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Avant-propos 

Au cours de la rédaction de ce mémoire, certains choix méthodologiques et stylistiques ont été 

posés et méritent d’être explicités. L’usage d’outils d’intelligence artificielle générative s’est 

limité à des opérations de reformulation, dans le but d’améliorer la clarté et la fluidité du propos. 

Cet usage suit strictement les recommandations faites par l’UCLouvain dans sa note sur 

l’utilisation des intelligences artificielles génératives du 6 juillet 2023.   
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1. Introduction 

Les pollinisateurs, sauvages ou domestiques, jouent un rôle essentiel dans le maintien des 

écosystèmes et la production agricole mondiale (Potts et al., 2010). Cependant, leurs 

populations déclinent à un rythme préoccupant, sous l’effet de multiples facteurs souvent 

interdépendants. Parmi ces facteurs, la contamination par des intrants chimiques, notamment 

les néonicotinoïdes (Woodcock et al., 2017), ainsi que la diminution des ressources florales 

disponibles liée à la pression anthropogénique croissante des modèles agricoles (Kleijn et al., 

2015), sont identifiées comme des menaces majeures pour la santé et la vitalité des colonies. 

 

Les néonicotinoïdes peuvent affecter directement la physiologie et le comportement des 

pollinisateurs (Simon-Delso et al., 2015). Bien que les molécules les plus importantes 

(imidaclopride, clothianidine et thiaméthoxame) aient été interdites en 2013 sur toutes les 

cultures attractives pour les pollinisateurs (Règlement d’exécution - 485/2013 - EN - EUR-Lex, 

n.d.), et en 2018 pour toutes les cultures sauf celles en serres (Règlement d’exécution - 2018/784 

- EN - EUR-Lex, n.d.), des dérogations d’urgences ont pu être accordées jusqu’en 2023 

(Pesticide Action Network Europe ASBL ea contre État belge, 2023). En parallèle, la qualité 

nutritionnelle des ressources florales, en particulier la densité du pollen, influence directement 

la santé et résilience des colonies face aux stress environnementaux (Alaux et al., 2010).  La 

combinaison de ces deux pressions, chimique et nutritionnelle, soulève des enjeux majeurs pour 

la conservation des pollinisateurs dans les paysages agricoles. 

 

Ce mémoire s’inscrit dans le cadre du projet NUTRIBEE, qui vise à identifier les facteurs à 

l’origine du déclin des pollinisateurs dans les régions tempérées. Ce travail explore plus 

spécifiquement l’impact conjoint des néonicotinoïdes présents dans les sols et de la disponibilité 

du pollen sur la santé de colonies de Bombus terrestris. Pour ce faire, un score de qualité des 

habitats a été développé à partir de données chimiques et florales, puis confronté à des 

indicateurs reflétant la santé biologique de la colonie.  
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2. État de l’art 

2.1. Rôle et importance de la pollinisation 

La pollinisation des plantes à fleurs correspond au transport de pollens entre les organes mâles 

(étamines) et les organes femelles (pistils) permettant la reproduction des espèces végétales. Le 

pollen est produit dans les anthères des étamines et est réceptionné dans les stigmates des pistils 

(Vaissière, 2002). La reproduction sexuée est responsable de 90 % de la reproduction des 

plantes à fleurs, incluant la pollinisation croisée et l’autopollinisation. La pollinisation croisée 

est un processus clé, permettant la fécondation à l’échelle mondiale de près de 90 % des plantes 

sauvages et 75 % des espèces cultivées (IPBES, 2016). Elle est principalement assurée par des 

insectes (Kearns and al., 2024). Toutefois, certains vertébrés, comme les oiseaux, y contribuent 

également, et elle peut aussi être réalisée par des éléments physiques tels que le vent. Dans le 

cas de la pollinisation entomophile, les pollinisateurs récoltent et transportent le pollen 

involontairement lors de la collecte du nectar. Ils captent les grains de pollen grâce à leurs poils, 

puis façonnent des pelotes permettant leur dispersion entre les fleurs, et ainsi, la fécondation 

des ovules et la production de fruits (Figure 1). 

 

Figure 1 – Étapes de la pollinisation d’une fleur par un insecte pollinisateur (Mainchain, 2021) 
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2.1.1. Pollinisation et services écosystémiques 

La pollinisation joue un rôle crucial dans la régulation des écosystèmes, en offrant des 

avantages économiques, environnementaux et socioculturels importants (Khalifa et al., 2021). 

Les services écosystémiques, qui désignent les bénéfices tirés des écosystèmes naturels, 

incluent la pollinisation en tant que facteur clé (Sartre et al., 2014). En effet, la pollinisation 

représente une valeur estimée entre 195 et 387 milliards de dollars par an (Porto et al., 2020). 

L’un de ses principaux apports concerne l’agriculture. Environ 35 % de la production agricole 

mondiale repose sur des cultures dépendantes des pollinisateurs (FAO, 2025). On estime que 

70 à 75 % des cultures vivrières en bénéficient à des degrés divers. Parmi les 115 principales 

cultures alimentaires, 87 nécessitent la pollinisation entomophile pour produire fruits et graines 

(Figure 2). Ce processus améliore non seulement le rendement des récoltes, mais aussi la qualité 

des fruits en influençant leur taille, leur forme et leur valeur nutritionnelle. Il soutient également 

la production de matières premières comme les huiles végétales (tournesol), les fibres textiles 

(coton) et les produits apicoles (miel, cire d’abeille ; IPBES, 2016). De nombreuses plantes 

médicinales dépendent également de la pollinisation entomophile. 

 

Figure 2 – Pourcentage de réduction de la production des principales cultures mondiales dépendant de la 
pollinisation entomophile directement consommées par les humains et commercialisées sur le marché mondial 

(IPBES, 2016) 

>90% reduction
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Au-delà des bénéfices agricoles, la pollinisation est cruciale pour la résilience des écosystèmes 

terrestres. Elle repose sur des interactions mutualistes : les plantes reçoivent le pollen nécessaire 

à leur reproduction, tandis que les pollinisateurs s’alimentent en nectar et en pollen (Porto et 

al., 2020). La biodiversité, qui englobe la diversité des espèces et de leurs interactions, est 

essentielle à la stabilité et à l’adaptabilité des écosystèmes. Une biodiversité élevée renforce 

leur résilience face aux perturbations climatiques, aux maladies et aux impacts humains. En 

favorisant le brassage génétique, la pollinisation accroît la résistance des plantes aux 

changements environnementaux et aux pathogènes. Elle contribue ainsi à la création d’habitats 

riches et diversifiés, soutenant une multitude d’espèces et consolidant la stabilité des 

écosystèmes (Sahani et al., 2023). En renforçant la diversité végétale, les pollinisateurs jouent 

également un rôle clé dans la durabilité des agroécosystèmes. 

2.1.2. Diversité des pollinisateurs entomophiles 

Les principaux ordres d’insectes pollinisateurs sont les lépidoptères (papillons), les 

hyménoptères (abeilles domestiques, guêpes, bourdons, fourmis), les diptères (mouches, 

syrphes) et les coléoptères (Féon, 2010b) (Figure 3). 

 

Figure 3 - Graphique issu du programme de science participative (Suivi photographique des insectes 
pollinisateurs), qui présente les proportions de types de pollinisateurs visitant les fleurs en France (Spipoll, n.d.). 

Les abeilles sont reconnues comme les pollinisateurs les plus efficaces à l’échelle mondiale 

(Roubik, 1995). Parmi elles, on distingue les espèces sociales, comme les bourdons (Bombus 
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sp.) et l’abeille domestique (Apis mellifera), ainsi que des espèces solitaires, comme l’osmie 

cornue (Osmia cornuta) et l’abeille découpeuse (Megachile rotundata). Leur efficacité repose 

sur plusieurs facteurs : leurs poils branchus favorisent l’adhésion du pollen, leur régime 

alimentaire exclusivement floral renforce leur interaction avec les fleurs, et leur fidélité aux 

mêmes espèces végétales optimise le transfert de pollen (Féon, 2010b). 

Les syrphes jouent également un rôle dans la pollinisation en se nourrissant de nectar et de 

pollen à l’âge adulte. Toutefois, leur efficacité est moindre que celle des abeilles, car ils ne 

collectent pas de pollen pour nourrir leurs larves et visitent moins fréquemment les fleurs 

(Klecka et al., 2018). De plus, leur corps dépourvu de poils denses retient moins bien le pollen, 

limitant leur contribution à la pollinisation (Féon, 2010b). 

2.1.3. Déclin des pollinisateurs 

Le déclin des pollinisateurs est un phénomène complexe à évaluer, mais il fait l’objet d’un 

consensus scientifique. Plus largement, toutes les classes d’insectes sont touchées (Figure 

4Figure 4 - Diminution des populations d'insectes sur la dernière décennie (Gaudiaut, 2019)) : 

41 % des espèces d’insectes seraient en déclin, et 31 % menacées d’extinction dans le monde, 

avec une perte annuelle d’environ 1 % des espèces. (Gaudiaut, 2019) 

 

Figure 4 - Diminution des populations d'insectes sur la dernière décennie (Gaudiaut, 2019) 

 

Les pollinisateurs sauvages ont diminué en termes d'occurrence et de diversité à l'échelle locale 

et régionale en Europe du Nord-Ouest et en Amérique du Nord. En Europe par exemple, 9 % 
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des espèces d'abeilles et de papillons sont menacées et les populations sont en déclin pour pas 

moins de 37 % des abeilles et 31 % des papillons. (Van Rooij et al., 2023). Un rapport européen 

de 2019 sur les insectes a révélé que plus de 40 % des espèces sont menacées d’extinction, avec 

les papillons, mites, abeilles et coléoptères parmi les plus affectés (European Court of Auditors, 

2020). 

Le déclin des pollinisateurs, en particulier des espèces sauvages, est principalement causé par 

les activités humaines croissantes (Rhodes, 2018). Une cause majeure du déclin est la 

conversion des terres pour l'agriculture intensive, l'urbanisation et l'exploitation forestière, 

entraînant l'uniformisation des paysages agricoles et la perte de biodiversité florale. Cette 

dégradation des habitats limite les ressources alimentaires, les sites de nidification et les refuges 

pour les pollinisateurs, réduisant ainsi les populations (Fauviau, 2023). Les pesticides, 

notamment les néonicotinoïdes, sont également très toxiques pour ces espèces lorsqu’ils sont 

utilisés de manière excessive. D'autres polluants environnementaux, comme les métaux, nuisent 

aussi à leur santé (Monchanin, 2021). 

Les différents facteurs environnementaux pouvant influer sur les populations d’abeilles 

sauvages sont représentés dans la Figure 5. Comme vu ci-dessus, le maintien des abeilles dans 

un paysage requiert la présence de deux types de ressources : des ressources florales et des sites 

de nidification. Les abeilles peuvent donc être affectées par les facteurs environnementaux qui 

diminuent ces deux types de ressources, mais aussi plus directement par des pesticides ou des 

maladies.  

Les pollinisateurs peuvent aussi être affectés par des maladies et parasites, comme l’acarien 

Varroa destructor chez les abeilles domestiques (Noël et al., 2020). Le commerce mondial et 

le transport d'espèces favorisent la propagation des pathogènes (Reams & Rangel, 2022), tandis 

que l’introduction d’espèces exotiques, telles que le frelon asiatique (Vespa velutina) prédateur 

pour les pollinisateurs indigènes, perturbe les écosystèmes et crée une concurrence pour les 

ressources (Monceau, 2017). Enfin, le changement climatique modifie les cycles saisonniers, 

perturbant la synchronisation entre la floraison des plantes et l’activité des pollinisateurs, ce qui 

affecte leur répartition et abondance (Masson, 2016). 
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Figure 5- Représentation schématique des différents facteurs environnementaux influant sur les populations 
d’abeilles sauvages (Féon, 2010b). 

Ce déclin à des conséquences importantes sur la production alimentaire. De nombreuses 

cultures agricoles dépendent de la pollinisation, et la baisse du nombre de pollinisateurs entraîne 

une diminution de leur productivité (Garibaldi et al., 2013) (Figure 6). La contribution de la 

pollinisation à l’agriculture mondiale a été estimée à 153 milliards d’euros en 2005, soit 10 % 

de la valeur totale de la production agricole destinée à l’alimentation humaine (Gallai, 2009). 

La perte de services de pollinisation pourrait faire augmenter les prix des produits alimentaires 

de 5 à 25 %, affectant principalement les pays en développement (Potts et al., 2016). 
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Figure 6 - Niveau de dépendance des cultures à pollinisation animale (produites pour l’alimentation humaine) 
vis-à-vis de la présence des pollinisateurs : Essential = production réduite de 90 % ou plus, High = réduction de 

40 à 90 %, Modest = réduction de 10 et 40 %, Little = diminution inférieure à 10 %, No increase = pas 
d’augmentation de la production et unknown = pas de données. (Le Féon, 2010). 

