
 

© Sabrina Rondeau, 2018 
 

 

Lutte biologique contre le parasite apicole Varroa 
destructor à l’aide de l’acarien prédateur Stratiolaelaps 

scimitus 

Mémoire 

Sabrina Rondeau 

Maîtrise en biologie végétale - avec mémoire 

Maître ès sciences (M. Sc.) 

Québec, Canada 
 



 

 II 

 

Lutte biologique contre le parasite apicole              
Varroa destructor à l’aide de l’acarien prédateur 

Stratiolaelaps scimitus 
 

Mémoire 

Sabrina Rondeau 

Sous la direction de : 

 

Valérie Fournier, directrice de recherche 

Pierre Giovenazzo, codirecteur de recherche 

 

 
 



 

III 
 

Résumé 

En se nourrissant de l’hémolymphe et des corps gras de l’abeille domestique (Apis mellifera L.) et en 

lui transmettant de nombreux virus, l’acarien parasite Varroa destructor (Acari : varroidae) constitue la principale 

cause de mortalité des colonies d’abeilles. Les traitements chimiques présentement utilisés pour lutter contre le 

varroa comportent plusieurs désavantages, tels que le développement de résistance de l’acarien aux acaricides 

de synthèse et une toxicité variable pour l’abeille. Via l’utilisation d’ennemis naturels du parasite, la lutte 

biologique pourrait représenter une avenue durable et sécuritaire pour la santé des colonies. L’objectif principal 

de cette étude était de tester l’efficacité de l’acarien prédateur Stratiolaelaps scimitus (Acari : Lealapidae) comme 

moyen de lutte biologique contre le varroa. Une étude du comportement alimentaire du prédateur a d’abord été 

réalisée afin d’évaluer le risque de prédation du couvain d’abeille (œufs, larves et pupes) par S. scimitus, ainsi 

que son potentiel de prédation envers les varroas phorétiques (se trouvant sur le corps des abeilles adultes). 

Des essais in vivo ont ensuite permis d’évaluer l’efficacité de deux doses d’introduction du prédateur (6 250 ou 

12 500 acariens/colonie) à contrôler les populations de varroa dans les colonies d’abeilles en septembre (en 

comparaison avec l’acaricide biologique Thymovar®) et en novembre (en comparaison avec l’acide oxalique). 

Bien que S. scimitus soit capable de s’alimenter sur tous les stades de développement de l’abeille en laboratoire, 

nos résultats suggèrent que le prédateur ne représente pas une menace pour le couvain lorsqu’il est introduit 

dans la colonie. Par contre, nos résultats démontrent que le prédateur n’est pas en mesure de contrôler les 

populations de varroas dans les colonies d’abeilles sous les conditions testées, c’est-à-dire lorsqu’il est introduit 

à l’automne selon la dose actuellement recommandée par certains distributeurs. Cette inefficacité est 

probablement liée à l’incapacité du prédateur à s’attaquer aux varroas phorétiques. 
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Abstract 

By feeding on the hemolymph and fat bodies of the honey bee (Apis mellifera L.) and transmitting many 

viruses, the parasitic mite Varroa destructor (Acari: varroidae) is considered as the main cause of honey bee 

colony losses. The use of chemicals in varroa control shows many disadvantages, such as the development of 

mite resistance to synthetic acaricides and a variable toxicity for bees. Through the use of natural enemies, the 

biological control of varroa mites could represent a sustainable and safe avenue for colony health. The main 

objective of this study was to test the effectiveness of the predatory mite Stratiolaelaps scimitus (Acari: 

Lealapidae) as a means of biological control against varroa mites. A study of the predator’s feeding behaviour 

was first performed to evaluate the risk of predation of bee brood (eggs, larvae and pupae) by S. scimitus, as 

well as its predation potential upon phoretic varroa mites (varroa parasitizing adult bees). In vivo trials were then 

carried out to evaluate the effectiveness of two predator introduction rates (6,250 or 12,500 mites / colony) to 

control varroa populations in honey bee colonies in September (compared to the organic acaricide Thymovar®) 

and in November (compared to oxalic acid). Although S. scimitus is able to feed on all bee developmental stages 

in the laboratory, our results suggest that the predator does not pose a threat to the bee brood when introduced 

into the colony. On the other hand, our results demonstrate that the predator is not able to control varroa 

populations in bee colonies under the tested conditions, that is, when it is introduced in fall according to the rate 

currently recommended by some biocontrol suppliers. This ineffectiveness is probably related to the inability of 

the predator to attack phoretic varroa mites. 
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Avant-propos 

Les chapitres 2 et 3 de ce document constituent le corps du mémoire et sont présentés sous forme 

d’articles scientifiques rédigés en anglais. Les autres sections de ce mémoire, dont l’introduction et la conclusion 

générale ont été rédigées en français.  

Le chapitre 2 intitulé « Risk assessment and predation potential of Stratiolaelaps scimitus (Acari: 

Laelapidae) to control Varroa destructor (Acari: Varroidae) in honey bees » a été soumis le 18 avril 2018 au 

journal scientifique PLOS ONE (identifiant : PONE-D-18-11632) , tandis que le chapitre 3 intitulé « The use of 

the predatory mite Stratiolaelaps scimitus (Acari: Laelapidae) to control Varroa destructor (Acari: Varroidae) in 

honey bee colonies in early and late fall » a été soumis pour publication dans le périodique scientifique Journal 

of Economic Entomology le 28 juin 2018 (identifiant : ECONENT-2018-0417).  

L’ensemble des éléments nécessaires à la production de ce mémoire, tels que l’élaboration des 

protocoles de recherche, la récolte et l’analyse des données, l’interprétation des résultats ainsi que la rédaction 

des textes, est issu de la candidate. Les chapitres 2 et 3 ont été rédigés en collaboration avec Valérie Fournier 

(directrice), Ph. D., professeure-chercheuse en entomologie à l’Université Laval et Pierre Giovenazzo 

(codirecteur), Ph. D., professeur-chercheur en biologie et titulaire de la Chaire de leadership en enseignement 

en sciences apicoles de l’Université Laval. En effet, leurs corrections et suggestions ont contribué à 

l’amélioration des textes présentés dans ce mémoire. 
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1.1. Importance de l’abeille domestique 

 L’abeille domestique, Apis mellifera L. (Hymenoptera : Apidae) est sans contredit l’espèce d’abeille la 

plus connue et la plus utilisée à travers le monde. Indigène de l’Europe, de l’Afrique et de l’Asie, l’espèce a été 

introduite au Nouveau Monde (Amérique, Australie, Océanie) suite à sa domestication par l’homme (Han et al., 

2012). Cette domestication remonte à 2 600 ans av. J-C., en Égypte antique, où on utilisait A. mellifera pour sa 

production de miel (vanEngelsdorp & Meixner, 2010).  

 Ainsi exploité par l’homme depuis plusieurs millénaires, le miel demeure un produit d’importance 

économique dans de nombreuses régions du monde. À l’échelle nationale, le Québec possédait environ 7% des 

colonies d’abeilles du Canada en 2014 (Agriculture et Agroalimentaire Canada, 2016). En 2015, la valeur de la 

production de miel était estimée à 232 millions de dollars au Canada (Statistique Canada, 2015) et à 13,9 

millions de dollars au Québec (Institut de la statistique du Québec, 2015). En outre, le Canada est un pays 

exportateur de miel puisqu’on y produit plus de miel que la quantité consommée au pays. L’Alberta, la 

Saskatchewan et le Manitoba sont considérées comme les plus grandes provinces canadiennes exportatrices, 

tandis que l’Ontario et le Québec sont d’importants importateurs de miel (Agriculture et Agroalimentaire Canada, 

2016). Au Canada, en 2014, le miel importé provenait principalement du Brésil (19%), de l’Argentine (17%), de 

la Nouvelle-Zélande (14%) et des États-Unis (12%) (Agriculture et Agroalimentaire Canada, 2016).  

 Évidemment, l’importance économique de l’abeille ne se limite pas à la production du miel. Au contraire, 

l’abeille domestique joue un rôle important pour la pollinisation de nombreuses cultures à vocation alimentaire 

(Chopra et al., 2015; Klein et al., 2007; Potts et al., 2010; Winfree et al., 2011). Au Canada, plusieurs cultures 

bénéficient d’une augmentation de rendement suite à la pollinisation par l’abeille domestique, dont celle de la 

pomme, du bleuet, du soya et du canola (Agriculture et Agroalimentaire Canada, 2016). Selon Agriculture et 

Agroalimentaire Canada (2016), la contribution économique liée aux services de pollinisation effectués par A. 

mellifera était estimée à 2,05 milliards de dollars en 2013, soit nettement plus que pour la production de miel et 

autres produits de la ruche. Au Québec, en 2015, près de 45 000 colonies ont été louées à des fins de 

pollinisation (Institut de la statistique du Québec, 2016). Ainsi, la pollinisation des cultures fruitières et 

maraîchères représente plus de 20% des revenus des apiculteurs (Boucher et al., 2011). 

1.2. Régie et cycle de production apicole au Québec 

 Au Canada, la nouvelle saison apicole débute par la sortie et le déballage des ruches au printemps. 

Au Québec, plus particulièrement, la sortie des ruches commence vers la fin du mois de mars dans les régions 

du sud et se poursuit pendant deux à trois semaines dans les régions plus à l’est et au nord de la province 
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(Boucher et al., 2011). La procédure de sortie des ruches diffère selon le type d’hivernage effectué (intérieur ou 

extérieur).  

 L’absence de fleurs au début du printemps implique que la survie et le développement de la colonie 

dépendent des réserves nutritives de la ruche (Desjardins et al., 2006). Ainsi, dès la sortie des ruches, une 

première évaluation de leur état est généralement effectuée afin de retirer les colonies mortes et de s’assurer 

que les réserves de nourriture (miel et pollen) sont suffisantes pour permettre le bon développement des 

colonies restantes. Un premier nourrissage à l’aide de sirop de sucre (solution de saccharose à 50% p/v) dès la 

sortie des colonies, de même que l’ajout d’un substitut de pollen, permettent de stimuler l’activité de la ruche et 

la ponte de la reine (Boucher et al., 2011; Desjardins et al., 2006).  

 Vers la mi-avril, les premières fleurs (saules et érables) font leur apparition et les abeilles commencent 

à récolter du pollen frais et un peu de nectar (Desjardins et al., 2006). Lors d’une journée chaude vers la fin 

d’avril ou le début de mai (environ 16°C), une deuxième évaluation de l’état des colonies permet de rééquilibrer 

les réserves de nourriture selon la force des colonies. De plus, pour les apiculteurs désirant démarrer de 

nouvelles ruches (dans le but d’augmenter leur cheptel ou de remplacer les pertes), le début du mois de mai est 

la période indiquée pour le démarrage des nucléi1 (Desjardins et al., 2006).  

 Entre le début et la mi-mai, les ressources florales deviennent suffisamment abondantes pour permettre 

à la colonie de s’autoalimenter, se développer et commencer à faire des réserves de miel et de pollen 

(Desjardins et al., 2006). Au Québec, la première miellée commence entre la mi-mai et le début de juin selon 

les régions (Boucher et al., 2011). Par ailleurs, lorsque les conditions sont favorables, une reine pondra de 1 

500 à 2 000 œufs par jour en mai et en juin (Desjardins et al., 2006).  

 Au début de l’été (mi-juin au début juillet), le développement des ruches devrait être à son maximum, 

soit 50 000 abeilles et plus par colonie (Desjardins et al., 2006). Durant l’été, les apiculteurs vérifient l’état des 

colonies à tous les 15 à 20 jours, afin de s’assurer que la reine continue à pondre, de rééquilibrer les ruches 

saines selon la force des colonies et de remplacer la reine lorsque nécessaire (Desjardins et al., 2006). 

Généralement, la première miellée se termine vers la mi-juillet et les apiculteurs commencent à retirer les 

hausses à miel en vue de leur extraction vers la troisième semaine de juillet. Selon les apiculteurs et le volume 

de miel à récolter, il peut y avoir de deux à trois périodes de récolte et d’extraction du miel : mi-juillet, mi-août et 

mi-septembre, ou fin juillet et mi-septembre (Desjardins et al., 2006).  

                                                           
1 Nucléus (pluriel nucléi) : petite colonie d'abeilles composée généralement d’une reine, de deux à quatre cadres de 
couvain et d’un cadre de nourriture (Boucher et al., 2011). 
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 En septembre, les ressources florales et le nectar se font plus rares, les abeilles doivent se préparer 

pour l’hiver et la reine commence à diminuer sa ponte. Même lorsque la floraison est encore présente, les 

hausses (boîtes) à miel doivent tout de même être retirées au plus tard à la mi-septembre, afin de préparer les 

ruches pour la saison froide (Boucher et al., 2011). Suite à la récolte du miel d’automne, les apiculteurs doivent 

nourrir leurs colonies avec du sirop de sucre afin de leur permettre de traverser la période hivernale dans les 

meilleures conditions. Vers la fin de septembre à la mi-octobre, les faux bourdons (mâles de l’abeille 

domestique) sont expulsés de la ruche par les ouvrières qui cherchent à éviter le gaspillage de nourriture 

(Fukuda & Ohtani, 1977). Ce sont les abeilles nées en août et en septembre qui hiverneront et permettront à la 

colonie de survivre durant la saison froide. En effet, ces dernières auront une durée de vie beaucoup plus longue 

que celle des ouvrières nées durant le reste de la saison apicole, elles resteront actives durant tout l’hiver et 

participeront même, au printemps suivant, à l’élevage du couvain2 et aux activités de butinage (Desjardins et 

al., 2006).  

 C’est à la mi-novembre que les apiculteurs préparent les ruches pour l’hivernage. L’hivernage peut se 

faire à l’intérieur (dans une chambre d’hivernage) ou à l’extérieur. Les ruches trop faibles à l’automne ne doivent 

pas hiverner puisqu’elles ne survivraient pas à l’hiver ou, du moins, ne seraient pas productives au printemps 

suivant (Boucher et al., 2011). Généralement, les ruches à une hausse hivernent à l’intérieur tandis que les 

ruches fortes à deux hausses sont destinées à l’hivernage extérieur (Boucher et al., 2011). Les ruches hivernées 

à l’extérieur doivent être isolées adéquatement, en utilisant des matériaux isolants. 

 La période hivernale dure environ cinq mois et s’étend de la fin de novembre jusqu’en avril. En se 

blottissant les unes contre les autres pour former une grappe, les abeilles parviennent à survivre à nos hivers 

rigoureux, mais l’hivernage provoque tout de même la perte d’environ 30% des abeilles adultes d’une colonie 

(Boucher et al., 2011). Les apiculteurs québécois doivent donc s’attendre à perdre quelques colonies au cours 

de l’hiver. Les colonies fortes, en santé et bien préparées pour l’hiver auront plus de chance de survivre. 

 Il est très important pour les apiculteurs de procéder à un suivi serré de l’état sanitaire de leurs colonies, 

et ce, durant toute la saison apicole (Pernal & Clay, 2015). Il sera ainsi plus facile de planifier les interventions 

nécessaires au maintien ou à l’amélioration de la santé des colonies. Dès le printemps, des prélèvements 

d’abeilles à des fins d’analyses en laboratoire permettent d’évaluer la présence de nosémose, de loque et 

d’acariose (Boucher et al., 2011). De plus, des dépistages fréquents de l’acarien varroa s’avèrent nécessaires 

afin de détecter la présence de ce parasite dans les ruches et de prendre les mesures nécessaires pour 

préserver la santé des colonies (voir section 1.4.6). 

                                                           
2 Ensemble des œufs, des larves et des pupes d’abeilles. 
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1.3. Menaces et pertes de colonies 

1.3.1 Situation sur la perte de colonies d’abeilles 

 Selon l’Organisation des Nations Unies pour l’alimentation et l’agriculture (FAO, 2016), le nombre total 

de colonies d’abeilles domestiques à travers le monde était estimé à 83,4 millions en 2014, ce qui représente 

une augmentation de 69,5% depuis 1961. Bien qu’il soit évident que les stocks mondiaux d’abeilles sont en 

augmentation depuis les 60 dernières années, plusieurs régions du monde sont aux prises avec des pertes 

importantes de colonies. En Europe, par exemple, une réduction de 16,2% du nombre total de colonies a été 

observée entre 1961 et 2014, tandis que les pertes observées en Amérique du Nord pour la même période 

s’élèvent à 41,3% (FAO, 2016). Toutefois, une tendance inverse est observée au Canada, où le nombre de 

colonies ne cesse d’augmenter (FAO, 2016; Ferland et al., 2017). Il n’en demeure pas moins que depuis plus 

d’une décennie, la mortalité hivernale des colonies demeure plus élevée au Québec et au Canada que le seuil 

de 15% considéré comme étant acceptable par les apiculteurs (Ferland, 2017). 

 De manière générale, ces pertes de colonies sont attribuables à la mortalité hivernale des abeilles, de 

même qu’à un phénomène plutôt récent identifié aux États-Unis et appelé syndrome d’effondrement des 

colonies d’abeilles (en anglais, « Colony collapse disorder » ou CCD) (Le Conte et al., 2010). En effet, depuis 

2006, les apiculteurs sont témoins d’un phénomène inhabituel de mort des colonies caractérisé par la perte 

rapide d’un grand nombre d’ouvrières, laissant derrière elles la reine et le couvain. Ce syndrome d’effondrement 

des colonies d’abeilles se distingue aussi par l’absence d’abeilles mortes dans la colonie affectée 

(vanEngelsdorp et al., 2009). En outre, plusieurs chercheurs se sont penchés sur la problématique de pertes de 

colonies observée en Europe et aux États-Unis et certains facteurs ont été identifiés comme causes potentielles 

du phénomène. Parmi ceux-ci, notons les pathogènes et parasites de l’abeille, l’intensification agricole et 

l’utilisation massive de pesticides, les conditions météorologiques, le manque de diversité génétique des 

colonies, les carences nutritionnelles, etc. (Desai & Currie, 2016; Smith et al., 2013; vanEngelsdorp & Meixner, 

2010). 

