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1. INTRODUCTION 

Depuis leur découverte dans les années 1980 et leur mise sur le marché dans les années 1990, 
l’utilisation des néonicotinoïdes s’est extrêmement répandue dans le monde. Cette classe de pesticides a 
été développée en partie en réponse à la résistance croissante des ravageurs aux autres classes alors 
utilisées, telles que les organophosphorés, les carbamates et les pyréthrinoïdes, et à l’augmentation des 
preuves d’un lien entre une déficience du développement neurologique des enfants et ces insecticides, 
inhibiteurs de l’acétylcholinestérase (Morrissey et collab., 2015).  

Les néonicotinoïdes sont des insecticides systémiques. Ainsi, contrairement aux autres insecticides qui 
sont présents à la surface des plantes, les insecticides systémiques, du fait de leurs caractéristiques 
physicochimiques, sont absorbés par la plante et peuvent être transportés, par le phloème ou le xylème, 
dans tous les tissus : feuillage, tige, racines, fleurs, pollen et fruits. Étant donné que les molécules mères 
des néonicotinoïdes et leurs métabolites circulent dans les tissus de la plante, ces insecticides leur 
procurent une protection contre un grand nombre d’arthropodes phytophages qui seront affectés à la 
suite d’un contact avec l’insecticide ou de l’ingestion d’un morceau de la plante (Bonmatin et collab., 
2015). Ils ont ainsi un large spectre d’action.  

Les néonicotinoïdes agissent au sein du système nerveux central en interférant avec la transmission 
neuronale. Les néonicotinoïdes de première génération sont des agonistes de l’acétylcholine, un 
neurotransmetteur ayant un haut degré d’affinité pour les récepteurs nicotiniques (nAChRs) situés dans 
le neurone post-synaptique. Le lien entre l’acétylcholine et le récepteur assure la transmission rapide du 
signal nerveux (Jeschke et collab., 2013). À faible concentration, les néonicotinoïdes induisent une 
stimulation du système nerveux central des insectes (van Lexmond et collab., 2015). Cependant, à forte 
concentration, ils entraînent une hyperactivité neuronale. Ce dysfonctionnement induit un blocage des 
récepteurs nAChRs et, par conséquent, une interruption de la transmission de l’influx nerveux qui conduit 
à l’accumulation d’acétylcholine dans l’espace intersynaptique (figure 1). Cette modification neuronale 
conduit incessamment à une paralysie puis à la mort de l’insecte. Ainsi, l’effet sur le système nerveux 
central est semblable à celui de la nicotine. Les insectes y sont particulièrement sensibles puisque leur 
proportion de récepteurs nAChRs est beaucoup plus grande que chez d’autres organismes (Anderson et 
collab., 2015; Jeschke et collab., 2013).  
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Figure 1 – Représentation schématique d’une synapse cholinergique entre deux neurones (Bodereau, 
2011). L’activation de l’élément présynaptique se caractérise par un potentiel d’action (PA) qui, en se 
propageant au niveau du bouton synaptique, permet l’activation de canaux calciques voltage-dépendants 
et la migration de vésicules d’acétylcholine (ACh) vers la fente synaptique. La libération de l’ACh par le 
neurone présynaptique active les récepteurs à l’acétylcholine de type nicotinique (nAChRs) 
postsynaptiques. L’activation de ces nAChRs entraîne un flux sortant d’ions K+ et un flux entrant d’ions 
Na+ majoritaire. Cette entrée d’ions sodium crée une dépolarisation de la membrane et génère ainsi un 
potentiel post-synaptique excitateur (PPSE) permettant de transmettre l’information nerveuse au neurone 
postsynaptique. L’ACh peut également se fixer sur des récepteurs à l’acétylcholine de type muscarinique 
(mAChRs) qui régulent la libération de l’ACh. Au niveau de la fente synaptique, l’ACh est dégradée en 
choline et acétate par l’acétylcholinestérase (AChE). La choline est recapturée par l’élément 
présynaptique pour synthétiser de nouvelles molécules d’ACh. 

Les néonicotinoïdes de deuxième génération, comme le THM, ont un mode d’action sensiblement 
différent. Le THM est un faible agoniste des récepteurs nicotiniques de l’acétylcholine. En revanche, c’est 
un agoniste puissant au niveau des synapses interneurones géantes (Simon-Delso et collab., 2015). Il 
entraîne une puissante dépolarisation en se fixant à des récepteurs muscariniques. Le métabolite issu de 
la N-déméthylation du THM, le TMX-dm, se fixe sur les récepteurs nicotiniques de l’acétylcholine et agit 
de la même façon que les néonicotinoïdes de première génération (Simon-Delso et collab., 2015). 
Précisons que ce mode d’action a été étudié chez les insectes terrestres tels que la blatte et certains 
orthoptères, des insectes ayant des cerques. À notre connaissance, ce mécanisme n’a pas été rapporté 
pour des organismes aquatiques.  

Les néonicotinoïdes de troisième génération, comme le DIN, interagissent avec les récepteurs 
nicotiniques de l’acétylcholine (Simon-Delso et collab., 2015). D’après les données disponibles, le mode 
d’action du DIN est lié à un blocage de l’activité nerveuse, plutôt qu’à une stimulation. Enfin, les 
composés de quatrième génération, tel le sulfoxaflor, ont le même mode d’action que les néonicotinoïdes 
de première génération (Simon-Delso et collab., 2015). 

L’imidaclopride (IMI) est un des premiers néonicotinoïdes à avoir été développé. Il a été homologué pour 
la première fois aux États-Unis en 1992. Il était alors commercialisé pour lutter contre un coléoptère qui 
attaque les pommes de terre (Anderson et collab., 2015). Depuis, il peut être utilisé pour le contrôle des 
ravageurs de la tomate, de la pomme, de la laitue des champs et de plusieurs plantes cultivées sous 
serre lorsqu’il est appliqué au niveau foliaire ou au sol, dans le sillon. Il est également utilisé en 
prétraitement prophylactique des semences de la moutarde, du canola, du maïs, du colza, du soya, etc., 
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où il est efficace contre les insectes suceurs, insectes du sol, aleurodes, termites, insectes du gazon et le 
doryphore de la pomme de terre.  

Il existe trois autres néonicotinoïdes de première génération : le thiaclopride (THC), l’acétamipride (ACT) 
et le nitenpyrame (NIT). Le THC a été essentiellement développé pour lutter contre les pucerons et les 
aleurodes. L’ACT est également utilisé contre les insectes suceurs (ex. : pucerons et aleurodes) sur les 
légumes feuillus, les cultures de choux, d’agrumes, de coton, de plantes ornementales et de légumes-
fruits. Bien qu’il soit utilisé en agriculture, le NIT est principalement prescrit en médecine vétérinaire pour 
lutter contre les parasites externes du bétail et des animaux de compagnie. 

La clothianidine (CLO) et le thiaméthoxame (THM) sont des néonicotinoïdes de deuxième génération qui 
ont été mis sur le marché au début des années 2000 (Uneme, 2011). Les deux produits sont homologués 
pour le traitement des semences, notamment les semences de maïs et de soya. Ils sont aussi 
homologués pour usage en pulvérisation sur une grande variété de cultures. Pour ce qui est de la CLO, il 
existe différentes formulations utilisées pour le prétraitement des semences ou pour le contrôle des 
insectes ravageurs des fruits à pépins et à noyau, de la pomme de terre et du gazon. Différentes 
formulations de THM sont, notamment, utilisées pour le contrôle du hanneton européen et du hanneton 
masqué.  

Des néonicotinoïdes de troisième génération ont été développés plus récemment. Il s’agit notamment du 
dinotéfurane (DIN), commercialisé en 2002 (Wakita, 2011). Le DIN agit par contact et ingestion et 
entraîne l’arrêt de l’alimentation dans les heures qui suivent le contact et la mort peu après. Il est efficace 
sur de nombreuses espèces d’insectes infestant le coton et les cultures maraîchères. Le DIN n’est pas 
homologué au Canada, ce qui signifie qu’il ne peut être utilisé à des fins agricoles par aucune province 
canadienne. Il est par contre homologué aux États-Unis depuis 2004. 

D’autres néonicotinoïdes sont récemment apparus sur le marché ou sont actuellement en 
développement. Un néonicotinoïde de quatrième génération du nom de sulfoxaflor, qui provient d’une 
molécule de la famille des sulfoximines, est récemment apparu sur les marchés chinois et américain 
(Jeschke et collab., 2013). Il est aussi homologué au Canada. D’autres pesticides sont d’ailleurs 
actuellement développés en Chine, par exemple : guadipyr, huanyanglin, paichongding, cycloxaprid et 
imidaclothiz (Jeschke et collab., 2013; Simon Delso et collab., 2015).  

Les hémiptères et les thysanoptères sont particulièrement sensibles aux néonicotinoïdes, à cause de leur 
mode d’alimentation (Uneme, 2011). Les hémiptères (pucerons, punaises, aleurodes et cicadelles) sont 
des insectes généralement phytophages dont les pièces buccales ont un rostre piqueur-suceur 
(Béranger, 1991). Cet appendice leur permet de piquer la plante et d’injecter de la salive qui contient des 
enzymes qui digèrent les tissus de la plante. Le liquide obtenu est ensuite aspiré à l’aide du rostre. Si les 
insectes sont nombreux, la multiplication des piqûres entraîne une nécrose rapide des tissus de la plante 
(Béranger, 1991). Les thysanoptères sont de petits insectes au corps plat, dont les pièces buccales 
« piqueuses » sont asymétriques. Cet ordre des insectes contient quelques espèces nuisibles aux 
cultures, telles que le thrips du tabac et de l’oignon, le thrips des petits fruits et des espèces qui 
transmettent des agents phytopathogènes comme  le virus Tomato spotted wilt (Riley et Pappu, 2004). 
Les néonicotinoïdes ont également été commercialisés pour lutter contre certains diptères, coléoptères et 
lépidoptères.  

De façon générale, les vertébrés ont beaucoup moins de récepteurs nicotiniques ayant une haute affinité 
pour les néonicotinoïdes, ce qui explique pourquoi ces insecticides ont une plus faible toxicité pour les 
vertébrés, en particulier l’humain (Simon-Delso et collab., 2015; Jeschke et collab., 2011; Tomisawa et 
Casida, 2001).  

Les néonicotinoïdes sont notamment utilisés comme enrobage des semences, ce qui limite, 
théoriquement, leur dispersion et les impacts environnementaux potentiels. Cependant, l’usage des 
semoirs pneumatiques génère des poussières sur lesquelles sont adsorbés les insecticides, qui sont 
donc dispersées dans l’environnement (Nuyttens et collab., 2013; Bonmatin et collab., 2015). Le large 
spectre d’action des néonicotinoïdes conduit à des effets indésirables sur les organismes non ciblés, tels 
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que les abeilles. Ces dernières peuvent entrer en contact avec ces insecticides par contact direct avec 
les poussières contaminées ou bien déposées sur la végétation, ou encore par ingestion d’une plante 
ayant absorbé l’insecticide à la suite de sa dispersion dans l’environnement immédiat du champ. Les 
études de Girolami et de ses collaborateurs (2013, 2012) ont mis en évidence que le nuage de 
poussières peut contenir des concentrations aussi élevées que 30 µg/m3, ce qui représente une dose 
létale pour les abeilles exposées. Ces nuages de poussières contaminées auraient causé la disparition 
de très nombreuses abeilles, notamment en France et en Italie (Nuyttens et collab., 2013).  