L’agriculture des pays de l’Union européenne est affectée par le déclin des pollinisateurs, mais 

pas à la même échelle : les pays à forte production céréalière sont relativement épargnés par 

rapport aux pays producteurs de fruits et légumes du sud de l’Europe (Figure 7).  

 

Figure 7 – Impact économique du déclin des pollinisateurs sur l’agriculture des pays de l’Union européenne 
(Gallai et al., 2009) 
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2.2. Rôle du paysage dans la pollinisation 

2.2.1. Diversité des paysages 

Les pollinisateurs parcourent différentes distances selon leur espèce et leur environnement, ce 

qui renforce encore l'importance de la diversité paysagère. L’abeille domestique, par exemple, 

peut parcourir jusqu’à plusieurs kilomètres lors d’un seul déplacement, tandis que les espèces 

solitaires ont un rayon plus restreint, compris entre 50 et 500 m, ce qui les rend dépendantes de 

la flore locale (Porcher & Fontaine, 2019a). Les bourdons, plus robustes, couvrent entre 300 m 

et 2 km, voire jusqu’à 5 km si les ressources sont limitées (Le Féon, 2010). Ces différences de 

distances de déplacement sont illustrées dans la Figure 8, qui présente une synthèse pour 11 

espèces de pollinisateurs. Ce facteur est déterminant dans l’interaction entre le paysage et les 

pollinisateurs, car cette dernière dépend des distances de butinage propres à chaque espèce. La 

structure et la composition des paysages influencent ainsi la dynamique des pollinisateurs et, 

par conséquent, l’efficacité de la pollinisation.  

 

Figure 8 – Distances de déplacement autour du site chez 11 espèces (Féon, 2010a) 

Un paysage diversifié et riche en éléments semi-naturels, tels que les forêts, les prairies 

permanentes, les haies ou encore les bandes fleuries, constitue des habitats favorables pour les 

pollinisateurs (Carrié, 2016). Ces paysages diversifiés offrent des ressources alimentaires 

variées tout au long de l’année ainsi que des sites de nidification adaptés à leurs besoins 
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spécifiques. Les lisières forestières, par exemple, favorisent les abeilles cavicoles (c’est-à-dire, 

qui nichent dans des cavités), tandis que les prairies regorgent de plantes nectarifères 

essentielles à leur alimentation. 

La proximité des éléments semi-naturels influe directement sur la présence des pollinisateurs 

dans les cultures. Plus une parcelle se trouve proche d’une haie ou d’une prairie, plus elle 

bénéficie d’un apport en insectes pollinisateurs. De même, la diversité paysagère, en offrant 

une continuité de ressources florales et des corridors écologiques, permet d’assurer une 

pollinisation efficace et durable (Raderschall et al., 2021). Les paysages de bocage, caractérisés 

par un réseau dense de haies et de prairies, sont particulièrement favorables aux pollinisateurs 

(Perrot et al., 2022). Ces structures paysagères fournissent des ressources florales diversifiées 

et continues dans le temps, ainsi que des sites de nidification protégés contre les perturbations 

anthropiques (Féon, 2010b). 

Cependant, la fragmentation croissante des paysages entraîne une réduction et un morcellement 

des habitats naturels, compromettant la survie des pollinisateurs (Kremen et al., 2007). La 

diminution des espaces favorables limite la taille et la diversité des populations, rendant 

certaines espèces plus vulnérables à l’extinction. Cette fragmentation affecte particulièrement 

les pollinisateurs aux faibles capacités de dispersion, comme certaines abeilles solitaires, tandis 

que d’autres, plus mobiles comme les bourdons, parviennent mieux à s’adapter (Hadley et al., 

2024). 

2.2.2. Diversité des communautés florales dans le paysage agricole 

La diversité florale d’un paysage agricole résulte d’un ensemble de facteurs interconnectés, 

incluant la composition des habitats, les pratiques agricoles et les relations mutuelles entre 

organismes vivants et environnement (Carrié, 2016). Une communauté florale se définit comme 

l’ensemble des espèces végétales à fleurs coexistant dans un même espace et interagissant entre 

elles ainsi qu’avec leur environnement biotique et abiotique.  

 

Les pratiques de gestion agricole influencent profondément la composition florale des 

paysages. L’agriculture conventionnelle, qui repose sur l’utilisation intensive de pesticides et 

d’engrais chimiques, favorise une production à grande échelle, mais contribue également à la 

diminution de la diversité végétale. En Wallonie, 75 des 119 espèces messicoles sont 

aujourd’hui menacées ou disparues, principalement en raison de l’intensification agricole et de 
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l’élimination des adventices des cultures (SPW, 2023) . Si certaines cultures à floraison 

massive, comme le colza ou le tournesol, attirent temporairement un grand nombre d’insectes, 

elles ne garantissent pas une ressource continue tout au long de la saison (Porcher & Fontaine, 

2019a). Les paysages homogènes et intensivement cultivés, où les ressources florales sont 

limitées dans le temps et dans l’espace, limitent les sources de nectar et de pollen, entraînant 

une diminution des populations de pollinisateurs et, par conséquent, une réduction de la 

pollinisation pour des cultures entomophiles (Le Féon, 2010). 

 

À l’inverse, des pratiques plus durables, comme l’agriculture biologique ou l’aménagement de 

bandes fleuries, favorisent une plus grande diversité florale à l’échelle des parcelles en limitant 

l’usage de produits chimiques et en favorisant des pratiques agricoles respectueuses des 

écosystèmes (FAO, 2025) (Figure 9). Cette diversité florale accrue bénéficie directement aux 

pollinisateurs en leur fournissant des ressources alimentaires variées et durables.  

 

Figure 9 - Relation entre le nombre d’espèces d’abeilles (en échelle log) et le nombre de plantes à pollinisation 
entomophile sur des bordures de champs cultivés en agriculture conventionnelle (ronds blancs) ou en 

agriculture biologique (triangles noirs) (Holzschuh et al., 2007) 

 

Au-delà des pratiques agricoles, la structure même des paysages joue un rôle clé dans la 

diversité végétale et la dynamique des pollinisateurs. En particulier, la fragmentation et la 

connectivité des habitats agricoles influencent fortement la dispersion des espèces et la stabilité 

des écosystèmes. L’intensification des cultures entraîne la disparition d’espaces semi-naturels, 
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isolant ainsi les communautés florales et réduisant leur diversité génétique (Ragué, 2021). En 

revanche, un paysage agricole bien connecté, intégrant des haies, des vergers haute-tige, des 

prairies extensives ou encore des bandes fleuries, permet d’améliorer la dispersion des espèces 

et de renforcer la résilience des écosystèmes1.  

 

Enfin, les conditions pédoclimatiques, telles que la nature des sols, la température, la saturation 

en eau et les précipitations, jouent un rôle clé dans la composition des communautés florales. 

La texture et la fertilité des sols influencent directement la présence de certaines espèces 

végétales (Perrin, 2023). Par exemple, les sols bien drainés favorisent les plantes adaptées à des 

conditions sèches, tandis que les sols plus lourds et humides soutiennent des espèces nécessitant 

plus d'eau. Les variations climatiques, comme les températures et les précipitations, influencent 

également la diversité végétale. Un climat modéré permet une plus grande variété d’espèces, 

offrant ainsi des ressources alimentaires diversifiées aux pollinisateurs (Harrison et al., 2020). 

En revanche, des conditions extrêmes, telles que des sécheresses prolongées ou des gelées, 

peuvent limiter la diversité végétale et réduire la quantité de nectar et de pollen disponible pour 

les pollinisateurs (Phillips et al., 2018). 

 

Ainsi, la structuration du paysage agricole joue un rôle déterminant dans la dynamique des 

pollinisateurs. La conservation et la restauration d’habitats semi-naturels au sein des territoires 

agricoles apparaissent comme des leviers essentiels pour améliorer la pollinisation et, plus 

largement, la biodiversité fonctionnelle des agroécosystèmes. 

2.3. Pollen et nectar : ressource florale pour les pollinisateurs 

2.3.1. Pollen comme source de nourriture 

Le pollen est une ressource alimentaire précieuse pour de nombreux organismes, en particulier 

les insectes pollinisateurs (Figure 10). Il est constitué de grains microscopiques produits par les 

organes reproducteurs mâles des plantes à fleurs (Somerville, 2000). Chez les abeilles 

mellifères (Apis mellifera), il représente la principale source de protéines et joue un rôle 

essentiel dans l’alimentation des larves. Il est collecté sous forme de pelotes fixées aux pattes 

postérieures des ouvrières, puis rapporté à la ruche où il est transformé en "pain d'abeille" grâce 

 
1 « Capacité d'un écosystème à retrouver un état d'équilibre après un évènement exceptionnel. », Le robert 
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à un processus de fermentation. Cette transformation améliore sa digestibilité et sa 

conservation. Un apport varié et suffisant en pollen est indispensable pour couvrir les besoins 

nutritionnels des abeilles (Gilliam, 1979). 

 

Figure 10 - Composition moyenne d'un grain de pollen (Komosinska-Vassev et al., 2015). 

Le pollen se distingue par sa richesse en acides aminés, incluant les neuf acides aminés 

essentiels que de nombreux animaux ne peuvent synthétiser, parmi lesquels la lysine, la leucine, 

l’isoleucine, la phénylalanine et la thréonine (Ares et al., 2022). Les glucides qu’il contient 

jouent un rôle primordial en fournissant l’énergie nécessaire aux pollinisateurs pour leurs 

déplacements et le développement des larves (Mousavinasab, 2011). 

Les lipides du pollen comprennent des acides gras essentiels, tels que l’acide linoléique et 

l’acide α-linolénique (oméga-3 et oméga-6), qui contribuent au maintien des fonctions 

cellulaires et à la régulation des processus inflammatoires. Ces composés jouent également un 

rôle déterminant dans la croissance et la fertilité des insectes pollinisateurs (Thakur & Nanda, 

2020). Par ailleurs, le pollen constitue une source précieuse de vitamines (B, C, A, E) et de 

minéraux (calcium, magnésium, potassium, phosphore, fer, zinc et sélénium), qui participent à 

la croissance, au renforcement des structures osseuses, au soutien du système immunitaire et à 

la production d’enzymes (De-Melo & de Almeida-Muradian, 2017). 
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2.3.2. Nectar comme ressource d’énergie 

Le nectar, à l’inverse du pollen, n’est pas produit par toutes les plantes à fleurs. C’est une 

solution sucrée produite par les nectaires (organe spécialisé comportant des glandes sécrétant 

le nectar) de certaines plantes, principalement pour attirer les pollinisateurs (Heil, 2011). Il 

constitue une source énergétique essentielle, pour les insectes butineurs, grâce à sa richesse en 

glucides (principalement sucrose, glucose et fructose). 

La composition du nectar varie selon les espèces végétales, les conditions environnementales, 

et parfois même au cours de la journée (Wang et al., 2025). Outre les sucres, le nectar peut 

contenir des acides aminés, des composés phénoliques, des minéraux et parfois même des 

alcaloïdes ou autres métabolites secondaires, qui influencent l’attractivité et le comportement 

des pollinisateurs (Nicolson, 2022). Cette variabilité joue un rôle important dans la spécificité 

des interactions plante-pollinisateur. 

2.3.3. Les contaminations du pollen et nectar 

Bien que le pollen et le nectar soient des ressources essentielles pour les pollinisateurs, ils 

peuvent être exposés à diverses sources de contamination qui menacent leur santé. Ces 

contaminants proviennent principalement de polluants environnementaux, comprenant 

notamment les pesticides, les éléments traces et les micro-organismes pathogènes. 

 

L’une des principales causes de contamination du pollen et du nectar est l’exposition aux 

pesticides, à savoir les insecticides, fongicides et herbicides utilisés en agriculture. Ces 

substances chimiques, appliquées sur les cultures, peuvent être absorbées par les plantes et 

transférées au pollen et/ou nectar (Trapp et al., 2024). En conséquence, les pollinisateurs, en 

collectant et consommant ce pollen ou nectar, subissent des effets néfastes, tels qu’une 

diminution de leur fertilité, une altération de leur comportement et un affaiblissement de leur 

système immunitaire (Chauzat et al., 2006). Certaines classes de pesticides, comme les 

néonicotinoïdes, sont particulièrement toxiques pour les abeilles et ont été impliquées dans le 

déclin des populations d’insectes pollinisateurs (Goulson, 2013). 

 

Le pollen et nectar peuvent être des vecteurs de micro-organismes, dont certains sont 

pathogènes pour les pollinisateurs. Parmi eux, on retrouve des bactéries, des virus et des 

champignons qui peuvent être responsables de maladies affectant les colonies d’abeilles (El-
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Seedi et al., 2022). Par exemple, le champignon Nosema spp., responsable de la nosémose, une 

maladie infectieuse des abeilles, peut être transmis par le pollen et affaiblir les abeilles en 

perturbant leur digestion et leur métabolisme (Grupe & Quandt, 2020).  