1.3.2 Maladies et organismes nuisibles de l’abeille domestique 

Un large éventail de maladies et d’organismes nuisibles peuvent affecter l’abeille domestique et nuire 

à son développement ou à la productivité des colonies. Le tableau 1 présente un portrait sommaire des 

pathogènes et parasites les plus problématiques en apiculture, au Québec. Par ailleurs, un certain nombre 

d’insectes et autres animaux nuisibles peuvent agir en tant que prédateurs ou déprédateurs (animaux qui 

causent des dégâts matériels à une ruche dans le but de se nourrir). Ces derniers peuvent se nourrir de larves 

ou d’abeilles adultes, de miel, de pollen, de cire ou simplement profiter de la chaleur de la ruche pour se mettre 
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à l’abri (Boucher et al., 2011). À titre d’exemples, le petit coléoptère de la ruche (Aethina tumida) et deux espèces 

de fausse-teignes (Galleria mellonella et Achroia grisella) figurent parmi les insectes pouvant causer des 

dommages non négligeables aux ruches infestées (Pernal & Clay, 2015). De plus, certains mammifères 

prédateurs, tels que les souris, les ratons laveurs, les moufettes et les ours, peuvent piller les ruches en quête 

de nourriture et ainsi causer des dégâts considérables aux colonies (Boucher et al., 2011).  

Tableau 1. Maladies de l’abeille domestique fréquemment rencontrées. 

Maladie 
Agent biotique 
responsable 

Stades de 
l’abeille 
touchés 

Description et impact sur la colonie 

Maladies bactériennes 

Loque 
américaine 

Paenibacillus larvae Couvain 
Maladie du couvain la plus dévastatrice à l’échelle 
mondiale1. Très contagieuse, peut rapidement causer 
la perte des colonies d’un rucher2. 

Loque 
européenne 

Melissoccocus pluton 
Paenibacillus alvei 
Enterococcus faecalis 

Couvain 
Maladie contagieuse largement répandue au Québec. 
Cause généralement peu de dommages2. 

Mycoses 

Couvain plâtré Ascophaera apis Couvain 
Généralement peu dommageable. Peut représenter un 
risque élevé pour les colonies affaiblies. Contamination 
avec de la nourriture larvaire contaminée2. 

Nosémose 
Nosema apis 
Nosema ceranea 

Adulte 
Maladie infectieuse du système digestif de l’abeille. 
Largement répandue. Contamination par ingestion2. 

Maladies virales 

Maladie des 
ailes 
déformées 

Virus des ailes 
déformées 

Tous les stades 
Virus de l’abeille domestique le plus répandu dans le 
monde. Cause des malformations et la mort précoce 
des adultes nouvellement émergées1. 

Autres viroses 

Virus du couvain 
sacciforme, virus 
israélien de la paralysie 
aiguë, virus de l'abeille 
du cachemire, etc. 

Différents 
stades 

Actuellement, 24 virus de l’abeille ont été identifiés 
mondialement, dont une dizaine ont été retrouvés en 
Amérique du Nord3. 

Acariens parasites 

Varroase Varroa destructor 
Couvain et 
adulte 

Plus important problème sanitaire affectant les abeilles. 
Maladie parasitaire très contagieuse pouvant causer la 
perte de la colonie2. 

Acariose 
Acarien des trachées 
(Acarapis woodi) 

Adulte 

Maladie parasitaire contagieuse affectant le système 
respiratoire des abeilles. Peut entraîner des dommages 
importants dans les colonies. Se transmet d’une abeille 
à l’autre, par contact direct2. 

1 Pernal & Clay (2015); 2 Boucher et al. (2011); 3 Prevention of honey bee colony losses (2016) 
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1.4. Varroa destructor 

 Varroa destructor (Anderson & Trueman) est un acarien ectoparasite de l’abeille domestique. Le genre 

Varroa (Acari : Varroidae) regroupe quatre espèces d’ectoparasites obligatoires qui se nourrissent 

exclusivement de l’hémolymphe des abeilles sociales du genre Apis (Hymenoptera : Apidae) (Anderson & 

Trueman, 2000). De ces quatre espèces, V. destructor est sans aucun doute celle causant le plus de dommages 

aux colonies d’abeilles à travers le monde (V. Dietemann et al., 2012). 

1.4.1 Historique et répartition géographique 

Avant l’année 2000, V. destructor était connu sous le nom de Varroa jacobsoni Oudemans, identifié 

pour la première fois en 1904, en Indonésie (Oudemans, 1904). Il s’agissait au départ d’un parasite de l’abeille 

asiatique Apis cerena Fabricus, indigène de l’Asie. Le changement d’hôte du parasite d’A. cerena vers A. 

mellifera aurait eu lieu vers 1957 au Japon, où les deux espèces d’abeilles cohabitaient depuis 1877 (de Guzman 

et al., 1997). Selon Oldroyd (1999), la construction du chemin de fer transsibérien reliant la Russie à l'Extrême-

Orient aurait conduit, au début du 20e siècle, à des exportations d’abeilles domestiques de l’Europe vers 

l’Indonésie. Le rapprochement d’A. mellifera avec l’abeille indigène asiatique A. cerena aurait alors permis au 

parasite V. jacobsoni de s’établir sur son nouvel hôte, A. mellifera. Les abeilles infestées auraient ensuite été 

exportées vers leur lieu d’origine, l’Europe, et l’infestation se serait alors rapidement répandue à travers le 

monde.  

Varroa jacobsoni a été détecté pour la première fois à l’extérieur de son aire de répartition naturelle en 

Russie en 1949 (Matheson, 1995). Selon de Guzman et al. (1997), il y aurait eu au moins deux introductions 

indépendantes du parasite en Amérique. Une première introduction aurait eu lieu au Paraguay (Amérique du 

Sud) en 1971 via l’importation de reines et de couvain d’abeilles domestiques infestées en provenance du Japon. 

En Amérique du Nord, un second foyer d’infestation aurait pris naissance au Wisconsin (États-Unis) en 1987 et 

serait d’origine européenne. En 1989, soit deux années plus tard, le varroa était déjà présent au Canada 

(Matheson, 1995) et son introduction au Québec a eu lieu au cours des années 90’ (Giovenazzo, 2011). À 

l’heure actuelle, le parasite est présent dans toutes les provinces du Canada à l’exception de l’île de Terre-

Neuve (Leboeuf et al., 2016). L’Austalie constitue le seul autre territoire terrestre abritant d’importantes quantités 

d’abeilles domestiques exemptes de varroas (Wilfert et al., 2016).  

En 2000, suite à des analyses génomiques, un groupe de chercheurs a découvert qu’il existe en fait 

deux espèces de varroas distinctes qui affectent le genre Apis. Varroa jacobsoni causerait donc la varroase 

chez A. cerena, mais ce serait une espèce plus virulente, V. destructor, qui parasiterait A. mellifera (Anderson 

& Trueman, 2000). Comparativement aux dommages causés par V. destructor chez l’abeille domestique, 
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l’impact de V. jacobsoni sur son hôte naturel est relativement minime (V. Dietemann et al., 2012; Oldroyd, 1999). 

Cette différence s’explique en partie par le fait que V. jacobsoni ne peut se reproduire qu’en présence de couvain 

de mâles. De son côté, V. destructor peut se reproduire autant sur le couvain mâle que sur le couvain 

d’ouvrières, ce qui lui confère l’avantage d’une période de reproduction intense et prolongée (Oldroyd, 1999). 

1.4.2 Caractéristiques morphologiques et cycle de vie 

Varroa destructor est un acarien d’assez grande taille et peut être vu à l'œil nu. C’est la femelle que 

l’on observe le plus fréquemment. De couleur brun rougeâtre, le corps de la femelle adulte est plus large que 

long, soit environ 1,1 mm de long x 1,6 mm de large (Sammataro et al., 2000). Ce dernier est aplati 

dorsoventralement et est recouvert de nombreuses soies. Ainsi, de par sa morphologie, la femelle est bien 

adaptée pour se loger entre la nymphe d’abeille et les parois de l’alvéole ainsi que sur le corps de l’abeille adulte 

(Sammataro et al., 2000). Dans la colonie d’abeilles, les femelles varroa adultes sont souvent observées dans 

les cellules de couvain ou marchant rapidement à la surface des cadres. On les retrouve également sur les 

abeilles adultes qui leur servent de moyen de dispersion (phorésie) et d’hôtes temporaires. Ainsi, durant leur 

phase phorétique, les femelles s’accrochent fermement au corps des abeilles adultes, principalement au niveau 

de l’abdomen, sous les sclérites abdominaux ou à la jonction du thorax et de l’abdomen (De Jong, Morse, et al., 

1982; Rosenkranz et al., 2010). Les mâles, de leur côté, ne sortent jamais des alvéoles. Ils ne se nourrissent 

pas et leur cycle de vie est court, soit le temps nécessaire pour accomplir leur rôle de géniteur. Les varroas 

mâles et les immatures (œufs, protonymphes et deutonymphes) sont blanc jaunâtre et les mâles sont plus petits 

que les femelles.  

Varroa destructor passe sa vie entière au sein de la colonie d’abeilles, parasitant les abeilles adultes 

ou les stades immatures. Le cycle de vie du varroa est bien connu et plusieurs auteurs (Boot et al., 1993; De 

Jong, Morse, et al., 1982; Donze & Guerin, 1994; Ifantidis, 1983; Martin, 1994; Nazzi & Le Conte, 2016; 

Sammataro et al., 2000) décrivent en détail les étapes de la reproduction et du développement du parasite. 

Chez le varroa, la reproduction est de type haplodiploïde (les femelles se développent à partir d’œufs fécondés, 

tandis que les mâles se développent à partir d’œufs non fécondés) et se produit dans les cellules de couvain 

d’abeilles. Varroa desctuctor préfère le couvain de faux bourdons (mâles), mais peut également se développer 

dans des cellules d’ouvrières. Ainsi, lorsqu’elle se retrouve dans une colonie d’abeilles qui se reproduit 

activement, la femelle varroa fécondée quitte l’abeille adulte et entre dans une cellule de couvain un à deux 

jours avant son operculation (Sammataro et al., 2000). La femelle se cache alors des abeilles ouvrières en 

immergeant son corps dans les réserves de gelée larvaire qui se trouvent au fond de la cellule. Celle-ci reste 

cachée jusqu'à ce que la cellule de couvain soit operculée, puis elle s'attache à la larve de l'abeille alors que 

cette dernière tisse son cocon (Donze & Guerin, 1994; Sammataro et al., 2000). Soixante heures après 
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l’operculation de la cellule, la femelle pond un premier œuf non fécondé qui se développera en mâle néoténique 

(pouvant se reproduire en conservant une structure d’immature) qui restera dans la cellule.  Les œufs pondus 

par la suite, par intervalles de 30h, seront fertilisés et se développeront tous en femelles. Puisque la ponte est 

étalée dans le temps, le succès d’un cycle de reproduction dépend de la durée du cycle de l’abeille. Ainsi, 

puisque la durée de la période de développement suivant l’operculation est supérieure chez le couvain de faux 

bourdons (14 à 15 jours) comparativement au couvain d’ouvrières (11 à 12 jours), le nombre de jeunes femelles 

varroas qui atteignent le stade adulte est supérieur chez ce premier. En effet, lorsque le cycle de reproduction 

s’effectue sur du couvain de faux bourdon, une femelle fondatrice produira en moyenne 2.2 nouvelles femelles 

viables (Martin, 1995), tandis qu’elle en produira 1.45 si le cycle se déroule sur du couvain d’ouvrières (Martin, 

1994). Bien que cette différence puisse sembler insignifiante, la présence de couvain de mâles dans une colonie 

d’abeilles joue donc un rôle non négligeable sur la croissance de la population de varroa, surtout lorsque la 

population initiale du parasite est élevée. 

Durant son développement post-embryonnaire, le varroa passe par deux stades, la protonymphe et la 

deutonymphe, qui comportent chacun une phase mobile et une phase immobile. Les jeunes femelles en 

développement s’alimentent de l’hémolymphe des pupes d’abeilles à partir d’une unique perforation construite 

et entretenue par la femelle fondatrice à l’aide de ses pièces buccales.  Suite à leur maturation sexuelle, c’est-

à-dire environ six jours après la ponte des œufs, les femelles s’accouplent avec leur frère ou avec le fils d’une 

autre femelle fondatrice dans le cas d’une invasion multiple (DeGrandi-Hoffman & Curry, 2004; Ifantidis, 1983). 

Une fois le cycle de l’abeille complété, la jeune abeille émerge, portant sur son dos les femelles varroas. Les 

mâles et les nombreuses femelles qui n'atteignent pas la maturité restent dans la cellule et meurent. Suite à leur 

sortie de la cellule, les femelles matures se déplacent sur une abeille nourrice et restent en phase phorétique 

entre 2 à 11 jours avant de s’introduire dans de nouvelles cellules pour répéter le cycle (Boot et al., 1993; Martin, 

1998). La phase phorétique n’est pas essentielle au processus de reproduction, mais elle est tout de même 

importante pour permettre la maturation des jeunes femelles varroas et leur déplacement vers les sites de 

reproduction (Piou et al., 2016). Chaque femelle varroa fécondée peut effectuer de deux à trois cycles de 

reproduction au cours de sa vie qui dure de deux à trois mois au cours de l’été (et de six à huit mois au cours 

de l’hiver). 

1.4.3 Impact de la varroase sur la santé des colonies d’abeilles 

 Varroa destructor représente actuellement la plus grande menace pour l’abeille domestique, à l’échelle 

mondiale (Nazzi & Le Conte, 2016). La présence du varroa, seule ou en association avec d’autres facteurs 

biotiques ou abiotiques, est entre autres fortement associée à la mortalité hivernale des colonies d’abeilles 

(Amdam et al., 2004; Dainat et al., 2012; McMenamin & Genersch, 2015; van der Zee et al., 2015; van 
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Dooremalen et al., 2012), en plus d’être suspectée de jouer un rôle dans le syndrome d’effondrement des 

colonies (Kang et al., 2016; Le Conte et al., 2010; Nazzi et al., 2012). 

1.4.3.1 Dommages à l’échelle de l’individu 

 Les dommages causés aux colonies d’abeilles par V. destructor sont principalement attribuables aux 

lésions infligées aux pupes d’ouvrières durant leur développement (Annoscia et al., 2015; De Jong, Morse, et 

al., 1982; Duay et al., 2003; Rosenkranz et al., 2010). Ces blessures physiques surviennent lorsque les femelles 

adultes perforent la membrane intersegmentaire des abeilles immatures avec leurs chélicères pointues pour se 

nourrir. Lors de sa phase de reproduction, plus particulièrement, la femelle varroa ainsi que sa progéniture se 

nourrissent de l’hémolymphe de la pupe d’abeille, causant ainsi d’importantes carences nutritionnelles à l’abeille 

en développement et une diminution du poids des pupes (Bowen-Walker & Gunn, 2001; De Jong, De Jong, et 

al., 1982; Duay et al., 2003). Les abeilles adultes ayant été parasitées durant leur développement présenteront 

parfois des malformations, auront un poids inférieur, un système immunitaire affaibli et une durée de vie 

beaucoup plus courte (Annoscia et al., 2015; Annoscia et al., 2012; Bowen-Walker & Gunn, 2001; De Jong, De 

Jong, et al., 1982; Yang & Cox-Foster, 2007). En effet, le parasitisme par V. destructor peut mener à la 

suppression de l’expression de plusieurs gènes, tant chez l’abeille adulte que chez les stades immatures, dont 

certains sont impliqués dans la défense immunitaire et la longévité de leur hôte (Koleoglu et al., 2017). Ici, les 

blessures physiques engendrées par l’alimentation du varroa de même que certains composés bioactifs injectés 

dans l’hémolymphe des abeilles par la salive du parasite semblent être en cause (Koleoglu et al., 2017). 

 Par ailleurs, la perte de poids observée chez les abeilles adultes ayant été parasitées durant leur 

développement résulterait d’une importante perte en eau chez ces dernières (Annoscia et al., 2012).  En effet, 

il semblerait que l’infestation des pupes par le varroa interfère avec le développement de la cuticule de l’abeille, 

causant une altération des hydrocarbures responsables de sa perméabilité (Annoscia et al., 2012; Salvy et al., 

2001). Selon Annoscia et al. (2012), cette altération affecterait la capacité de la cuticule à prévenir les pertes en 

eau ainsi que la tolérance des abeilles infestées aux stress hydriques, et pourrait aussi altérer la capacité des 

abeilles à se défendre contre certains agents pathogènes. Par ailleurs, chez les ouvrières destinées à hiverner, 

les adultes ayant été parasitées au stade nymphal ne développent pas complètement les caractéristiques 

physiologiques typiquement associées à une longévité supérieure, incluant une accumulation adéquate de 

vitellogénine et d’hémocytes (Amdam et al., 2004). De plus, la réduction du contenu en protéines et en gras des 

abeilles infestées par le varroa entrave le fonctionnement de leurs glandes mandibulaires et hypopharyngiennes 

(Ayoub et al., 2015; Ritter & Akratanakul, 2006) et augmente leur susceptibilité aux pesticides (Le Conte et al., 

2010; Ritter & Akratanakul, 2006).  
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 Chez les mâles, l’infestation du couvain par le varroa conduit également à une perte de poids des 

pupes et des adultes émergents (Duay et al., 2003). Toutefois, le couvain de mâles semble plus résistant aux 

infestations que le couvain d’ouvrières. En effet, Duay et al. (2003) ont démontré que, même lorsque leur cellule 

est infestée par 20 femelles varroas et leur progéniture, certains faux bourdons émergent sous forme d’adulte. 