En 2009, devant le constat que les néonicotinoïdes ont des répercussions sur de nombreuses espèces 
d’insectes en Europe (ex. : abeilles, papillons), plusieurs entomologistes et ornithologues se sont 
rencontrés en France et ont lancé un appel intitulé « No Silent Spring again », en référence au livre de 
Rachel Carson Silent Spring, publié 50 ans plus tôt (van Lexmond et collab., 2015) :  

La disparition des abeilles est la partie visible du phénomène qui est maintenant 
généralisé dans l’ensemble de l’Europe de l’Ouest. L’effondrement brutal et récent des 
populations d’insectes est le prélude d’une perte massive de biodiversité avec des 
conséquences dramatiques pour les écosystèmes, l’environnement humain et la santé 
publique. L’emploi systématique d’insecticides neurotoxiques persistant en agriculture 
intensive et en horticulture (néonicotinoïdes, tels que l’IMI et le THM, et fipronil, tel que 
le phényl-pyrazole) […] est considéré comme une des causes principales de cet 
effondrement observé par des entomologistes à partir du milieu des années 1990, suivi 
par le déclin des insectivores et autres espèces d’oiseaux par les ornithologues. Pour 
cette raison, nous déclenchons une alarme et exigeons un plus grand respect du 
principe de précaution tel qu’il est consacré dans la Directive 91/414 de la Commission 
européenne et défini par l’UNESCO en 2005 « Lorsque les activités humaines peuvent 
conduire à un préjudice moralement inacceptable qui est scientifiquement plausible, 
mais incertain, des actions doivent être prises pour éviter ou diminuer ce danger. 

En réponse à cette initiative, des scientifiques internationaux indépendants ont mis en place un groupe 
de travail ayant pour but d’étudier les effets des pesticides systémiques sur les organismes terrestres et 
aquatiques, le Task Force on Systemic Pesticides (TFSP). Au cours des quatre dernières années, les 
membres de ce groupe ont analysé plus de 800 articles scientifiques revus par des pairs et publiés au 
cours des deux dernières décennies. Ces articles portaient, notamment, sur le devenir environnemental 
des néonicotinoïdes et du fipronil, sur leur toxicité pour les organismes vivants, ainsi que sur leur risque 
pour l’environnement. Leurs travaux ont fait l’objet de différentes publications (van Lexmond et collab., 
2015; Bonmatin et collab., 2015; Simon-Delso et collab., 2015 ; van der Sluijs et collab., 2015; Pisa et 
collab., 2015; Gibbons et collab., 2015; Chagnon et collab., 2015). Il en ressort que, du fait de la 
persistance des néonicotinoïdes dans les sols et de leur susceptibilité à ruisseler et à lixivier vers les 
milieux aquatiques, de leur forte solubilité et de leur faible lipophilie, les organismes aquatiques peuvent 
être particulièrement vulnérables à l’exposition à ces pesticides. Les néonicotinoïdes ont d’ailleurs été 
détectés dans les milieux aquatiques à maintes reprises, notamment au Québec (Main et collab., 2014; 
Masia et collab., 2013; Giroux, 2017, 2015, 2014). 
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Il convient de noter que le Ministère dispose déjà d’outils d’évaluation du risque posé par les 
néonicotinoïdes dans les milieux aquatiques, soit les critères de qualité de l’eau pour la protection de la 
vie aquatique, établis en tenant compte des organismes les plus sensibles (MELCC, 2019). Ces critères 
de qualité sont des indicateurs conservateurs des risques liés à ces contaminants et ils servent à évaluer 
les résultats des campagnes de suivi, à titre de seuils d’absence d’effets aigus (effets graves liés à une 
exposition de courte durée) ou de seuils d’absence d’effets chroniques (effets sublétaux liés à une 
exposition de longue durée). 

Dans ce contexte, ce rapport propose une synthèse de la présence et du devenir des néonicotinoïdes 
dans l'environnement aquatique, de leur toxicité sur les organismes aquatiques non ciblés, ainsi que des 
recommandations sur les connaissances qui seraient utiles de compléter pour mieux cerner les risques 
associés à la présence de ces pesticides dans les milieux aquatiques.  

Les informations présentées dans ce document sont en partie issues de travaux et publications du TFSP, 
ainsi que de ceux d’autres organismes gouvernementaux internationaux, notamment l’Environmental 
Protection Agency (EPA), l’agence américaine de protection de l’environnement, et le Conseil canadien 
des ministres de l’environnement (CCME). Les bases de données scientifiques (ex. : Web of Science, 
ScienceDirect) ont également été consultées. 
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2. DEVENIR DANS L’ENVIRONNEMENT 

2.1 Caractéristiques physicochimiques 
Les néonicotinoïdes sont généralement composés d’un cycle chloropyridine (Het) et d’un cycle 
imidazolidine qui porte un groupement nitro- (N-nitroimine, =NNO2, ou nitrométhylène, =CHNO2) ou un 
groupement cyano- (N-cyanoimine, =NCN) (Kabagu et collab., 2007). Pour le DIN, le cycle chloropyridine 
est remplacé par le 3-tétrahydrofurane (Kabagu et collab., 2007). Ainsi, selon leur structure chimique, les 
néonicotinoïdes forment trois classes de composés (Jeschke et collab., 2013) :  

- les N-nitroguanidines (IMI, THM, CLO, DIN) ;  

- les nitrométhylènes (NIT) ; 

- les N-cyanoamidines (THC et ACT). 

Les groupements nitro- et cyano- sont indispensables à l’activité insecticide des néonicotinoïdes. En 
effet, la liaison d’un insecticide néonicotinoïde avec les nAChRs (illustrée à la figure 2) se fait par :  

- le noyau hétéroaromatique (Het); 

- une liaison hydrogène avec le groupement NO, fixé sur la moitié guanidine ou amidine du 
récepteur; 

- des liaisons électrostatiques entre le groupement électron-déficient (δ+) de la guanidine ou 
amidine et des sous-sites spécifiques de ces récepteurs (cationic amino acid residue situé sur le 
domaine extracellulaire hydrophile; Jeschke et collab., 2013). 

 

Figure 2 – Modèle schématique des liaisons des néonicotinoïdes avec les nAChRs. Tiré de Kabagu et 
collab., 2007. 

La structure moléculaire des néonicotinoïdes est illustrée dans le tableau 1 et leurs principales propriétés 
physicochimiques sont résumées dans le tableau 2. 
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Tableau 1 – Structure moléculaire des néonicotinoïdes 

Nom usuel CAS Nom chimique Formule chimique Structure moléculaire 

Acétamipride 
(ACT) 135410-20-7 (E)-N1-[(6-chloro-3-pyridyl)methyl]-N2-cyano-

N1-methylacetamidine C10H11ClN4 

 

Clothianidine 
(CLO) 210880-92-5 (E)-1-(2-chloro-1,3-thiazol-5-ylmethyl)-3-

methyl-2-nitroguanidine C6H8ClN5O2S 

 

Dinotéfurane (DIN)  165252-70-0 2-methyl-1-nitro-3-[(tetrahydro-3-furanyl) 
methyl] guanidine C7H14N4O3 

 

Imidaclopride 
(IMI) 138261-41-3 

(EZ)-1-(6-chloro-3-pyriduylméthyl)-N-
nitroimidazolidin-2-ylideneamine C9H10ClN5O2 
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Nom usuel CAS Nom chimique Formule chimique Structure moléculaire 

Nitenpyrame 
(NIT) 150824-47-8 (E)-N-(6-Chloro-3-pyridylmethyl)- N-ethyl-N'-

methyl-2-nitrovinylidenediamine C11H15ClN4O2 

 

Thiaclopride 
(THC) 111988-49-9 (Z)-3-(6-chloro-3-pyridylmethyl)-1,3-

thiazolidin-2-ylidenecyanamide C10H9CIN4S 

 

Thiaméthoxame 
(THM) 153719-23-4 

(EZ)-3-(2-chloro-1,3-thiazol-5-ylmethyl)-5-
methyl-1,3,5-oxadiazinan-4-

ylidene(nitro)amine 
C8H10ClN5O3S 

 
Source : Hazardous Substances Data Bank (HSDB), 2019. 
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Tableau 2 – Propriétés physicochimiques des néonicotinoïdes 

Nom usuel 
Poids 

moléculaire 
(g/mol) 

Pression 
de vapeur 
(mm Hg) 

Constante de 
Henry 

(atm m3 mol-1) 
Solubilité 

(mg/l) Log Koc Log Koe pKa 
TD50 
sol 

(jours) 

TD50 
sédiment 

(jours) 

TD50 
hydrolyse 

eau 
(jours)* 

TD50 
photolyse 

eau 
(jours) 

Acétamipride 
(ACT) 222,7 4,4 X 10-5  6,9 x 10-8 2 950 – 

4 200 2,12 – 2,43 0,80 0,7 2 – 450 - Stable ;  
420 (pH 9) 34 

Clothianidine 
(CLO) 249,7 9,8 X 10-10 2,9 x 10-16 340 1,78 0,91 11,1 13 – 6 931 56,4 Stable ;  

14,4 (pH 9) 0,1 

Dinotéfurane 
(DIN) 202,2 1,3 x 10-8 6,4 x 10-14 39 830 – 

54 300 0,77 – 1,65 -0,55 12,6 50 – 100  - Stable 0,2 

Imidaclopride 
(IMI) 255,7 3,0 x 10-12 1,65 x 10-15 610 2,19 – 2,90 0,57 Pas de 

dissociation 27 – 1 250 129 Stable ;  
> 365 (pH 9) 0,2 

Nitenpyrame 
(NIT) 270,7 8,2 x 10-12 1,35 x 10-10 590 000 3,92 -0,66 3,1 1 – 15  - Stable ; 

 2,9 (pH 9) - 

Thiaclopride 
(THC) 252,7 6,0 x 10-12 1,1 x 10-14 184 3,67 1,26 Pas de 

dissociation 3,4 – > 1 000 28 Stable 10 – 83 

Thiaméthoxame 
(THM) 291,7 4,95 x 10-11 4,63 x 10-15 4 100 1,84 -0,13 Pas de 

dissociation 7 – 335 40 Stable ;  
11,5 (pH 9) 2,7 

* Dans des conditions de pH acide ou neutre, les composés sont stables à l’hydrolyse, alors que dans des conditions alcalines (pH 9), l’hydrolyse peut se 
produire. 
- : données non disponibles  
Koc = coefficient de partage carbone organique/eau 
Koe = coefficient de partage octanol/eau  
pKa = coefficient de dissociation 
TD50 sol = demi-vie des néonicotinoïdes dans les sols 
TD50 sédiment = demi-vie des néonicotinoïdes dans les sédiments 
TD50 hydrolyse eau = demi-vie des néonicotinoïdes par hydrolyse dans l’eau  
TD50 photolyse eau = demi-vie des néonicotinoïdes par photolyse dans l’eau  
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La pression de vapeur est une donnée physique qui permet de comprendre la distribution d’une 
substance entre l’eau, le sol et l’air. Si la pression de vapeur est élevée, la substance aura tendance à 
être volatile. D’après les données présentées dans le tableau 2, les insecticides de la famille des 
néonicotinoïdes n’ont pas une pression de vapeur élevée (pression de vapeur comprise entre 3,0 x 10-12 

et 4,4 x 10-5 mm Hg à 25 ºC), ce qui signifie que ces substances sont peu susceptibles de se volatiliser 
(Bonmatin et collab., 2015). Il est donc probable qu’elles ne soient présentes à l’état gazeux que pendant 
une courte période de temps au cours des pulvérisations. 

Le poids moléculaire des néonicotinoïdes est compris entre 200 et 300 g/mol. Leur solubilité varie entre 
184 et 590 000 mg/l pour le THC et le NIT, respectivement (Carbo et collab., 2008; PPDB, 2012; Jeschke 
et collab., 2011; Morrissey et collab., 2015). Ces substances sont solubles dans l’environnement 
aquatique et leur solubilité varie selon le pH, la température de l’eau et la forme de l’insecticide au 
moment de son application.  

Le coefficient de partition octanol/eau (Koe) traduit le caractère lipophile d’un composé et permet d’estimer 
sa capacité de pénétration des membranes biologiques telles que la cuticule des plantes. Les substances 
lipophiles sont caractérisées par un log Koe supérieur à 4. Pour pouvoir pénétrer la cuticule des tissus 
végétaux et être distribué dans tous les tissus de la plante, et non stocké dans les tissus contenant des 
huiles, l’insecticide doit être modérément lipophile. Jeschke et ses collaborateurs (2013) précisent que le 
log Koe doit être compris entre 0,5 et 3,5 afin que l’insecticide soit suffisamment lipophile pour pénétrer la 
cuticule. C’est le cas de l’IMI, du THC, de la CLO et de l’ACT.  