Ils peuvent contenir des concentrations élevées en éléments traces (Roman, 2009). Ces éléments 

proviennent principalement des activités industrielles et de la pollution des sols et de l’air 

(Marina Julienne, 2024). Leur accumulation dans l’organisme des pollinisateurs, notamment le 

plomb, le cadmium, l’arsenic, le cuivre et le zinc, peut provoquer des effets neurotoxiques 

(altération de l’apprentissage et de la mémoire), réduire l’espérance de vie en accroissant la 

mortalité des larves et ouvrières, et entraver leurs capacités cognitives (orientation, 

communication et comportement de butinage (Monchanin et al., 2021 ; Glavan et al., 2024).  

 

Il est toutefois important de noter que les effets négatifs d'une contamination sont généralement 

plus marqués lors d’un transfert via le pollen que via le nectar, en raison de sa richesse 

nutritionnelle, de sa capacité à accumuler davantage de pathogènes et de contaminants et de son 

rôle central dans l’alimentation des larves. 

 

Parmi ces contaminants, les néonicotinoïdes suscitent une attention particulière en raison de 

leur toxicité élevée et de leur large diffusion dans les paysages agricoles. 

2.4. Impact des néonicotinoïdes sur la pollinisation à l’échelle du paysage 

2.4.1. Caractéristiques des néonicotinoïdes 

Les néonicotinoïdes sont des insecticides de synthèse dérivés de la nicotine, largement 

employés en agriculture pour lutter contre les insectes ravageurs (Ihara & Matsuda, 2018) 

(Figure 11). Leur mode d’action repose sur leur rôle d’agonistes sélectifs des récepteurs 

nicotiniques de l’acétylcholine, auxquels ils se lient avec une affinité accrue chez les insectes 

par rapport aux mammifères, garantissant ainsi une toxicité ciblée (Anadón et al., 2020). 
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Figure 11 - Principales molécules de néonicotinoïdes dérivées de la nicotine (Alsafran et al., 2022a) 

À des doses sublétals, ces substances affectent profondément les pollinisateurs en altérant leur 

comportement, dégradant des capacités cognitives essentielles comme la mémoire, 

l’apprentissage et l’orientation (Simon-Delso et al., 2014). En provoquant une stimulation 

excessive et prolongée des neurones, ces neurotoxiques désorganisent les fonctions vitales des 

abeilles, perturbent leur activité de butinage et contribuent ainsi à leur déclin progressif. 

Les néonicotinoïdes sont principalement appliqués en agriculture par enrobage des semences 

ou par pulvérisation foliaire. L’enrobage consiste à recouvrir les graines d’insecticide avant le 

semis, permettant son absorption par la plante en croissance et assurant ainsi une protection dès 

les premiers stades de développement (Hladik et al., 2018). Cette technique est particulièrement 

utilisée dans la culture de la betterave sucrière pour lutter contre les ravageurs souterrains 

(Gasparic et al., 2020). La pulvérisation foliaire, quant à elle, consiste à appliquer directement 

l’insecticide sur les parties aériennes des plantes (Mamy et al., 2025). Bien qu’efficace contre 

les insectes nuisibles, ces méthodes présentent un risque de dispersion dans l’environnement, 

affectant potentiellement des espèces non ciblées et perturbant les écosystèmes. 

Les substances actives les plus courantes incluent l’acétamipride, la clothianidine, 

l’imidaclopride, le thiaclopride et le thiaméthoxame. Actuellement, seuls l’acétamipride, le 

sulfoxaflor et le flupyradifurone demeurent autorisés dans l’Union européenne (EU Pesticides 

Database, 2022). Depuis 2018, l’emploi de ces insecticides est sévèrement restreint 

(Wintermantel et al., 2018). Certaines cultures, telles que la betterave sucrière, ont pu bénéficier 

de dérogations strictes en cas de menace avérée pour les récoltes (EFSA, 2021). En France, par 
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exemple, des dérogations ont autorisé l’utilisation de semences enrobées d’imidaclopride ou de 

thiaméthoxame pour protéger les cultures contre les pucerons vecteurs de viroses (JORF 2021 

; JORF 2022). 

Les néonicotinoïdes sont des molécules hydrophiles faiblement adsorbées par les particules du 

sol, ce qui leur confère une grande mobilité dans les sols (Lewis et al., 2016). Leur persistance 

varie fortement selon la molécule, avec des demi-vies pouvant atteindre plusieurs années en 

conditions naturelles (Alsafran et al., 2022b) (Tableau 1). Leur dégradation génère aussi divers 

métabolites, dont certains restent mal connus. En raison de leur usage massif et de leur forte 

persistance dans l’environnement, ces insecticides constituent une préoccupation majeure en 

matière de santé environnementale (Mamy et al., 2025).  

Tableau 1 - Temps de demi-vie des différentes molécules de néonicotinoïdes(Borsuah et al., 2020) 

Molécule Solubilité dans eau (mg/L) Temps demi-vie dans sol (Jours) 

Acetamiprid 2950 31–450 

Clothianidin 340 9–1250 

Dinotefuran 39830 75–82 

Imidacloprid 610 17–6931 

Nitenpyram 590000 0–8 

Thiacloprid 184 3.4–1000 

Thiamethoxam 4100 6–3001 

 

2.4.2. Transfert sol-plante-pollinisateur des néonicotinoïdes dans l’environnement 

Les néonicotinoïdes ont une biodégradabilité qui varie selon les molécules, certains présentant 

une forte persistance dans les sols, les eaux et les tissus végétaux (Zhang et al., 2023). Leurs 

résidus, actifs durant plusieurs mois voire plusieurs années, prolongent ainsi l'exposition des 

organismes non ciblés (Bonmatin et al., 2015). 

Leur nature systémique favorise leur diffusion au sein des végétaux après absorption par les 

racines ou les feuilles, ce qui conduit à leur présence dans l’ensemble des tissus de la plante, y 

compris le nectar et le pollen (Simon-Delso et al., 2014). Cette contamination des ressources 

florales constitue une menace directe pour les pollinisateurs, qui collectent ces substances lors 

du butinage, puis les ingèrent ultérieurement sous forme de pain d'abeille dans la ruche. 
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Les néonicotinoïdes peuvent se disperser par divers mécanismes environnementaux avant 

même d'être absorbés par les plantes (Bonmatin et al., 2015). Leur forte solubilité dans l'eau, 

couplée à leur faible affinité pour la matière organique du sol, leur confère une mobilité 

importante dans les sols et les systèmes hydriques. Ce comportement favorise leur transport 

vers les nappes phréatiques, contribuant ainsi à la pollution des écosystèmes aquatiques (Simon-

Delso et al., 2014). Leur potentiel de lessivage est notamment évalué à l'aide du GUS 

(Groundwater Ubiquity Score), un indice combinant la persistance d'une molécule (mesurée par 

sa demi-vie dans le sol) et sa mobilité (évaluée par le coefficient de sorption organique, Koc). 

Les scores GUS montrent que presque tous les néonicotinoïdes, à l’exception du thiaclopride, 

ont un fort potentiel de lixiviation (Li et al., 2023). Cela signifie qu’ils peuvent facilement 

migrer dans le sol et atteindre les nappes phréatiques. Leur persistance dans l'environnement et 

leur mobilité dans l'eau augmentent également le risque de contamination par ruissellement, 

exposant les zones adjacentes aux cultures traitées. Cette dispersion étendue peut entraîner le 

transfert de résidus vers des cultures non ciblées, affectant involontairement d'autres végétaux 

et organismes (Li et al., 2018) (Figure 12). Par ailleurs, lors des semis, l'enrobage des semences 

génère des poussières contaminées qui peuvent se déposer sur la végétation environnante, 

représentant une voie d'exposition supplémentaire pour les espèces non ciblées. 

 

Figure 12 - Facteurs affectant le devenir et le transport des néonicotinoïdes dans les agroécosystèmes (Borsuah 
et al., 2020) 
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3. Objectifs et démarche 

Le déclin des insectes pollinisateurs est aujourd’hui bien documenté et s’explique en grande 

partie par les pratiques agricoles intensives, notamment l’usage généralisé de pesticides comme 

les néonicotinoïdes, ainsi que par la perte de biodiversité florale dans les paysages agricoles.  

 

Ce mémoire se concentre sur une dynamique encore peu explorée de manière intégrée : 

l’interaction entre la contamination chimique des sols et la disponibilité en ressources florales 

à l’échelle du paysage agricole. Ces deux facteurs, en agissant simultanément, peuvent 

amplifier leurs effets sur la santé des colonies des pollinisateurs.   

 

A partir de cette problématique, la question de recherche suivante est posée :  

Peut-on évaluer la santé des pollinisateurs à partir d’un couplage des ressources florales et 

l’exposition aux néonicotinoïdes dans les paysages agricoles ?  

 

Pour y répondre, ce travail vise à évaluer, sur plusieurs sites d’étude, l’influence conjointe de 

des ressources florales et de la contamination des sols par les néonicotinoïdes sur la santé des 

colonies de Bombus terrestris. L’approche repose sur l’analyse croisée de trois types de 

données :  

- Les concentrations en néonicotinoïdes dans les sols,  

- La densité florale mesurée dans le paysage environnant, 

- Des indicateurs biologiques reflétant l’état de santé des colonies.  

Ce travail contribue ainsi à une meilleure compréhension des interactions entre pressions 

chimiques et disponibilité nutritionnelle dans les milieux agricoles, et propose une approche 

intégrative pour évaluer la qualité écologique des habitats sur les pollinisateurs (Figure 13). 
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Figure 13 – Approche générale du mémoire 
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4. Matériels et méthodes 

4.1. Sites d’étude 

Trente sites ont été sélectionnées en Wallonie (Figure 14). Ces sites font partie du projet 

NUTRIBEE2 et ont été sélectionnées par Léna Jeannerod dans le cadre de sa thèse.  

 

 

Figure 14 - Carte localisation des différents sites selon les régions agricoles de Wallonie 

 

Les sites ont été sélectionnés et cartographiés à l'aide de l'outil Sampling Plan de QGIS 3.20. 

La sélection des sites devait tenir compte de la diversité des pratiques agricoles dans la zone 

d'étude. Les sites ont été répartis sur différentes régions agricoles. Sur chaque site, à l’aide de 

parcelles agricoles, d’orthophotographies, un transect de 500 m de longueur et de 10 m de 

largeur a été tracé pour définir le périmètre. Celui-ci traverse de nombreux biotopes définis 

comme des zones présentant un type de végétation uniforme et spécifique. Les sites sélectionnés 

devaient exclure les zones urbanisées dans une zone tampon de 500 m afin de se concentrer 

uniquement sur les ressources florales spécifiques aux paysages agricoles. Ce rayon de 500 

mètres correspond à la distance moyenne de butinage observée chez Bombus terrestris, l’espèce 

ayant servi de référence pour établir cette mesure. Chaque site correspond donc à une zone 

moyenne de butinage d'abeilles sauvages dans un paysage agricole.  

 
2 Le projet multidisciplinaire NUTRIBEE se concentre sur la qualité nutritionnelle du pollen et du nectar récoltés et 
son impact sur le développement réussi des populations d'abeilles sauvages. 
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La Wallonie se caractérise par un climat tempéré océanique avec une température moyenne de 

11,9 C° et des précipitation annuelle répartie sur toute l’année allant de 800 à 1200 mm/an 

(IRM, 2024). Chaque site étudié présente une configuration paysagère spécifique, en partie 

influencée par la région agricole dans laquelle il se trouve. Les régions limoneuse et sablo-

limoneuse, reconnues pour la fertilité de leurs sols, sont majoritairement orientées vers les 

grandes cultures telles que la betterave sucrière (Beta vulgaris) et la pomme de terre (Solanum 

tuberosum) (SPW, n.d.-a). En revanche, bien que le Condroz possède un relief plus vallonné, il 

bénéficie également de sols globalement fertiles. À l’opposé, les régions de la Fagne et de la 

Famenne, caractérisées par des sols pauvres, se consacrent principalement à l’élevage bovin et 

à la culture de plantes fourragères. 

4.2. Concentrations en néonicotinoïdes 

4.2.1. Choix des zones et collecte des échantillons 

Sur chacun des 30 sites, des échantillons ont été prélevés sur différentes zones. La sélection de 

ces zones s’est basée sur la diversité des successions culturales entre 2015 et 2023, les 

caractéristiques de drainage, la texture des sols, ainsi que la topographie afin de refléter à la fois 

les spécificités locales et la diversité régionale du paysage. Les informations pédologiques ont 

été obtenues à partir de la Carte Numérique des Sols de Wallonie (SPW, n.d.-b). 