Par ailleurs, Amiri et al. (2016) ont récemment démontré que les faux bourdons infectés par le virus des ailes 

déformées, un virus fortement associé à la présence de V. destructor, peuvent transmettre le virus via leur 

sperme lors du processus d’accouplement naturel, ce qui entraîne occasionnellement l’infection des reines. 

Ainsi, la transmission du virus aux reines lors de l'accouplement peut contribuer considérablement à la 

défaillance ou à la mort de ces dernières, un facteur souvent associé à la perte des colonies d’abeilles (Pettis 

et al., 2016; vanEngelsdorp & Meixner, 2010). En outre, le nombre de faux bourdons qui atteignent l’âge de la 

maturation sexuelle est significativement réduit chez les mâles ayant été parasités lors de leur développement 

(Collins & Pettis, 2001). 

 Durant sa phase phorétique, la femelle varroa se nourrit de l’hémolymphe des abeilles adultes, ce qui 

peut également comporter certains impacts négatifs. Entre autres, les butineuses parasitées par le varroa 

présentent une diminution de leur capacité d’apprentissage (Kralj et al., 2007; Navajas et al., 2008), des périodes 

d’absence prolongées à l’extérieur de la ruche, des difficultés à s’orienter et un taux de retour à la colonie 

inférieur à celui observé chez les butineuses non parasitées (Kralj & Fuchs, 2006). Ces changements de 

comportement pourraient expliquer, du moins en partie, la perte du grand nombre d’ouvrières observée lors des 

épisodes d’effondrement des colonies d’abeilles (Kralj & Fuchs, 2006).  

 Très récemment, une étude effectuée à l’Université du Maryland a démontré que le varroa s’alimente 

principalement des corps gras de l’abeille plutôt que de son hémolymphe – tel que supposé durant plusieurs 

années (Ramsey, 2017). Cette nouvelle découverte permettra sans doute de mieux comprendre l’impact du 

parasite sur son hôte, vu l’importance des corps gras en tant que réserve de nutriments chez les abeilles. Les 

corps gras jouent également un rôle pour la détoxification des pesticides, la réponse immunitaire et la régulation 

hormonale chez l’insecte (Ramsey, 2017). 

1.4.3.2 Dommages à l’échelle de la colonie 

 L’impact du varroa au niveau de la colonie d’abeilles ne correspond pas à une simple addition des 

effets individuels puisque les sociétés d’insectes eusociaux, d’une part, possèdent une certaine capacité de 

tamponnage et parce que la colonie constitue un ensemble complexe de mesures comportementales, chimiques 

et biophysiques de défenses collectivement appelées « immunité sociale » (Wegener et al., 2016). Lorsqu’une 

infestation par V. destructor n’est pas contrôlée, les colonies parasitées développent d’importants symptômes, 

tels qu’une diminution de leur développement, la présence d’abeilles malnutries ou celle d’abeilles rampantes, 



 

12 
 

qui sont incapables de voler, ou qui ont les ailes atrophiées (Annoscia et al., 2012; De Jong, 1997). Une récente 

étude portant sur l’altération du comportement des abeilles ayant été parasitées par V. destructor durant leur 

développement a d’ailleurs démontré que ces dernières sont moins actives dans la colonie: elles prodiguent 

moins de soins aux larves, effectuent moins de tâches dans la ruche (ventilation, trophallaxie) et ne semblent 

pas participer à la collecte de nourriture (Annoscia et al., 2015). Ainsi, selon les mêmes auteurs, le manque 

d'ouvrières dédiées au soutien et à la subsistance du couvain pourrait conduire, dans un court laps de temps, à 

un dysfonctionnement de la colonie entière.  

 Une colonie fortement infestée par le varroa produira également significativement moins de miel 

(Emsen et al., 2014). Par ailleurs, bien qu’une nutrition optimisée puisse favoriser la croissance des colonies et 

leurs réponses immunitaires aux virus, le parasitisme par le varroa risque de nuire à tous les avantages qu’une 

bonne nutrition pourrait offrir (DeGrandi-Hoffman & Chen, 2015). En effet, le parasitisme par le varroa engendre, 

chez l’abeille, une diminution du métabolisme des protéines, l'inhibition de certains gènes d'immunité et des 

niveaux d’infections virales accrus qui ne peuvent pas être contrebalancés par la consommation de pollen 

(DeGrandi-Hoffman & Chen, 2015). Il semble donc qu’il existe des limites quant aux avantages que procure le 

régime alimentaire sur la fonction immunitaire chez les abeilles parasitées par le varroa. En outre, les conditions 

climatiques ou les réserves insuffisantes de pollen et de nectar peuvent augmenter le processus de 

dépérissement des colonies (Ritter & Akratanakul, 2006). Ainsi, le plus souvent, une colonie non traitée 

s’effondrera après seulement six à 24 mois d’infestation par V. destructor (Le Conte et al., 2010). Les colonies 

décimées par le varroa sont souvent retrouvées avec quelques rares abeilles et leur reine, les autres ouvrières 

ayant succombé ou ayant dérivé vers les colonies voisines (Ritter & Akratanakul, 2006). Dans ce dernier cas, 

les populations de varroas augmenteront avant de tuer les colonies nouvellement parasitées (Rosenkranz et al., 

2010). 

1.4.3.3 Interactions entre le varroa et les virus de l’abeille 

 L’acarien varroa est un important vecteur de virus, dont plusieurs sont associés à un effondrement des 

colonies d’abeilles (de Miranda et al., 2010; Genersch & Aubert, 2010; Nazzi & Le Conte, 2016). La transmission 

de virus du varroa à l’abeille, via l’alimentation répétée du parasite à partir de l’hémolymphe de son hôte, est 

bien documentée (de Miranda et al., 2010; McMenamin & Genersch, 2015; Rosenkranz et al., 2010). En fait, la 

plupart des virus transmis par le varroa étaient présents dans les populations d’abeilles avant l’arrivée du 

parasite, mais les infections demeuraient le plus souvent bénignes ou asymptomatiques (de Miranda et al., 

2010; Nazzi et al., 2012). En effet, l'exosquelette des abeilles les protège normalement de nombreuses 

infections virales. Cependant, en pénétrant cette barrière naturelle, le varroa favorise la transmission des virus 

ou la multiplication de ces derniers par sa salive. C’est ce qui se produit, notamment, dans le cas du virus de la 

paralysie aiguë (ABPV), du virus israélien de la paralysie aiguë (IAPV) et du virus du cachemire (KBV), dont la 
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présence est fortement reliée à celle du varroa (de Miranda et al., 2010). Bien qu’ils soient, en temps normal, 

présents à de faibles concentrations dans la colonie et qu’ils provoquent des infections silencieuses, ces virus 

sont extrêmement virulents lorsqu’ils sont injectés directement dans l’hémolymphe des abeilles, ce qui explique 

leur implication dans les pertes de colonies induites par le varroa (de Miranda et al., 2010). Outre ces trois virus 

de la famille des Dicistroviridae, le virus de la cellule royale noire (BQCV; Dicistroviridae), le virus des ailes 

déformées (DWV; Iflaviridae), le virus du couvain sacciforme (SBV; Picornaviridae) et le virus des taches en 

anneaux du tabac (TRSV; Secoviridae) sont également associés à différents degrés avec V. destructor (Chen 

& Siede, 2007; McMenamin & Genersch, 2015). Par ailleurs, les pupes d’abeilles semblent plus susceptibles 

aux infections virales que les abeilles adultes puisque leur système immunitaire se trouve affaibli, lors de leur 

développement, par la présence du varroa (Koleoglu et al., 2017).  

 En raison de son association étroite avec la mortalité des colonies induite par le varroa, le virus des 

ailes déformées (en anglais, « Deformed wing virus » ou DWV) est l’un des virus de l’abeille les plus étudiés. Il 

est maintenant bien connu que V. destructor peut déclencher la réplication du DWV qui, pourtant, se retrouve 

habituellement à des niveaux non létaux chez l’abeille (De Miranda & Genersch, 2010; Nazzi et al., 2012; Yang 

& Cox-Foster, 2007). Le DWV est un virus à ARN simple brin pouvant être transmis horizontalement (voie fécale, 

orale ou cannibalisme) ou verticalement (des parents à leur descendance) et causant des infections silencieuses 

chez l’abeille (De Miranda & Genersch, 2010). En effet, de manière générale, ce virus serait très répandu en 

Europe, avec une prévalence approchant 100% durant l’été (De Miranda & Genersch, 2010; Nazzi et al., 2012). 

Selon Nazzi et al. (2012), les blessures infligées à l’abeille par V. destructor déstabilisent la dynamique interne 

du DWV, transformant le virus initialement cryptique en un virus meurtrier qui se réplique rapidement. En effet, 

selon les auteurs, cette déstabilisation résulterait d'un syndrome d’immunosuppression chez l’abeille. Ainsi, en 

affectant les défenses antivirales des abeilles, le varroa favoriserait la réplication du DWV et conduirait à 

l'effondrement subséquent des colonies.  

 Lorsque l’infection par le DWV est suffisamment importante et devient symptomatique, des 

déformations physiques invalidantes apparaissent chez les abeilles infectées, dont une déformation des ailes, 

un abdomen raccourci et gonflé et une taille réduite (De Miranda & Genersch, 2010). Les abeilles présentant 

des ailes déformées ont généralement une durée de vie limitée à un ou deux jours (De Miranda & Genersch, 

2010). La mort des pupes infectées peut également survenir. Selon Annoscia et al. (2012), l’expression 

symptomatique de l’infection virale à elle seule semble fortement associée à cette réduction de la longévité des 

abeilles. Une des théories avancées par les auteurs est que les abeilles handicapées par le DWV peuvent 

difficilement se nourrir due à leur mobilité réduite. De plus, le comportement d’agressivité exhibé par les abeilles 

non infectées envers leurs congénères handicapées pourrait désavantager significativement la survie des 

abeilles affectées par le virus.  
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 Le plus souvent, l'effondrement des colonies infestées par le varroa se produit à la fin de la saison 

active, en raison d'une augmentation soudaine de la mortalité des abeilles causée par une quantité létale de 

copies du génome DWV résultant de la réplication virale déclenchée par le parasite (Nazzi et al., 2012; Wegener 

et al., 2016). De plus, l’association entre V. destructor et le DWV serait aussi responsable de la durée de vie 

réduite des abeilles d'hiver, suggérant leur implication dans les importantes pertes hivernales de colonies 

d'abeilles observées dans plusieurs régions tempérées (Dainat et al., 2012). Par ailleurs, un nouveau génotype 

émergent du DWV, appelé DWV-B ou « Varroa destructor virus » (VDV-1) s’avère encore plus virulent que le 

génotype DWV-A préalablement établi et peut représenter une menace particulièrement importante pour les 

populations d’abeilles domestiques (McMahon et al., 2016). En effet, selon les auteurs, les colonies infectées 

par le DWV-B s’effondrent plus rapidement que celles infectées par le DWV-A. La perte prématurée des abeilles 

ouvrières infectées par le virus, ainsi que l'énergie gaspillée pour l'élevage de ces abeilles entraînent un impact 

négatif flagrant sur la valeur adaptative « fitness » des colonies lorsque trop d’abeilles non viables sont produites 

(De Miranda & Genersch, 2010). Ainsi, selon certains auteurs, l'étude des effets de l'infestation par le varroa en 

l'absence d'infection virale et vice-versa est probablement de valeur limitée sous un point de vue pratique, 

compte tenu de la forte interaction existante entre V. destructor et le virus DWV (Annoscia et al., 2015; Annoscia 

et al., 2012). 

1.4.4 Dynamique des populations de Varroa destructor 

 Une bonne compréhension de la dynamique des populations de V. destructor au sein des colonies 

d’abeilles est essentielle au développement de nouvelles méthodes de lutte contre le parasite et à l’application 

des stratégies recommandées. Il faut d’abord garder en tête que les populations de varroas augmentent au fil 

de la saison dès que le couvain est présent dans la colonie, permettant ainsi aux femelles fondatrices de se 

reproduire. Ainsi, suite à l’infestation d’une nouvelle colonie par le varroa, ce dernier peut croître jusqu’à atteindre 

une population démesurée en quelques années seulement (Rosenkranz et al., 2010). La croissance de la 

population de varroas est influencée à la fois par les caractéristiques du parasite, telles que sa capacité de 

reproduction et sa longévité, ainsi que par celles de son hôte, incluant la taille de la colonie d’abeilles, la 

présence de couvain (ouvrières ou mâles), l’essaimage et le comportement hygiénique (Rosenkranz et al., 

2010). D’autres facteurs, tels que la période de l’année, le climat et la présence de pathogènes de l’abeille (ex. 

virus) influencent également le développement des acariens dans la colonie. 

 Généralement, les populations de varroas augmentent tout au long du printemps et de l'été, à mesure 

que la taille des colonies d’abeilles augmente (Figure 1). Dans les régions tempérées, les dégâts au niveau de 

la colonie apparaissent principalement durant l'automne et l'hiver, lorsque la population d'hôtes diminue et que 
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le taux relatif de parasitisme augmente, endommageant la santé des abeilles qui s’apprêtent à hiverner (Amdam 

et al., 2004).   

Figure 1. Modélisation de l’effet de différents niveaux d’infestation par V. destructor en début de saison 
sur la croissance subséquente de la population. Une différence de quelques dizaines d’acariens en début 
de saison peut avoir des conséquences considérables sur la population totale de parasites en fin de saison. 
Ainsi, une population initiale de 10 acariens ou moins maintiendra la population sous le seuil critique d’infestation 
(1 000 à 3 000 acariens) durant toute la saison. Par contre, une colonie plus fortement infestée en début de 
saison (100 à 200 varroas) verra sa population augmenter à des niveaux critiques pour la survie de la colonie 
d’abeilles. Figure adaptée de The National Bee Unit (2017). 

 

Plusieurs modèles mathématiques ont été développés dans le but d’estimer et de comprendre les 

variations des populations de V. destructor au fil des saisons. Par exemple, Martin (1998) suggère un modèle 

qui prédit une augmentation annuelle de la population de varroas par un facteur de 12 dans une colonie 

possédant du couvain durant 128 jours (régions tempérées). Ceci correspond également à une augmentation 

journalière de 2,1%. Selon ce modèle, environ 65% de la population de varroas se retrouve à l’intérieur des 

cellules de couvain operculées, lorsque le couvain est présent. Par ailleurs, le modèle prédit un ratio de varroas 

morts ou vivants très variable entre les périodes de présence (moins de mortalité) ou d’absence (plus de 

mortalité) de couvain. Un autre modèle, celui de DeGrandi-Hoffman & Curry (2004), suggère que l’application 

d’acaricides à la fin de l’été procure les meilleures chances de survie pour les colonies fortement infestées. Ce 

même modèle prédit également que les colonies fortement infestées par le varroa au printemps et traitées avec 

un acaricide retrouveront à l’automne des niveaux similaires à ceux des populations non traitées. Ceci serait 

attribuable au fait que dans les colonies traitées, les cellules de couvain de mâle sont infestées par un moins 

grand nombre de varroas, ce qui augmente le succès de reproduction du parasite et donc le taux de croissance 
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de sa population. Par ailleurs, les auteurs insistent sur l’importance d’adapter les seuils d’intervention selon la 

région géographique, en tenant compte de la longueur de la période de disponibilité du couvain dans la colonie. 

L’apport de parasites exogènes (provenant d’une autre colonie) peut également contribuer à 

l’augmentation naturelle des populations de varroas (DeGrandi-Hoffman et al., 2016; Figure 2). En effet, la 

transmission de parasites entre les colonies peut avoir lieu lorsque les ouvrières ou les faux-bourdons entrent 

dans les colonies voisines ou lorsque les butineuses des colonies plus fortes procèdent au pillage des colonies 

plus faibles (Rosenkranz et al., 2010). Entre autres, la désorientation des abeilles résultant de leur parasitisme 

par V. destructor peut mener à la dérive des butineuses vers d’autres colonies (Kralj & Fuchs, 2006). Certaines 

colonies « perdent » donc des varroas, tandis que d’autres en « reçoivent ». D’ailleurs, considérant le fait que 

les colonies plus faibles sont souvent fortement infestées par V. destructor, le pillage intense observé durant les 

périodes de faible disponibilité en nectar risque d’augmenter largement l’infestation chez les colonies plus fortes 

(Rosenkranz et al., 2010). Ces nouvelles invasions sont d’autant plus favorisées par des densités élevées de 

ruches situées dans une même zone, l’introduction de colonies parasitées ou encore la présence de ruches non 

traitées situées dans un rayon de 1.5 km (DeGrandi-Hoffman et al., 2016; Frey & Rosenkranz, 2014; Frey et al., 

2011). Ainsi, la croissance rapide des populations de varroas durant l’automne résulterait en grande partie de 

la migration des varroas entre les colonies plutôt que de la simple reproduction du parasite (DeGrandi-Hoffman 

et al., 2016).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2. Modélisation de l’effet de l’apport de nouveaux varroas sur l’évolution du nombre de parasites 
au sein d’une colonie d’abeilles. Lorsqu’une colonie est initialement peu parasitée et en absence d’invasion 
par des varroas exogènes, la population de varroas sera maintenue sous le seuil critique d’infestation (1 000 à 
3 000 varroas). Par contre, l’invasion d’une colonie par de nouveaux acariens peut conduire à des niveaux 
d’infestation suffisamment élevés pour menacer la survie de cette colonie (selon le nombre d’acariens exogènes 
introduits). Figure adaptée de The National Bee Unit (2017). 
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 Ces connaissances concernant la dynamique des populations de varroas mettent en évidence 

l’importance d’effectuer des dépistages fréquents dans l’optique de synchroniser l’application des traitements 

antiparasitaires avec l’évolution de la densité de parasites au fil des saisons. Ainsi, suite au dépistage et à 

l’évaluation des densités de population de varroas dans leurs colonies, les apiculteurs sont mieux outillés pour 

cibler la stratégie de lutte la plus favorable au maintien ou à l’amélioration de l’état de leur cheptel. Les méthodes 

de dépistage du varroa sont décrites plus bas (section 1.4.6). 