D’une manière générale, la forte solubilité des néonicotinoïdes et leur faible coefficient de partage 
octanol/eau (Koe) suggèrent une mobilisation significative vers le milieu aquatique. L’IMI est d’ailleurs 
classé comme une substance ayant un haut potentiel de lixiviation, et la CLO est considérée comme 
mobile à modérément mobile (Anderson et collab., 2015). 

Enfin, le coefficient de dissociation (pKa) indique les propriétés acides du composé. Un pKa inférieur à 
4 indique un acide fort, tel que pour l’ACT et le NIT. Un pKa supérieur à 5 indique un acide faible. C’est le 
cas de la CLO et du DIN. Le pKa de l’IMI, du THC et du THM indique qu’ils peuvent subsister sous leur 
forme non dissociée.  

2.2 Devenir dans les sols 
Les néonicotinoïdes peuvent être appliqués au niveau du sol ou encore enfouis dans le sol par les 
semences enrobées où ils sont libérés pour être ensuite absorbés par la plante et distribués dans ses 
tissus. Son devenir dans le sol dépendra d’un grand nombre de facteurs : les caractéristiques du sol 
(i. e. : texture, teneur et composition de la matière organique, teneur en eau, pH), la formulation du 
produit appliqué, son mode d’application, la partition de l’insecticide entre la solution du sol et les 
particules et, enfin, des processus de dégradation (hydrolyse, photo-oxydation et biodégradation).  

La demi-vie des néonicotinoïdes dans les sols (TD50 sol) varie considérablement d’un pesticide à l’autre 
et d’une étude à l’autre (tableau 2). À titre d’exemple, Bonmatin et ses collaborateurs (2015) rapportent 
des demi-vies dans les sols qui varient entre 107 et 1 000 jours pour l’IMI et entre 148 et 7 000 jours pour 
la CLO. De même, Goulson (2013) présente des demi-vies dans les sols qui varient entre 28 et 
1 250 jours pour l’IMI et entre 148 et 6 931 jours pour la CLO. Pour l’ensemble des sources consultées, 
l’IMI a une demi-vie dans les sols de 27 à 1 250 jours, la CLO de 13 à 6 931 jours, l’ACT de 2 à 
450 jours, le NIT de 1 à 15 jours, le THC de 3 à plus de 1 000 jours et le THM de 7 à 335 jours (Cloyd et 
Bethke, 2011; Goulson, 2013; Main et collab., 2014; Morrissey et collab., 2015).  

Les demi-vies des pesticides dans les sols sont très variables d’une étude à l’autre et les facteurs qui 
expliquent cette variabilité sont mal connus. Comme pour d’autres contaminants, cela est notamment lié 
aux différences de conditions environnementales entre les études. La dégradation des néonicotinoïdes 
dépend, en effet, de nombreux facteurs tels que la texture du sol, la présence de matière organique, le 
pH, la température, l’incidence des rayons UV et la teneur en eau du sol. Par exemple, la demi-vie de 
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l’ACT est près de 10 fois plus longue en conditions sèches (entre 125,4 et 150,5 jours) qu’en conditions 
humides (entre 15,7 et 17,4 jours) (Gupta et Gajbhiye, 2007). La température semble aussi avoir un 
impact majeur sur la dissipation de ces insecticides dans l’environnement. Dans les latitudes moyennes 
et élevées, la demi-vie sera plus longue que dans les régions tropicales en raison du déficit 
d’ensoleillement et des températures plus basses. Ainsi, les températures froides du sol, qui sont 
courantes au Canada, sont associées à des demi-vies plus élevées (Main et collab., 2014).  

La demi-vie relativement longue des néonicotinoïdes dans les sols peut conduire à une accumulation. 
Ainsi, de nombreuses études européennes ont indiqué le potentiel d’accumulation de ces insecticides en 
cas d’applications répétées et de persistance dans les sols agricoles (Anderson et collab., 2015). Dans 
les sols, ces insecticides auront tendance à se fixer à la matière organique et aux particules d’argile (Liu 
et collab., 2002). Il est probable que des ponts hydrophiles s’établissent entre les groupements 
fonctionnels des insecticides et les groupements acides hydroxyles et carboxyliques de la matière 
organique (Liu et collab., 2002; Anderson et collab., 2015; Bonmatin et collab., 2015). La rétention des 
insecticides dans le sol va ainsi fortement dépendre de la composition et de la concentration de la 
matière organique présente. Ce sera également le cas dans les sédiments (Bonmatin et collab., 2015). 
Les néonicotinoïdes ont ainsi tendance à persister dans les sols pendant plusieurs mois, voire plusieurs 
années après application. Plusieurs études ont d’ailleurs détecté la présence de néonicotinoïdes dans 
des sols où des semences enrobées avaient été semées une à deux années auparavant (Bonmatin et 
collab., 2015; Gupta et Gajbhiye, 2007; Fossen, 2006).  

En raison de leur persistance et de leur accumulation dans les sols, les néonicotinoïdes actuellement 
utilisés à très grande échelle présentent un haut potentiel de ruissellement et de lixiviation vers les eaux 
de surface et les eaux souterraines. Au Québec, dans des parcelles agricoles en culture de maïs et de 
soya, Chrétien et ses collaborateurs (2017) ont ainsi montré que 53 % de la charge de néonicotinoïdes 
atteint le cours d’eau par le ruissellement de surface alors que 47 % l’atteignent par les rejets des drains 
souterrains. Le Pesticide Properties Database (PPDB, 2012) a par ailleurs classé le DIN et la CLO 
comme ayant un potentiel de lessivage très élevé et l'IMI et le THM comme ayant un potentiel de 
lessivage élevé. Le NIT est quant à lui classé dans la catégorie « lessivage possible ». Contrairement à 
d’autres pesticides systémiques, l'ACT et le THC se décomposent plus facilement dans le sol, ce qui 
diminue leur risque de lessivage dans les sols. 

D’après les travaux de Liu et de ses collaborateurs (2002), il est possible qu’il y ait une compétition entre 
les néonicotinoïdes et leurs métabolites ou produits de dégradation, au niveau des interactions avec la 
matière organique ou l’argile, ce qui pourrait avoir une influence sur la rétention de l’une ou l’autre de ces 
molécules. Les données disponibles sur la dégradation et la métabolisation des néonicotinoïdes dans les 
sols, l’eau, les plantes et les mammifères sont décrites et peuvent être consultées dans l’étude de 
Simon-Delso et ses collaborateurs (2015). Les points suivants résument la dégradation des 
néonicotinoïdes dans les sols :  

- La N-déméthylation est la voie de métabolisation principale de l’ACT. Son principal métabolite 
dans le sol est l’IM1-4. Les métabolites mineurs sont l’ACT-urée et le 6-CNA. La dégradation 
microbienne dans le sol peut induire la formation d’ACT-NCONH2, qui est ensuite clivé en 
N-méthylpyridinylméthylamine, en (E)-1-éthylideneurée et en 6-CNA; 

- La dégradation aérobie de la CLO dans le sol passe par trois voies principales. La première voie 
commence par la N-déméthylation de la CLO pour former la CLO-dm et l’hydroxylation du 
N-méthylène pour former la nitroguanidine (NG-G). La deuxième voie commence par 
l’hydroxylation du N-méthylène pour former du méthylguanidine (NG-F) et va, par la 
N-déméthylation, former du NG-G. Une troisième voie implique la formation de la CLO-urée par 
la réduction nitro. Ces métabolites sont modérément persistants dans les sols; 

- La photolyse n’est pas une voie de dégradation significative du DIN dans le sol. En conditions 
aérobies, dans l’obscurité à 20 °C, les principaux produits de dégradation du DIN sont le 
N-méthyl-N-nitroguanidine (NG-E) et le NG-F. D’autres métabolites mineurs peuvent être 
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observés : le DIN-urée et le DIN-dm. Le DIN-NH peut être observé dans le sol dans des 
conditions anaérobies; 

- L’IMI-oléfine, le 5-OH-IMI, le 4,5-dihydroxy-IMI, l’IMI-NH, l’IMI-urée et l’acide 6-chloronicotinique 
(6-CNA) sont les principaux métabolites de l’IMI observés dans les sols. Tout comme l’IMI, ces 
métabolites sont persistants dans ce média (Robert et Hutson, 1999);  

- Le THC peut être dégradé en THC-NCONH2 dans le sol, avant d’être transformé en THC-NH et 
en Thi-SO3-H-NCONH2.Cis-néonicotinoïdes et en insecticides de nouvelle génération; 

- La dégradation du THM dans le sol, dans des conditions aérobies, conduit à la conversion de 
THM en CLO. La réduction nitro du THM se produit également, laquelle forme le THM-urée. Le 
produit de clivage NG-A, obtenu à partir de la N-hydroxylation du méthylène, a également été 
observé comme un produit majeur dans le sol. Le métabolite principal formé dans des conditions 
anaérobies est le THM-NH, mais le THM-urée a également été observé. 

2.3 Devenir dans l’eau 
Comme mentionné précédemment, les néonicotinoïdes sont des molécules relativement petites et très 
solubles dans l'eau. Leur devenir dans les eaux de surface dépend de nombreux facteurs (pH et 
température de l’eau, présence et composition de la matière organique, incidence des rayons UV, etc.) et 
processus (dissolution, photodégradation, adsorption sur la matière organique, sédimentation, 
biodégradation, etc.). 

D’après les données colligées par Bonmatin et ses collaborateurs (2015), les néonicotinoïdes semblent 
peu sensibles à l’hydrolyse aux pH retrouvés dans l’environnement. Certaines de ces molécules, c’est-à-
dire l’ACT, la CLO, l’IMI, le NIT et le THM, auraient tendance à s’hydrolyser à des pH alcalins. À titre 
d’exemple, l’IMI est stable à un pH entre 5 et 7, tandis que la demi-vie à un pH 9 est d’environ 1 an à 
25 °C, ce qui indique une diminution de la TD50 avec une augmentation du pH. Le THM résiste à 
l’hydrolyse en milieu acide et en milieu neutre, mais se dégrade rapidement en milieu alcalin, sa demi-vie 
étant alors de 11,5 jours à un pH 9. Enfin, le DIN et le THC demeurent stables pendant environ 30 jours 
dans des conditions alcalines.  

Le processus de photodégradation des néonicotinoïdes (photolyse directe) semble jouer un rôle majeur 
sur leur devenir dans les écosystèmes aquatiques. D’après la base de données PPDB, les demi-vies de 
l’IMI, de la CLO, du THM et du DIN dans des conditions favorables à la photolyse sont respectivement de 
0,2, 0,1, 2,7 et 0,2 jours (tableau 2). Les résultats de ces études réalisées en laboratoire indiquent que la 
photolyse pourrait être un processus important influençant le devenir de ces néonicotinoïdes en milieu 
aquatique (Bonmatin et collab., 2015). Ce ne serait pas le cas pour l’ACT et le THC, dont les demi-vies 
dans l’eau, dans des conditions favorables de photolyse, sont respectivement de 34 et 83 jours (tableau 
2). Notons que ce processus dépend de plusieurs facteurs abiotiques (pénétration des rayons dans l’eau, 
longueur d’ondes du rayonnement solaire et turbidité) et peut donc varier d’un milieu à l’autre. D’ailleurs, 
malgré des études de laboratoire suggérant que la CLO est sensible à la dégradation ou à la dissipation 
rapide par photolyse, des études réalisées en conditions de terrain ont plutôt indiqué une lente dissipation 
de cette molécule. Ce qui tend à démontrer que la photolyse dans les systèmes naturels pourrait ne pas 
jouer un rôle majeur dans le processus de dégradation. Cela a d’ailleurs été démontré dans une étude de 
Peña et de ses collaborateurs (2011), où la CLO et le THC sont demeurés stables lorsqu’exposés à la 
lumière solaire directe, contrairement au THM, qui s’est dégradé rapidement.  