Dans chaque zone, trois réplicats ont été prélevés (Figure 15). Chaque réplicat comprenait six 

prélèvements de sols sur les 30 premiers centimètres disposés en cercle, dans un rayon de 1 m. 

Après homogénéisation, environ 100 g de l’échantillon a été conditionnés dans des sacs 

plastiques. Ces sacs ont été conservés à -18 °C en vue d l’analyse des concentrations en 

néonicotinoïdes par le CRA-W (Centre wallon de Recherches agronomiques, Gembloux). Au 

total, 140 échantillons ont été analysés.  
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Figure 15 - Exemple d'un échantillonnage avec trois réplicats (A, B et C) 

Les échantillons ont été collectés tant dans des parcelles agricoles avec suspicion d’application 

de néonicotinoïdes que dans des parcelles san applications (par exemple, des prairies).  

4.2.2. Quantification de la concentration en néonicotinoïdes  

La quantification des concentrations en néonicotinoïdes (acétamipride, clothianidine, 

fupyradifurone, imidaclopride, sulfoxaflor, thiaclopride et thiaméthoxame) des différents 

échantillons de sols a été réalisée au CRA-W. La méthodologie utilisée est présente en (Annexe 

7.1). 

4.2.3. Données de ressources florales  

Les structures paysagères des sites d’étude ont été cartographiées via des observations de terrain 

et l’analyse d’orthophotographies wallonnes de 2021 (résolution 25 cm), à l’aide de QGIS 

(v3.16.15). Divers éléments comme les parcelles agricoles, prairies, bois, haies, étangs, routes, 

cours d’eau et mesures agroenvironnementales (MAEC3) ont été vectorisés. En tout, 45 types 

de biotopes ont été définis en fonction de la gestion et de la flore associée.  

De nombreuses visites sur les trente sites d’échantillonnages ont été effectuées par Léna 

Jeannerod de 2021 à 2023 et ont permis de réaliser des relevés dans les différents biotopes. À 

chaque visite, ces différentes étapes ont été réalisées le long du transect de 500 m : 

• Seules les espèces à pollinisation entomophile sont prises en compte ; 

 
3 Les MAEC (Mesures Agro-Environnementales et Climatiques) sont des dispositifs de la PAC visant à soutenir des 
pratiques agricoles favorables à l’environnement et au climat 
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• Les espèces en fleurs sont identifiées dans chaque biotope ; la surface du « patch » (aire 

dans laquelle on retrouve ces fleurs) et densité florale (fleurs/m²) sont mesurées ; 

• Dans les biotopes linéaires, la densité est estimée via 3 quadrats de 1 m² ; 

• Pour les biotopes à faible densité (<10 fleurs/m²) ou à distribution agrégée, on utilise 3 

quadrats de 25 m². 

Une fois la densité florale calculée, les données de quantité de pollen par fleur, issues de la 

littérature, ont été multipliées par les densités florales afin d’obtenir une densité de pollen par 

mètre carré pour chaque espèce en fonction du biotope. 

4.3. Données santé des pollinisateurs 

Seize ruches ont été installées sur 8 sites différents (deux colonies par site). Les 8 sites choisis 

font parties des 30 sélectionnés au préalable par Léna Jeannerod (Figure 16). Ces différents 

sites se situent sur plusieurs régions agricoles : Sablo-limoneuse, Limoneuse, Condroz, Fagnes, 

Famenne. Ces 16 colonies correspondent à des zones tampons (buffers) de 500 m, et les 

parcelles qu’elles couvrent représentent environ 33 % de l’ensemble des parcelles étudiées. 

 

Figure 16 - Carte localisation ruches en Wallonie 

Les 8 sites ont été sélectionnés pour leur contraste en matière de ressources florales. Sur chaque 

site divers biotopes sont présents : cultures (céréales, mais, colza, pomme de terre, lin, 

betterave), bordures (de cultures, de routes, de prairies), bandes enherbées, haies et lisières 

forestières, prairies de fauche et prairies pâturées. 
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Les ruches utilisées sont 16 colonies de Bombus terrestris d’environ 80 ouvrières (Standard 

Hive, Biobest Group, Westerlo, Belgique). Cette espèce de bourdons a été choisie en raison de 

son caractère de pollinisateur généraliste. Elle présente une grande capacité d’adaptation à une 

variété de conditions environnementales et florales. Les ruches sont en carton et constituées 

d’un compartiment en plastique avec un réservoir contenant une solution sucrée remplaçant le 

nectar. Afin de les protéger de l’humidité et des conditions climatiques, chaque ruche a été mise 

dans une structure en bois, avec une trappe d’ouverture pour faciliter la collecte des données, 

ainsi que surélevées de 20 cm (Figure 17).  

(a) (b)  

Figure 17 - Exemple d'une ruche de la société Biobest (a) et de la structure en bois d’une ruche sur le terrain (b) 

 
Les ruches ont été placées le 24 juin 2023 et récupérées le 13 juillet 2023. Sur chaque site, elles 

ont été espacées de 100 à 150 m, permettant de mettre en évidence des variations intra-sites. 

Elles ont toutes été positionnées en lisières de champ, de prairie ou zone boisée afin d’être 

dissimulées des regards indiscrets et de réduire les sources de perturbations.  

 

Le suivi des ruches a été effectué entre le 24 juin et le 13 juillet 2023, avec cinq relevés réalisés 

à intervalles de 1 à 4 jours au cours de cette période d’activité. Après 6 jours d’installation, les 

réserves de ressources sucrières ont été vidées, obligeant les bourdons à se servir uniquement 

de ressources extérieures comme apport de nourriture. L’expérience s’est arrêtée lorsque des 

jeunes reines ont été observées sortant de la colonie, signe qu’un essaimage d’une colonie allait 

se produire. Les ruches ont été rapportées au laboratoire avant cet essaimage pour maximiser 

les données collectées.  

 

Différents types de données ont été collectées : 

1) Données biométriques / morphologiques de la ruche : longueur, largeur, différentes 

masses (initiale, avec carton, sans carton, brute) 

2) Démographique de la ruche : nombre d’ouvrières, larves, œufs, males, reines 
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3) Données sur l’état sanitaire de la ruche : nombre de parasites par bourdons infectées.  

4) Développement et structure du nid 

5) Diamètres des individus (ouvrières, reines, mâles) 

6) Activités de la colonie : entrées et sorties 

Parmi les données récoltées, six indicateurs clés ont été retenus pour évaluer la santé des 

colonies de Bombus terrestris, selon les travaux préliminaires de Tatum Baussart et Théophile 

Dumoulin et les critères couramment utilisés dans la littérature. Ces indicateurs couvrent les 

dimensions comportementales, morphologiques, reproductives et sanitaires. 

1. Masse brute de la colonie : reflète l’accumulation nette de biomasse sur la période de 

suivi. 

2. Activité de butinage : nombre d’entrées/sorties en 15 minutes. Cinq relevés ont été 

effectuées tout le long de la période de suivi. 

3. Nombre de mâles : indicateurs du développement reproductif et de la maturité 

physiologique.  

4. Nombre de reines (gynes) : indicateurs du développement reproductif et de la maturité 

physiologique. 

5. Diamètre thoracique moyen des ouvrières : distance entre les deux tegulae situés aux 

points d’insertion des ailes.  

6. Charge parasitaire moyenne : nombre moyen de parasites par individu infecté, 

indicateur du stress biologique. 

4.4. Traitement des données 

Le traitement de données a été effectué grâce au logiciel RStudio (version 4.4.3).  

4.4.1. Classification des types de rotation  

Cette classification a été réalisée par Maxime Buron. Une simplification du système de 

classification des cultures en 54 catégories a été effectuée. Ensuite, les séquences de cultures 

de chaque parcelle sur les 30 sites d’études ont été comparées entre elles selon trois critères : le 

nombre d’occurrences de chaque culture sur une période de 6 ans précédant 2023, la distance 

de Levenshtein et la plus longue sous-séquence commune. Une classification hiérarchique a été 
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utilisée pour regrouper les différentes rotations à l’aide de la fonction hclust du package stats, 

en utilisant la méthode de Ward à variance minimale (Murtagh & Legendre, 2014). Les 

parcelles utilisées pour la classification sont celles des sites sélectionnés afin de représenter la 

diversité des cultures pratiquées en Wallonie (30 sites ; 1181 parcelles). Le nombre optimal de 

classes de rotation a été déterminé à l’aide du critère d’inertie, puis confirmé par une inspection 

visuelle. Au total, 12 classes de rotation ont été retenues (Figure 18). L’ordonnée représente les 

occurrence moyenne sur 6 ans de chaque culture.  

 

Figure 18 - Classification des parcelles en 12 types de rotations  

4.4.2. Extrapolation des échantillons de néo 

A partir des échantillons collectés et du type de parcelle associé, un tableau recensant les 

différentes variables statistiques de concentrations de toutes les molécules présentes a été créé. 

Ce tableau a permis ensuite d'extrapoler les concentrations en ng/g estimées de néonicotinoïdes 

pour l'ensemble des sites, y compris ceux qui n'ont pas été directement échantillonnés en 

fonction de leur rotation de culture, le type de molécule de néonicotinoïdes et l’occurrence des 

cultures potentiellement traitées avec des néonicotinoïdes. 
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Parmi les différentes molécules de néonicotinoïdes, la clothianidine et l’imidaclopride ont été 

retenues, en raison de leur fréquence de détection élevée par rapport aux autres composés 

(Annexe 7.2), ainsi que de leur utilisation dans certaines cultures agricoles : toutes deux ont été 

autorisées dans les légumineuses, tandis que la clothianidine a été utilisée dans les betteraves 

sucrières jusqu’en 2023 (Phytoweb, 2025). 

La DL50 (dose létale médiane) correspond à la quantité nécessaire pour provoquer la mort de 

50 % d'une population testée. Les deux molécules ont une DL50 orale assez similaire (DL₅₀ ≈ 

0.0038–0.004 µg/abeille) ce qui signifie une toxicité élevée (SAgE pesticides, 2025). Pour 

chaque échantillon, les concentrations de clothianidine et d’imidaclopride ont été additionnées. 

Une moyenne de ces valeurs a ensuite été calculée par type de rotation de culture. 

Ensuite, le nombre de culture de betteraves sucrières et de légumineuses au cours des 9 

dernières années, de 2015 à 2023, a été calculé pour chaque parcelle des différents sites. Cette 

échelle de temps s’explique par leur temps de demi-vie élevée des néonicotinoïdes dans le sol.  

Les bords de champs et les haies ont également été intégrés aux parcelles, sous la rotation 

« Fallow », car aucun néonicotinoïde n’est supposé y avoir être appliqué directement. Cela 

permet de mieux représenter l’ensemble des biotopes présents sur chaque site. La Figure 19 

représente le nombre occurrences de cultures potentiellement contaminées (betteraves sucrières 

et légumineuses) au cours des 9 derniers années pour les différents types de rotations. On 

remarque qu’on en retrouve de nombreuses dans toutes les rotations. Il est donc important de 

prendre en compte un facteur d’occurrence de culture potentiellement contaminées afin de 

distinguer les concentrations en néonicotinoïdes des différentes parcelles lors de 

l’extrapolation. En effet, au plus il y a eu de culture contaminée dans une même parcelle, au 

plus la concentration a tendance à être élevée. 
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Figure 19 - Nombre occurrence de parcelles de betteraves sucrières et de légumineuses par type de rotation 

L’équation finale pour l’extrapolation des valeurs de néonicotinoïdes à chaque parcelle 
ressemble donc à cela : 

 

•   C" 	𝒓𝒐𝒕𝒂𝒕𝒊𝒐𝒏  : moyenne des sommes de concentrations mesurées en clothianidine et 

imidaclopride dans les échantillons correspondant à un même type de rotation que celle 

de la parcelle (c’est-à-dire obtenue sur un ensemble de parcelles similaires). 

• Foccurrence : facteur d’ajustement appliqué individuellement à chaque parcelle, en 

fonction du nombre d’occurrences de cultures considérées comme potentiellement 

contaminantes (betteraves sucrières et légumineuses) au cours des 9 dernières années. 

Un facteur d’occurrence spécifique a été fixé pour les rotations ne comportant aucune culture 

de betteraves sucrières et de légumineuses durant les neuf dernières années. Ce coefficient a 

arbitrairement été fixé à 0,7, afin de refléter une contamination résiduelle potentielle, même en 
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l'absence directe de culture potentiellement contaminé, tout en évitant de sous-estimer 

totalement les concentrations.  

Le facteur d’occurrence pour la présence de culture potentiellement contaminée a été calculé 

grâce à un facteur de pondération empirique. Celui-ci repose sur les travaux de Buron et al. 