1.4.5 Lutte intégrée contre la varroase 

 Il est maintenant largement reconnu que la lutte intégrée contre les ravageurs est la meilleure approche 

pour lutter contre la varroase en apiculture. Cette approche mise sur l’intégration d’un ensemble de méthodes 

proactives, non chimiques et chimiques, qui offre aux apiculteurs la meilleure stratégie pour contrôler le parasite 

et limiter les dommages aux colonies (Delaplane et al., 2005; The Honey Bee Health Coalition, 2016). Entre 

autres, ces tactiques visent à contrôler les densités de varroas avant qu’elles ne menancent la productivité et la 

survie des colonies, plutôt que de répondre après que les dégâts aient eu lieu.  

 Une stratégie de lutte intégrée contre le varroa intègre donc les aspects suivants : 1) une surveillance 

fréquente et rigoureuse des populations de varroas afin de détecter les colonies nécessitant un contrôle et 

d’évaluer l'efficacité des traitements utilisés; 2) l’utilisation de pratiques culturales et physiques dans le but de 

freiner l’accroissement des populations de varroas; et 3) une rotation des produits chimiques utilisés qui tient 

compte de la dynamique des populations des acariens et des abeilles et qui minimise le développement de 

résistance des varroas aux acaricides chimiques (The Honey Bee Health Coalition, 2016).  

1.4.6 Surveillance et dépistage du varroa 

 Le dépistage du varroa permet aux apiculteurs d’estimer la population d'acariens parasitant une colonie 

en vue d’appliquer la stratégie de lutte la mieux adaptée à leur situation. Il s’agit d’une étape essentielle au 

contrôle antiparasitaire en apiculture qui permet, notamment, de connaître le niveau de parasitisme dans une 

colonie avant et après un traitement. Ainsi, une surveillance précise et une bonne connaissance des niveaux 

d’infestation dans un cheptel apicole sont à la base d'une stratégie adéquate de lutte intégrée contre le parasite.  

 Généralement, le dépistage du varroa devrait être effectué au minimum à quatre reprises au cours de 

l’année (The Honey Bee Health Coalition, 2016). Au Québec, un calendrier de contrôle de la varroase indique 

les périodes de dépistage et les niveaux d’intervention recommandés (Figure 3).  
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Figure 3. Calendrier de contrôle de la varroase conçu pour être utilisé par les apiculteurs du Québec 
comme aide-mémoire durant toute la saison apicole. Les niveaux d’intervention sont déterminés par la chute 
naturelle quotidienne des varroas (nombre de varroas/jour; voir tableau 2 pour plus de détails). Tiré de Ministère 
de l'Agriculture des Pêcheries et de l'Alimentation du Québec (2014). 

  

 Parmi les méthodes de dépistage décrites dans la littérature, la méthode du lavage à l’alcool et celle 

du sucre en poudre (sucre à glacer) sont celles qui fournissent les estimations de populations de varroas les 

plus fiables selon The Honey Bee Health Coalition (2016). Ces deux méthodes consistent à retirer les varroas 

phorétiques du corps des abeilles adultes et à compter les acariens afin d’établir un pourcentage d’infestation 

(nombre de varroas/100 abeilles). La principale différence entre les deux méthodes est que le sucre en poudre 

n’est pas létal pour les abeilles, ce qui implique que ces dernières peuvent être retournées à la ruche après le 

dépistage. Au contraire, l’utilisation de l’alcool implique que les abeilles échantillonnées seront sacrifiées. 
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Tableau 2.  Description sommaire de quelques méthodes de dépistage de la varroase les plus souvent 
utilisées. Voir Dieteman et al. (2013) pour plus de détails concernant la méthodologie. 

LAVAGE À L’ALCOOL 

Prélever ½ tasse d’abeilles (env. 300) de la chambre à couvain et les placer dans un bocal contenant de l’alcool éthylique 

ou isopropylique à 70%. Une fois le bocal fermé, secouer pendant deux minutes. Verser le tout dans un tamis placé au-

dessus d’un bac de lavage blanc ou d’un tissu pâle (filtre à miel). Compter les abeilles mortes et les varroas pour établir 

le pourcentage d’infestation (varroas/100 abeilles). 

Avantages : peu coûteux, précis, se fait en une seule visite. 

Désavantages : nécessite l’ouverture de la ruche et la mort de quelques centaines d’abeilles. 

SUCRE EN POUDRE 

Prélever ½ tasse d’abeilles (env. 300) de la chambre à couvain. Placer les abeilles dans un bocal et le fermer à l’aide 

d’un couvercle muni d’un tamis grillagé. Ajouter 1 à 2 cuillères à table de sucre en poudre. Remuer vigoureusement 

durant au moins une minute afin de recouvrir les abeilles de sucre et de déloger les varroas. Laisser le pot reposer durant 

3 à 5 minutes. 

Renverser le pot au-dessus d’un carton blanc et remuer comme une salière, jusqu’à ce que les varroas cessent de 

tomber. Compter les varroas tombés. Ajouter une autre cuillère à table de sucre en poudre dans le bocal et répéter les 

étapes précédentes pour une deuxième fois. Établir le pourcentage d’infestation (varroas tombés/100 abeilles). Les 

abeilles pleines de sucre peuvent être retournées à la ruche. 

Avantages : simple, rapide, se fait en une seule visite, ne tue pas les abeilles. 

Désavantages : nécessite l’ouverture de la ruche, nécessite plus de temps que le lavage à l’alcool, le compte doit être 

fait sur place. 

CHUTE NATURELLE DU VARROA (CARTONS COLLANTS) 

Placer un carton collant sur le plancher de la ruche et couvrir d’un écran grillagé (8 mailles au pouce) ou placer le carton 

directement dans le plateau grillagé anti varroa, si présent. Laisser le carton collant en place pendant trois à cinq jours. 

Compter le nombre de varroas sur le carton collant et diviser par le nombre de jours durant lesquels le carton est resté 

en place afin d’établir un taux moyen de varroas tombés par période de 24 heures. 

Avantages : simple, ne nécessite pas l’ouverture des ruches. 

Désavantages : dispendieux, nécessite deux visites au rucher, ne permet pas de calculer le pourcentage d’infestation. 

 



 

20 
 

 Au Québec, contrairement aux autres provinces canadiennes (Alberta, Saskatchewan, Manitoba, 

Ontario), les seuils d’intervention en cas d’infestation par le varroa sont établis uniquement en fonction de la 

chute naturelle d’acariens sur cartons collants et aucun seuil d’infestation n’a été établi pour la méthode du 

lavage à l’alcool (Eccles et al., 2016). Ces seuils économiques d’intervention ont été établis à partir des résultats 

d’une étude québecoise (Giovenazzo, 2011) ayant d’abord démontré que le dépistage par chute naturelle du 

varroa est la méthode la plus précise pour estimer la population de varroas dans les colonies. Ainsi, selon les 

normes québécoises, un traitement devrait être appliqué si le nombre de varroas par carton collant est supérieur 

ou égal à un acarien par jour, au printemps et à l’automne. Durant l’été, un traitement d’appoint est recommandé 

si la chute quotidienne de varroas se situe entre 10 et 25 acariens et ce traitement devient nécessaire si la chute 

quotidienne est supérieure ou égale à 25 acariens (Boucher et al., 2011). Dans les autres provinces 

canadiennes, un traitement est généralement recommandé lorsque le taux d’infestation est équivalent ou 

supérieur à 3% à l’automne, tandis qu’au printemps, le seuil d’intervention varie de 1 à 3% selon la province 

(Eccles et al., 2016). 

 Chez les apiculteurs du Québec, le dépistage de la varroase se fait donc principalement par la méthode 

de chute naturelle des varroas et, dans une moindre mesure, par la méthode du lavage à l’alcool (Ferland, 

2017). D’autres méthodes de dépistages sont parfois utilisées par les apiculteurs, mais ces dernières s’avèrent 

souvent moins efficaces, moins précises ou moins constantes (Dietemann et al., 2013; Lee et al., 2010; Macedo 

et al., 2002). Parmi celles-ci, notons la méthode du roulement à l’éther, qui ne permet de détecter que 50 à 60% 

des varroas présents et l’examen du couvain de faux bourdons, dont il est difficile d’interpréter les résultats sous 

forme de pourcentage d’infestation (The Honey Bee Health Coalition, 2016). 

1.4.7 Méthodes de contrôle et options de traitement  

 Aussitôt que le dépistage indique un niveau de varroase nécessitant une intervention dans une colonie 

d’un rucher, le traitement devrait être effectué rapidement puisque tout délai augmente les risques de dommages 

à la colonie et les risques de dispersion du varroa dans les colonies avoisinantes. Par ailleurs, bien que les 

densités de varroas puissent varier d’une colonie à l’autre, toutes les colonies d’un même rucher devraient être 

traitées en même temps et avec la même méthode de contrôle, qu’elle soit chimique ou non (The Honey Bee 

Health Coalition, 2016). Cette recommandation vise à éviter la dérive du parasite à partir des colonies non 

traitées vers les colonies traitées (Frey et al., 2011).   

 Le choix d’une méthode de contrôle contre le varroa dépend de plusieurs facteurs, dont la période de 

l’année, la présence de couvain ou de hausses à miel, la température, la régie de production (conventionnelle 

ou biologique), les produits utilisés lors des années subséquentes, etc.  
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1.4.7.1 Lutte chimique 

 Parmi les produits chimiques homologués au Canada pour lutter contre la varroase figurent les 

acaricides de synthèse (amitraze, tau-fluvalinate, coumaphos et fluméthrine), les acides organiques (acide 

formique et acide oxalique) et une huile essentielle (thymol). Certains extraits de plantes (Anjum et al., 2015; 

Gonzalez-Gomez et al., 2012; Razavi et al., 2015) ainsi que d’autres acides organiques (DeGrandi-Hoffman et 

al., 2014; Rademacher et al., 2015) et huiles essentielles (Romo-Chacon et al., 2016; Umpierrez et al., 2012; 

Umpierrez et al., 2011) ont également été testés et démontrent une efficacité variable contre l’acarien varroa, 

des effets parfois néfastes pour la santé des abeilles et des humains, ou un nombre insuffisant de données 

scientifiques nécessaires à une utilisation sécuritaire. Par ailleurs, au Canada, la Loi sur les produits 

antiparasitaires interdit toute utilisation d’acaricides non homologués. 

Acaricides de synthèse 

 Les agents chimiques de synthèse sont commercialisés sous forme de bandes de plastique 

imprégnées d’acaricide placées dans les colonies au printemps ou à l’automne, en absence de miellée. 

Lorsqu’ils sont utilisés de façon adéquate, en respectant les lignes directrices d’une stratégie de lutte intégrée 

contre la varroase, les acaricides de synthèses s’avèrent des plus efficaces et, en absence de résistance, leur 

utilisation permet généralement d’éliminer de 85 à 99% de la population de varroas dans une colonie (The 

Honey Bee Health Coalition, 2016).  

 Au Canada, quatre produits sont offerts par l’industrie pharmaceutique : Apivar® (amitraze; 

formamidine), Apistan® (tau-fluvalinate; pyrétrinoïde), CheckMite+® (coumaphos; organophosphate) et 

Bayvarol® (fluméthrine; pyréthroïde). L’utilisation de ces produits comporte toutefois plusieurs inconvénients, 

tels qu’une toxicité variable pour les abeilles (Dahlgren et al., 2012; Johnson, 2015), un accroissement de la 

mortalité des jeunes larves d’ouvrières (Berry et al., 2013; Zhu et al., 2014), une diminution de l’efficacité de 

reproduction des reines (Rangel & Tarpy, 2015), une accumulation de résidus chimiques dans les produits de 

la ruche (Boi et al., 2016; Lambert et al., 2013; Medici et al., 2015), des interactions avec d’autres pesticides 

pouvant compromettre la santé de la colonie (Gregorc, 2012; Johnson et al., 2013) et le développement de plus 

en plus fréquent de résistance aux produits utilisés (Kamler et al., 2016). 

 En effet, la résistance de V. destructor au fluvalinate, au coumaphos et à l’amitraze a été grandement 

documenté au cours des 20 dernières années, et ce, dans presque toutes les régions du monde, dont l’Europe 

(Kamler et al., 2016; Milani, 1999; Thompson et al., 2003), l’Amérique du Nord (Elzen et al., 1999; Elzen et al., 

2004) et l’Amérique du Sud (Maggi et al., 2011). Vers la fin des années 1980 et le début des années 1990, 

l’utilisation de fluvalinate présentait une efficacité de près de 100% (Cabras et al., 1997). Toutefois, la forte 

pression de sélection sur les populations de varroas résultant de l’utilisation répandue de cet acaricide a 
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rapidement mené à une diminution de son efficacité (Milani, 1999). Les apiculteurs se sont alors tournés vers 

l’utilisation de coumaphos et d’amitraze (Elzen et al., 2000), mais le développement de résistance du varroa à 

ces acaricides a vite été répertorié (Elzen et al., 2000; Maggi et al., 2009; Maggi et al., 2011). Ainsi, avant 

d’utiliser ces acaricides de synthèse en apiculture, il est fortement recommandé de procéder au test de Pettis 

(Pettis et al., 1998) afin d’évaluer la résistance des varroas aux produits en question. Il est possible de prévenir 

l’apparition de résistance des acariens aux acaricides synthétiques en respectant les modalités d’utilisation 

fournies sur l’étiquette de chaque produit, en diversifiant les produits utilisés et en préconisant une stratégie de 

lutte intégrée contre la varroase (Eccles et al., 2016).  

Acides organiques et huiles essentielles 

 Lorsqu’ils sont utilisés dans une optique de lutte antiparasitaire contre le varroa, les pesticides 

organiques (acides organiques et huiles essentielles) possèdent une efficacité moindre que les acaricides de 

synthèse (The Honey Bee Health Coalition, 2016). Toutefois, leur intégration dans une stratégie de lutte intégrée 

procure une alternative dont l’efficacité à contrôler les populations de varroas a été prouvée (Al Toufailia et al., 

2015; Delaplane et al., 2005; Leza et al., 2015; Vandervalk et al., 2014). 

 L’acide formique peut être utilisé sous différentes formes, soit à une concentration de 65% (p/p) pour 

la fumigation des colonies (méthodes « MiteWipe » ou « Flash ») ou sous forme de bandelettes commerciales 

MAQS® à 46,7% (p/p). L’acide formique à 65% peut être utilisé au printemps et à l’automne, tandis que les 

bandelettes MAQS® sont homologuées pour être utilisées également durant la miellée (été). Cet acide 

organique tue les acariens en inhibant leur respiration mitochondriale (Johnson, 2015). D’ailleurs, l’acide 

formique est le seul acaricide organique qui a la capacité de tuer les acariens se trouvant à l’intérieur des cellules 

de couvain (Fries, 1991). Son utilisation requiert toutefois le respect de certaines conditions, dont une 

température diurne se situant entre 10 et 26°C, des ruches fortes contenant au moins six cadres d’abeilles et, 

dans le cas de l’acide formique à 65%, l’absence de hausses à miel ainsi qu’une période minimale de deux 

semaines entre la fin du traitement et la récolte du miel (Boucher et al., 2011; Eccles et al., 2016).  

 Le thymol procure une efficacité comparable à celle de l’acide formique. Il s’agit d’un monoterpénoïde 

volatile naturellement présent dans le thym (Thymus vulgaris). Le thymol agit sur le système nerveux du varroa 

en interagissant avec les récepteurs GABA impliqués dans la neurotransmission chez les animaux (Johnson, 

2015). Au Canada, cette huile essentielle est disponible commercialement sous le nom de Thymovar® pour 

lequel deux traitements consécutifs sont recommandés en présence des conditions climatiques appropriées 

(température minimale de 15°C), sans quoi le premier traitement d’automne au thymol doit être suivi d’un 

traitement complémentaire à l’acide oxalique en novembre (Boucher et al., 2011).  
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 Finalement, au Québec, l’acide oxalique peut être utilisé comme traitement complémentaire de fin de 

saison (novembre), suite à un traitement d’automne à l’acide formique ou au thymol (Boucher et al., 2011). 