Dans les sédiments, la TD50 des néonicotinoïdes varie considérablement. Le THC et le THM ont des TD50 
plus courtes, soit de 28 et de 40 jours, tandis que la CLO et l’IMI persistent plus longtemps, soit jusqu’à 
56 et 130 jours respectivement (PPDB, 2012). Notons que ces données ne sont pas disponibles pour 
l’ensemble des néonicotinoïdes. 
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Tout comme dans les sols, la dégradation des néonicotinoïdes produit des métabolites secondaires dans 
l’eau. Toutes les données disponibles sur la dégradation et la métabolisation des néonicotinoïdes dans 
l’eau sont décrites et peuvent être consultées dans l’étude de Simon-Delso et ses collaborateurs (2015). 
Les points suivants résument la dégradation des néonicotinoïdes dans le milieu aquatique :  

- L’ACT est stable à la photolyse. Le principal métabolite formé par hydrolyse est l’ACT-urée; 

- La CLO se dégrade par hydrolyse ou photolyse en CLO-urée, en méthylurée et en 
2-chlorothiazol-5-yl-méthylamine (ACT). La CLO pourrait également être hydrolysée en dérivés 
nitro de l’urée (CTNU), en CTM-i, en MIT, en HMIO et en formamide (FA); 

- L’hydrolyse du DIN produit le DIN-urée. En plus du DIN-urée, la photolyse en surface de l’eau 
produit du DIN-NH, du DIN-2-OH et du DIN-3-OH (EPA, 2004); 

- Le principal métabolite issu de la photolyse et de l’hydrolyse de l’IMI est l’IMI-urée. La 
photodégradation peut également conduire à la formation d’IMI-NH et d’acide 6-chloronicotinique 
(6-CNA) (Liu et collab., 2002); 

- Les principaux produits de l’hydrolyse du THM sont le THM-urée et la CLO. Des dérivés de la 
guanidine (THM-NH), avec une perte de HNO3, ainsi que du 5-méthyl-2(3H)-thiazolone et du 
méthylguanidine (NG-F), à la suite d’une substitution du Cl par OH dans le cycle thiazolique, sont 
formés par la photodégradation du THM (de Urzedo et collab., 2007). 
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3. CONCENTRATIONS ENVIRONNEMENTALES 

Le potentiel de présence des néonicotinoïdes dans les eaux de surface étant élevé, plusieurs études ont 
été entreprises pour déterminer leurs concentrations dans des plans d’eau situés à proximité de terres 
agricoles. Les paragraphes suivants présentent quelques-unes de ces études. 

Main et ses collaborateurs (2014) ont suivi les concentrations de néonicotinoïdes présents dans l’eau de 
marécages de trois régions des Prairies canadiennes, et ce, avant le semis, au cours de la saison de 
croissance et après la récolte des cultures à l’automne. Les zones sélectionnées ont été identifiées 
comme étant des zones à haute production de canola ou de soya. La CLO, le THM, l’IMI ou l’ACT ont été 
détectés dans 16 à 91 % des 440 échantillons prélevés. Les concentrations maximales détectées dans 
l’eau étaient de 256 ng/l pour l’IMI (moyenne : 15,9 ng/l), de 1 490 ng/l pour le THM (moyenne : 
40,3 ng/l), de 3 110 ng/l pour la CLO (moyenne : 142 ng/l) et de 54,4 ng/l pour l’ACT (moyenne : 1,1 ng/l).  

Des néonicotinoïdes ont été détectés dans neuf cours d’eau au pourtour d’une zone de production 
intense de maïs et de soya en Iowa, aux États-Unis (Hladik et collab., 2014). Les concentrations 
maximales mesurées ont atteint 257 ng/l pour la CLO (médiane : 8,2 ng/l), 185 ng/l pour le THM 
(médiane : < 2 ng/l) et 42,7 ng/l pour l’IMI (médiane : < 2 ng/l).  

Les études portant sur la présence d’IMI dans l’environnement aquatique sont plus nombreuses que pour 
les autres néonicotinoïdes. Les concentrations d’IMI mesurées varient considérablement, en fonction des 
conditions du milieu, du temps et du mode d’application. Par exemple, dans une étude à grande échelle 
du bassin du fleuve Guadalquivir, en Espagne, menée sur deux années successives, l’IMI a été détecté 
dans 58 % des échantillons la première année et dans 17 % la seconde. Les concentrations observées 
étaient comprises entre 2,34 et 19,20 ng/l (Masia et collab., 2013). Au Japon, la concentration d’IMI, 
observée immédiatement après son application dans des rizières expérimentales, était de 240 mg/l et de 
5 µg/l après une semaine (Sanchez-Bayo et Goka, 2005). De même, dans une étude réalisée aux Pays-
Bas, 98 % des 1 465 concentrations mesurées dans l’eau de surface variaient de 0 à 8,1 mg/l; les 2 % 
restantes atteignaient des teneurs de 320 mg/l (Van Dijk et collab., 2013). Dans l’ensemble de la 
littérature consultée par le TFSP, des teneurs d’IMI variant entre 0 et 320 mg/l ont été rapportées (Main et 
collab., 2014; Jemec et collab., 2007; Lamers et collab., 2011; Kreuger et collab., 2010; Fossen, 2006; 
Starner et Goh, 2012; Stoughton et collab., 2008; Hayasaka et collab., 2012a). Ces études démontrent 
que l’IMI peut persister dans l’eau de surface pendant plusieurs semaines, avec des concentrations 
pouvant être relativement élevées.  

Au Québec, les néonicotinoïdes sont suivis de manière systématique depuis 2012. En 2014, parmi les 
120 échantillons prélevés dans quatre cours d’eau drainant des zones agricoles dominées par des 
cultures de maïs et de soya, la CLO a été détectée dans 97 % des échantillons et le THM dans 98 % des 
échantillons (Giroux, 2015). Les concentrations maximales étaient de 420 ng/l pour la CLO et de 590 ng/l 
pour le THM. Les néonicotinoïdes ont également été détectés dans les cours d’eau de zones agricoles de 
cultures maraîchères, de la pomme de terre et de vergers (Giroux, 2014 et 2017). Les concentrations les 
plus élevées étaient de 11 000 ng/l pour la CLO, de 7 700 ng/l pour l’IMI et de 4 100 ng/l pour le THM. 
Les néonicotinoïdes ont également été détectés dans les eaux souterraines, en particulier dans les 
secteurs en culture de pommes de terre (Giroux et Sarrasin, 2011). Les insecticides néonicotinoïdes ont 
été détectés dans plus de 50 % des puits échantillonnés près des champs en culture de pommes de 
terre. Les concentrations maximales mesurées étaient de 6 100 ng/l pour l’IMI, de 830 ng/l pour le THM 
et de 59 ng/l pour la CLO. 

Aucune étude répertoriant les concentrations de néonicotinoïdes dans l’environnement aquatique marin 
n’a été répertoriée dans la littérature consultée. 
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4. TOXICITÉ SUR LES ORGANISMES AQUATIQUES 

Les principales conclusions des études évaluant la toxicité des néonicotinoïdes sur les organismes 
aquatiques exposés sont présentées dans les sections suivantes. Rappelons qu’il ne s’agit pas d’une 
revue complète et exhaustive, mais elle permet néanmoins de déterminer l’ampleur des effets reliés aux 
néonicotinoïdes pour les organismes aquatiques non ciblés. 

4.1 Invertébrés aquatiques 
La toxicité des néonicotinoïdes sur les invertébrés aquatiques a fait l’objet de nombreuses recherches. La 
majorité des études ont montré que ces organismes sont particulièrement sensibles aux néonicotinoïdes. 
Toutefois, en fonction du produit testé, la sensibilité varie considérablement d’un taxon à l’autre et à 
l’intérieur même des taxons (tableau 3). Les espèces couramment utilisées pour les essais standards en 
écotoxicologie, telles que Daphnia magna, sont de plusieurs ordres de grandeur moins sensibles que de 
nombreux autres invertébrés, en particulier les éphéméroptères et les trichoptères. Par exemple, la CL50-
48h de l’IMI était de 7 000 µg/l chez Daphnia magna, comparativement à 8,49 µg/l chez l’éphémère 
Baetis rhodani (Beketov et Liess, 2008a). 

Au-delà des effets létaux des néonicotinoïdes, divers effets sublétaux ont été répertoriés chez les 
invertébrés aquatiques, y compris des changements dans les taux d’alimentation, une observation plus 
fréquente du comportement d’évitement et une diminution du succès reproducteur. Des changements au 
niveau de la communauté ont également été observés, les espèces plus tolérantes remplaçant les 
espèces plus sensibles. Des exemples d’effets sublétaux sont présentés dans les paragraphes suivants.  

Plusieurs études ont démontré une diminution des taux d’alimentation chez les invertébrés exposés à 
différentes concentrations de néonicotinoïdes. Ainsi, une inhibition de l’alimentation a été observée chez 
le gammare Gammarus pulex, après 96 heures d’exposition à des concentrations d’IMI de 0,8 à 30 µg/l 
(Agatz et collab., 2014). Chez cette espèce, une diminution significative de l’alimentation a également été 
observée après une exposition de 14 jours à une concentration constante d’IMI de 15 µg/l (Nyman et 
collab., 2013). À la fin de l’exposition, un taux de mortalité de près de 10 % a été mesuré, que les auteurs 
attribuent à l’incapacité des organismes à se nourrir adéquatement. Une réduction du taux d’alimentation 
a également été rapportée chez des Pternonarcyidae et des larves de tipule (Tipulidae), exposés 14 jours 
à 12 µg/l d’IMI dans l’eau (Kreutzweiser et collab., 2008). Il convient de noter que cette concentration était 
largement inférieure à celle qui entraînait une mortalité de 50 % de ces organismes (CL50), à savoir 
139 µg/l d’IMI (Kreutzweiser et collab., 2008). Alexander et ses collaborateurs (2007) ont observé 
pendant quatre jours des éphéméroptères Epeorus longimanus exposés pendant 24 heures à différentes 
concentrations d’IMI (de 0,1 à 10 µg/l). Seul le groupe exposé à la plus faible concentration (0,1 µg/l) a 
complètement retrouvé les niveaux d’alimentation du groupe contrôle après cinq jours de récupération en 
milieu non contaminé. Finalement, une réduction de la consommation de feuilles a également été 
observée chez Gammarus fossarum à la suite d’une exposition à des concentrations de THC de 1 à 
4 mg/l (Englert et collab., 2012). 

Certaines études ont démontré que les néonicotinoïdes peuvent réduire le succès reproducteur des 
invertébrés aquatiques, ce qui peut ultimement mener à un déclin de leurs populations. Par exemple, le 
nombre de femelles porteuses a diminué chez le gammare Gammarus roeseli exposé à deux impulsions 
de 12 µg/l d’IMI pendant 12 heures (Böttger et collab., 2013). Mohr et ses collaborateurs (2012) 
rapportent une réduction de l’émergence des éphémères après trois impulsions d’une durée de 
12 heures à 12 µg/l d’IMI. Une diminution de la densité de nymphes d’éphémères d’Epeorus sp. et de 
Baetis sp. a aussi été observée à la suite d’une exposition chronique de 20 jours à 0,8 µg/l d’IMI. De plus, 
l’émergence des mâles d’Epeorus sp. était nulle à des concentrations d’exposition de 0,25 et de 0,8 µg/l 
(Alexander et collab., 2008). Certaines études ont également démontré que les stades larvaires sont plus 
sensibles aux néonicotinoïdes. Ainsi, chez le crabe bleu, Callinectes sapidus, les mégalopes (stade 
postlarvaire du crabe) étaient d’un ordre de grandeur plus sensible que les juvéniles aux effets létaux de 



 

 16 

l’IMI (CL50-24h = 10 µg/l pour les mégalopes comparé à CL50-24h = 1,1 µg/l pour les juvéniles) (Osterberg 
et collab., 2012).  