(2025, soumis), qui a établi des pentes de concentration de 1,36 pour la clothianidine et 0,349 

pour l’imidaclopride (annexe 7.3). Ces valeurs traduisent l’augmentation observée de la 

concentration en néonicotinoïdes à chaque occurrence supplémentaire de betteraves sucrières 

et légumineuses dans la rotation. Le facteur empirique retenu correspond à la moyenne de ces 

deux pentes (soit 0,855).  

Afin de refléter le risque cumulatif associé à la fréquence des cultures de betteraves sucrières 

et de légumineuses, les moyennes observées des échantillons de tous les sites ont été recalculées 

par type de rotation. Pour chaque type de rotation, le nombre de parcelles contenant 0, 1, 2, 3... 

occurrences de cultures potentiellement contaminées a été dénombré (n0, n1, n2, n3...).  

A chaque occurrence correspond un facteur d’exposition croissant, et le score total de chaque 

groupe est modélisé selon les équations suivantes : 

Tableau 2 - Score total de chaque groupe par nombre d'occurrence 

Nombre occurrence Score calculé 
0 0,7 * X * n0 
1 1 * X * n1 
2 (1 + 0,855) * X * n2 
3 (1 + 2 * 0,855) * X * n3 
... ... 
k (1 + (k-1) * 0,855) * X * n(k) 

X correspond au score ajusté de néonicotinoïdes par rotation. Il est obtenu grâce à une formule 

obtenu sur base de ces équations, permettant de recalculer les moyennes sur base des poids de 

chaque occurrence.  
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𝑀𝑜𝑦𝑒𝑛𝑛𝑒 = ((0,7 × X × n0) + (1 × X × n1) + ((1 + 0,855) × X × n2) + ((1

+ 2 × 0,855) × X × n3) + ⋯))/(𝑛0 + 𝑛1 + 𝑛2 + 𝑛3 +⋯+ 𝑛(𝑘)) 

Avec : 

• X : score ajusté de néonicotinoïdes par rotation 

• Moyenne : moyenne des concentrations pour d’imidaclopride et de clothianidine pour 

une rotation, mesurée sur les parcelles (à partir des échantillons)  

• n0, n1, n2, n3,...  : nombre de parcelles de la rotation avec respectivement 0, 1, 2, 3,... 

occurrences de culture de betteraves sucrières et/ou de légumineuses 

• Facteur empirique = 0,855 

Cette formule permet d’obtenir une estimation plus représentative de l’exposition réelle à ces 

molécules, en intégrant à la fois la structure des rotations et un facteur empirique modélisant 

l’augmentation réelle des concentrations avec chaque occurrence. 

Pour finir, après que chaque nouvelle concentration ait été calculée, le score a été calculé pour 

chaque parcelle sur base du type de rotation et de son occurrence de cultures potentiellement 

contaminées, en utilisant la formule ci-dessous :  

𝑆𝑐𝑜𝑟𝑒	𝑝𝑎𝑟𝑐𝑒𝑙𝑙𝑒 = 	 A
0,7 ∗ 𝑋																																																						𝑠𝑖		𝑛𝑏_𝑜𝑐𝑐𝑢𝑟𝑟𝑒𝑛𝑐𝑒 = 0	
𝑋																																																															𝑠𝑖	𝑛𝑏_𝑜𝑐𝑐𝑢𝑟𝑒𝑛𝑐𝑒	 = 	1
𝑋 ∗ (1 + 0,855 ∗ 𝑛𝑏_𝑜𝑐𝑐𝑢𝑟𝑟𝑒𝑛𝑐𝑒	)		𝑠𝑖	𝑛𝑏_𝑜𝑐𝑐𝑢𝑟𝑟𝑒𝑛𝑐𝑒 > 1

 

4.4.3. Extrapolation des densités florales 

Comme pour les données de concentration en néonicotinoïdes, l’objectif est d’extrapoler la 

densité florale pour chaque parcelle et pour chaque espèce végétale présente. La méthode 

utilisée est celle de Léna Jeannerod qui permet d’estimer le nombre d’unités florales par mètre 

carré pour chaque espèce identifiée dans chaque type de biotope (Figure 20).  
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Figure 20 – Méthode utilisée pour extrapoler les ressources florales 

Les relevés ont été effectués dans des patchs représentatifs, afin d’extrapoler les densités 

florales (exprimées en unités florales/m2) à l’ensemble de la surface du biotope par site. La 

surface couverte par chaque patch dans les différents biotopes a été calculé, puis multiplié par 

les densités florales correspondantes, afin d’éviter une surestimation. Ensuite, lorsqu’il existait 

plusieurs relevés de la même espèce dans un même biotope sur un même site, ce sont les 

moyennes des densités florales de ces relevés qui ont été prises (les relevés ayant été pris entre 

2021 et 2023, certains sites ont été visités plusieurs fois).  

Cela a permis de construire une base de données classifiant chaque parcelle selon les espèces 

florales présentes et leur densité, en fonction du biotope auquel elle appartient. Pour certains 

sites, aucun relevé n’a été réalisé pour certaines espèces ou certains biotopes. Ces absences 

s’expliquent principalement par des contraintes logistiques : le nombre élevé de sites à visiter, 

la dispersion géographique, et le temps limité disponible pour les campagnes de terrain rendent 

difficile une couverture exhaustive. De plus, certaines parcelles ne présentaient pas de floraison 

visible au moment du passage, ce qui a également limité les relevés possibles. 

Une fois la densité florale calculée, les données de quantité de pollen par fleur ont été 

multipliées par les densités florales afin d’obtenir une densité de pollen par mètre carré pour 

chaque espèce en fonction du biotope. Les densités de pollen ont ensuite été moyennée par 

biotope pour obtenir un score de densité de pollen moyen disponible pour les pollinisateurs 

(exprimée en µL/m²) par biotope. Cela permet de ne pas sous-estimer les parcelles dans des 

sites ou des relevés n’ont pas été effectués.  
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Quatre types de biotopes ont mérité une attention particulière en raison de leur fort potentiel 

mellifère : le colza (Brassica napus), le lin (Linum usitatissimum), la moutarde (Sinapis alba) 

et les pois (Pisum sativum). À l’exception du colza, tous sont en floraison durant la période de 

collecte des données de santé (fin juin à mi-juillet). Pour les biotopes de colza et l’espèce 

Brassica napus une valeur nulle a été appliquée afin que celui-ci ne devienne pas une 

surestimation des densités de pollen. 

Il en est de même pour le biotope pomme de terre. Une valeur nulle a été appliquée à l’espèce 

Solanum tuberosum. Cette espèce a un haut tôt de production de pollen, or on sait que celui-ci 

n’est pas mellifère (Agence canadienne d’inspection des aliments, 2015).  

4.4.4. Création du modèle 

Les extrapolations des deux facteurs ont d’abord été agrégées à l’échelle des parcelles, puis à 

celles des colonies, afin d’obtenir un score individuel par colonie. Cette seconde étape intègre 

la dimension spatiale des données.  

Pour évaluer la pertinence des scores ainsi obtenus vis-à-vis de l’état de santé des pollinisateurs, 

des corrélations ont été calculées entre les scores obtenus par colonie et  les différents 

indicateurs de santé. La corrélation de Spearman a été utilisée, en raison de sa capacité à 

mesurer des relations monotones sans supposer la normalité ni la linéarité des données, ce qui 

la rend adaptée au contexte écologique étudié (Figure 21).  
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Figure 21 - Schéma de la méthodologie du modèle avec les liens entre facteurs et santé des pollinisateurs. En 
rouge, le facteur néonicotinoïdes ; en vert le facteur densité pollen et en mauve indicateurs de santé des 

pollinisateurs. 
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5. Résultats et discussions 

Cette section présente l’ensemble des résultats obtenus dans les différentes parties de ce 

mémoire : les néonicotinoïdes, les ressources florales et les indicateurs de santé. Elle vise à 

établir des liens si il y en a entre ces différents paramètres. 

5.1. Caractérisation des contextes d’expositions 

Dans cette première partie, les différentes colonies ont été comparées sur la base des types de 

rotations culturales présents dans leur environnement immédiat. L’objectif est d’offrir une 

première description des colonies en lien avec leurs biotopes. 

5.1.1. Répartition des types de cultures par sites 

La Figure 22 illustre les superficies occupées par différents types de cultures pour chaque site, 

par année durant une période de 9 ans (2015 à 2023). Chaque site comprend la moyenne des 

surfaces des différents types de cultures qu’on retrouve dans les 2 colonies associées à ce site. 

 

Figure 22 - Surface de chaque type de culture par site et par année au cours des 9 dernières années 
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Pour certains sites, des schémas répétitifs d’une année à l’autre sont observables pour certaines 

cultures. D'autres sites montrent au contraire des dynamiques culturales plus variables. Une 

prépondérance marquée est observable dans certains cas : par exemple, les colonies du site 6 

sont principalement entourées de cultures céréalières, tandis que celles du site 14 se situent dans 

un paysage dominé par les prairies permanentes. Les colonies du site 18 se distinguent par une 

forte proportion de prairies, avec une faible surface agricole, en partie liée à la présence 

importante de parcelles forestières, exclues de l’analyse. 

Cette première analyse descriptive met en lumière une hétérogénéité nette des systèmes 

agricoles entre les différents sites, tant en termes de diversité que de spécialisation des cultures 

observées au cours des neuf dernières années. 

5.1.2. Quantification des cultures à risque 

Cette sous-section présente, pour chaque colonie, le nombre de cultures potentiellement 

contaminées (betteraves sucrières et légumineuses) recensées sur les cinq dernières années 

(Tableau 3). 

Parmi les 16 colonies étudiées, seules les colonies 14 et 15 ne présentent aucune culture à risque 

durant la période considérée. Localisées sur un même site, elles constituent un cas particulier 

suggérant une exposition très faible, voire nulle, aux néonicotinoïdes dans cette zone. D’autres 

colonies, comme les 11, 12, 13 et 16, affichent également des niveaux très faibles : seulement 

1 à 3 cultures potentiellement traitées, soit moins de 1 % de l’ensemble des parcelles (ex. : 0,4 

% pour la colonie 12, 0,8 % pour la 11). Ces résultats suggèrent une exposition potentielle très 

faible sur ces sites. 

À l’inverse, les colonies 1 à 10 présentent une fréquence élevée de cultures sensibles, 

représentant entre 6,3 % et 14,2 % des cultures totales. Bien que certaines colonies comptent 

un nombre absolu plus important de cultures potentiellement traitées (ex. : 37 pour la colonie 

1), les pourcentages restent relativement homogènes entre colonies d’un même site. Cela 

suggère non seulement des pratiques agricoles comparables localement, mais aussi des 

différences dans le nombre total de parcelles disponibles autour de chaque colonie, reflétant des 

variations d’échantillonnage ou de taille de zone agricole. 

Ces résultats soulignent une forte variabilité spatiale en termes de types de cultures et de 

niveaux d’exposition potentielle aux néonicotinoïdes entre les colonies et entre les sites. Ils 
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offrent ainsi une première approximation des potentiels de contamination dans les différents 

environnements analysés. Une analyse plus fine, fondée cette fois sur les concentrations 

mesurées dans les sols, permettra d’évaluer plus précisément l’exposition réelle des colonies. 

Elle est présentée dans la section suivante. 

Tableau 3 - Nombre de cultures potentiellement contaminées aux néonicotinoïdes au cours des 5 dernières 
années 

Site Colonie Total cultures potentiellement 
contaminées  

% Traitées sur total 

4 1 37 10,3% 
4 2 25 11,1% 
6 3 32 14,2% 
6 4 26 13,1% 
1 5 31 6,3% 
1 6 20 6,5% 
3 7 30 10,8% 
3 8 32 11,9% 

14 9 32 9,4% 
14 10 25 10,7% 
17 11 2 0,8% 
17 12 1 0,4% 
16 13 2 0,9% 
18 14 0 0% 
18 15 0 0% 
16 16 3 3% 

 

5.1.3. Extrapolation des données de néonicotinoïdes pour les parcelles 

L’équation décrite dans la partie matériel et méthode est utilisée pour recalculer les différentes 

moyennes obtenues grâce aux échantillons (Tableau 4).  
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Tableau 4 - Moyenne recalculée en fonction de la moyenne de base et des occurrences 

Type de rotation  Moyenne N0 N1 N2 N3 N4 N5 N6 N7 N8 Moyenne recalculée 

Beet-Cereals 3,86 33 45 70 30 4 0 0 0 0 2,34 

Beet-Cereals n°2 5,95 22 26 33 7 2 0 0 0 0 4,07 

Fallows 0,6 408 0 0 0 0 0 0 0 0 0,86 

Flax-Cereals 1,43 36 29 21 4 1 0 0 0 0 1,2 

Fruits orchards 0 21 2 0 2 0 0 0 0 0 0 

Grasslands 0,29 582 13 5 0 0 0 0 0 0 0,41 

Legumes dominant 1,39 65 6 7 1 1 0 0 0 0 1,56 

Maize dominant 0,48 80 14 8 0 0 0 0 0 0 0,58 

Ornemental plants 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

Raoeseed-Cereals 1,12 43 11 8 0 0 0 0 0 0 1,24 

Undefined grasslands 0 3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

Vegetable dominant 1,2 0 2 4 14 5 2 2 2 1 0,26 

Ces moyennes recalculée ont permis de calculer pour chaque parcelle un score qui dépend du 

type de rotation et de nombre d’occurrences de betteraves sucrières et légumineuses. Par la 

suite, les résultats ont été filtrés afin de ne garder que les parcelles présentent dans le buffer de 

500m de nos colonies. Ci-dessous, un exemple est présenté pour le site 6, avec les scores 

obtenus pour les colonies 3 et 4 (Figure 23) : 

 

Figure 23 - Score de néonicotinoïdes obtenus après application de la méthode d’extrapolation pour le site 6 
(Colonie 3 et 4). Les traits noirs représentent la surface du site ou les prélèvements ont été effectués, les cercles 

rouges représentent les buffers de 500 m des colonies 
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Une courbe de densité (Figure 24) a été réalisée afin de visualiser la distribution des scores de 

néonicotinoïdes calculés. Ceux-ci varient de 0 à 17,97 ng/g, et cette représentation permet 

d’appréhender la fréquence relative des niveaux d’exposition dans l’ensemble du jeu de 

données. 