L’acide oxalique tue uniquement les varroas phorétiques se trouvant sur le corps des abeilles adultes et non 

ceux se trouvant dans les cellules operculées. C’est la raison pour laquelle son application devrait être limitée 

aux colonies exemptes de couvain (Al Toufailia et al., 2015). Le mécanisme de toxicité de l'acide oxalique contre 

les arthropodes n'est pas encore bien compris (Johnson, 2015). Toutefois, nous savons que dans les colonies 

traitées, des cristaux d’acide oxalique apparaissent sur la cuticule des abeilles, ce qui stimule leur comportement 

d’épouillage et le retrait des varroas (Schneider et al., 2012). L’acide oxalique peut être utilisé sous forme de 

solution (mélangé avec du sirop de sucre) appliquée au goutte-à-goutte dans les colonies ou par sublimation. 

Dans certaines situations (colonies trop faibles, mauvaises conditions d’hivernage, etc.), l’application d’acide 

oxalique au goutte-à-goutte  peut causer la mort des abeilles ou la perte de colonies durant l’hivernage (Boucher 

et al., 2011). De plus, les travailleurs doivent prendre les précautions nécessaires pour ne pas être exposés aux 

vapeurs d’acide oxalique qui peuvent être hautement toxiques pour l’humain (Agence de réglementation de la 

lutte antiparasitaire, 2010).  

 À l’heure actuelle, aucune résistance aux acaricides organiques n’a été répertoriée chez les 

populations de varroas (Maggi et al., 2017; The Honey Bee Health Coalition, 2016), mais leur utilisation présente 

tout de même plusieurs désavantages. Par exemple, l’acide formique peut, selon les conditions, induire la 

mortalité des larves, des ouvrières et des reines (Giovenazzo & Dubreuil, 2011; Underwood & Currie, 2003) et 

réduire la taille et la productivité de la colonie traitée (Giovenazzo & Dubreuil, 2011). D’un autre côté, bien que 

les abeilles évitent généralement de consommer l’acide oxalique, son ingestion peut conduire à la mort des 

cellules du système digestif de l’abeille (Gregorc & Smodis Skerl, 2007) et réduire l’activité et la longévité des 

ouvrières (Schneider et al., 2012). Le traitement au thymol, quant à lui, peut causer une contamination du miel 

et de la cire d’abeille (Bonvehi et al., 2016; Floris et al., 2004), une altération du comportement phototactique 

des ouvrières (Alayrangues et al., 2016; Carayon et al., 2014), une diminution de la production de couvain 

(Vandervalk et al., 2014) et une réduction de la transcription des gènes codants pour la vitellogénine 

(Charpentier et al., 2014). Par ailleurs, ces trois acaricides organiques présentent le désavantage d’être 

grandement dépendants des conditions environnementales (Al Naggar et al., 2015), ce qui rend leur utilisation 

plus complexe et moins attrayante pour certains apiculteurs.  

1.4.7.2 Amélioration génétique et techniques d’élevage 

 Outre l’utilisation d’acaricides chimiques, il existe certaines stratégies d’amélioration génétique et 

techniques d’élevage qui, lorsqu’elles sont combinées à l’utilisation de produits chimiques, peuvent aider à 

contrôler les populations de varroas dans les colonies d’abeilles. Cependant, il n’est pas recommandé d’utiliser 

uniquement ces techniques pour lutter contre la varroase puisque ces dernières présentent une efficacité limitée 
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(Eccles et al., 2016; The Honey Bee Health Coalition, 2016). Leur utilisation peut toutefois s’avérer grandement 

utile dans le but de maintenir les infestations par le varroa à de faibles niveaux durant toute la saison apicole et 

ainsi permettre aux apiculteurs d’utiliser des produits organiques plutôt que des acaricides de synthèse et 

d’alterner les traitements au fil des saisons (Eccles et al., 2016). Parmi les techniques recommandées, notons : 

le retrait du couvain de mâle, l’interruption du cycle de couvain, l’utilisation de plateaux grillagés anti-varroas et 

la sélection génétique en vue d’obtenir des populations au comportement hygiénique et résistantes aux maladies 

(ex. lignées VSH : Varroa Sensitive Hygiene). 

Retrait du couvain de mâles : La technique consiste à placer un cadre de cellules de faux bourdons ou un 

cadre bâti dont la moitié inférieure du rayon a été retirée (afin qu’il soit rebâti par les ouvrières en cellules de 

faux bourdons) en bordure de la chambre à couvain. La reine y déposera des œufs de mâles (non fécondés) 

et, sachant que les varroas préfèrent ce type de couvain, ces derniers y pénètreront. Une fois les cellules 

operculées, ces cadres sont retirés et détruits, emprisonnant une quantité non négligeable de parasites 

(Ministère de l'Agriculture, des Pêcheries et de l'Alimentation du Québec, 2014; Wantuch & Tarpy, 2009). 

Interruption du cycle de couvain (division des colonies) : Il s’agit simplement de faire un nucléus à partir 

d’une colonie. On s’assure ainsi de diviser la charge totale de varroas par colonie afin d’en ralentir la progression. 

De plus, la division des colonies provoque un arrêt dans le cycle du couvain de la ruche, ce qui ralentit la 

multiplication des varroas (Ministère de l'Agriculture, des Pêcheries et de l'Alimentation du Québec, 2014). 

Plateau grillagé anti-varroas : Le plateau anti-varroa est un plateau entièrement grillagé placé sur la base 

servant de support à la ruche. Les varroas et autres déchets de la ruche tombent ainsi à travers le grillage qui 

empêche alors les varroas d’entrer en contact direct avec les abeilles. Un carton collant peut également être 

placé au fond de la ruche, sous le grillage, dans une optique de dépistage ou simplement pour piéger les varroas 

tombés (The Honey Bee Health Coalition, 2016). 

Sélection génétique : Lors du remérage des colonies, souvent effectué à la fin du printemps ou en été, il est 

fortement recommandé de remplacer les reines par d’autres provenant de lignées résistantes à l’acarien varroa 

(Ministère de l'agriculture, des Pêcheries et de l'Alimentation du Québec, 2014). Le comportement d’épouillage, 

par exemple, permet aux ouvrières de retirer physiquement les varroas présents sur leur corps à l’aide de leurs 

pattes et de leurs mandibules (Pritchard, 2016). Le comportement hygiénique, quant à lui, implique la détection 

par les ouvrières des cellules de couvain infectées par diverses maladies ou parasites et le retrait des larves 

malades (Spivak & Gilliam, 1998). Ces comportements sont présents à différents degrés chez les abeilles 

ouvrières, ce qui confère à certaines colonies d’abeilles un degré de résistance plus élevé aux varroas et autres 

maladies (Hamiduzzaman et al., 2017; Spivak & Gilliam, 1998). Les colonies les plus résistantes à la varroase 

sont celles présentant le comportement VSH. En effet, les ouvrières issues de lignées VSH sont capables de 
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détecter la présence du varroa plus efficacement, puis de désoperculer la cellule de couvain afin de retirer la 

pupe d’abeille et les femelles varroa qui s’y trouvent, rompant ainsi leur cycle de reproduction (Ibrahim & Spivak, 

2006; Mondet et al., 2016). Le comportement VSH est présentement au cœur de nombreux travaux de 

recherche et programmes de sélection génétique (Centre de recherche en sciences animales de Deschambault, 

2016; Danka et al., 2016; Kirrane et al., 2015; Rinderer et al., 2014). Toutefois, la sélection génétique ne peut 

représenter à elle seule une méthode de lutte suffisante pour contrôler le parasite. D’ailleurs, puisque le transport 

des femelles varroas par les abeilles butineuses influence significativement la croissance des populations de V. 

destructor, il semblerait que les attributs génétiques des lignées résistantes à la varroase ne soient pas suffisants 

pour maintenir les populations de varroas à des niveaux plus faibles par rapport aux lignées non résistantes 

(DeGrandi-Hoffman et al., 2017). 

1.4.7.3 Lutte biologique 

 À l’heure actuelle, il n’existe aucune méthode de lutte biologique qui soit efficace pour contrôler la 

varroase. D’ailleurs, selon une importante revue de littérature portant sur le sujet, aucun ennemi naturel de 

Varroa spp. n’a été identifié comme étant prometteur pour lutter contre le parasite, autant chez Apis cerena que 

chez Apis mellifera (Chandler et al., 2001). Ainsi, la lutte biologique contre le varroa nécessitera sans doute 

l’utilisation d’agents biologiques ayant comme hôtes naturels d’autres espèces d’acariens. Selon Chandler et al. 

(2001), un bon agent de lutte biologique contre le varroa devrait présenter les caractéristiques suivantes : 1) 

une létalité élevée contre les acariens, surtout ceux qui sont phylogénétiquement proches du varroa et qui 

occupent une niche trophique similaire, et 2) une capacité à fonctionner sous les conditions physiques normales 

d’une colonie d’abeilles. La spécificité de l’agent utilisé, son impact sur l’environnement et la facilité avec laquelle 

l’ennemi naturel peut être produit en masse sont aussi des facteurs à considérer (Hamiduzzaman et al., 2012; 

Kanga et al., 2002). Le développement d’une méthode de lutte biologique efficace contre la varroase offrirait 

plusieurs avantages par rapport à la lutte chimique en réduisant, entre autres, la contamination chimique des 

produits de la ruche, les impacts négatifs sur la santé des abeilles et les inconvénients liés à la résistance du 

parasite aux pesticides (Rosenkranz et al., 2010).  

 Parmi les auxiliaires pouvant être utilisés en lutte biologique, les champignons entomopathogènes 

semblent les plus prometteurs, de même que la bactérie Bacillus thuringiensis (Alquisira-Ramirez et al., 2014; 

Chandler et al., 2001; Vincent Dietemann et al., 2012). Les champignons entomopathogènes Beauveria 

bassiana, Metharizium anisopliae, Clonostachys rosea et Hirsutella thompsonii ont d’ailleurs démontré certains 

degrés de contrôle contre V. destructor lors d’essais in vivo (Hamiduzzaman et al., 2012; Kanga et al., 2002; 

Kanga et al., 2006). Toutefois, ces champignons s’avèrent également pathogéniques pour les abeilles et 

peuvent nuire, entre autres, au développement du couvain (Hamiduzzaman et al., 2012; Meikle et al., 2012). Il 

est aussi important de considérer que les abeilles mettent en place de nombreuses stratégies afin d’assurer une 
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bonne hygiène au sein de leur colonie, ce qui pourrait entraver l’efficacité de certains pathogènes (Chandler et 

al., 2001; Meikle et al., 2012). Dans tous les cas, des travaux de recherche supplémentaires sont nécessaires 

afin de connaître l’effet de ces microorganismes sur l’abeille. 

 D’un autre côté, selon Chandler et al. (2001), les parasitoïdes et les prédateurs semblent être très peu 

adaptés pour lutter contre V. destructor. D’une part, puisque les parasitoïdes se reproduisent généralement en 

parasitant les stades immatures de leurs hôtes, il est très peu probable que ces derniers puissent avoir un effet 

sur le varroa puisque l’accès aux œufs et aux nymphes du parasite est bloqué par l’opercule recouvrant la cellule 

de couvain d’abeilles où se déroule leur développement. Par ailleurs, selon les travaux des mêmes auteurs, 

aucun prédateur spécialiste d’acariens ectoparasites ou de tiques n’a été recensé dans la littérature scientifique. 

Les prédateurs généralistes, quant à eux, semblent peu susceptibles d’attaquer les femelles varroas adultes sur 

le corps des abeilles et leur accès aux œufs et aux nymphes de varroas est limité par la courte période effective 

durant laquelle le prédateur pourrait entrer dans la cellule de couvain en même temps que le parasite. De plus, 

l’utilisation de prédateurs généralistes en apiculture implique un risque important de prédation des œufs et du 

couvain d’abeilles (Chandler et al., 2001).  

 De par leur écologie ou leurs caractéristiques spécifiques, certains prédateurs généralistes présentent 

tout de même un intérêt comme agent de lutte contre le varroa. Quelques études se sont d’ailleurs intéressées 

au potentiel des pseudoscorpions, naturellement présents dans les colonies d’abeilles dans plusieurs régions 

du monde, à contrôler V. destructor (Fagan et al., 2012; Read et al., 2014; van Toor et al., 2015). Par ailleurs, 

l’acarien prédateur généraliste Statiolaelaps scimitus, déjà commercialisé comme agent de lutte biologique 

contre plusieurs espèces de mouches sciarides et de thrips, fait actuellement l’objet d’une attention particulière 

pour son potentiel de prédation du varroa (Scott, 2014). 

1.5. Stratiolaelaps scimitus 

1.5.1 Description  

 Stratiolaelaps scimitus (Womersley) est un acarien prédateur généraliste de la famille des Laelapidae. 

Autrefois nommé Hyposapis miles (Berlese) et parfois confondu avec Stratiolaelaps miles (Berlese), le prédateur 

se retrouve à l’état naturel dans tout l’hémisphère Nord (Walter & Campbell, 2003). Stratiolaelaps scimitus vit 

dans la couche supérieure du sol où il s’alimente des stades édaphiques de certains insectes, d’acariens, de 

nématodes et de plusieurs autres invertébrés (Cabrera et al., 2005; Navarro-Campos et al., 2016). Comme les 

autres membres de sa famille, l’acarien figure parmi les prédateurs de sol les plus agressifs (Walter & Campbell, 

2003), ce qui fait de lui un agent de lutte biologique hautement utilisé en serriculture.  
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 L’acarien adulte est de couleur brun pâle, il mesure entre 0,5 et 1 mm de longueur et présente une 

marque caractéristique plus foncée en forme de « V » sur la face dorsale de son corps (Chambers et al., 1993; 

figure 4). On peut donc l’observer à l’œil nu, se déplaçant rapidement à la surface du sol. Les mâles sont plus 

petits que les femelles et sont légèrement plus foncés.  Les larves sont blanches et n’ont que 6 pattes, tandis 

que les nymphes ressemblent aux adultes, mais sont de plus petite taille (Wright & Chambers, 1994). 

 

 

 

 

 

 

Figure 4. Femelle Stratiolaelaps scimitus adulte. Notez la marque caractéristique plus foncée en forme de 
« V ». (Photo : Sabrina Rondeau, 2016) 

1.5.2 Biologie et écologie 

 Bien que S. scimitus soit polyphage, plusieurs de ses caractéristiques biologiques, telles que la durée 

de son développement, la fécondité des femelles, le sex-ratio de sa progéniture et la longévité des adultes, 

varient en fonction du type de proies consommées et de la température environnante (Cabrera et al., 2005; 

Enkegaard et al., 1997; Navarro-Campos et al., 2016; Wright & Chambers, 1994). Ainsi, selon la source de 

nourriture disponible, son cycle de développement (de l’œuf à l’adulte) se déroule en 14 à 18 jours à 20°C 

(Enkegaard et al., 1997; Wright & Chambers, 1994), la durée du cycle étant inversement proportionnelle à la 

température.  

 En général, le prédateur peut se développer et se reproduire dans un intervalle de température se 

situant entre 15°C et 30°C, avec une température optimale de 25°C (Ydergaard et al., 1997). La limite de 

température inférieure à laquelle l’acarien peut compléter son cycle de développement se situe entre 10°C et 

12°C (Wright & Chambers, 1994), bien que les adultes puissent survivre durant plusieurs semaines à une 

température de 10°C (Steiner et al., 1999). À 32°C, la mortalité des œufs est élevée et les femelles qui 

réussissent à se développer pondent peu d’œufs durant leur vie adulte (Wright & Chambers, 1994). Par ailleurs, 

S. scimitus recherche des endroits humides et ne peut pas survivre dans un environnement sec (Wright & 
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Chambers, 1994). En laboratoire, l’élevage du prédateur s’effectue à la noirceur, à une température de 25°C et 

une humidité relative se situant entre 60 et 90%, selon les auteurs (Barbosa & de Moraes, 2016; Freire & De 

Moraes, 2007; Steiner et al., 1999). 

 Le sex-ratio (♀/(♀+♂)) est généralement biaisé en faveur des femelles (Enkegaard et al., 1997; 

Ydergaard et al., 1997). Selon le type de proies consommées, les femelles S. scimitus pondent de un à trois 

œufs par jour durant leur période d’oviposition (Enkegaard et al., 1997; Wright & Chambers, 1994; Ydergaard 

et al., 1997). Par ailleurs, Enkegaard et al. (1997) ont observé un taux de ponte supérieur au début de la période 

d’oviposition, qui s’estompe graduellement avec le temps. Ainsi, lorsqu’elles sont nourries avec des larves de 

sciarides, les femelles pondent en moyenne 44 œufs au cours de leur vie (Enkegaard et al., 1997). Les œufs 

non fécondés donneront naissance à des mâles (arrhénotoquie), tandis que les œufs fécondés se développeront 

en un ou l’autre des deux sexes (Enkegaard et al., 1997; Wright & Chambers, 1994). Ce type de reproduction 

est responsable de la variation du sex-ratio en fonction de la température (Ydergaard et al., 1997). En effet, aux 

extrêmes de leur intervalle de température, les adultes deviennent moins actifs, ce qui réduit le nombre de 

rencontres entre les mâles et les femelles. Un plus grand nombre d’œufs demeurent donc non fécondés et se 

développent en mâles, faisant passer le sex-ratio de 0,90 à 0,74 entre 25 et 30°C (Ydergaard et al., 1997).  