D’autres types d’effets sublétaux ont été mesurés chez les invertébrés aquatiques exposés aux 
néonicotinoïdes. Quelques études ont rapporté que le stress oxydatif peut être un mécanisme lié à la 
toxicité de ces substances en ayant des incidences sur le développement des invertébrés exposés et leur 
cycle de vie. Un stress oxydatif a été observé chez Gammarus fossarum exposé à 102,2 µg/l d’IMI 
pendant 24 heures (Malev et collab., 2012). Des effets sublétaux de l’IMI et du THC aux niveaux 
transcriptomique (au niveau des ARN messagers) et protéomique (au niveau des protéines) ont été 
rapportés chez la moule méditerranéenne, Mytilus galloprovincialis (Dondero et collab., 2010). Des 
malformations développementales ont été observées chez Chironomus riparius, à la suite d’une 
exposition à un mélange contenant 1,66 µg/l d’IMI et 0,42 µg/l de THC (Langer-Jaesrich et collab., 2010). 
Chez la même espèce, le comportement, notamment l’activité de locomotion, ainsi que les teneurs en 
acétylcholinestérase étaient altérées à la suite d’une exposition à 1,2 µg/l d’IMI pendant 96 heures 
(Azevedo-Pereira et collab., 2011).  

Des études ont montré qu’un comportement d’évitement est une réaction fréquente observée chez des 
invertébrés aquatiques en réaction aux perturbations dans leur environnement. Bien qu’un tel 
comportement puisse être protecteur pour les individus, il peut perturber la structure de la population et 
les fonctions écologiques de la communauté. Beketov et Liess (2008b) ont démontré que l’exposition en 
laboratoire d’éphéméroptères (Baetis rhodani), d’amphipodes (Gammarus pulex) et de mouches noires 
(Simulium latigonium) à 1 µg/l d’IMI, à 0,3 µg/l de THC et à 0,5 µg/l d’ACT déclenchait, dans tous les cas, 
une dérive vers l’aval, dans les deux heures suivant l’exposition. Une dérive chez les éphéméroptères et 
les orthocladiinae, notamment Gammarus roeseli, a été documentée à partir de trois impulsions de 
12 heures de 12 µg/l d’IMI qui, dans certains cas, ont persisté après que l’IMI a été éliminé du milieu 
(Berghahn et collab., 2012). Finalement, Sardo et Soares (2010) ont démontré que l’oligochète 
Lumbriculus variegatus évitait les sédiments contaminés à des concentrations d’IMI allant de 0,05 à 
5,0 mg/kg.  

L’influence des néonicotinoïdes sur la structure des communautés a été évaluée de façon plus précise 
dans quelques études. L’IMI, appliquée à partir de trois impulsions hebdomadaires de 24 heures de 
17,6 µg/l, a entraîné une réduction de la population d’insectes benthiques exposés dans des 
mésocosmes extérieurs (Pestana et collab., 2009). Les chercheurs ont ainsi rapporté une baisse de 69 % 
des espèces d’éphéméroptères, de plécoptères et de trichoptères, et une baisse de 75 % de la densité 
des oligochètes. La décomposition de la matière foliaire a également diminué de façon significative à la 
suite de cette exposition, ce qui indique une réduction des fonctions écologiques. Hayasaka et ses 
collaborateurs (2012a), qui ont effectué une étude en mésocosme dans une rizière expérimentale à la 
suite d’un épandage d’IMI (concentration maximale mesurée de 49 µg/l), rapportent que l’abondance des 
espèces des communautés de zooplancton benthique et de neuston était significativement réduite par 
rapport à celle du témoin. Finalement, Colombo et ses collaborateurs (2013) ont observé une diminution 
de la population d’éphéméroptères à une concentration moyenne d’IMI de 1 µg/l sous la forme de trois 
impulsions hebdomadaires, tandis la population d’espèces de chironomidés a diminué de façon 
significative à la suite d’une exposition à une concentration moyenne de 5,2 µg/l d’IMI (Colombo et 
collab., 2013). Van Dijk et ses collaborateurs (2013) ont effectué une analyse de régression entre 
l’abondance des espèces de macro-invertébrés aquatiques et les concentrations d’IMI dans les eaux de 
surface néerlandaises. Les résultats ont montré une corrélation négative significative (p < 0,001) entre 
l’abondance de certaines espèces (amphipodes, basommatophores, diptères, éphéméroptères et 
isopodes) et la concentration d’IMI. Par contre, une corrélation positive entre l’abondance des actinédides 
et la présence d’IMI a été observée. Précisons que seul l’IMI a été pris en compte dans l’analyse 
statistique réalisée par Van Dijk et ses collaborateurs (2013), bien que d’autres pesticides aient été fort 
probablement présents dans les cours d’eau retenus et aient pu influencer les résultats obtenus.  

Les concentrations d’effets présentées dans les paragraphes précédents indiquent que les invertébrés 
aquatiques sont très sensibles aux néonicotinoïdes. En effet, la littérature montre que certains 
néonicotinoïdes, notamment l’IMI, ont le potentiel de générer des dommages importants aux 
écosystèmes aquatiques en causant des effets néfastes chez les individus et les populations 
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d'invertébrés aquatiques à de très faibles concentrations, représentatives de celles retrouvées dans 
l’environnement. Les espèces les plus sensibles se retrouvent principalement dans les ordres des 
éphéméroptères et des trichoptères. Or, ces deux groupes d’invertébrés sont extrêmement importants 
pour les écosystèmes d’eau douce. Les éphémères immatures se nourrissant de détritus, de diatomées 
et d’algues, cela fait de ces insectes de précieux décomposeurs dans les systèmes aquatiques. De plus, 
les éphémères et les trichoptères font partie du régime alimentaire d’un grand nombre d’espèces de 
poissons, d’oiseaux, de chauves-souris, de reptiles et d’amphibiens, de sorte que toute perturbation des 
populations peut avoir une incidence sur les ressources alimentaires de ces espèces. D’autres espèces 
qui se nourrissent des prédateurs des invertébrés aquatiques pourraient aussi être affectées par des 
changements de leur abondance.  

4.2 Algues et plantes aquatiques 
Des concentrations effectives médianes affectant la croissance comprises entre 106 et 740 mg/l ont été 
mesurées chez les plantes aquatiques et les communautés algales exposées à l’IMI; elles sont entre 
10 et plus de 121 mg/l pour la CLO, entre 45 et 60,6 mg/l pour le THC, supérieures à 90 mg/l pour le 
thiaméthoxame et le DIN et supérieures à 1 mg/l pour l’ACT (tableau 3). La croissance des espèces 
végétales aquatiques exposées peut ainsi être affectée par les néonicotinoïdes retrouvés dans l’eau. Il 
convient tout de même de noter que ces organismes sont de plusieurs ordres de grandeur moins 
sensibles que les invertébrés aquatiques.  

4.3 Vertébrés aquatiques 
Bien que les vertébrés soient la cible directe de seulement 2 % des pesticides sur le marché, des effets 
non intentionnels de ces pesticides sur les populations de vertébrés ont été démontrés. Les pesticides 
peuvent exercer leurs impacts sur les vertébrés soit directement, par leur toxicité, soit indirectement, en 
réduisant la ressource alimentaire.  

Les mesures de CL50 varient de 83 à 236 mg/l pour les poissons exposés à l’IMI, de 19,7 à plus de 
104 mg/l pour le THC, sont supérieures à 94 mg/l pour la CLO et sont supérieures à 100 mg/l pour le 
THM, l’ACT et le DIN (tableau 3). Ainsi, les concentrations de néonicotinoïdes dans l’environnement 
semblent être à des niveaux inférieurs à ceux qui entraînent une mortalité chez les poissons, bien que 
des effets sublétaux puissent être observés.  

Les recherches ont démontré que l’IMI pouvait affecter la croissance et le développement du médaka 
(Oryzias latipes) en milieu naturel par un effet indirect sur les populations d’insectes dont se nourrissent 
les jeunes poissons (Sanchez-Bayo et Goka, 2005; Hayasaka et collab., 2012a). Les concentrations 
mesurées étaient probablement trop faibles (≈ 0,001 à 0,05 mg/l) pour exercer un effet toxique direct sur 
les médakas, mais étaient suffisamment élevées pour réduire l’abondance de leurs proies, c’est-à-dire les 
invertébrés aquatiques. 

Quelques études ont porté sur les effets sur le métabolisme enzymatique des poissons exposés aux 
néonicotinoïdes. Desai et Parikh (2013) ont mesuré des altérations significatives de plusieurs paramètres 
biochimiques (aminotransférase (ALT), aspartate aminotransférase (AST), glutamate déshydrogénase 
(GDH) et phosphatase alcaline (PAL)) chez le tilapia du Mozambique (Oreochromis mossambicus) et le 
rohu (Labeo rohita), exposés à une concentration sublétale d’IMI (dixième de la CL50) durant 21 jours. 
Chez le poisson-zèbre (Danio rerio), l’IMI augmentait le stress oxydatif et diminuait l’activité des enzymes 
antioxydantes. Des dommages significatifs à l’ADN ont également été observés chez la même espèce 
exposée à des concentrations élevées jusqu’à 500 mg/l d’IMI pendant 28 jours (Ge et collab., 2015). 
Özdermir et ses collaborateurs (2017) rapportent des changements histopathologiques et dans les 
niveaux d’expression des gènes caspase 3, iNOS, CYP1A et MT1 chez la carpe commune (Cyprinus 
carpio) exposée à 140 mg/l d’IMI pendant 24 à 96 heures. Ces modifications se sont traduites par 
l’induction de l’apoptose des cellules du cerveau, une inflammation et un stress oxydatif dans les 
branchies, le foie et le cerveau des poissons exposés. Notons, toutefois, que les concentrations 
d’exposition étaient très élevées et n’étaient pas représentatives de celles habituellement retrouvées en 
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milieu naturel. Enfin, le stress rencontré chez les poissons exposés les rendrait plus vulnérables aux 
parasites selon certaines études. Par exemple, Sanchez-Bayo et Goka (2005) ont montré que l’IMI 
augmentait le risque d’infestation massive du médaka par un parasite, trichodina, à proximité de champs 
traités avec ce néonicotinoïde.  

Très peu d’études ont été réalisées sur la toxicité des néonicotinoïdes chez les amphibiens. Des 
concentrations létales médianes sont disponibles uniquement pour l’IMI, avec des CL50 variant entre 
52 et 468 mg/l (tableau 3). Le nombre d’évaluations des effets sublétaux chez les amphibiens exposés 
par leur environnement aquatique est également limité. À titre d’exemple,  Robinson et ses collaborateurs 
(2017) ne rapportent aucun effet significatif sur la masse corporelle ou la taille de grenouilles des bois 
(Lithobates sylvaticus) exposées à différentes concentrations (jusqu’à 0,1 mg/l) d’IMI et de THM.  

