les nématodes émergent de l’ovipositeur 
lorsque les cadavres sont placés dans l’eau. La dissection 
des individus dans de l’eau montre la présence de nématode 
dans les cadavres des femelles dont l’ovipositeur reste 
ouvert. Par contre, les autres cadavres et ceux des témoins 
en sont dépourvus. 

La viabilité des femelles du criquet pondant dans les 
pondoirs infestés par les nématodes est fortement affectée. 
La mortalité naturelle des femelles ne dépasse pas les 5% 
lorsqu’un remplacement des individus morts a été effectué  
afin de maintenir la densité de la population, de la ponte et 
du sex-ratio identique entre les différents traitements. La 
mortalité de femelles associées aux bacs de sable témoin 
est similaire à la mortalité naturelle observée dans les bacs 
infestés par les nématodes entomopathogènes. L’effet sur la 
mortalité des femelles des deux populations de nématodes 
HIW et CMW est plus important que la mortalité naturelle 
de ces dernières. La comparaison de mortalité de femelles 
montre que la population CMW est plus virulente que la 
population HIW. En effet,  la mortalité durant tout l’essai 
est beaucoup plus importante pour la population CMW que 
pour celle de HIW. Lorsqu’on effectue le remplacement 
des individus morts, la mortalité liée à la population de 
CMW est double à celle de HIW (fig. 2) ;  lorsqu’aucun 
remplacement n’est effectué, cette mortalité dépasse 90% 
durant la fin de l’essai alors que ce pourcentage est moins 
important et ne dépasse pas 70% pour la souche HIW (fig. 
2).  

L’infestation du sable avec les populations 
d’Heterorhabditis sp, CMW et HIW, provoque une 
mortalité très élevée des femelles qui atteint 100% vers la 
fin de l’essai, alors que les populations d’insectes témoins 
montrent des taux de mortalité qui ne dépassent pas 25% 
même à la fin de l’essai. Au début de l’essai, lorsqu’un 
remplacement des individus morts est effectué, aucune 
différence significative (selon le test de Dunnett à la 
probabilité égale 0,05) n’a été observée entre les 
proportions de femelles mortes pour la population HIW et 
le témoin. La mortalité des populations de criquet dont 
l’oviposition a été effectuée dans les bacs infestés par 
CMW est en moyenne le double que celle observée sur 
HIW. La mortalité de 100 % est obtenue 5 jours et 10 après 
l’arrêt du remplacement des individus mort pour CMW et 
HIW respectivement (fig. 3). 

Chez les mâles, la mortalité est naturelle aussi bien 
dans les cages témoins que dans les cages à pondoirs 
infestés par les deux populations de nématodes. En effet, 
l’examen des cadavres ne montre aucune infestation. Le 
taux de mortalité des adultes mâles avec remplacement des 
adultes morts est significativement similaire selon le test de 
Student Newman et Keuls à la probabilité 0,05 et ne 
dépasse pas 15% dans toutes les cages. A la fin de l’essai 
(sans remplacement des adultes morts) le taux de mortalité 
se rapproche de 50% dans tous les cas. Il n’y a pas de 

différence significative selon le test de Dunnett à la 
probabilité 0,05 entre les différents taux de mortalité des 
différents traitements par les nématodes et le témoin. Les 
nématodes n’affectent pas la viabilité des mâles (fig. 4). 

 Nous pouvons conclure d’après la comparaison entre 
les taux de mortalité des adultes mâles et femelles que les 
nématodes s’attaquent essentiellement aux femelles au 
moment où ces dernières enfoncent leur abdomen dans le 
sable infecté par les nématodes pour y pondre. 
 