 

Figure 24 - Densité des valeurs des scores de néonicotinoïdes des parcelles avec médiane et moyenne 

La distribution des scores présente une asymétrie à droite, comme le montrent les valeurs de la 

médiane (0,6 ng/g) et de la moyenne (1,45 ng/g). La médiane montre une exposition potentielle 

plus faible à modérée des parcelles aux néonicotinoïdes. Toutefois, certaines valeurs 

particulièrement élevées, correspondant à des cas isolés de forte exposition, ont pour effet de 

tirer la moyenne vers le haut. Cela reflète une forte hétérogénéité dans la distribution des scores. 

Le score en néonicotinoïdes de chaque colonie a été calculé en divisant la somme des produits 

du score attribué à chaque parcelle par sa surface par la surface totale des parcelles de la colonie. 

Cela permet de représenter l’environnement réel d'une colonie, en pondérant chaque parcelle 

selon sa taille (Figure 25). Voici la formule :  
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Figure 25 - Score en néonicotinoïde attribuée à chaque colonie 

Les scores d’exposition aux néonicotinoïdes attribués aux colonies présentent une moyenne de 

2,56 et un écart type de 2,07, indiquant une dispersion importante entre colonies. Les valeurs 

s’étendent de 0,33 à 7,08, soit une amplitude de 6,75 points, ce qui traduit des niveaux 

d’exposition potentielle très variables d’un site à l’autre. 

En moyenne, l’écart entre deux colonies d’un même site est de 0,64 point, avec des variations 

parfois faibles (ex. : colonies 5 et 6), mais pouvant dépasser 2 points dans certains cas, comme 

entre les colonies 7 et 8. Ces différences soulignent l’existence d’une hétérogénéité intra-site 

qu’il est important de considérer à l’échelle des parcelles. 
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5.2. Extrapolation des relevés de ressources florales 

5.2.1. Hétérogénéité entre biotopes 

Les différentes moyennes de pollen par m² en fonction du biotope sont visible sur la Figure 26. 

Tous les biotopes ne sont pas présents (seulement 17 sur 43 au total). Seuls les biotopes présents 

en 2023, année de collecte des données des ruches, ont été pris en compte. De plus, les parcelles 

associées aux colonies ne représentent que 33 % des parcelles de tous les sites. Les 3 biotopes 

les plus productif de pollen, les vergers (1562 µL/m²), vignes (248 µL/m²) ou encore céréales-

pois (41 µL/m²) ne sont donc pas présent sur les parcelles des colonies. 

 

Figure 26 - Densité moyenne de pollen (µL/m2) par biotope présent sur les parcelles 

Deux biotopes ont des valeurs élevées de densité. Les valeurs de densité de pollen des biotopes 

(hors extrêmes) restent relativement proches les unes des autres, avec une dispersion moyenne 

modérée de 2,8 µL/m². Ces écarts s’expliquent par des différences dans la richesse en ressources 

mellifères : certains biotopes offrent plus de fleurs attractives pour les abeilles. Les usages de 

ces milieux varient également, ce qui influence la diversité des espèces et donc du pollen 

présent. Le colza, par exemple, a une valeur de 0 car il n’était plus en fleur en juillet au moment 
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des relevés des données de ruches (Robert, 2011). De même, la pomme de terre a une valeur 

nulle en raison de ses fleurs peu mellifères (Buchanan et al., 2017).  

La culture de céréales obtient un score distinct de celui d’autres cultures, telles que le maïs ou 

la betterave, ainsi que d'autres biotopes comme les prairies de fauche hors MAEC. Cette 

différence s’explique par la présence importante d’adventices recensées sur ces parcelles. Ce 

graphique met en évidence les fortes hétérogénéités entre biotopes, un élément essentiel à 

prendre en compte dans l’analyse des différentes cartes par colonie. Une colonie avec des 

biotopes à forte concentrations en pollen, pourrait voir son score élevé, or ces biotopes peuvent 

n’être présents que sur une infime partie de la surface de la colonie. Ce biais pourrait être corrigé 

par une pondération plus fine des scores pollen selon la surface des parcelles. Une ressource 

florale très attractive mais localisée sur une petite surface ne contribue pas de manière 

équivalente à l’environnement global d’une ruche. En affinant ainsi la pondération, il est 

possible de mieux estimer la qualité fonctionnelle des biotopes accessibles pour les 

pollinisateurs.  

5.2.2. Comparaison des différentes extrapolations pour les colonies 

Les différentes valeurs de densité de pollen ont été appliquée à chaque parcelle de chaque 

colonie. Ci-dessous un exemple avec une carte de la colonie numéro 15 (Figure 27). Les 

différents scores de densité de pollen en µL/m² sont visibles pour chaque parcelle.  
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Figure 27 - Carte des scores de densité pollen par biotope présent sur chaque parcelle pour la colonie numéro 
15. Le trait rouge représente le buffer de 500M autours de la colonie, les traits noirs représente les différentes 

parcelles du site.  

 

5.2.3. Scores de densité de pollen pondérés par surface des colonies 

La surface de chaque parcelle a été intégrée au calcul en multipliant sa densité de pollen par sa 

superficie. Cette méthode permet d’intégrer la dimension spatiale des parcelles. Similairement 

à l’indice néonicotinoïdes, pour obtenir une vision globale au niveau de chaque colonie, la 

somme de ces scores pondérés a été divisée par la somme des parcelles de la colonie, ce qui 

donne un score moyen par colonie (Figure 28).  
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Figure 28 - Score densité de pollen en µL/m² par colonie 

Les valeurs de densité de pollen présentent une médiane de 4 µL/m², accompagnée d’un écart-

type modéré de 1,1 µL/m². Le minimum observé est de 1,6 µL/m² et le maximum de 5,6 µL/m². 

La distance entre le minimum et la médiane est plus importante que celle entre la médiane et le 

maximum, suggérant une légère asymétrie de la distribution, avec une dispersion plus marquée 

vers les faibles valeurs. Autrement dit, les densités de pollen sont un peu plus étalées du côté 

des faibles valeurs, tandis que les valeurs élevées sont plus regroupées autour de la médiane.  

5.3. Distribution des indicateurs de santé 

Dans cette section, les différentes valeurs des indicateurs de santé sont présentées.  

5.3.1. Masse des colonies 

La masse initiale moyenne des colonies était homogène (3112 ± 20,5 g), assurant ainsi des 

conditions de départ équivalentes. En moyenne, les colonies ont enregistré un gain de 286 

(±125,1g). La colonie 1 présente la plus faible progression (165 g), tandis que la colonie 13 

affiche le gain le plus élevé (577 g) (Figure 29). Ces différences de croissance sont étroitement 
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liées à la densité et à la diversité florale environnantes, qui influencent directement l’apport 

nutritionnel, la croissance du couvain et la productivité des colonies (Rotheray et al., 2017). 

Une flore abondante et diversifiée réduit les coûts énergétiques liés à la recherche de nourriture 

et améliore la qualité des ressources collectées, favorisant ainsi un développement optimal. 

Dans l’ensemble, les variations intra-sites restent limitées, à l’exception notable du site 16 où 

une plus grande hétérogénéité des gains de masse a été observée. Un gain de masse élevé est 

généralement interprété comme un indicateur positif de la santé de la colonie, bien que toutes 

aient montré une croissance au cours de l’étude. 

 

Figure 29 - Variation des différents gains de masse en g des colonies durant la période de suivi. Les couleurs 
représentent les colonies jumelles par site.  

5.3.2. Activités des colonies  

L’activité a été mesurée par la somme des entrées et sorties observées lors des relevés successifs 

pour chaque colonie (Figure 30). En moyenne, les colonies ont présenté 63 entrées (±46) et 56 

sorties (±39). Ces valeurs indiquent une grande variabilité entre colonies, certaines étant très 

actives, d'autres beaucoup moins. Toutefois, des écarts importants apparaissent à l’échelle intra-

site, notamment entre les colonies 13 et 16, pourtant localisées sur le même site, avec des 

niveaux d’activité très contrastés. Cela souligne l’importance d’une lecture à l’échelle fine pour 

caractériser le comportement de chaque colonie. 
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Une corrélation positive entre l’activité des colonies et la diversité ainsi que la densité des 

ressources florales a été mise en évidence dans les travaux préliminaires de Tatum Baussart et 

Théophile Dumoulin. Plus l’activité est élevée, meilleure est la santé de la colonie, qui bénéficie 

alors de ressources florales suffisantes pour soutenir sa croissance (Westphal et al., 2006).  

 

 

Figure 30 - Variation de la somme des entrées et sorties pour chaque colonie. Les barres représentent l’addition 
de toutes les entrées et sorties) des différents relevés effectués.  

 

5.3.3. Les moyennes des diamètres de thorax 

Le diamètre moyen du thorax des ouvrières est de 4,8 ± 0,47 mm (Figure 31). Bien que cette 

variation soit modérée en valeur absolue, elle reste significative compte tenu de la faible 

amplitude attendue pour ce type de trait morphologique. Des écarts notables sont observés entre 

certaines colonies, indiquant une hétérogénéité inter-colonies. En revanche, les variations au 

sein d’un même site demeurent globalement limitées, à l’exception du site 16, où les colonies 

13 et 16 présentent des différences marquées. 

Un thorax de grande taille est généralement associé à une meilleure capacité de vol, une 

thermorégulation plus efficace et une robustesse accrue (Adriaens, 2005). Un diamètre 
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thoracique plus important suggère que la colonie a atteint un stade de développement avancé, 

disposant de ressources suffisantes pour assurer un bon nourrissage des larves (Goulson, 2010). 

 

Figure 31 - Moyenne diamètre de thorax des ouvrières par colonie 

5.3.4. La présence de mâles et reines au sein des colonies 

Les deux indicateurs seront analysés conjointement (Figure 32). Sur l’ensemble des colonies, 

seules 10 présentent des mâles (moyenne = 21,7 ± 32,6 individus) , ce qui révèle une forte 

hétérogénéité entre colonies, certaines n’en comptant aucun, tandis que d’autres en comptent 

plusieurs dizaines. La présence de reines est quasi systématique (4,88 ± 8,35 individus), à 

l’exception de la colonie 14 qui n’en présente aucune. A l’échelle intra-site, des hétérogénéités 

sont visibles signe que les colonies ne sont pas à leur même stade de développement.  

La co-présence de mâles et de reines dans certaines colonies peut indiquer un stade de 

développement avancé, généralement associé à une meilleure santé globale (Goulson, 2010).  

L’apparition de jeunes reines (gynes) marque l’entrée dans la phase de reproduction sexuée, 

tandis que la présence de mâles signale une colonie parvenue à maturité, en fin de cycle actif 

(Belsky et al., 2020). 
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Figure 32 - Nombre de males et reines par colonie 

5.3.5. Nombre de parasites par colonies 

Les colonies présentent en moyenne 6,71 parasites par individu infecté, avec un écart-type élevé 

de 10,1, révélant une forte hétérogénéité entre colonies (Figure 33). Six colonies ne comptent 

aucun bourdon infecté, tandis que d’autres présentent des niveaux d’infestation élevés. L’écart 

entre sites est important, mais les différences intra-sites sont également marquées (colonies 11 

et 12). 