En résumé, d’après les informations recueillies, les néonicotinoïdes ne semblent pas avoir d’effets 
toxiques directs chez les vertébrés aquatiques aux concentrations retrouvées dans l’environnement. 
Cependant, il existerait un potentiel de risques indirects pour les poissons et les amphibiens en phase 
aquatique, relié, notamment, à la réduction du nombre de leurs proies.  
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Tableau 3 – Effets potentiels des néonicotinoïdes pour les organismes aquatiques 
 

Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Algues et plantes aquatiques 

Desmodesmus subspicatus 

CE10 
(croissance) 72 h 

106 
Tisler et collab., 2009 CE50 

(croissance) 389 

Selenastrum capricornutum CE50 
(croissance) 120 h > 600 SERA, 2015 

Lemna minor CE50 
(croissance) 7 j 740 SERA, 2015 

Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti 

CL50 
24 h 

3,18 Ahmed et Matsumura, 2012 
0,819 Riaz et collab., 2009 

0,339 – 1,83   Riaz et collab., 2013 
0,037 Pridgeon et collab., 2009 
0,15 Marina et collab., 2018 

CL90 0,27 Marina et collab., 2018 
CL95 0,14 Pridgeon et collab., 2009 

CL50 48 h 
0,044 Song et collab., 1997 
0,36 Ahmed et Matsumura, 2012 

CL90 0,091 Song et collab., 1997 

CL50 
72 h 

0,21 Uragayala et collab., 2015 
0,084 Paul et collab., 2006 

CL90 
0,139 Ahmed et Matsumura, 2012 
0,27 Uragayala et collab., 2015 

Aedes albopictus CL50 24 h 0,3 – 0,8  Liu et collab., 2004 CL90 1,3 – 3,9  

Aedes taeniorhynchus 
CL50 48 h 0,013 

Song et collab., 1997 CL90 0,029 
CL50 72 h 0,021 

Americamysis bahia CL50 96 h 0,0341 Ward, 1990 
0,038 EPA, 1992 

Anopheles stephensi CL50 72 h 0,049 Uragayala et collab., 2015 CL90 0,086 

Artemia sp. CL50 48 h 361,23 Song et collab., 1997 CL90 844,81 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Asellus aquaticus 

CL50 48 h 8,5 Lukancic et collab., 2010 
CL10 

96 h 

0,0616 Roessink et collab., 2013 
CL10 0,155 Van den Brink et collab., 2016 
CL50 20 Van den Brink et collab., 2016 
CL50 0,316 Roessink et collab., 2013 
CL10 28 j 0,00135 Roessink et collab., 2013 
CL50 0,0203 Roessink et collab., 2013 

Baetis rhodani CL50 48 h 0,00849 Beketov et Liess, 2008a 

Caenis horaria 

CE50 
(mobilité) 

96 h 

0,0263 Roessink et collab., 2013 

CL10 0,00255 Roessink et collab., 2013 
CL10 0,025 Van den Brink et collab., 2016 
CL50 0,00668 Roessink et collab., 2013 
CL50 0,028 Van den Brink et collab., 2016 
CE10 

(mobilité) 
28 j 

0,000024 Roessink et collab., 2013 

CE50 
(mobilité) 0,000126 Roessink et collab., 2013 

CL50 0,000316 Roessink et collab., 2013 
Callinectes sapidus CL50 24 h 0,01 Osterberg et collab., 2012 

Ceriodaphnia dubia 
CL50 

48 h 
0,0021 Chen et collab., 2010 

CE50 
(mobilité) 0,57 Hayasaka et collab., 2012b 

Ceriodaphnia reticulata CE50 
(mobilité) 48 h 5,55 Hayasaka et collab., 2012b 

Chaetopteryx villosa CL20 7 j 0,00372 Englert et collab., 2017 CL50 0,01145 

Chaoborus obscuripes 

CL10 

96 h 

2,41 Van den Brink et collab., 2016 
CL10 0,178 Roessink et collab., 2013 
CL50 0,294 Roessink et collab., 2013 
CL50 5,226 Van den Brink et collab., 2016 
CL10 28 j 0,00199 Roessink et collab., 2013 
CL50 0,0126 Roessink et collab., 2013 

Chironomus sp. CL50 48 h 0,0689 EPA, 1992 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Chironomus dilutus 

CL50 96 h 0,00265 LeBlanc et collab., 2012 
CL50 14 j 0,00152 Cavallaro et collab., 2017 
CE50 

(émergence) 40 j 0,00039 Cavallaro et collab., 2017 

Chironomus riparius 

CL10 

24 h 

0,00162 

Njattuvetty Chandran et collab., 2018 CL20 0,00448 
CL25 0,0066 

CL50 
0,0315 

48 h 0,0199 Azevedo-Pereira et collab., 2011 
CL10 

10 j 

0,00083 

Njattuvetty Chandran et collab., 2018 CL20 0,00118 
CL25 0,00135 
CL50 0,00233 
CE10 

(croissance) 

10 j 

0,00164 

Njattuvetty Chandran et collab., 2018 

CE20 
(croissance) 0,00241 

CE25 
(croissance) 0,00279 

CE50 
(croissance) 0,00503 

Chironomus tentans 

 

96 h 

0,00059 
Stoughton et collab., 2008 CL50 0,065 

CL50 0,00091 
CL50 0,00265 LeBlanc et collab., 2012 

Chydorus sphaericus 

CE50 
(mobilité) 24 h 18,68 

Sanchez-Bayo et Goka, 2006 
 

CL50 161,95 
CE50 

(mobilité) 48 h 22,09 

CL50 132,67 

Cloeon dipterum 

CL10 24 h 0,038 

Van den Brink et collab., 2016 

CL50 0,109 
CL10 48 h 0,035 
CL50 0,088 
CL10 72 h 0,016 
CL50 0,045 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Cloeon dipterum 

CL10 

96 h 

0,00616 Roessink et collab., 2013 
CL10 0,009 Van den Brink et collab., 2016 
CE50 

(mobilité) 0,00668 Roessink et collab., 2013 

CL50 0,0263 Van den Brink et collab., 2016 
CL10 7 j 0,0012 

Van den Brink et collab., 2016 

CL50 0,0017 
CL10 14 j 0,0015 
CL50 0,014 
CL10 21 j 0,00082 
CL50 0,0011 
CE10 

(mobilité) 

28 j 

0,000033 

Roessink et collab., 2013 CE50 
(mobilité) 0,000123 

CL10 0,000041 
CL10 0,00065 Van den Brink et collab., 2016 
CL50 0,000195 Roessink et collab., 2013 
CL50 0,00085 Van den Brink et collab., 2016 

Culex quinquefasciatus 

CL50 
24 h 

0,049 Bhan et collab., 2014 
CL50 0,04 Liu et collab., 2004 CL90 0,08 
CL50 48 h 0,024 Bhan et collab., 2014 
CL50 

72 h 
0,019 Bhan et collab., 2014 

CL50 0,02 Uragayala et collab., 2015 CL90 0,07 

Cypretta seuratti 

CE50 
(mobilité) 24 h 0,046 

Sanchez-Bayo et Goka, 2006 CL50 0,732 
CE50 

(mobilité) 48 h 0,016 

CL50 0,301 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Cypridopsis vidua 

CE50 
(mobilité) 24 h 0,008 

Sanchez-Bayo et Goka, 2006 
CL50 > 4 
CL50 

48 h 

0,273 
CE50 

(mobilité) 0,003 

CL50 0,715 

Daphnia magna 

CE50 
(mobilité) 24 h 

36,8 Tisler et collab., 2009 
118,22 Sanchez-Bayo et Goka, 2006 

CL50 < 320 Sanchez-Bayo et Goka, 2006 

CE50 
(mobilité) 

48 h 

6,03 Sanchez-Bayo et Goka, 2006 
97 Loureiro et collab., 2010 
84 Daam et collab., 2013 

64,6 Kungolos et collab., 2009 
90,7 Pestana et collab., 2010 

43,26 Hayasaka et collab., 2012b 

CL50 
10,4 Song et collab., 1997 

64,87 Sanchez-Bayo et Goka, 2006 
CL90 263,61 Song et collab., 1997 
CE50 

(mobilité) 48 h 56,5 Tisler et collab., 2009 

CE50 
(mobilité) 21 j 

34,12 Ieromina et collab., 2014 

CE50 
(reproduction) 5,5 Pavlaki et collab., 2011 

Daphnia pulex 

CE50 
(mobilité) 48 h 36,87 Hayasaka et collab., 2012b 

CE10 
(mobilité) 28 j 

0,00295 
Roessink et collab., 2013 CE50 

(mobilité) 0,0154 

Epeorus longimanus CL50 24 h 0,0021 Alexander et collab., 2007 CL50 96 h 0,00065 

Gammarus fossarum 
CL50 

48 h 
0,8 

Lukancic et collab., 2010 CE50 
(mobilité) 0,07 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Gammarus pulex 

CL10 24 h 0,582 

Ashauer et collab., 2010 CL50 8,76 
CL10 48 h 3,857 
CL10 0,22 
CE50 

(mobilité) 

96 h 

0,131 Ashauer et collab., 2011 
0,0183 Roessink et collab., 2013 

CL10 0,064 Van den Brink et collab., 2016 
CL10 0,0995 Roessink et collab., 2013 
CL50 0,386 Van den Brink et collab., 2016 
CL50 0,27 Beketov et Liess, 2008a 
CL50 0,316 Roessink et collab., 2013 
CL10 28 j 0,00577 Roessink et collab., 2013 CL50 0,0338 

Gammarus roeseli CE50 
(mobilité) 96 h 

0,0142 

Böttger et collab., 2012 0,0019 
0,028 
0,125 

Hexagenia sp. 

CL25 96 h 0,12 

Bartlett et collab., 2018 

CL50 0,9 
CE25 

(comportement) 96 h 
0,00098 

CE50 
(comportement) 0,01 

Hyalella sp. CL50 96 h 0,055 EPA, 1992 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Hyalella azteca 

CL50 48 h 0,115 EPA, 1992 
CL25 96 h 0,01295 

Stoughton et collab., 2008 

CL50 0,00575 
CE25 

(poids sec) 

10 j 

0,00622 

CE50 
(poids sec) 0,0103 

CL25 0,00339 
CL50 0,00701 
CE25 

(poids sec) 
28 j 

0,00872 

CL25 0,00231 
CL50 0,00708 

Ilyocypris dentifera 

CL50 
24 h 

0,759 

Sanchez-Bayo et Goka, 2006 

CE50 
(mobilité) 0,013 

CE50 
(mobilité) 48 h 0,003 

CL50 0,214 

Isonychia bicolor 
CL50 

96 h 
0,019 

Camp et Buchwalter, 2016 CE50 
(mobilité) 0,0059 

Lampsilis fasciola CL10 48 h > 0,688 Prosser et collab., 2016 
Limnephilidae sp. CL50 96 h 0,00986 Roessink et collab., 2013 

Lumbriculus variegatus CE50 
(mobilité) 96 h 0,0062 Alexander et collab., 2007 

Marias cornuarietis CL50 96 h 10 Sawasdee et Kohler, 2009 

Micronecta sp. CL10 96 h 0,0887 Roessink et collab., 2013 CL50 0,0282 

Moina macrocopa CE50 
(mobilité) 48 h 45,27 Hayasaka et collab., 2012b 

Mytilus galloprovincialis CL50 96 h 1,8 Dondero et collab., 2010 
Notonecta sp. CL10 96 h > 10 Roessink et collab., 2013 
Palaemonetes pugio CL50 96 h 0,309 Key et collab., 2007 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Invertébrés aquatiques 

Planorbella pilsbryi 

CL10 
7 j 

0,814 

Prosser et collab., 2016 

CL25 1,8 
CL50 3,98 
CL10 

28 j 
0,0457 

CL25 0,172 
CL50 0,656 

Plea minutissima 

CL10 
96 h 

0,226 Van den Brink et collab., 2016 
0,0323 Roessink et collab., 2013 

CL50 
0,0375 
0,287 Van den Brink et collab., 2016 

CE10 
(mobilité) 

28 j 

0,00203 

Roessink et collab., 2013 CE50 
(mobilité) 0,00645 

CL10 0,00435 
CL50 0,0098 

Pteronarcys dorsata CL10 14 j 0,0208 Kreutzweiser et collab., 2008b CL50 0,0701 

Sialis lutaria 

CL50 96 h 10 

Roessink et collab., 2013 

CE10 
(mobilité) 

28 j 

0,00128 

CE50 
(mobilité) 0,00346 

CL50 0,0251 
Simulium vittatum CL50 48 h 0,00675 Overmyer et collab., 2005 
Simulium latigonium CL50 96 h 0,00373 Beketov et Liess, 2008a 

Tipula sp. CL10 14 j 0,0162 Kreutzweiser et collab., 2008b CL50 0,139 
Tubifex tubifex CL50 24 h 0,32 Gerhardt, 2009 