 Deux à trois jours après leur ponte, les œufs se développent en jeunes larves qui passeront ensuite 

par deux stades nymphaux, la protonymphe et la deutonymphe, avant d’atteindre le stade adulte (Enkegaard et 

al., 1997). Après une période de préoviposition qui dure de trois à neuf jours, l’acarien femelle pondra des œufs 

durant deux à trois mois après lesquels elle continuera à vivre et à se nourrir pendant un à deux mois (Enkegaard 

et al., 1997; Wright & Chambers, 1994). Ainsi, lorsque l’acarien est élevé en laboratoire, la longévité moyenne 

des femelles varie de 82 à 110 jours selon la diète offerte, tandis que celle des mâles varie de 168 à 219 jours 

et ne semble pas être influencée par la source de nourriture disponible (Enkegaard et al., 1997). Une étude 

similaire révèle également une longévité minimale des acariens adultes de 142 jours chez 60% des mâles et 

des femelles (Wright & Chambers, 1994). 

 Stratiolaelaps scimitus commence à s’alimenter uniquement à partir du stade de protonymphe (Cabrera 

et al., 2005; Enkegaard et al., 1997). Son alimentation inclut plusieurs espèces d’acariens de la famille des 

Acaridae, des larves de sciarides (Bradysia spp.) et de mouches des rivages (Scatella spp.), des collemboles, 

des nématodes, des enchytrées et des pupes de thrips, de mineuses des feuilles et de cécidomyies (Barbosa 

& de Moraes, 2016; Cabrera et al., 2005; Enkegaard et al., 1997; Navarro-Campos et al., 2016). La 

consommation quotidienne de proies par S. scimitus dépend à la fois du type et de la taille de ces dernières. À 

titre d’exemple, chaque adulte S. scimitus consomme en moyenne d’une à sept larves de sciarides ou 22 

acariens de la moisissure (Tyrophagus putrescentiae) par jour (Enkegaard et al., 1997; Wright & Chambers, 
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1994), tandis que les œufs de sciarides ne sont généralement pas perçus comme des proies potentielles (Wright 

& Chambers, 1994). En effet, le mouvement semble jouer un rôle important pour la localisation des proies par 

le prédateur (Wright & Chambers, 1994). Par ailleurs, il semble que les proies de trop grande taille, tel que le 4e 

stade larvaire des sciarides faisant sept fois la taille de l’acarien, ne soient pas toujours attaquées (Wright & 

Chambers, 1994). La consommation quotidienne de proies est environ deux fois plus élevée chez les adultes 

que chez les stades nymphaux, les femelles adultes étant les plus voraces (Berndt, Poehling, et al., 2004; 

Enkegaard et al., 1997).  

 L’acarien est très résistant aux périodes de disette et l’adulte peut survivre en moyenne 24 jours sans 

nourriture (Wright & Chambers, 1994). De plus, une période d’abondance de nourriture de six jours précédant 

le jeûne permet aux acariens d’augmenter leur durée moyenne de survie à 65 jours chez les femelles et 45 jours 

chez les mâles (Wright & Chambers, 1994). Au cours de la première semaine de jeûne, les femelles cessent de 

pondre tandis que les protonymphes et les deutonymphes cessent de se développer (Wright & Chambers, 

1994). Le cannibalisme des larves et des nymphes peut également survenir (Berndt et al., 2003). 

1.5.3 Stratiolaelaps scimitus comme agent de lutte biologique  

 Au Canada, S. scimitus a d’abord été commercialisé sous le nom de Hypoaspis miles par Applied Bio-

nomics Ltd, une compagnie spécialisée dans la production et la distribution d’agents de lutte biologique et située 

en Colombie-Britannique (Cabrera et al., 2005). Ainsi, dès le début des années 90’, l’acarien était utilisé pour 

contrôler les larves de la mouche sciaride Bradysia paupera dans les cultures de plantes ornementales 

(cyclamen et poinsettia) sous serre (Chambers et al., 1993; Wright & Chambers, 1994). Le potentiel du prédateur 

à lutter contre trois autres espèces de sciarides s’attaquant aux cultures de champignons, Lycoriella solani (Ali 

et al., 1999; Enkegaard et al., 1997; Jess & Kilpatrick, 2000), Lycoriella ingenua (Jess & Schweizer, 2009) et 

Bradysia matogrossensis (Castilho et al., 2009; Prado Freire et al., 2007), a été démontré quelques années plus 

tard. De plus, dans les cultures de champignons de Paris (Agaricus bisporus), son utilisation serait aussi 

compatible avec certains insecticides utilisés pour lutter contre les sciarides (Ali et al., 1999). 

 Au fil des années, l’efficacité de S. scimitus à contrôler les populations de thrips, un autre groupe de 

ravageurs d’importance en serriculture, a été mise en évidence. En effet, qu’il soit utilisé seul ou en combinaison 

avec d’autres antagonistes naturels, l’acarien terricole s’avère efficace pour lutter contre les pupes du thrips des 

petits fruits, Frankliniella occidentalis (Berndt, Meyhofer, et al., 2004; Gao & Wu, 2015; Rahman et al., 2011; Wu 

et al., 2016) et celles du thrips du tabac et de l’oignon (Thrips tabaci) (Gao & Wu, 2015) dans les cultures de 

fraises et de concombres sous serre. Lorsque son introduction est combinée à celle d’autres acariens 

prédateurs, S. scimitus contribue à lutter contre F. occidentalis dans les cultures de fraises sous mini-tunnels 

(Rahman et al., 2012). Par ailleurs, l’utilisation simultanée de S. scimitus et de certains champignons 
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entomopathogènes semble améliorer le contrôle des pupes de F. occidentalis en laboratoire (Saito & 

Brownbridge, 2016).  

 Plus récemment, S. scimitus s’est démarqué par son efficacité antiparasitaire dans le secteur de 

l’élevage animalier. En effet, de récentes études ont démontré le potentiel de prédation de l’acarien envers le 

pou rouge de la volaille (Dermanyssus gallinae), un ectoparasite causant des pertes économiques importantes 

pour l’industrie des œufs de consommation (Ali et al., 2012; Lesna et al., 2012). De plus, le prédateur semble 

avoir le potentiel de contrôler les infestations d’acariens parasites dans les élevages de lézards en quelques 

jours seulement (Mendyk, 2015). Des études supplémentaires sont toutefois requises afin de confirmer 

l’efficacité du prédateur comme agent de lutte biologique contre l’un ou l’autre de ces parasites.  

 Dans la plupart des cas, S. scimitus est utilisé en lutte biologique augmentative, bien que Prischmann 

et al. (2011) se soient également intéressés au potentiel de l’acarien en lutte biologique conservative contre les 

larves de la chrysomèle des racines du maïs (Diabrotica virgifera virgifera). En lutte biologique, un des plus 

grands attributs de l’acarien est sa résistance au manque de nourriture (Chambers et al., 1993). De plus, il est 

plutôt économique, se disperse rapidement dans les zones traitées et persiste longtemps dans l’environnement. 

Toutefois, malgré son succès comme agent de biocontrôle, S. scimitus s’avère parfois inefficace à lutter contre 

certains ravageurs pourtant contrôlés par d’autres espèces de Laelapidae (Lesna et al., 1995; Vanninen & 

Koskula, 2004). Apparemment, bien qu’il soit polyphage, S. scimitus est très sélectif dans le choix de ses proies 

et, dans certains cas, se laissera mourir de faim même en présence de proies potentielles (Lesna et al., 1995).  

1.5.4 Stratiolaelaps scimitus comme agent de lutte contre le varroa 

 Récemment, S. scimitus a été mis de l’avant comme agent de lutte potentiel contre le varroa. En effet, 

plusieurs de ses caractéristiques font de lui un agent prometteur, dont sa diète variée, sa grande voracité et sa 

tolérance aux températures chaudes et humides. Afin que le prédateur puisse être utilisé en apiculture, il est 

important que ce dernier puisse s’adapter à son nouvel environnement : la colonie d’abeilles. Les conditions 

physiques d’un nid d’abeilles (ruche) peuvent varier selon la région de la ruche, mais la température et l’humidité 

de la chambre à couvain sont contrôlées avec une grande précision. En effet, afin que le couvain puisse se 

développer normalement, les abeilles maintiennent la température de la chambre à couvain entre 32°C et 36°C, 

avec une température optimale de 35°C (Jones et al., 2004). En période d’absence de couvain (automne/hiver), 

la température au centre de la grappe d’abeilles est plutôt maintenue aux alentours de 21°C (Fahrenholz et al., 

1989). D’un autre côté, l’humidité relative dans la colonie peut varier considérablement (entre 50% et 80%), 

avec un optimum de 75% (Ellis et al., 2008). Vu la gamme de températures pouvant être tolérée par S. scimitus 

et l’humidité nécessaire à son développement, il ne serait pas surprenant que ce dernier puisse s’adapter aux 

conditions de ruche. Toutefois, cette supposition reste à étudier. 
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 Depuis quelques années, S. scimitus est utilisé par certains apiculteurs aux États-Unis, en Europe et 

au Canada en vue d’évaluer son efficacité à contrôler la varroase dans les colonies d'abeilles (Sagili, 2014). Au 

Canada, par exemple, la compagnie Applied Bio-nomics distribue le prédateur aux apiculteurs désirant 

expérimenter cette méthode de lutte biologique. D’ailleurs, le potentiel de l’acarien prédateur à attaquer et à 

consommer le varroa a récemment été démontré à l’aide de tests in vitro réalisés à l’Université du Texas A&M 

(Rangel & Ward, 2018). Cependant, il existe très peu de données scientifiques sur l’efficacité réelle du prédateur 

comme méthode de lutte antiparasitaire. 

 Parmi les quelques données disponibles à ce jour, Sagili (2014) et Rangel & Ward (2018) n’ont pas 

observé de réduction significative des populations de varroas chez les colonies traitées avec S. scimitus 

comparativement à l’absence de traitement. Par contre, des observations préliminaires effectuées par le Niagara 

Beeway en Ontario sont plus optimistes et tendent à témoigner de l’efficacité du prédateur à effectuer un certain 

contrôle du parasite apicole (Scott, 2014). Lors de ces observations, un mélange de vermiculite et de tourbe 

abritant S. scimitus a été appliqué sur le dessus des cadres de la chambre à couvain lors de deux inoculations 

successives : l’une en mai et l’autre en septembre. Suite à l’inoculation d’automne, un dépistage en chute 

naturelle du varroa a révélé, selon l’auteur, un taux de mortalité similaire à celui généralement obtenu lors d’un 

traitement acaricide à l’acide formique.   

1.6. Objectifs et hypothèses de recherche 

1.6.1 Objectif général 

 L’objectif général de ce projet de recherche était de tester l’efficacité de l’acarien prédateur S. scimitus 

comme méthode de lutte biologique contre le parasite apicole V. destructor. 

 Pour ce faire, les travaux de recherche ont été divisés en trois volets. 

1.6.2 Premier volet 

Objectif spécifique : Évaluer le risque de prédation du couvain d’abeille domestique par l’agent de lutte 

biologique S. scimitus en laboratoire et en ruche. 

Hypothèse : 

• Assumant que la mobilité joue un rôle dans la détection des proies par S. scimitus (Berndt, Meyhofer, 

et al., 2004; Wright & Chambers, 1994); 
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• Assumant que S. scimitus préfère les proies de petite taille (Wright & Chambers, 1994); 

• Sachant que les œufs d’abeille sont immobiles et que les larves d’abeille sont beaucoup plus grosses 

que les proies généralement consommées par S. scimitus (Human et al., 2013; Wright & Chambers, 

1994); 

• Assumant que les abeilles ouvrières protégeront le couvain au sein de la colonie - en empêchant les 

prédateurs d’entrer dans les cellules et en retirant ceux ayant réussi à y entrer – au cours de leur 

routine de nettoyage (Chandler et al., 2001; Winston, 1987); 

Nous posons l’hypothèse selon laquelle l’utilisation du prédateur S. scimitus pour lutter contre le varroa ne 

pose pas de risque de prédation pour les œufs, les larves et les pupes d’abeille dans les colonies (en ruche). 

1.6.3 Deuxième volet 

Objectif spécifique : Déterminer le potentiel de prédation de l’acarien S. scimitus envers les varroas 

phorétiques (varroas se trouvant sur le corps des abeilles). 

Hypothèse : 

• Sachant que S. scimitus s’attaque aux varroas libres en laboratoire (Rangel et Ward, 2018); 

• Sachant que S. scimitus est efficace à contrôler des infestations d’acariens hématophages chez 

certains animaux en captivité (Lesna et al., 2012; Mendyk, 2015); 

• Sachant que plusieurs espèces de Laelapidae sont phorétiques, dont certaines chez les abeilles 

charpentières (Apidae : Xylocopa) [ex : Stigmatolaelaps spp. et Dinogamasus spp.] et les 

bourdons (Apidae : Bombus) [ex : Pneumolaelaps spp.] (Krantz, 1998; Malek-Shahkoohi et al., 2014; 

Pouvreau, 1973); 

Nous posons l’hypothèse que l’agent de lutte a le potentiel d’attaquer les varroas phorétiques. 

1.6.4 Troisième volet 

Objectif spécifique : Évaluer l’efficacité du prédateur S. scimitus à réguler les populations de varroas dans 

les colonies d’abeilles domestiques (c-à-d. maintenir sous le seuil économique): 1) lors d’un traitement 

d’automne (septembre), en comparaison avec le thymol, et 2) lors d’un traitement complémentaire (novembre), 

en comparaison avec l’acide oxalique. 
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Hypothèse : 

• Considérant l’efficacité suggérée par le Niagara Beeway (Scott, 2014) et certains apiculteurs ayant 

introduit S. scimitus dans leur ruches (Spencer B., Applied Bio-nomics, comm. pers.); 

Nous posons l’hypothèse selon laquelle l’introduction de S. scimitus en automne permet de réduire les 

populations de varroas dans les colonies d’abeilles, selon la dose et la méthode d’introduction actuellement 

recommandées. 

1.7. Approche méthodologique 

 

 Ce projet de recherche a débuté en mai 2016 et s’est poursuivi jusqu’en avril 2018. Une partie des 

essais a été effectuée en laboratoire dans des conditions reflétant le plus fidèlement possible celles retrouvées 

à l’intérieur d’une colonie d’abeille (volets 1 et 2), tandis que d’autres essais ont été effectués en ruches (volets 

1 et 3). Les colonies utilisées dans le cadre de ces essais provenaient de la station apicole du Centre de 

recherche en sciences animales de Deschambault (CRSAD). L’utilisation de colonies provenant du CRSAD 

confère l’avantage de connaître l’histoire de vie et la génétique des colonies à l’étude. Les colonies utilisées 

dans le cadre de ce projet étaient de force équivalente, avaient des reines sœurs de descendance connue et 

un niveau d’infestation par le varroa semblable. 

 Le prédateur S. scimitus nous a été fourni par la compagnie Applied Bio-nomics, située à Victoria en 

Colombie-Britannique. Applied Bio-nomics est l’un des plus importants producteurs d’agents de lutte biologique 

à l’échelle mondiale et fournit plusieurs distributeurs en Amérique du Nord et en Europe. La compagnie distribue 

l’acarien S. scimitus dans des bouteilles de 1 litre contenant environ 25 000 acariens mélangés à un substrat 

de vermiculite et de tourbe. 
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Chapitre 23: Risk assessment and predation 
potential of Stratiolaelaps scimitus (Acari: 

Laelapidae) to control Varroa destructor (Acari: 
Varroidae) in honey bees 

 

 

 

 

 

 

  

                                                           
3 Article corédigé par Sabrina Rondeau, Pierre Giovenazzo et Valérie Fournier. Soumis au journal PLOS ONE le 18 avril 
2018 (identifiant : PONE-D-18-11632). 
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Résumé 

Notre étude visait à étudier le potentiel de l'acarien prédateur Stratiolaelaps scimitus à contrôler les 

infestations de varroas chez l’abeille domestique. Des essais ont été effectués pour: (1) évaluer le risque de 

prédation du couvain d'abeilles par S. scimitus, et (2) évaluer le potentiel de prédation de S. scimitus envers les 

varroas phorétiques. En conditions de laboratoire, S. scimitus s’est attaqué à tous les stades de couvain 

d'abeilles, avec une préférence marquée pour les œufs. Cependant, suite à son introduction en ruche, S. 

scimitus n'a pas eu d'effets négatifs sur la survie du couvain. Nos essais ont également révélé que S. scimitus 

n'attaque pas les varroas lorsqu'ils se trouvent sur le corps des abeilles. Cette étude fournit des preuves que le 

prédateur ne représente pas une menace pour le couvain d'abeilles, mais suggère que son impact sur le contrôle 

du varroa sera limité puisqu’il n'attaque pas les varroas phorétiques.  
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Abstract 

Our study aimed to investigate the potential of the predatory mite Stratiolaelaps scimitus to control 

varroa infestations in honey bees. Tests on safety and predation were carried out to: (1) assess the risk of 

predation of the bee brood by S. scimitus, and (2) evaluate the predation potential of S. scimitus on phoretic 

varroa mites. Under laboratory conditions, S. scimitus attacked every unprotected bee brood stages with a strong 

preference for bee eggs. When introduced inside colonies, however, S. scimitus does not have negative effects 

on the survival of the bee brood. Moreover, our observations revealed that S. scimitus does not attack varroa 

mites when they are attached to the body of bees. This study provides evidence that S. scimitus does not 

represent a threat to the bee brood, but also suggests that its effect in varroa control will probably be limited as 

it does not attack phoretic varroa mites.  
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Introduction 

The ectoparasitic mite Varroa destructor Anderson & Trueman (Acari: Varroidae) is considered as the 

most damaging honey bee (Apis mellifera L.) pest worldwide [1, 2]. Since its introduction in Europe in the 1970s 

and in North America in the 1980s [3], the varroa mite has caused major damages and economic losses to the 

beekeeping industry [4, 5]. In North temperate regions of America and much of Europe, the pest is also a key 

factor of high winter colony losses [6-8]. Through direct physical damages to honey bees [3, 9] and 

transmission/activation of many honey bee viruses [10-12], an untreated infested colony will most likely die within 

months [13].  