Le nombre de parasites semble corrélé au nombre de bourdons infectés, ce qui en fait un 

indicateur indirect de la pression parasitaire globale. Les parasites sont l’un des facteurs 

identifiés dans le déclin global des pollinisateurs, et leur prise en compte permet d’intégrer une 

dimension de pression biologique dans l’évaluation de l’état des colonies (cf. état de l’art).  
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Figure 33 - Nombre de parasite par bourdon infecté par colonie 

5.4. Mise en relation des scores de risque avec la santé 

5.4.1. Croisement des risques chimiques et floraux à l’échelle parcellaire 

À la suite des résultats précédentes, l’importance d’une lecture à l’échelle parcellaire s’est 

imposée. Les scores de contamination en néonicotinoïdes et de densité de pollen ont été 

combinés sans pondération par la surface, c’est-à-dire qu’on évalue toutes les parcelles de la 

même façon, sans ajuster selon leur taille, afin d’évaluer de manière standardisée la contribution 

potentielle de chaque parcelle. La Figure 34 illustre la distribution des parcelles selon ces deux 

indicateurs, pour l’ensemble des colonies. Pour améliorer la lisibilité, les scores ont été 

représentés en échelle logarithmique (log10). 
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Figure 34 – Distribution des parcelles en fonction du score en néonicotinoïdes et de la densité de pollen (échelle 
log10, couleurs selon les catégories de colonies) 

Un seuil arbitraire de 3 a été défini pour chaque indicateur, divisant l’espace en quatre 

quadrants. Ce seuil permet de séparer les parcelles en classes de risque. Pour les concentrations 

en néonicotinoïdes, ce seuil permet ainsi d’isoler les 25 % de parcelles les plus contaminées 

(Figure 24). Concernant la densité florale, un seuil de 3 µL/m² permet de distinguer les parcelles 

les plus riches en ressources florales, en accord avec les valeurs relevées dans les milieux les 

plus attractifs (bandes enherbées, prairies de fauches, etc) (Figure 26).  Ces quadrants ont été 

interprétés écologiquement et traduits en trois classes de risques : 

• Score = 1 (bleu) : parcelles à faible potentialité de contamination (< 3 ng/g) et forte 

densité de pollen (> 3 µL/m²). Ces zones sont favorables aux pollinisateurs : elles 

fournissent des ressources florales abondantes, sans exposition toxique majeure. 

• Score = 0 (bleu clair) :  

o Faible densité de pollen (< 3 µL/m²) et forte potentialité de contamination (>3 

ng/g) 
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o Faible densité de pollen (<3 µL/m²) et faible potentialité de contamination (<3 

ng/g) 

Ces parcelles sont neutres : leur faible attractivité réduit le risque d’exposition 

directe, qu’il y ait contamination ou non. 

• Score = –1 (rouge) : Forte potentialité de contamination (>3 ng/g) et forte densité de 

pollen (>3 µL/m²). Ces zones combinent attractivité et toxicité, représentant des zones 

à risque pour les pollinisateurs. 

Les pourcentages observés selon cette catégorisation sont présentés ci-dessous : 

Tableau 5 - Distribution des parcelles et surfaces en pourcentage par catégorie de risque 

Catégorie % de parcelles % surface totale 

-1 7,5% 14,6% 

0 10,3% 9,6% 

1 82,2% 75,7% 

La majorité des parcelles (82,2 %) sont classées comme favorables, représentant 75,7 % de la 

surface analysée. Elles offrent un contexte combinant ressources florales abondantes et faible 

contamination chimique. Ces conditions sont propices à une bonne santé des populations de 

pollinisateurs.  

Environ 7,5 % des parcelles, représentant 14,6 % de la surface, cumulent forte contamination 

et forte attractivité florale (score -1). Leur taille augmente leur impact potentiel, car elles 

peuvent attirer de nombreux pollinisateurs tout en les exposant à des doses toxiques. Ces 

parcelles méritent une attention particulière dans les stratégies de gestion des risques. Le fait 

que leur proportion en surface soit presque deux fois plus élevée que leur proportion en nombre 

de parcelles suggère que ces zones à risque correspondent souvent à des parcelles de grande 

taille. Cela amplifie leur importance écologique et sanitaire, car elles peuvent représenter des 

zones de forte fréquentation par les pollinisateurs (Kennedy et al., 2013). 

Les parcelles classées comme neutres (10,34 %) ont une faible densité florale, ce qui réduit le 

risque que les pollinisateurs y soient exposés à des substances toxiques. Cependant, leur rôle 

dans le paysage dépend de leur position relative aux autres parcelles : si elles sont situées à 

proximité de parcelles attractives fortement contaminées (score –1) ou peu contaminées (score 

1), elles peuvent influencer les trajectoires de butinage des pollinisateurs (Kremen et al., 2002). 
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Le comportement de butinage dépend en effet de la configuration paysagère : la présence de 

zones non traitées ou moins contaminées à proximité permet de réduire l’exposition moyenne 

aux pesticides. Plusieurs études ont montré que des pollinisateurs à rayon de butinage court ou 

intermédiaire (comme Osmia bicornis ou Bombus terrestris) sont moins exposées dans des 

paysages moins intensifiés et plus hétérogènes (Basu et al., 2016 ; Knapp et al., 2023). 

Cette diversité locale est bien illustrée par la carte ci-dessous (Figure 35), où deux colonies 

apparaissent au centre d’un paysage fortement hétérogène. Autour de la colonie 7, une 

cohabitation immédiate de parcelles à haut risque (score –1, en rouge) et de parcelles très 

favorables (score 1, en bleu foncé) est présente, rendant le contexte écologique difficile à 

interpréter sur la seule base d’une moyenne pondérée. Ce genre de situation justifie l’intérêt de 

garder une lecture spatiale fine, car une parcelle à risque proche peut avoir un impact 

disproportionné malgré une faible surface. 

 

Figure 35 - Hétérogénéité des parcelles pour une colonie 

Le choix du seuil de 3 a permis une catégorisation lisible et fonctionnelle, bien que fondée sur 

un critère arbitraire. L’absence de pondération par la surface à ce stade garantit une comparaison 

équitable entre parcelles, mais limite la capacité à évaluer leur impact réel à l’échelle du 
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paysage. Cette limite est levée dans la section suivante, qui propose une mise à l’échelle centrée 

sur les colonies. 

5.4.2. Agrégation des scores à l’échelle des colonies 

Pour mieux représenter l’influence réelle des parcelles sur l’environnement des colonies, les 

scores ont ensuite été pondérés par la surface. En effet, deux parcelles appartenant à une même 

catégorie de risque peuvent avoir des effets très différents : une grande parcelle classée en score 

1 apportera un bénéfice nettement supérieur à une petite parcelle équivalente ; et inversement 

pour les catégories défavorables. Cette approche offre une meilleure distribution des risques 

dans le paysage. 

Les résultats obtenus pour chaque parcelles ont été agrégés par colonies. Pour cela, les scores 

pondérés ont été additionnés pour chaque colonie, puis divisés par la surface totale des parcelles 

associées. Cette opération permet d’obtenir un indice compris entre -1 et 1 pour chaque colonie, 

reflétant le risque moyen pondéré (Figure 36). 

L’équation suivante illustre le calcul effectué : 

 

Avec :  

• n : nombre total de parcelles associées à une colonie 

• i : indice de chaque parcelle 

• Valeur i : score (compris entre -1 et 1) attribué à la parcelle i 

• Surface i : surface de la parcelle i, en m2 
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Figure 36 - Score final des deux composantes (néonicotinoïdes et densité pollen) pour chaque colonie pondérée 
à la surface 

Un score proche de –1 indique un environnement majoritairement composé de parcelles à risque 

(score –1), tandis qu’un score proche de +1 traduit une prédominance de parcelles favorables 

(score 1). Un score proche de zéro suggère une situation équilibrée ou dominée par des parcelles 

neutres, peu attractives ou faiblement contaminées. Cet indice permet une comparaison directe 

entre colonies et constitue un outil de hiérarchisation des risques à l’échelle du paysage. 

L’analyse spatiale (Figure 37) révèle que ces scores varient en fonction des régions agricoles 

dans lesquelles les colonies sont implantées. Les scores les plus faibles (<0,5) se situent 

principalement dans les régions sablo-limoneuses et limoneuses, tandis que les scores les plus 

élevés (> 0,5) se trouvent dans le Condroz, les Fagnes et la Famenne. 

Cette répartition géographique peut s’expliquer par les différences régionales en termes de 

pratiques agricoles. 

Les régions sablo-limoneuses et limoneuses, historiquement associées à une agriculture 

intensive, sont caractérisées par une forte spécialisation des cultures (céréales, betteraves, maïs, 

pommes de terre), un usage important d'intrants de synthèse et un faible couvert végétal 

diversifié. Ce contexte favorise des paysages peu attractifs pour les pollinisateurs et 
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potentiellement plus contaminés (Vanhove, 2018), ce qui se traduit logiquement par des scores 

faibles à l’échelle des colonies. 

À l’inverse, les régions du Condroz, des Fagnes et de la Famenne présentent une agriculture 

plus extensive, avec une proportion plus élevée de prairies permanentes et une utilisation plus 

modérée d’intrants chimiques (SPW, 2024). Ces pratiques favorisent une meilleure qualité des 

sols et une plus grande diversité florale, donc des parcelles riches en pollen et faiblement 

contaminées, ce qui se traduit par des scores pondérés plus élevés pour les colonies concernées. 

 

Figure 37 - Localisation des colonies dans les différentes régions agricoles de Wallonie avec le score obtenu 

5.4.3. Comparaison des scores obtenus avec indicateurs de santé des pollinisateurs  

Après agrégation des scores à l’échelle des colonies, il est essentiel d’évaluer leur pertinence 

en les confrontant aux indicateurs de santé mesurés sur le terrain. Cette étape vise à vérifier si 

les scores synthétiques construits à partir des deux facteurs environnementaux (ressources 

florales et contamination chimique) reflètent effectivement la santé des colonies de Bombus 

terrestris. 

Les corrélations de Spearman calculées entre le score environnemental moyen par colonie et 

les six indicateurs de santé révèlent des tendances contrastées (Figure 38). Le score reflète 

particulièrement bien certaines dimensions clés de la santé des Bombus terrestris, en particulier 
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le gain de masse et l’activité des colonies, qui présentent toutes deux des corrélations 

significatives. Le diamètre thoracique moyen des ouvrières ainsi que le nombre de mâles 

montrent quant à eux des corrélations modérées, suggérant une influence plus limitée, mais non 

négligeable, de l’environnement sur la morphologie et le développement reproductif. Ces 

résultats valident, au moins partiellement, la capacité du score à capter des signaux biologiques 

pertinents. 

À l’inverse, ni le nombre de reines produites, ni la charge parasitaire moyenne par individu 

infecté ne sont significativement corrélés au score. Si l’environnement modélisé reflétait 

fidèlement les conditions propices au succès reproducteur et à la résistance aux agents 

pathogènes, une augmentation du nombre de reines (corrélation positive) et une diminution de 

la charge parasitaire (corrélation négative) dans les colonies les plus favorables devraient être 

attendu.  

Leur absence de lien suggère que ces variables sont influencées par d'autres facteurs non inclus 

dans le modèle, par exemple d'autres pesticides comme les fongicides ou les insecticides non-

néonicotinoïdes (e.g. pyréthrinoïdes, sulfoxaflor). Ceux-ci bien que parfois considérés comme 

moins toxiques, peuvent avoir des effets sublétaux ou interagir avec les néonicotinoïdes pour 

amplifier les effets sur les abeilles (Tsvetkov et al., 2017). La fragmentation du paysage ou la 

perte de continuité florale dans le temps sont des facteurs reconnus pour influencer 

négativement la viabilité des colonies, mais ne sont pas représentés ici (Porcher & Fontaine, 

2019b). Enfin, les pathogènes (comme l’acarien Parasitellus fucorum ou des virus transmis par 

le varroa chez l’abeille domestique) constituent une source de stress biologique majeure, 

pouvant affaiblir l’immunité des individus et les rendre plus vulnérables aux pesticides, même 

à faibles doses (Pettis et al., 2012). L’absence de ces paramètres dans le modèle signifie que 

certaines situations perçues comme « favorables » selon notre double indicateur pourraient, en 

réalité, s’avérer problématiques dans un contexte multifactoriel. 

Certaines limites méthodologiques peuvent également expliquer le manque de corrélation 

observé pour certains indicateurs. Le score repose sur un seuil de pondération arbitraire (valeur 

3), qui pourrait s’avérer trop strict ou trop tolérant selon les composés chimiques considérés. 

Par ailleurs, l’agrégation des données sous forme de moyenne pondérée par la surface des 

parcelles ne prend pas en compte les contrastes intra-paysage ni la configuration spatiale des 

cultures. Ainsi, deux colonies exposées à des mosaïques environnementales très différentes 

peuvent recevoir un score similaire, malgré des contextes écologiques divergents. 
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Ce phénomène est illustré par le cas de la colonie 8 : bien que son score moyen (0,22) indique 

un environnement modérément favorable, elle est entourée de plusieurs parcelles classées en 

catégorie 0 ou –1, combinant forte densité de pollen et contamination élevée. Cette 

configuration mixte est difficile à détecter avec un indicateur moyen, ce qui souligne l’intérêt 

de maintenir une lecture spatiale fine dans l’analyse du risque écologique. 