Poissons 
Cyprinodon variegatus CL50 96 h 163 SERA, 2015 

Danio rerio 

CL50 48 h 186,9 Wang et collab., 2017 
CL10 

96 h 

194 Tisler et collab., 2009 
CL50 
CL50 

214 Tisler et collab., 2009 
143,7 Wang et collab., 2017 

CL90 236 Tisler et collab., 2009 
Lepomis macrochirus CL50 96 h > 105 EPA, 1992 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Imidaclopride (IMI) 
Poissons 

Oncorhynchus mykiss CL50 96 h > 83 SERA, 2015 211 
Amphibiens 

Bufo americanus CL50 9 – 13 j 468 Howard et collab., 2003 

Hypsiboas pulchellus CL50 

24 h 69,4 Perez-Iglesias et collab., 2014 
131 Ruiz de Arcaute et collab., 2014 

48 h 58,23 Perez-Iglesias et collab., 2014 
92,58 Ruiz de Arcaute et collab., 2014 

72 h 56,77 Perez-Iglesias et collab., 2014 
92,58 Ruiz de Arcaute et collab., 2014 

Hypsiboas pulchellus CL50 96 h 52,62 Perez-Iglesias et collab., 2014 
84,9 Ruiz de Arcaute et collab., 2014 

Pelophylax nigromaculatus CL50 

24 h 268 
Feng et collab., 2004 

 
48 h 219 
72 h 177 
96 h 129 

Pseudacris triseriata CL50 9 – 13 j 388,5 Howard et collab., 2003 

Rana limnocharis CL50 

24 h 235 
Feng et collab., 2004 

 
48 h 165 
72 h 116 
96 h 82 

9 – 13 j 184,5 Howard et collab., 2003 
Rana nigromaculata CL50 48 h 219  Feng et collab., 2004 

Clothianidine (CLO) 
Algues 

Selenastrum capricornutum CE50 
(croissance) 96 h 

64 

DeCant et Barrett, 2010 10 
> 100,6 
> 103 

Lemna gibba CE50 
(croissance) 14 j > 121 DeCant et Barrett, 2010 

Invertébrés aquatiques 
Americamysis bahia CL50 96 h 0,051 DeCant et Barrett, 2010 

Chironomus dilutus 
CL50 14 j 0,00241 

Cavallaro et collab., 2017 CE50 
(émergence) 40 j 0,00028 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Clothianidine (CLO) 
Invertébrés aquatiques 

Chironomus riparius CL50 48 h 0,011 DeCant et Barrett, 2010 0,022 
Crassostrea virginica CL50 96 h > 129,1 DeCant et Barrett, 2010 

Daphnia magna CL50 48 h 

64 

DeCant et Barrett, 2010 > 119  
> 100,8 
> 115,2 

Hexagenia sp. CL25 96 h 0,031 Bartlett et collab., 2018 CL50 2 

Hexagenia sp. 

CE25 
(comportement) 96 h 

0,012 
Bartlett et collab., 2018 CE50 

(comportement) 0,024 

Leptocheirus plumulosus CL50 96 h 20,4 DeCant et Barrett, 2010 
Poissons 

Cyprinodon variegatus 

CL50 96 h 

≥ 93,6 

DeCant et Barrett, 2010 

Lepomis macrochirus ≥ 117 

Oncorhynchus mykiss 

≥ 105,8 
≥ 116 
≥ 110 
≥ 105 

Thiaméthoxame (THM) 
Algues 

Lemna gibba CE50 
(croissance) 7 j > 90 EPA, 1992 

Pseudokirchneriella subcapitata CE50 
(croissance) 96 h > 97 EPA, 1992 

Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti CL50 

24 h 
0,19 Ahmed et Matsumura, 2012 

0,183 Riaz et collab., 2013 
0,33 Marina et collab., 2018 

48 h 0,13 Ahmed et Matsumura, 2012 

72 h 0,298 Uragayala et collab., 2015 
0,09 Ahmed et Matsumura, 2012 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Thiaméthoxame (THM) 
Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti CL90 
24 h 1,85 Marina et collab., 2018 
72 h 2,28 Uragayala et collab., 2015 

Americamysis bahia CL50 96 h 6,9 EPA, 1992 

Anopheles stephensi 
CL50 72 h 

0,052 – 0,064  
Uragayala et collab., 2015 CL90 0,104 – 0,155  

Chironomus sp. CL50 24 h 0,035 EPA, 1992 

Chironomus dilutus 
CL50 14 j 0,0236 

Cavallaro et collab., 2017 CE50 
(émergence) 40 j 0,00413 

Chironomus tepperi CL50 24 h 0,121 Stevens et collab., 2005 CL90 0,171 

Cloeon dipterum 

CE10 
(mobilité) 

24 h 

0,079 

Van den Brink et collab., 2016 
CE50 

(mobilité) 0,092 

CL10 0,116 
CL50 0,153 
CL50 0,118 
CE10 

(mobilité) 
48 h 

0,0275 Van den Brink et collab., 2016 
CE50 

(mobilité) 
0,049 
0,021 Finnegan et collab., 2017 

CL10 0,097 Van den Brink et collab., 2016 
CL50 48 h 0,053 Finnegan et collab., 2017 
CE10 

(mobilité) 

72 h 

0,0133 

Van den Brink et collab., 2016 CE50 
(mobilité) 0,037 

CL10 0,0221 
CL50 0,105 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Thiaméthoxame (THM) 
Invertébrés aquatiques 

Cloeon dipterum 

CE10 
(mobilité) 

96 h 

0,0112 

Van den Brink et collab., 2016 

CE50 
(mobilité) 0,02 

CL10 0,0136 
CL50 0,052 
CE10 

(mobilité) 

7 j 

0,0026 

CE50 
(mobilité) 0,003 

CL10 0,0029 
CL50 0,0034 
CE10 

(mobilité) 

14 j 

0,0001 

CE50 
(mobilité) 0,0012 

CL10 0,0011 
CL50 0,0012 
CE10 

(mobilité) 

21 j 

0,00093 

CE50 
(mobilité) 0,0011 

CL10 0,00095 
CL50 0,0011 
CE10 

(mobilité) 

28 j 

0,00043 

CE50 
(mobilité) 0,00068 

CL10 0,00081 
CL50 0,00094 

Crassostrea virginica CE50 
(mobilité) 96 h > 119 EPA, 1992 

Culex quinquefasciatus CL50 72 h 0,343 Uragayala et collab., 2015 CL90 8,53 

Daphnia magna CE50 
(mobilité) 48 h > 106 EPA, 1992 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Thiaméthoxame (THM) 
Invertébrés aquatiques 

Gammarus kischineffensis CL50 

24 h 75,6 

Ugurlu et collab., 2015 48 h 23,5 
72 h 8,05 
96 h 3,75 

Hexagenia sp. 

CL25 96 h 3,6 

Bartlett et collab., 2018 

CL50 > 10 
CE25 

(comportement) 96 h 
0,38 

CE50 
(comportement) 0,63 

Lampsilis fasciola 
 

CL10 48 h > 0,691 Prosser et collab., 2016 

Planorbella pilsbryi 

CL10 
7 j 

0,347 
Prosser et collab., 2016 CL25 1,467 

CL50 6,195 
CL50 28 j > 0,983 Prosser et collab., 2016 

Procambarus clarkii CL50 96 h 0,967 Barbee et Stout, 2009 
Poissons 

Cyprinodon variegatus 
CL50 96 h 

≥ 111 
EPA, 1992 Lepomis macrochirus ≥ 114 

Oncorhynchus mykiss ≥ 100 
Thiaclopride (THC) 

Algues 

Raphidocelis  subcapitata CE50 
(croissance) 96 h 60,6 EPA, 1992 

Scenedesmus subspicatus CE50 
(croissance) 72 h 45 EPA, 1992 

Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti CL50 
48 h 0,201 

Ahmed et Matsumura, 2012 72 h 0,118 
24 h 0,63 

Americamysis bahia CL50 96 h 0,031 EPA, 1992 

Anopheles stephensi CL50 72 h 24,23 Uragayala et collab., 2015 22,5 
Asellus aquaticus CL50 24 h 0,153 Beketov et Liess, 2008a 
Baetis rhodani CL50 96 h 0,0046 Beketov et Liess, 2008b 
Ceriodaphnia dubia CL50 96 h 3,39 Qin et collab., 2011 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Thiaclopride (THC) 
Invertébrés aquatiques 

Chaetopteryx villosa CL20 7 j 0,01035 Englert et collab., 2017 CL50 0,0216 

Cheumatopsyche brevilineata CE50 
(mobilité) 48 h 0,00527 Yokoyama et collab., 2009a 

Chironomus tepperi CL50 24 h 0,000106 Stevens et collab., 2005 

Cloeon dipterum 

CE10 
(mobilité) 

24 h 

0,016 

Van den Brink et collab., 2016 

CE50 
(mobilité) 0,055 

CL10 0,027 
CL50 0,167 
CE10 

(mobilité) 

48 h 

0,0082 

CE50 
(mobilité) 0,018 

CL10 0,013 
CL50 0,091 
CE10 

(mobilité) 

72 h 

0,005 

CE50 
(mobilité) 0,014 

CL10 0,0076 
CL50 0,072 
CE10 

(mobilité) 

96 h 

0,0078 

CE50 
(mobilité) 0,01 

CL10 0,006 
CL50 0,03 
CE10 

(mobilité) 

7 j 

0,00024 

CE50 
(mobilité) 0,00086 

CL10 0,385 
CL50 2 953 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Thiaclopride (THC) 
Invertébrés aquatiques 

Cloeon dipterum 

CE10 
(mobilité) 

14 j 

0,0002 

Van den Brink et collab., 2016 

CE50 
(mobilité) 0,00046 

CL10 0,0003 
CL50 0,00071 
CE10 

(mobilité) 

21 j 

0,00028 

CE50 
(mobilité) 0,00033 

CL10 0,00024 
CL50 0,00048 
CE10 

(mobilité) 

28 j 

0,00023 

CE50 
(mobilité) 0,00029 

CL10 0,00027 
CL50 0,0003 

Crassostrea virginica CE50 
(mobilité) 96 h 4 EPA, 1992 

Culex pipiens CL50 24 h 0,00678 Beketov et Liess, 2008a 
Culex quinquefasciatus CL50 72 h 6,139 Uragayala et collab., 2015 

Daphnia magna 

CL50 24 h 4,4 Beketov et Liess, 2008a 
CE50 

(mobilité) 48 h 0,0225 EPA, 1992 
88 Loureiro et collab., 2010 

CE50 
(reproduction) 21 j 2,45 Pavlaki et collab., 2011 

Gammarus fossarum CL20 7 j 0,033 Englert et collab., 2017 

Gammarus pulex CL50 
24 h 0,19 Beketov et Liess, 2008a 96 h 0,35 

Hexagenia sp. 