3.2. Effet de l’infestation du sable des pondoirs par les 
deux populations d’Heterorhabditis (CMW et HIW) sur 
l’éclosion des œufs de L. migratoria  

 
L'objectif de cette expérience est de suivre les effets 

des deux souches de nématodes sur l’éclosion de L. 
migratoria migratoria. Le nombre moyen de larves 
néonates est largement plus élevé pour le témoin que les 
traitements réalisés avec les deux nématodes. Le nombre 
moyen de 110 larves/femelle pour le lot témoin contre 5 et 
2 larves respectivement pour HIW et CMW (fig.5). Les 
nématodes entomopathogenes affectent significativement la 
viabilité des embryons qui se répercute sur les nombres de 
larves néonates. La dose de nématodes utilisée de 20000 
nématodes/pondoir est largement suffisante pour obtenir 
une diminution de la fécondité  par rapport au témoin entre 
95,5% et 98% respectivement pour les deux souches HIW 
et CMW. Il est également à noter que ce pourcentage est 
plus important pour les œufs infestés par la souche CMW 
que pour la souche HIW (fig. 5). 

Le suivi de l’émergence quotidienne des larves 
néonates  montre clairement deux vagues d’éclosion, une 
première importante entre 16 et 21 jours et une deuxième 
ponte moins importante entre 21 et 31 jours. Les nématodes 
entomopathogènes CMW et HIW diminuent fortement ces 
deux vagues d’éclosions  soit une diminution de 86% par 
rapport au témoin (fig. 6).  

L’infection du sable des pondoirs par les deux 
populations d’Heterorhabditis (CMW et HIW) agit 
également sur la mortalité des larves néonates du criquet 
migrateur (fig. 7). Deux vagues de mortalité sont observées 
chez le lot témoin, une première vague qui s’achève au 
dixième jour de l’éclosion et une deuxième qui prend la 
relève en rapport avec les deux vagues d’éclosion (Figure 
7). Chez les témoins, le taux de mortalité des larves de 
criquet ne dépasse pas 30% au bout de 7 jours après 
l’éclosion pour le premier cycle de ponte et 38% pour le 
deuxième cycle de ponte. Les nématodes affectent la 
viabilité des larves d’insectes, le taux de mortalité atteint 
100% après 7 jours de l’éclosion pour le premier cycle de 
ponte et après 13 jours pour le deuxième cycle de ponte 
pour les larves issues des pondoirs infestés par la souche 
CMW. Ce taux de mortalité est atteint après 2 et 3 jours 
pour les traitements par HIW (fig. 7). 

Ces résultats  montrent que les deux populations 
de nématodes (HIW et CMW) affectent les différents stades 
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de développement de l’insecte en commençant par 
l’infection létale des femelles lors de l’oviposition, puis la 
mortalité embryonnaire dans les oothèques et  larvaire. 

 

3.3. Cycle biologique des Heterorhabditis sur les œufs du 
criquet  

L’infestation débute après trois jours d’incubation et 
la dégradation de l’embryon s’observe après 5 jours. Après 
7 jours, 70 % des œufs d’insecte sont infectés par les 
nématodes (fig. 8). L’éclatement des œufs d’insecte 
commence dès le 7ème jour d’inoculation pour HIW et du 
8ème jour pour HLAB et CMW.  
 La pénétration des larves J3 à l’intérieur des œufs 
d’insecte est maximale pour les trois populations de 
nématodes au quatrième jour d’inoculation. Les larves L4 
paraissent un jour après soit à 5 jours d’incubation avec un 
nombre plus important chez les populations CMW et HIW 
que chez HLAB. Les hermaphrodites paraissent au 
cinquième jour par contre la première génération d’adultes 
gonochoriques apparaissent après une semaine (fig. 9). Les 
femelles sont ovipares  et aucune endotokia matricida n’a 
été observée. 
 