Plus largement, ce type d’agrégation masque les effets cumulatifs et non linéaires de 

l’environnement. Le comportement de butinage dépend fortement de la structure spatiale du 

paysage (Kremen et al., 2002), (Chakrabarti et al., 2015)). Les pollinisateurs ont tendance à 

concentrer leurs activités sur une portion restreinte des surfaces disponibles, ce qui rend une 

simple moyenne inapte à saisir la réalité fonctionnelle des interactions environnement-colonie. 

 

Figure 38 - Relation entre les scores obtenus et les indicateurs de santé par colonie avec une régression linéaire. 
Pour chaque indicateur, coefficient de corrélation de Spearman (en rang) et valeur de p-value. 
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6. Conclusion et perspectives 

Ce mémoire visait à évaluer dans quelle mesure la santé des pollinisateurs peut être prédite à 

partir d’une approche croisant la disponibilité en ressources florales dans les milieux agricoles 

et leur niveau de contamination chimique, en particulier par les néonicotinoïdes. Ce croisement 

répond à un enjeu central de la recherche actuelle : comprendre les causes du déclin préoccupant 

des populations de pollinisateurs, sauvages comme domestiques, qui jouent pourtant un rôle 

crucial dans le maintien des écosystèmes et dans la production agricole mondiale. 

Pour ce faire, un score synthétique a été élaboré à partir de données extrapolées de densité de 

pollen, ainsi que d’une estimation des concentrations en néonicotinoïdes fondée sur les rotations 

culturales et la présence de cultures susceptibles d’être contaminées. Ce score, calculé à 

l’échelle des parcelles, a ensuite été agrégé au niveau des colonies de Bombus terrestris, en 

pondérant par la surface des parcelles situées dans un rayon de 500 mètres autour de chaque 

ruche, afin de refléter au mieux la zone moyenne de butinage de cette espèce. 

Les résultats obtenus montrent que ce score permet de capter certains signaux biologiques forts. 

Il est notamment corrélé à deux indicateurs clés de la vitalité des colonies : leur activité et leur 

gain de masse. Ces corrélations suggèrent que des environnements riches en ressources florales 

et faiblement contaminés offrent des conditions propices au développement des colonies. Ces 

éléments confirment l’intérêt de croiser les dimensions nutritionnelles et toxiques dans 

l’évaluation de la qualité écologique d’un paysage pour les pollinisateurs, en cohérence avec 

les travaux antérieurs sur les effets des néonicotinoïdes et de la disponibilité florale. En 

intégrant un facteur lié à l’occurrence répétée de cultures historiquement traitées, le modèle 

permet également de mieux représenter la contamination indirecte des sols, y compris dans les 

parcelles non traitées récemment. Il prend ainsi en compte la persistance des néonicotinoïdes 

dans l’environnement agricole, en lien avec leur temps de demi-vie élevé dans les sols. Cela 

constitue un atout important dans l’estimation du risque chronique auquel les pollinisateurs 

peuvent être exposés, au-delà des seules zones d’application directe. 

Ce travail, mené dans le cadre du projet NUTRIBEE, s’inscrit ainsi dans une dynamique de 

recherche appliquée visant à mieux comprendre les facteurs combinés à l’origine du déclin des 

pollinisateurs dans les paysages agricoles tempérés. Il renforce également l’idée que les 
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pratiques agricoles, notamment la structure des rotations culturales, influencent de manière 

indirecte mais déterminante la santé des colonies. 

Cependant, cette approche présente plusieurs limites qu’il convient de souligner. Certains 

indicateurs sensibles comme le nombre de reines produites ou la charge parasitaire moyenne ne 

sont pas significativement corrélés au score, ce qui suggère que des dimensions écologiques 

cruciales ; telles que la pression pathogène ou les dynamiques sociales internes ; pourraient ne 

pas être suffisamment prises en compte. Par ailleurs, des choix méthodologiques, comme le 

seuil de catégorisation ou l’agrégation spatiale, peuvent biaiser l’interprétation écologique des 

résultats. De plus, l’absence de prise en compte d’autres pressions, comme les fongicides ou la 

fragmentation du paysage, ainsi que la brièveté de la période d’observation (19 jours), limitent 

la portée des conclusions. 

Dans le cadre des travaux du projet NUTRIBEE, ce mémoire propose une méthode intégrée 

combinant contamination chimique, ressources florales et structure du paysage pour évaluer 

l’environnement des pollinisateurs. Le score développé reflète partiellement l’attractivité 

florale à travers des densités de pollen mesurées, tout en neutralisant l’effet des cultures peu 

mellifères. 

Pour les prochaines études, plusieurs pistes pourraient être explorées pour affiner cette 

approche. Intégrer un facteur de distance entre chaque parcelle et la colonie, raffiner les données 

florales (qualité, composition spécifique), considérer d’autres pressions chimiques et 

biologiques, ou encore prolonger la durée du suivi, permettraient de construire un indicateur 

spatialement pondéré plus représentatif des pressions effectivement rencontrées par les 

colonies. Ces améliorations contribueraient à développer des outils plus performants pour 

évaluer la qualité écologique des paysages agricoles, mais aussi à identifier avec plus de 

précision les leviers d’action pour enrayer le déclin de ces acteurs fondamentaux de la 

biodiversité. 

 
 
 
 
 
 
 



67 
 

7. Annexe 

7.1. Méthode analyse des échantillons de terres récoltés 

a) Préparation des échantillons avant analyse  

Dans un tube Falcon de 50 mL, 5 g de sol sont mélangés avec 5 mL d’eau (voir figure), puis la 

suspension est agitée manuellement avant d’être laissée au repos pendant 30 minutes. Ensuite, 

10 mL d’acétonitrile acidifié avec 2 % d’acide formique sont ajoutés. Le mélange est de 

nouveau agité manuellement, suivi d’une seconde macération de 30 minutes. Pour permettre la 

séparation des phases aqueuse et organique, un mélange de sels QuEChERS (Biosolve, France) 

est ajouté. Ce mélange est constitué de 4 g de sulfate de magnésium, 1 g de chlorure de sodium, 

0,5 g de citrate de sodium dibasique sesquihydraté et 1 g de citrate de sodium tribasique 

dihydraté. Après ajout des sels, le tube est agité manuellement pendant 1 minute, puis centrifugé 

à 4800 rcf (relative centrifugal field) pendant 15 minutes à 4 °C. Le surnageant correspondant 

à la phase organique est ensuite filtré à travers un filtre en PTFE de 0,2 µm. La solution obtenue 

est transférée dans une fiole (vial) avant d’être analysée par chromatographie liquide couplée à 

un spectromètre de masse à haute résolution (LC-HRMS). 

 

Figure 39 - Schéma d'extraction des produits de protection des plantes dans le sol (CRA-W, 2023) 

 
b) Droite de calibration en matrice  

La calibration est effectuée à partir de solutions stock préparées individuellement pour chaque 

molécule, celles-ci présentant une pureté supérieure à 99 % et étant dissoutes dans 20 mL 

d’acétone. Une solution mère combinée, contenant l’ensemble des molécules, est ensuite 

préparée dans de l’acétonitrile. À partir de cette solution mère, des dilutions successives sont 

réalisées afin d’obtenir une gamme de concentrations allant de 10 à 0,01 µg·L⁻¹. 
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Un sol de référence, prélevé sur une parcelle cultivée en agriculture biologique depuis environ 

vingt ans et ne présentant aucune trace des molécules ciblées, est utilisé pour valider la série 

d’analyses. 

 

c) LC-HRMS 

La quantification des concentrations de néonicotinoïdes a été réalisée par chromatographie 

liquide couplée à la spectrométrie de masse à haute résolution (LC-HRMS), en utilisant un 

système LC Nexera X2™ de Shimadzu et un spectromètre de masse à temps de vol de type Q-

TOF (X500R, AB Sciex). Les standards ainsi que les échantillons ont été séparés à l’aide d’une 

colonne Waters Acquity UPLC™ (2,1 x 100 mm, 1,8 µm). Deux phases mobiles ont été 

utilisées : la phase A composée de 90 % d’eau et 10 % de méthanol, contenant 0,1 % d’acide 

formique et 2 mM de formiate d’ammonium, et la phase B composée de méthanol avec 0,1 % 

d’acide formique. Une séparation optimale a été obtenue grâce à un programme d’élution 

gradient (cf. tableau). Le débit d’élution était fixé à 0,3 mL·min⁻¹, à une température de 40 °C, 

avec un volume d’injection de 5 µL. 

 

Tableau 6 - Gradient d'élution utilisé pour l'analyse multi-résidus en LC-HRMS 

Temps 
[min] 

Phase mobile 
% A % B 

0 100 0 
0,5 100 0 

4 0 100 
8,5 0 100 

9 100 0 
15 100 0 

 
 

d) Qualité de la mesure 

L’analyse du sol de référence a révélé l’absence de composés susceptibles d’interférer avec 

l’identification des substances actives analysées, à l’exception de la clothianidine. Dans ce cas, 

l’intensité du signal mesuré dans l’échantillon de référence a été soustraite des aires 

correspondantes pour chaque point de la courbe de calibration. 

 

Les échantillons sont extraits et injectés par séries d’environ 20 échantillons. La linéarité de la 

réponse instrumentale a été évaluée pour chaque série d’injection, avec un coefficient de 

détermination (R²) supérieur ou égal à 0,99 pour chaque molécule. Des contrôles de 
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performance ont été effectués à trois niveaux de concentration (10, 1 et 0,2 µg·kg⁻¹) afin de 

vérifier un taux de récupération conforme aux critères d’acceptabilité, soit entre 70 % et 120 % 

selon la molécule et le niveau de concentration, avec un objectif de récupération de 100 %. Les 

limites de quantification varient selon la molécule analysée (voir tableau). 

Tableau 7 - Limite de quantification (LQ) 

Néonicotinoïde LQ [µg.kg−1] 
Acétamipride 0,1 0,1 

Clothianidine 0,2 
Fupyradifurone 0,1 
Imidaclopride 0,4 

Sulfoxaflor 1 
Thiaclopride 0,15 

Thiaméthoxame 0,3 

 

7.2. Tableau des statistiques de détections échantillons pour chaque type de 
rotation de culture et chaque type de molécules de néonicotinoïdes 
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7.3. Augmentation observée de la concentration en clothianidine et 
imidaclopride à chaque occurrence supplémentaire de betteraves sucrières et 
légumineuses dans la rotation.  
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Interactions entre néonicotinoïdes et ressources florales pour évaluer la santé 
des pollinisateurs 
Étude de cas à l’échelle du paysage agricole wallon 

  

Thomas Schmitz 

 

Le déclin des pollinisateurs, essentiels à la reproduction des plantes et la production 
agricole est aujourd’hui un enjeu écologique majeur. Parmi les multiples facteurs en 
cause, l’appauvrissement des ressources florales et l’exposition aux pesticides, 
notamment les néonicotinoïdes, sont particulièrement préoccupants. Ce mémoire 
s’inscrit dans le cadre du projet NUTRIBEE et propose une approche intégrée pour 
évaluer la santé des pollinisateurs en croisant ces deux dimensions clés à l’échelle 
du paysage agricole.  

L’étude s’appuie sur l’analyse de 30 sites réparties en Wallonie, avec une attention 
particulière portée à 16 colonies de Bombus terrestris. Un score composite a été 
développé à partir de densités de pollen disponibles dans le paysage et des 
concentrations estimées de néonicotinoïdes dans les sols. Ces données ont été 
extrapolées à l’échelle des parcelles, puis agrégées autour de chaque colonie dans 
un rayon de 500 mètres, reflétant la zone moyenne de butinage.  

Les résultats révèlent une corrélation significative entre ce score et certains 
indicateurs de vitalité des colonies, comme leur activité de butinage ou leur gain de 
masse, soulignant l’importance de l’interaction entre qualité nutritionnelle et 
pression chimique. Toutefois, certains aspects plus complexes, tels que la 
production de reines ou la charge parasitaire, restent difficilement expliqués par le 
modèle, ce qui met en lumière la nécessité d’intégrer d’autres facteurs écologiques. 

En croisant écologie du paysage, toxicologie environnementale et données 
biologiques, ce mémoire ouvre des perspectives méthodologiques pour mieux 
caractériser la qualité des habitats des pollinisateurs. Ils proposa ainsi un outil d’aide 
à la décision pour les acteurs agricoles et environnementaux soucieux de concilier 
production et conservation de la biodiversité.  

 

 