CL25 96 h 0,12 

Bartlett et collab., 2018 

CL50 6,2 
CE25 

(comportement) 96 h 
0,0027 

CE50 
(comportement) 0,0091 

Hyalella azteca CL50 96 h 0,037 EPA, 1992 
Lampsilis fasciola CL10 48 h > 0,54 Prosser et collab., 2016 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Thiaclopride (THC) 
Invertébrés aquatiques 

Notidobia ciliaris CL50 24 h 0,00547 Beketov et Liess, 2008a 
Simulium latigonium CL50 24 h 0,00576 Beketov et Liess, 2008a 
Simpetrum striolatum CL50 24 h 0,0312 Beketov et Liess, 2008a 

Poissons 
Cyprinodon variegatus 

CL50 96 h 

19,7 

EPA, 1992 
Oncorhynchus mykiss 30,2 
Pimephales promelas > 104 

Lepomis macrochirus 25,2 
80,7 

Acétamipride (ACT) 
Algues 

Anabaena flosaquae 
CE50 

(croissance) 5 j 
> 1,3 

EPA, 1992 Navicula pelliculosa > 1,1 
Skeletonema costatum > 1 

Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti CL50 
24 h 0,65 Marina et collab., 2018 
48 h 0,329 Ahmed et Matsumura, 2012 

CL90 24 h 1,11 Marina et collab., 2018 
Americamysis bahia CL50 96 h 0,066 EPA, 1992 

Cheumatopsyche brevilineata CE50 
(mobilité) 48 h 0,00335 Yokoyama et collab., 2009b 

Chironomus tepperi CL50 24 h 0,0022 Stevens et collab., 2005 

Culex pipiens CL50 

24 h 
0,044 

Jian-chu et collab., 2002 

0,167 
0,31 

48 h 

0,454 
0,18 

0,054 
0,027 

72 h 

0,296 
0,02 

0,047 
0,1 

0,026 

Daphnia magna CE50 
(mobilité) 24 h 50 EPA, 1992 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Acétamipride (ACT) 
Invertébrés aquatiques 

Gammarus fasciatus CE50 
(mobilité) 96 h 0,08 EPA, 1992 

Gammarus fossarum CL20 7 j 0,02134 Englert et collab., 2017 0,329 
Gammarus pulex CL50 96 h 0,05 Beketov et Liess, 2008b 

Hexagenia sp. 

CL25 96 h 0,055 

Bartlett et collab., 2018 

CL50 0,78 
CE25 

(comportement) 96 h 
0,0022 

CE50 
(comportement) 0,004 

Simulium latigonium CL50 96 h 0,00373 Beketov et Liess, 2008b 
Poissons 

Cyprinodon variegatus 

CL50 96 h 

100 EPA, 1992 
Embryons de Danio rerio  13,33 

Wang et collab., 2018 Danio rerio juvéniles 36,91 
Larves de Danio rerio  15,52 
Danio rerio adultes 10,36 
Lepomis macrochirus > 119,3 EPA, 1992 Oncorhynchus mykiss > 100 

Nitenpyrame (NIT) 
Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti CL50 
24 h 0,284 

Ahmed et Matsumura, 2012 48 h 0,205 
72 h 0,131 

Cheumatopsyche brevilineata CE50 
(mobilité) 24 h 0,045 Yokoyama et collab., 2009b 

Lepeophtheirus salmonis 

CE50 
(mobilité) 24 h 

1,7 
Aaen et Horsberg, 2016 CE90 

(mobilité) 209,4 

Dinotéfurane (DIN) 
Algues 

Pseudokirchneriella subcapitata CE50 
(croissance) 96 h 

> 100,4 
EPA, 1992 > 97,6 

> 98,7 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Dinotéfurane (DIN) 
Invertébrés aquatiques 

Aedes aegypti 

CL50 
24 h 

0,270 Ahmed et Matsumura, 2012 
0,21 

Corbel et collab., 2004 0,4 

CL95 
0,81 
0,96 

CL50 
48 h 0,131 Ahmed et Matsumura, 2012 72 h 0,078 

Americamysis bahia CL50 96 h 0,79 EPA, 1992 

Anopheles gambiae 
CL50 

24 h 
0,17 

Corbel et collab., 2004 
CL95 0,31 

Cheumatopsyche brevilineata CE50 
(mobilité) 48 h 0,0104 Yokoyama et collab., 2009b 

Crassostrea virginica CE50 
(mobilité) 96 h > 141 EPA, 1992 

Culex pipiens 
CL50 

24 h 
0,14 – 0,44 

Corbel et collab., 2004 
CL95 0,26 – 0,81  

Daphnia magna CE50 
(mobilité) 48 h > 110,6 EPA, 1992 > 968,3 

Hexagenia sp. 

CL25 

96 h 

> 10 

Bartlett et collab., 2018 

CL50 > 10 
CE25 

(comportement) 0,074 

CE50 
(comportement) 0,082 

Lampsilis fasciola CL10 48 h > 0,447 Prosser et collab., 2016 
Procambarus clarkii CL50 96 h 2,03 Barbee et Stout, 2009 
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Organisme Paramètre Durée d’exposition Valeur 
(mg/l) Référence 

Dinotéfurane (DIN) 
Poissons 

Cyprinodon variegatus 

CL50 96 h 

> 109 

EPA, 1992 Cyprinus carpio > 99,1 
Lepomis macrochirus > 99,3 
Oncorhynchus mykiss > 99,5 
CE10 : concentration d’une substance qui a des effets sur 10 % des organismes d’essai;  
CE50 : concentration d’une substance qui a des effets sur 50 % des organismes d’essai;  
CL10 : concentration létale d’une substance pour 10 % des organismes d’essai;  
CL20 : concentration létale d’une substance pour 20 % des organismes d’essai;  
CL25 : concentration létale d’une substance pour 25 % des organismes d’essai;  
CL50 : concentration létale d’une substance pour 50 % des organismes d’essai;  
CL90 : concentration létale d’une substance pour 90 % des organismes d’essai. 
CL95 : concentration létale d’une substance pour 95 % des organismes d’essai. 
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5. CONCLUSIONS 

D’après les études consultées, les néonicotinoïdes peuvent persister dans les sols et contaminer, par 
ruissellement ou par lixiviation, les eaux souterraines et les eaux de surface avoisinantes. En raison de 
leur forte solubilité, des concentrations de l’ordre du ng jusqu’au µg par litre ont été mesurées dans l’eau 
de surface de champs cultivés et dans les fossés adjacents. Immédiatement après l’épandage, les 
concentrations de ces pesticides étaient supérieures et ceux-ci étaient toujours détectés dans les 
semaines suivant leur utilisation.  

Les effets engendrés par l’IMI ont été largement étudiés, comparativement aux effets potentiels du NIT 
ou du DIN, deux substances qui ne sont pas homologuées pour les usages agricoles au Canada et ne 
sont donc pas susceptibles de se retrouver dans les sols et les eaux de surface ou souterraines. Les 
études sur la CLO et le THM sont également moins nombreuses, malgré leur usage important comme 
traitements de semence. Bien que les données pour certains néonicotinoïdes soient limitées, l’information 
colligée démontre que les néonicotinoïdes exercent une pression importante sur les organismes 
aquatiques exposés, les invertébrés étant particulièrement sensibles à ces substances. Il en ressort que 
les teneurs actuellement mesurées dans le milieu sont susceptibles de produire des effets létaux et 
sublétaux pour les organismes aquatiques non ciblés à la base des chaînes alimentaires dans les 
habitats aquatiques.  

Certaines lacunes quant aux connaissances actuellement disponibles ont été identifiées :  

- Les essais répertoriés ont principalement évalué la toxicité aiguë des néonicotinoïdes sur les 
organismes aquatiques. Bien que les études de toxicité aiguë soient pertinentes, les effets à long 
terme résultant d’une exposition chronique, qui constitue le scénario le plus fréquent, sont moins 
bien connus. En effet, il existe quelques études évaluant les effets à long terme de l’ACT (algues, 
invertébrés), de la CLO (algues, plantes, invertébrés), de l’IMI (algues, plantes, invertébrés, 
amphibiens), du THC (algues, invertébrés) et du THM (algues, plantes, invertébrés). Toutefois, 
elles sont peu nombreuses, notamment pour les poissons et les amphibiens; 

- Très peu d’études ont évalué l’effet additif ou synergique d’une exposition simultanée à plusieurs 
composés de la famille des néonicotinoïdes. Les expositions ont été effectuées pour chaque 
pesticide séparément, alors que de nombreuses espèces non ciblées sont exposées 
simultanément à de multiples néonicotinoïdes, ainsi qu’à d’autres pesticides et contaminants 
retrouvés dans leur environnement. En conséquence, la réalisation d’études portant sur les 
expositions multiples à plusieurs néonicotinoïdes est recommandée; 

- L’examen des données de laboratoire disponibles indique que certains effets sublétaux, reliés à 
l’exposition à l’IMI, peuvent être détectés à des doses beaucoup plus faibles que les doses 
létales, en particulier chez les invertébrés. Toutefois, il existe peu de données évaluant les effets 
de ces pesticides sur le stress physiologique et les dommages à l’ADN. Par conséquent, la 
réalisation d’essais en laboratoire évaluant ces effets sublétaux à des concentrations 
environnementales est donc recommandée, pour qu’on puisse obtenir un scénario plus proche 
de la réalité sur le terrain; 

- Les expositions ont principalement été réalisées à l’aide du produit pur, bien que les 
néonicotinoïdes puissent se métaboliser dans l’environnement. Le risque pour les organismes 
aquatiques exposés aux métabolites est peu connu; 

- La résilience des organismes exposés, c’est-à-dire la façon dont les communautés aquatiques 
récupèrent à la suite de leur exposition, est également peu connue; 

- Le TFSP a passé en revue 150 études concernant les effets directs et indirects des 
néonicotinoïdes sur les organismes de niveaux supérieurs, c’est-à-dire les mammifères, les 
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oiseaux, les poissons, les amphibiens et les reptiles. Les taxons les plus étudiés sont les 
mammifères (58), les oiseaux (47) et les poissons (32); les études sur les amphibiens (12) et les 
reptiles (3) sont beaucoup moins nombreuses. Il apparaît donc pertinent de considérer l’étude 
des effets de ces pesticides sur ces taxons comme une avenue de recherche importante;  

- Les données disponibles montrent que les vertébrés sont peu affectés par une exposition aux 
néonicotinoïdes. Toutefois, ces études sont en nombre limité et les prochaines devraient 
également tenir compte des effets sublétaux de ces substances, tels que le développement des 
œufs et des larves. La réalisation de telles études serait pertinente, compte tenu de la sensibilité 
de ce stade de vie face aux contaminants retrouvés dans l’environnement. Les effets 
multigénérationnels chez les vertébrés devraient également être évalués.  

- Comme démontré précédemment, la létalité associée aux néonicotinoïdes touche davantage les 
invertébrés que les vertébrés. Il existe cependant peu d’études évaluant les effets indirects, tels 
qu’une perte de proies potentielles, d’une exposition à ces pesticides pour les populations de 
vertébrés, les effets indirects pouvant être plus importants que les effets toxiques directs sur les 
vertébrés. Il serait donc pertinent d’évaluer la causalité entre la perte de proies en insectes, en 
raison de l'utilisation de pesticides, et le déclin des populations de vertébrés dans les milieux 
aquatiques agricoles.  

En se basant sur ces recommandations, le MELCC participe avec ses partenaires à des projets 
d’acquisition de connaissances pour mieux cerner les risques associés à ces pesticides. Par ailleurs, bien 
que plusieurs avenues de recherche soient suggérées, il convient de préciser que le MELCC a adopté 
des critères de qualité de l’eau pour la protection de la vie aquatique pour certains néonicotinoïdes 
(MELCC, 2019). Ils permettent une évaluation du risque lorsque comparés aux résultats des suivis 
environnementaux. Ils sont établis à partir d’effets sous-létaux répertoriés sur le groupe le plus 
sensible -- les invertébrés – de manière à protéger l’ensemble des organismes aquatiques qui composent 
l’écosystème. Comme la recherche sur ces composés évolue rapidement, les critères de qualité seront 
réévalués sur la base des données les plus récentes. 

Ce rapport démontre également l’importance de poursuivre le suivi de la présence des néonicotinoïdes 
dans l’environnement aquatique, réalisé par le MELCC, autant sous leur forme pure que sous leur forme 
métabolisée. Les données recueillies permettront d’évaluer l’efficacité des nouvelles mesures 
réglementaires mises en place dernièrement par le Ministère et encadrant plus étroitement l’utilisation 
des trois néonicotinoïdes les plus à risques. Les organismes non ciblés exposés aux néonicotinoïdes 
devraient également être suivis par des méthodes et des outils intégrateurs lorsqu’ils sont disponibles 
(ex. : évaluation de l’état des communautés benthiques, essais de toxicité sur de l’eau du milieu). 
L’utilisation de ces outils, directement sur le terrain, permettrait d’évaluer l’état des communautés 
aquatiques situées à proximité de terres agricoles.  
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