3.4. Histologie de la pathogénie des deux souches 
d’Heterorhabditis (CMW et HIW) sur les œufs isolés 

Cette étude a pour but d’élucider la relation entre les 
œufs de criquet et les populations de nématodes 
entomopathogènes. A la loupe, après 10 jours d’incubation 
l’œuf d’insecte se déchire (fig. 10 A) dans une zone dense 
en bactéries mutualistes des EPN. Autour de l’œuf, les 
nématodes sont très actifs et se multiplient intensément 
avec une abondance d’œufs de nématode autour de la 
coque de l’œuf d’insecte (fig. 10 A).  L’observation des 
coupes histologiques des œufs infestés par les nématodes 
Heterorhabditis (CMW et HIW) sous microscope optique a 
montré que le nématode se multiplie dans l’interface située 
entre le chorion et la cuticule de l’œuf (fig. 10 B), les œufs 
pondus par les femelles du nématode reste à l’extérieur et 
entourent l’œuf du criquet (fig. 10 C et E). Les nématodes 
maintiennent une relation avec l’œuf d’insecte seulement 
de trophisme. En effet, les nématodes traversent la région 
du chorion et s’attaquent à la couche superficielle du 
vitellus des œufs d’insectes (fig. 10 E). La bactérie 
mutualiste parait rester à l’extérieur de l’œuf d’insecte (fig. 
10 D).  

L’absence d’individu de nématodes à l’intérieur de 
l’œuf pourrait être expliquée par la forte pression 
osmotique existant au niveau des plaques vitellines qui 
risque de faire éclater les nématodes. 
 

4. Discussion 

Heterorhabditis et leur bactéries mutualistes sont 
des pathogènes létaux des insectes. Jusqu’à nos jours, 
toutes les études de pathogénie de ces nématodes ont été 
effectuées sur les larves ou chenilles, rarement sur les 
nymphes et les adultes d’insectes et jamais sur les œufs. La 
modélisation du cycle biologique de ces nématodes a été 
effectuée sur les chenilles de Galleria mellonella. 
Heterorhabditis indicus peut s’attaquer aux Lépidoptères, 
Coléoptères et Thysanoptères. H. argentinensis peut 
s’attaquer aux Coléoptères. A l’inverse, très peu d’études 
ont été réalisées sur l’action des nématodes 
entomopathogènes vis-à-vis des Orthoptères. Seule l’action 
de Steinernema scapterisci (Nematoda: Steinernematidae) 
sur la Courtilière ou " taupe-grillon ",  Scapteriscus sp. [26] 
et Steinernema carpocapsae, S. feltiae, Heterorhabditis 
indica et H. bacteriophora sur les nymphes de Schistocerca 
gregaria [27] et sur le grillon, Gryllus bimaculatus [28] ont 
été étudiées. Cette étude montre pour la première fois que 
les EPN peuvent être  pathogènes sur les œufs des criquets. 

L’ensemble des processus qui préparent et 
conduisent au dépôt des œufs dans le sol constitue la ponte 
ou l’oviposition. Elle se déroule en quatre étapes : la 
recherche d’un site de ponte, le forage du trou de ponte, le 
dépôt des œufs et la matière spumeuse (oothèque) et le 
damage et le balayage du sol [29]. La recherche et le choix 
du site de ponte constituent un préalable au cours duquel la 
reproduction assure des meilleures conditions de 
conservation des œufs et de développement des embryons 
[30]. Une fois l’endroit propice trouvé, la femelle enfonce 
son oviscapte dans le sol et fait un trou en allongeant son 
abdomen. Les ovocytes arrivés à maturation dans les 
ovarioles passent très peu de temps dans les oviductes. 
C’est au cours de leur émission hors des tractus génitaux 
qu’ils sont fécondés pour devenir des œufs qui seront 
immédiatement déposés dans le trou de ponte selon un 
arrangement particulier grâce à une pièce sclérifiée : le 
guide de l’œuf [31]. Les œufs sont groupés dans le sol sous 
la forme d’une oothèque [32]. C’est au cours de 
l’oviposition que les femelles s’infectent par les nématodes 
EPN et leurs bactéries mutualistes, ce qui cause une létalité 
élevée des femelles et celles-ci meurent avec l’ovipositeur 
ouvert.    