Controlling varroa mite populations in honey bee colonies is challenging as there exists no one-fits-all 

approach to get rid of the pest. Even though synthetic acaricides have been successfully used for varroa control 

in the past years [14], the development of mite resistance now limits their use [15-17]. As alternative treatments, 

some “natural chemicals” such as organic acids and essential oils are increasingly used by beekeepers but also 

have disadvantages such as variable toxic effect on bees [18-22], possible contamination of wax and honey [23, 

24] and an effectiveness dependent on environmental conditions [25]. Thus, Integrated Pest Management (IPM), 

which combines non-chemical and chemical methods with varroa infestation thresholds, is currently considered 

as the best approach to controlling varroa and aims to reduce beekeepers’ reliance on synthetic acaricides [3, 

26, 27]. 

The biocontrol of varroa mites is an underexploited but promising avenue that could enhance an IPM 

strategy. Despite all the known benefits of the biological pest control, little research has been done on the use 

of living organisms to control varroa mites. In addition to killing varroa mites, a good candidate biocontrol agent 

should have: (1) the ability to operate under the physical conditions of a honey bee colony, (2) the ease of 

targeting against the varroa, and (3) the potential for mass production [28]. According to Chandler et al. [28], as 

V. destructor seems to be relatively free of natural enemies, its biocontrol is likely to require natural enemies 

from other hosts. Likewise, the absence of identified specialist enemies of varroa mites [29] brings us to consider 

generalist predators as potential biocontrol agents.  

Due to its ecology and specific characteristics, the predatory mite Stratiolaelaps scimitus (Womersley) 

(Acari: Laelapidae), formerly known as Hypoaspis miles (Berlese), appears to be particularly promising as a 

biocontrol agent against varroa mites. Stratiolaelaps scimitus is a polyphagous soil-dwelling mite naturally 

occurring throughout the Northern hemisphere [30]. It preys upon many soil organisms such as thrips nymphs, 

nematodes, phorid and sciarid fly larvae and several species of mites and other invertebrates [31-33]. The 

predatory mite thrives in hot and humid environments and can survive temperatures up to 32°C [34], which 

suggests its adaptability to the conditions observed within a honey bee colony. Already mass-reared and 
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commercially available in North America and Europe [32], S. scimitus has proven to be useful in the biocontrol 

of fungus gnats and thrips of protected crops [35-39] and is now known to reduce infestations of the poultry red 

mite on chicken livestock in small cages [40]. More recently, the pet industry has also started using S. scimitus 

as a means to control parasitic mites on reptiles in captivity [41] although little data is available on the actual 

effectiveness of this practice. 

Nowadays, some beekeepers in the United States, Canada and Europe are using S. scimitus for varroa 

mite control in honey bee colonies but to date, no scientific study has shown the effectiveness of the investigated 

biocontrol agent to control varroa populations in situ. A team of researchers from Texas (USA) has recently 

demonstrated, using in vitro trials, that S. scimitus indeed attacks and feeds upon free varroa mites [42]. 

However, little is known about its effectiveness in the hive and while some anecdotal observations made in 

Ontario (Canada) suggest that S. scimitus would reduce varroa mite populations when introduced in honey bee 

colonies [43], a similar field experiment resulted in ineffective varroa control [42]. Despite these contradictory 

results and the lack of experimental proof of effectiveness, some biocontrol suppliers are now selling S. scimitus 

for varroa control. Considering that effective varroa control is a key factor for honey bee colony survival [44], the 

use of a method whose real effectiveness is unknown could have detrimental consequences for the apiarists’ 

bee stocks and the beekeeper's perception of biocontrol. 

Before demonstrating the impact of S. scimitus in varroa biocontrol inside the honey bee colony, it is 

judicious to test its safety and predation effectiveness in lab bioassays.  Indeed, as previously put forward by 

Chandler et al. [28], there is a significant risk that any generalist predator introduced in a colony as a means of 

varroa control would consume bee eggs. Another important factor to consider is that to be effective, the predator 

must be able to attack phoretic varroa mites and not just the free mites. Free varroa mites are not common in a 

bee colony as the mites are found either attached to the body of an adult bee (phoretic stage) or parasitizing a 

pupa in a capped brood cell (reproductive stage) [5, 45]. Therefore, as S. scimitus cannot reach reproducing 

varroa mites because they are protected by a wax cap, it must attack those parasitizing adult bees for the 

treatment to be effective. 

Our study aimed to investigate the potential of S. scimitus to control varroa mite infestations in honey 

bees. The specific objectives of this paper were: (1) to assess the risk of predation of honey bee brood by S. 

scimitus under both laboratory conditions and within the colony, and (2) to evaluate the predation potential of S. 

scimitus on phoretic varroa mites. According to what we know from the literature, we hypothesized that the use 

of S. scimitus in varroa biocontrol would not be a threat to the honey bee brood. In fact, the bee brood does not 

correspond to the type of prey typically consumed by S. scimitus [34, 39]. We also believe that S. scimitus is a 

potential predator of phoretic varroa mites. This hypothesis is supported by the use of the predatory mite to 
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control hematophagous mites in infested animals [40, 46] and the few anecdotal reports by beekeepers of varroa 

population reductions. Assessing both the risk and the predation potential of S. scimitus to control varroa mites 

is a very important step in the study of this biocontrol agent in beekeeping. 

Materials and Methods 

Livestock sources and maintenance  

Stratiolaelaps scimitus was obtained from Applied Bio-nomics Ltd. (British Columbia, Canada). Mites 

were supplied in a mixture of vermiculite and peat in 1L bottles with mold mites (Tyrophagus putrescentiae) as 

a food source. The predatory mites were stored in their original containers, lying on their side in complete 

darkness at 15°C, and were regularly checked for predator vitality and the presence of prey.  

Adult female varroa mites were collected following the “Icing Sugar” method described in Dieteman et 

al. [1] and came from infested hives located in apiaries of various beekeepers near Quebec City (Quebec, 

Canada). Mites were maintained alive by confining them by groups of five on a drone pupa in a 1 ml Eppendorf 

tube pierced with two holes for ventilation and kept in an incubator (34°C, 70% RH, complete darkness). Varroa 

mites were successfully kept this way for up to one week. 

Honey bee (Apis mellifera) brood was sampled from a single hive located in the city of Levis 

(46°44'56.02"N, 71°10'2.17"O), 15 km from our laboratory at the Université Laval. Eggs and larvae were gently 

sampled with a small paintbrush and transferred in a small Petri dish (50 x 12 mm) containing a moistened filter 

paper. Capped pupae cells were carefully cut with a scalpel directly from brood frames and transferred to the 

same Petri dish. Only worker brood was used. Samples were quickly transferred into an incubator and 

maintained under controlled conditions (34°C, 70% RH, complete darkness) until their transfer in the arenas.  

Adult worker bees were collected from the livestock of a bee research facility in Quebec (Centre de 

recherche en sciences animales de Deschambault, CRSAD, 46°43'6.00"N, 71°33'5.79"O) and were used 

immediately following their collection. Similarly, all the colonies used in our study were operated by the CRSAD. 

In vitro assessment of S. scimitus predation upon V. destructor and bee brood  

The tests took place between July 21 and September 1st 2016. There were six treatments representing 

potential prey for S. scimitus: 1) adult female varroa mite; 2) honey bee egg; 3) 1st or 2nd bee larval instar (L1-

L2); 4) 3rd or 4th bee larval instar (L3-L4); 5) 5th bee larval instar (L5); and 6) capped bee pupa. 
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Experimental arenas consisted of small glass vials (5 ml) filled with 1 cm of pre-autoclaved vermiculite 

and moistened with 0.3 ml of tap water (Fig 5a). Only adult female predators were used, and each one was 

starved individually for 48h in small portion containers (1 oz) with a piece of moistened tissue paper prior to their 

transfer in the arenas. Twenty starved predators were transferred to each arena with a fine paintbrush. Then, 

one single prey was added according to the treatment. Vials were closed with a piece of Nitex® synthetic nylon 

screening (105 µm) and a rubber band, allowing for ventilation while blocking mite escape. Arenas were held in 

an incubator (34°C, 70% RH, complete darkness) throughout the duration of the tests. A saltwater pool helped 

to maintain the desired humidity in the incubator. 

After 12 h, each prey was observed using a stereomicroscope and was scored as follows: alive without 

predation, dead without predation, alive with predation, dead with predation or fully consumed. The presence of 

visible wounds or missing parts (legs, antennae, cuticle parts) were considered as signs of predation. Prey 

viability was determined by the presence of movements when touched with a fine paintbrush. If predation did 

not take place after 12 h, the prey was replaced by a fresh one. Arenas were then returned to the incubator for 

an additional 12 h and the prey were checked one last time. At the end of the test, a count of living and dead 

predators was done to ensure that a reasonable number of predators was still in the arena. For each treatment, 

a control arena (with a prey but without predators) allowed us to observe the normal appearance of the prey in 

absence of predation. For each trial period (block), all six treatments were tested simultaneously according to a 

randomized block design and each treatment was repeated 20 times.  

Prey preference test 

In order to determine if the predatory mite will more likely attack honey bee eggs or varroa mites in the 

first place, a prey preference test was conducted using the same experimental arenas as described above. The 

experiment took place in the laboratory on August 5, 12 and 19, 2016 and included 10 replicates for each date 

(for a total of 30 replicates). Ten starved predatory mites were transferred to each arena with one honey bee 

egg and one female varroa mite added simultaneously.  For each arena, the order of prey introduction was 

randomly determined. Once closed, arenas were held in an incubator (34°C, 70% RH, complete darkness) 

throughout the duration of the test. Prey were observed under a stereomicroscope every hour for signs of 

predation and the test ended as soon as predation was detected. The first prey attacked was considered as a 

choice.  

In vivo assessment of S. scimitus predation upon bee brood 

An in-hive predation experiment was also conducted in an apiary of the CRSAD (46°47'50.09"N, 

71°43'42.50"O) on colonies of equivalent strength and having sister queens of known descent.  Each colony 
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was housed in a Langstroth commercial hive consisting of a single brood chamber (10 frames) supporting two 

or three honey suppers over a queen excluder. On August 9, 2017, honey bee colonies were randomly assigned 

to two groups with five colonies per treatment: Group 1) colonies inoculated with S. scimitus, and Group 2) 

untreated colonies (control). For each colony, the queen was caged on a frame with empty combs for 48h and 

allowed to lay eggs as described in Human et al. [47]. Then, each queen was removed from the exclusion cage 

and reintroduced in its colony. The position of every comb cell containing an egg was marked using a permanent 

marker on a transparent sheet of acetate placed on each side of the frame. Each frame was placed back to the 

exclusion cage to prevent further oviposition by the queen and was replaced in the middle of the brood chamber. 

Colonies were then inoculated by sprinkling 500 ml of the biocontrol medium containing approximately 12,500 

S. scimitus individuals (Group 1) or the same amount of pre-autoclaved vermiculite (Group 2) on top of the queen 

excluder. 

Six days later, brood cells of each frame were observed for a second time by checking with previous 

acetates if the larvae (L4-L5) were present. Cells with a missing larva were marked with a permanent marker of 

another color before the combs were returned to the hives. This was repeated four days later (capped pupa). At 

each period, cells with brood were counted in order to determine the percentage of eggs and larvae that survived 

until cell capping. Hive floor and frames were also checked regularly to ensure that the predatory mites remained 

in the hives. 

S. scimitus predation of phoretic varroa mites 

The experiment was conducted in the laboratory at two distinct periods, each one included half of the 

replicates. The first part of the trials started on July 10, 2017, while the other one started on August 9, 2017. 

Modified plastic pill bottles (34 mm diameter; 63 mm high) served as experimental arenas in which a hole was 

cut in the lid and was then covered with a glued piece of Nitex® synthetic nylon screening (105 µm). A hole was 

cut in the lowest quarter of each bottle allowing for the insertion of a 0.5 ml Eppendorf tube pierced with three 

small holes and serving as a bee feeder. Paraffin film was used to ensure tightness. Bottles were filled with 5 ml 

of pre-autoclaved vermiculite moistened with 2 ml of tap water. In a completely randomized design, twenty 

starved adult female S. scimitus were transferred to each treated arena (n=40) whereas control arenas (n=40) 

received no predators.  

Using a fine paintbrush, one freshly collected adult female varroa mite was transferred to the body of 

each adult worker bee used in this trial. Then, a parasitized bee was introduced in each arena and was fed daily 

with a 50% (w/v) sucrose solution (Fig 5b). Arenas were held in a growth chamber (30°C, 75% RH, complete 

darkness) throughout the duration of the test. Once a day, honey bees and varroa mites were observed and 

recorded as dead or alive. If the honey bee was dead but the varroa was still alive, the bee was changed by a 
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new one and the varroa was transferred back on its body. For each arena, observations ended as soon as the 

varroa was recorded dead and the latter was then observed under a stereomicroscope for evidence of predation. 

Here again, a count of living and dead predatory mites was done at the end of the test to ensure that a reasonable 

amount of living predators was still in the treated arenas. 

Data analyses   

Descriptive statistics of in vitro S. scimitus predation upon varroa mites and bee brood are given as 

proportions  95% confidence intervals. True difference between predation choices was investigated using a 

binomial two-sample test of proportions, using the R software (R Core Team 2016). Data of the in vivo predation 

test were analyzed using the proc mixed procedure in SAS® University Edition (version 9.4 M4). The normality 

of residuals was achieved, so a repeated measures analysis of variance (ANOVA) with autoregressive 

correlation structure was performed to compare differences of brood survival (number of eggs and surviving 

larvae and pupae) due to treatment, brood stage (post-oviposition time) and their interaction. Results are 

presented as percentages of brood survival (number of surviving larvae or pupae x 100 / initial number of eggs).  

Regarding S. scimitus predation assessment of phoretic varroa mites, a log-rank Kaplan-Meier survival analysis 

was carried out to compare the survival curves of the varroa in the presence or the absence of the predatory 

mite (survival package in R). Varroa death events that occurred on the same day as their respective bee death 

were considered as right censored data. Significance was defined as p < 0.05 for all analyses. 

Results 

In vitro assessment of S. scimitus predation upon V. destructor and bee brood 

Predation occurred on all types of prey offered to S. scimitus (Fig 6). Only the prey with obvious signs 

of predation were recorded as having been predated upon (Table 3). This includes live observations of predation 

or attack, eggs fully consumed, liquefied larvae and varroa mites with obvious missing appendages and 

damaged cuticle. Obvious predation events (stylet inserted into the body of the prey) were observed in real time 

at least twice for each type of prey (Fig 7). At the end of the experiment, an average of 15  3 (mean  SD) 

predatory mites were still alive in each arena. 

Prey preference test 

When both prey were offered simultaneously, S. scimitus individuals first predated upon the bee egg 

(n=28) over the varroa mite (n=2) significantly more often (Fig 8; binomial test, n=30, p < 0.001). In most cases 

(25/28), the bee egg was consumed during the first hour while the predation upon the varroa only occurred after 



 

43 
 

4 or 5 hours (Table 4). In this last scenario, the bee egg remained untouched while the varroa was dead and 

showed evident signs of predation (multiple missing appendages). Predation of both prey never occurred during 

the same one-hour observation interval. 

In vivo assessment of S. scimitus predation upon bee brood  

Two colonies in the control group were rejected from the analysis due to abnormally low brood survival 

(0 and 23%) between the first two periods of data collection (i.e. before reaching the L4-L5 larval stage). On 

average, 1800  111 (mean  SE) eggs were marked in each colony and monitored over time. The initial number 

of eggs did not differ between groups (two sample t(6) = 0.103, p = 0.922). The repeated measures ANOVA 

revealed no interaction between treatment and time (F(2, 12) = 0.05, p = 0.956) and there was no significant effect 

of the treatment (F(1,6) = 0.03, p = 0.864) on the bee brood survival . Only the time had an effect on the brood 

survival (F(2, 12) = 21.92, p < 0.001) with an average survival (mean  SE) of 79.7  8.3% and 80.9  4.9% of the 

L4-L5 larvae and 76.3  8.2% and 76.3  4.4% of the pupae for the control and the treated colonies respectively 

(Fig 9). 

S. scimitus predation of phoretic varroa mites 

Some S. scimitus individuals escaped and were found in two control arenas which were rejected. The 

log-rank Kaplan-Meier survival test showed a significantly lower survival rate of varroa mites when S. scimitus 

was present (Fig 10; p < 0.01). Mortality of 90% of phoretic varroa in treated and control arenas occurred after 

ten days and eight days respectively. Although no varroa mite survived longer than nine days in the presence of 

the biocontrol agent, the last surviving varroa mite of the control group was voluntarily killed after 14 days of 

survival (right censoring). Within the treated group, all varroa mites that were found dead showed signs of 

predation (missing legs or mouthparts, holes in the cuticle, etc.). An average of 9  4 (mean  SD) predatory 

mites were still alive in each treated arena at the end of the test.  