L’embryogenèse se réalise aux dépens des réserves 
vitellines accumulées pendant la vitellogenèse qui 
renferment tous les éléments nutritifs indispensables à 
l’embryon. L’embryogenèse nécessite également des 
échanges respiratoires et l’absorption de l’eau [33]. Les 
nématodes entomopathogènes avec leurs bactéries associés 
dégradent le vitellus, ce qui a pour conséquence d’arrêter 
l’embryogenèse et la mort de l’embryon. Ceci pourrait 
expliquer la faible fécondité des femelles après éclosion.  

L’éclosion se produit en fin de développement. La 
larve se dégage par secousses. À ce moment, elle est encore 
enveloppée d’une cuticule avec de fines ornementations en 
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écailles qui facilitent la reptation jusqu’à la surface du sol. 
La larve se débarrasse rapidement de cette peau au cours 
d’une mue intermédiaire, libérant ainsi ses appendices [29 
et 34]. Au cours de cette migration, les larves s’infectent 
par les nématodes EPN et leurs bactéries pathogènes, ce qui 
explique leur forte mortalité. 

La pathogénie des EPN sur les œufs de criquet 
parait différente de celle sur les fausses teignes, Galleria 
mellonella. D’après Forst et Nealson [20], le nématode 
permet d’introduire la bactérie mutualiste, pour la protéger 
du système de défense des larves d’insectes ou de la 
chenille de G. mellonella. Dans ce cas, le rôle est inverse,  
la bactérie permet de dégrader les téguments de l’œuf pour 
que le nématode pénètre à l’intérieur et se nourrit du 
vitellus de l’œuf. D’après Burnell et Stocks [35], le passage 
de la larve L3 quiescente ou DJ (dauer juvenile) à la forme 
adulte (hermaphrodite) dure 3 jours sur G. mellonella, cette 
durée est de 5 jours sur les œufs de criquet.  

La constitution biochimique de l’œuf semble être un 
milieu propice pour le développement des larves L3 ou IJ 
(infective juvenile). En effet, l’œuf de criquet est 
centrolécithe, c’est à dire riche en vitellus. Il présente une 
forte teneur en lécithine, qui est un lipide de la classe des 
phosphoacylglycérols. Généralement, cette substance est 
utilisée comme un émulsifiant nutritif pour l’élevage en 
masse des Nématodes entomopathogènes [30]. De plus, 
quelques études antérieures menées pour élucider la nature 
de l’activité enzymatique de Xenorhabdus et 
Photorhabdus, peuvent soutenir ces résultats. Elles ont mis 
en évidence la production de lécithinases par les colonies 
cultivées sur gélose complétée avec du jaune d'œuf (30% 
de lécithine). Les lécithinases, d’après ces chercheurs, 
assurent la sécrétion du phosphate au profit des bactéries, et 
jouent un rôle important dans le pouvoir pathogène contre 
les insectes [37et 38].  

Les deux populations d’Heterorhabditis ont été 
identifiées sur les œufs isolés de L. migratoria, HIW 
comme H. indica et CMW comme H. argentinensis. La 
population obtenue à partir d’œufs isolés d’oothèques de 
Schistocerca gregaria, HLAB, est identifiée comme H. 
bacteriophora. L’action oophage des trois espèces est 
similaire. L’espèce H. bacteriophora est cosmopolite [35]. 
L’espèce H. argentinensis  a été identifiée par Stocks [23] 
en Argentine, ce taxon parait conspécifique à H. 
bacteriophora [39]. Alors que H. indica a été isolée par 
plusieurs auteurs dans les pays subtropicaux et tropicaux 
[40] et parait plus thermotolérante [41] que les autres 
espèces étudiées et serait une meilleure candidate pour son 
utilisation comme agent de lutte biologique contre les 
locustes.  

Ces nématodes entomopathogènes et leurs bactéries 
associées s’attaquant aux œufs de criquets paraissent une 
voie d’avenir pour la lutte contre le criquet migrateur,  
Locusta migratoria, et le criquet pèlerin, Schistocerca 
gregaria, en les utilisant comme moyen de lutte dans les 
sites de ponte au niveau des aires de reproduction de ces 

insectes. En effet, plusieurs chercheurs ont montré que les 
femelles pondent toujours aux mêmes endroits [42, 43]. 
Pendant les invasions des criquets, le fléau est énorme et 
les dégâts causés sont considérables. La lutte chimique 
devient donc une nécessité impérieuse. Pour sauvegarder 
l’environnement de l’utilisation d’importantes quantités 
d’insecticides dans la lutte anti-acridienne, de nouvelles 
stratégies de lutte préventive sont proposées dans les aires 
grégarigènes et plus précisément dans les foyers 
grégarigènes où les sites de ponte sont très limités avec une 
condensation de la population larvaire grégarisante et des 
femelles mâtures [44]. Parmi ces méthodes, on note celles 
qui utilisent les parasites et les parasitoides qui peuvent être 
des insectes, acariens et nématodes. Parmi les parasitoïdes 
oophages, les hyménoptères scélionides sont les seuls 
connus comme parasitoïdes vrais d’embryons de locustes 
[29]. Dans le présent travail, lorsque nous avons étudié 
l’efficacité de ces deux souches de nématodes sur les 
oothèques du criquet migrateur après avoir infesté le sable 
des pondoirs par 10 ml d’une solution à la dose de 2000 
Né/ml, nous avons enregistré une diminution de la ponte 
d’environ 95% pour HIW et 98% pour CMW par rapport 
au témoin non traité. Si nous comparons ces résultats à 
ceux signalés au Mali, dans le Delta central du Niger, par 
Popov et collaborateurs [29] qui ont relevé sur 553 pontes 
du criquet migrateur une mortalité d’environ 13% par le 
seul fait des attaques par les scélionides, nous pouvons dire 
que l’action des nématodes (CMW et HIW) sur la ponte de 
ce criquet est de loin plus efficace. En plus de la virulence 
de ces nématodes vis-à-vis des oothèques du criquet 
migrateur, au moment de l’acte de ponte, 70 à 90% des 
femelles de ce locuste sont respectivement affectées par les 
deux souches de nématodes (HIW et CMW) présentes dans 
le sable des pondoirs infestés à la dose de 2000 Né/ml et 
finissent par mourir. De même, au moment de l’éclosion 
des rares œufs (5 à 2%) qui ont échappé aux attaques des 
nématodes présents dans le sable des pondoirs infestés, les 
larves néonates sont affectées par les deux souches de 
nématodes et succombent au bout de 9 à 16 jours pour HIW 
et 7 à 13 pour CMW, selon le cycle de ponte (premier ou 
second). Les adultes et les larves des acridiens affrontent 
plusieurs prédateurs et de parasitoides qui peuvent être des 
insectes [4]. Comme ils peuvent être attaqués par des 
champignons des genres Metarhizium et Beauveria [45]. 
Metarhizium fut le seul champignon commercialisé et 
appliqué contre les larves et les adultes des criquets mais 
son utilisation est restée limitée en rapport avec sa 
mauvaise adaptation aux conditions naturelles du Sahara et 
les difficultés de localisation des pullulations larvaires et 
des ailés [46]. Cependant, la virulence des deux souches 
des nématodes, CMW et HIW que nous venons de mettre 
en évidence contre les œufs, les larves et les adultes 
femelles de L. migratoria pourrait ouvrir de nouveaux 
horizons dans la lutte préventive anti-acridienne sachant 
que les sites de pontes, relativement faciles à être repérés 
dans les foyers grégarigènes, regroupent à la fois les 
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femelles mâtures en quête de pondre, les oothèques et les 
larves néonates. 
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