Discussion 

Our experiment indicates that, under controlled conditions, S. scimitus attacks and feeds upon varroa 

mites when no other food choice is given. Despite the relatively smaller size of S. scimitus compared to the 

varroa (Fig 7), the predator still succeeded in killing them. This is not surprising considering that S. scimitus, like 

the other mites of the family Lealapidae, is an aggressive edaphic predator [48]. Typically, varroa mites that had 

been attacked by S. scimitus showed many missing legs and large holes in their cuticle. This is typical of the 

attack of many mesostigmatan mites that strive at the leg joint of large arthropods until the hemolymph flows 

[48]. In the experimental arenas, the predators were constantly on the move, searching for prey. However, as 
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they are used to live in the soil, they were mainly active and searching in the vermiculite at the bottom of the 

vial, climbing the walls only from time to time. On the opposite, most of the time the varroa remained hidden on 

the piece of Nitex® cloth that served as a cover. This could explain why half of the predation events occurred 

only after 12 hours despite the small size of the arena and the relatively high number of starved predators it 

contains. We observed some group attack events, but attacks by a single mite were also common. During a 

group attack, the varroa mite was first found and targeted by a single S. scimitus individual before being rapidly 

surrounded by others and assailed with quick jabs with the chelicerae. Then, the varroa was drained of its fluids 

and the empty cuticle was left behind.  

Under these same restrictive laboratory conditions, S. scimitus was able to feed upon every honey bee 

developmental stages from egg to pupa. This goes against our predictions, which were based on the facts that 

predation of sciarid eggs and pupae by S. scimitus rarely occurs as the predatory mite is thought to prefer mobile 

stages and smaller prey [34, 49]. In fact, the 4th instar larvae of the sciarid flies are not always attacked by S. 

scimitus because they are presumably too large (up to 7 times the size of the adult mite), as postulated by Wright 

and Chambers [34]. These are similar in size and weight to the honey bee 2nd or 3rd larval instar [47, 50], which 

in the present case were repeatedly attacked.  All bee eggs were completely consumed by S. scimitus while the 

larvae were almost exclusively attacked at their body ends (head or anus). Some pupae were also attacked 

despite being protected by a sealed wax cell. However, we do not know whether these cells had been previously 

damaged during their sampling or if the predators made their way through the wax by themselves. Group feeding 

was the norm for all types of prey. Usually, the prey was initially attacked by a single mite before others joined it 

and began to feed. Here, chemical cues could be involved [34].  

In hindsight, our results are not so surprising if we consider the specific and highly restrictive conditions 

of our test. In fact, a single prey was given to multiple highly polyphagous predators that had been starved for 

48 hours, without alternative food sources. These conditions were put in place specifically to ensure that any 

potential predation by the predator would be detected, even though these are unrealistic of in-hive conditions. 

The biggest difference between the conditions of both environments was the accessibility of prey. Within the bee 

colony, eggs and larvae are found in cells and are cared for and protected by worker bees. On the opposite, in 

our experiment, the brood was unprotected and offered to the predatory mites in a restricted environment so 

that their presence was easily detectable. Thus, these results should be taken with caution as predation tests 

conducted in the colony prove to be more realistic and revealing of the predation behaviour of S. scimitus and 

the non-target effects that might ensue. 

When a choice is given under controlled conditions, S. scimitus first predates upon the unprotected 

honey bee egg over the free varroa mite. Since these two prey were the most consumed in the previous trial, it 
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was relevant to assess the predator's preference when both prey are present, as this is the case in a bee colony. 

In many cases, even if a prey has been contacted by a predator, the decision to attack may be influenced by the 

assessment of relative risks and costs compared with the nutritional benefits brought by the prey at hand [51]. 

Here, the smaller size of the bee egg and its soft body certainly make it easier for S. scimitus to attack compared 

with the varroa. The varroa ability to flee the predator also plays a role. Indeed, this escape behaviour might 

explain why the time elapsed before the predation event was much longer when the varroa was predated first 

than when the bee egg was (Table 4).  

Of course, our results also suggest that the varroa mite may not be a prey of choice for S. scimitus in 

a context of food variety (i.e. inside the hive). In addition to bee eggs, there are plenty of other small prey within 

a honey bee hive that may be more attractive for S. scimitus than varroa mites, such as pollen-feeding mites 

and other small insects [5, 52]. This is a problem often encountered with the use of generalist predators in 

biological control, which can limit the success of pest control. In fact, due to their lack of prey specificity, 

generalist predators may not respond to pest populations in a density-dependent way if feeding on alternative 

or preferred prey [51, 53]. An advantage of generalist predators, however, is that they can persist in a system 

even when the pest is no longer present [53]. For instance, this could occur after the varroa mite population 

decreases following the release of the biocontrol agent or when varroa mites are reproducing inside the brood 

cells. In this case, the presence of in-hive alternative prey should favor the survival of S. scimitus and even 

improve its reproduction and development by supplying additional food. Competition, or other interactions, 

between the various potential prey of S. scimitus should be studied in more detail if this predator is to be used 

for varroa mite control.  Assays should also be conducted to examine whether varroa mites alone provide 

adequate nutrients to allow reproduction of S. scimitus.  

Interestingly, when introduced inside colonies, S. scimitus does not have negative effects on the 

survival of the honey bee brood. This suggests that the predatory mite does not feed upon the bee brood inside 

the colony. Here, there are two possible explanations. First, the position of the brood into the hive (i.e. in brood 

cells at the center of the colony) and the protection provided by the worker bees may be sufficient to prevent the 

predator from attacking the brood. Indeed, the ecology of S. scimitus leads us to believe that the predator rather 

tends to search for prey at the bottom of the hive than at the center of the bee cluster. Observations made in the 

colonies three days after the introduction of the predator seem to confirm this behaviour since several predators 

were found at the bottom of the hive while very few were observed walking on the brood frames. Unfortunately, 

this behaviour may also limit the predator's ability to attack varroa mites within colonies, as the adult parasites 

are mainly phoretic or in the brood cells. We know that S. scimitus remained in the colony for at least ten days, 

since we observed its presence in the debris at the bottom of the hive and confirmed it under magnification. 

Moreover, the invasion of a brood cell by S. scimitus is likely to result in the removal of the mite by worker bees 
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during routine maintenance duties, preventing the brood from being predated [28]. A second explanation for the 

absence of bee brood predation in the colony would be the presence of other food sources. During our 

observations, we collected debris in the bottoms of hives for screening purposes. In addition to varroa mites, we 

recorded the presence of various species of mites and spiders, springtails, ants, nitidulid beetles and wax moth 

larvae. There were also plenty of mold mites (presumably Tyrophagus putrescentiae) which were most likely 

introduced with the biocontrol agent since they are supplied as food with the predatory mite during the transit 

and in storage. Thereby, the presence of multiple alternative food sources might prevent non-target effects on 

the bee brood, thus reducing the efficiency of S. scimitus to target the varroa.  

Assessing the risk of honey bee brood predation by S. scimitus is a step that should be taken seriously, 

considering the deleterious impacts that this predation could have on the strength and the survival of the colony. 

Based on previous observations conducted in Canada, biocontrol suppliers currently suggest using 150 to 200 

ml of the S. scimitus mixture for varroa control [42, 43]. In our trial, we used 500 ml of this mixture (12,500 

individuals) and considering the voracity of the predator, we think this must be enough to detect a predation 

effect if there is any. Our results correspond to those obtained using observation hives, which reinforce the 

reliability of our findings (Appendix 2). In these undescribed tests, we introduced hundreds of starved S. scimitus 

individuals in observation hives containing a single frame of brood and we observed their behaviour for several 

hours, using a red light in the dark. When worker bees were absent, most of the mites remained in the vermiculite 

poured on top of the frame but some of them occasionally walked on the comb. Some mites were observed 

entering brood cells containing a bee egg but predation was rarely observed. Moreover, when worker bees were 

present in the observation hives, the mites did not climb on the frames at all and no brood predation was 

observed. In addition to corroborating the absence of significant predation risk of the bee brood by S. scimitus 

within colonies, these observations also support the role of worker bees in brood protection. 

Observations made in laboratory revealed that S. scimitus individuals do not attack varroa mites when 

they are attached to the body of bees. Indeed, even when the predatory mites were deposited carefully with a 

small paint brush on the body of an adult worker bee, these did not adhere to the insect body and fell to the 

slightest bee movement. Moreover, S. scimitus has never been recorded to be phoretic, as most of the lealapid 

mites [54]. Even if the predatory mite is known to be able to feed upon phoretic hematophagous mites in infested 

birds and lizards [41, 46], it seems that it only attacks the parasites when they are off their host body [40]. 

Since the biocontrol agent under study is not able to attack phoretic varroa mites, it is unlikely that it 

will be effective enough to be used alone in varroa control. When ready to reproduce, the female varroa mite 

leaves its honey bee host to invade a worker cell approximately 20h before its capping [55] and the entire 

reproductive cycle takes place into that cell. Thus, the effective period for S. scimitus to enter into the brood cell 



 

47 
 

in tandem with the varroa is short, which makes it unlikely that the predador will impact significantly neither on 

reproductive adult varroa mites nor on varroa eggs or larvae [28]. After this period of time, reproductive varroa 

mites are blocked by the brood cell cap and only the phoretic parasites remain accessible to S. scimitus. 

Thereby, to be at least partially effective, the biocontrol agent must be able to search bee bodies for adult varroa 

mites and attack them. Likewise, most of the chemicals used in varroa control only kill the phoretic mites, except 

for formic acid which effectively kills varroa mites in sealed brood cells [56]. 

In our trial, however, all varroa mites that had fallen from their bee host body were predated upon by S. 

scimitus and died in less than 24h. It strongly suggests that S. scimitus only predates upon varroa mites that 

naturally fell from the bees. In fact, a certain percentage of mites in a colony simply lose their grip and fall to the 

bottom of the hive over time. Moreover, in order to avoid parasitism by V. destructor, honey bees often exhibit 

defensive behaviours such as “grooming” which involves self-removal of phoretic varroa mites on the body of 

adult bees [57]. When effective, this behaviour leads to the removal of the parasite which is more likely to fall on 

the hive floor. In our experiment, the reduced probability of survival recorded for the phoretic varroa mites from 

the treated group is due to the fact that the varroa were instantly attacked by S. scimitus after a natural fall from 

their host body. In the control group, fallen varroa mites survived longer and even had a chance to return on 

their host body. 

The use of the predatory mite could potentially be combined with other existing methods of varroa 

control in a context of integrated pest management. We demonstrated that instead of attacking phoretic varroa 

mites, S. scimitus is more likely to predate upon the mites that fall on the bottom of the hive. In doing so, the 

biocontrol agent could have a similar effect to that of screen bottom boards or could even increase their 

effectiveness. We know that about 50% of the varroa are still alive and very active when they fall on the hive 

floor [58]. Thereby, screen bottom boards that allow varroa to fall through it are often used to prevent the living 

fallen mites from returning to the colony. Even if not reliable as a single control technique, the use of these 

screen boards could reduce about 20% of the mite population over the season and increase the degree of varroa 

control obtained with soft chemicals and other cultural practices [27, 59, 60].  When placed on the bottom boards, 

sticky sheets help to immobilize the mites [58] and increase the number of trapped mites that latter die from 

starvation. Commercial sticky sheets are expensive, so beekeepers often use homemade corrugated plastic 

sheets covered with vegetable shortening. Preparing and using these sheets is labor intensive, which makes 

them inconvenient for most commercial beekeepers. Introducing S. scimitus in hives at key moments during the 

summer could provide a cheaper and more convenient alternative. As the varroa can survive up to 70 hours off 

its host [5], rapid predation of the fallen parasites by S. scimitus surely can help to delay damaging varroa levels 

and should be exploited for control purposes. 
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In a recent study [42], Rangel and Ward showed, using in vitro assays, the capacity of S. scimitus in 

attacking free varroa mites but they raised questions regarding the overall ability of the predator and whether it 

could prey on honey bee brood. Here, not only did we bring answers to several of their questions but we provided 

additional, crucial information on S. scimitus as a potential biocontrol agent of varroa mites. For instance, by 

using more realistic conditions under which we conducted our in vitro predation tests (34°C; 70% RH vs 29.5°C; 

uncontrolled humidity in [42]), we showed that S. scimitus can survive and be active within the range of 

temperature and humidity conditions of a honey bee colony [61]. Since free varroa mites are uncommon in the 

hive, our study also provides a better understanding of the predation potential of S. scimitus on varroa mites 

under more realistic conditions. 

In summary, our study provides evidence that S. scimitus does not represent a threat to the honey bee 

brood but suggests that its effect in varroa control will probably be limited as it does not attack phoretic varroa 

mites. Our results represent an important step in assessing the potential of S. scimitus to control V. destructor 

and provide novel information about the behaviour of the predator inside the honey bee colony. Nevertheless, 

the actual efficacy of the predatory mite to control varroa populations in honey bee colonies still needs to be 

investigated in greater depth. Further work must also include assessments of the predator's ability to reproduce 

and maintain its population into the colony. As S. scimitus is highly polyphagous, assessing the predator’s ability 

to control other honey bee pests found on the hive floor, such as wax moth and small hive beetle larvae, should 

also be considered. 
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Appendix 1. Tables and Figures. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5. Experimental arrenas used during: (A) the in vitro assessment of S. scimitus predation upon 
V. destructor and bee brood, and (B) the assessment of S. scimitus predation of phoretic varroa mites. 
Each arena hosted straved female predatory mites in the moistened vermiculite. Arenas (A) also contained one 
prey (bee brood or varroa mite) while arenas (B) hosted a parasitized honey bee worker. (Photos: Sabrina 
Rondeau, 2016 / 2017) 
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Figure 6. Occurrence of predation of Varroa destructor (female adults) and five different honey bee brood 
stages by the predatory mite Stratiolaelaps scimitus, after 12h and 24h of confinement in experimental 
arenas. Each arena (n=20 per type of prey) contained 20 starved female predatory mites and a single prey. 
Error bars show the 95% confidence intervals after 24 hours. 

 

 

 

Figure 7. The predatory mite Stratiolaelaps scimitus feeding on a female varroa mite (A) and a honey bee 
egg (B) under laboratory conditions. After being attacked by S. scimitus, the varroa showed 
characteristic signs of predation (C) such as missing legs and holes in the cuticle (arrow). (Photos: 
Sabrina Rondeau, 2016) 
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Table 3. Status of Varroa destructor (female adults) and five different honey bee brood stages after a 
maximum of 24h of confinement with Stratiolaelaps scimitus under laboratory conditions. Each arena 
(n=20 per type of prey) contained 20 starved female predatory mites and a single prey. 

Prey /state 
Number of observations (n)  

Fully 
consumed 

Alive with 
predation 

Alive without 
predation 

Dead with 
predation 

Dead without 
predation 

Varroa mite 0 1 0 17 2 

Bee egg 20 0 0 0 0 

Bee larva  
(L1-L2) 

0 0 1 14 5 

Bee larva  
(L3-L4) 

0 0 4 14 2 

Bee larva (L5) 0 2 10 8 0 

Capped bee 
pupa 

0 0 4 9 7 

 

 

Figure 8. Proportion of honey bee eggs and varroa mites first chosen by Stratiolaelaps scimitus during 
a preference test where both prey were offered simultaneously (n=30) to ten starved S. scimitus 
individuals. 
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Table 4. Number of predation events based on the first prey chosen by Stratiolaelaps scimitus during a 
preference test and the time (h) elapsed before the predation occurred. Trials were conducted in 
experimental arenas (n=30) in which a honey bee egg and a varroa mite were offered simultaneously to ten 
starved S. scimitus individuals. 

First prey chosen 
Number of 

observations (n) 
Time elapsed before the 

predation event (h) 

Honey bee egg 25 1 

Honey bee egg 1 2 

Honey bee egg 1 3 

Varroa mite 1 4 

Varroa mite 1 5 

Honey bee egg 1 5 

 

 

 

Figure 9. Effect of the inoculation of honey bee colonies (n=5) with  12,500 Stratiolaelaps scimitus 
individuals on the mean proportion of bee brood survival from the eggs to the pupae in comparison with 

untreated colonies (control; n=3). On average, 1800  111 (mean  SE) eggs have been marked in each 
colony and monitored over time (August 9 to 21, 2017). There was no effect of the treatment on the bee brood 
survival (repeated measures ANOVA; F(1,6) = 0.03, p = 0.864). 
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Figure 10. Kaplan-Meier survival curves of the phoretic varroa mites when confined in experimental 
arenas with 20 starved Stratiolaelaps scimitus individuals (n=40) or none (control; n=38). Each arena 
consisted of a modified plastic pill bottle and contained one worker bee parasitized by a single varroa mite. Death 
events of both the varroa and the bee have been recorded once a day and varroa death events that occurred 
on the same day as their respective bee death were considered as right censored data. 
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Appendix 2. Additional monitoring of S. scimitus predation upon bee 

brood using observation hives. 

 

Methods 

In addition to the trial described for the “in vivo assessment of S. scimitus predation upon bee brood”, further 

observations were made using an observation hive. Those observations were made at three different periods of 

time in May and June 2017.  

The same home-made wooden observation hive was used throughout the tests. Glass frames at both sides of 

the hive allowed observations of a single Langstroth-style deep frame. Two screened moisture vents were 

present, one at each narrow side of the hive.  

Brood frames and honey bees were obtained from the livestock of the Centre de recherche en sciences animales 

de Deschambault (CRSAD), in Quebec (Canada). 

The predatory mites S. scimitus were starved individually for 48h in small portion containers (Solo® cups; 1 oz) 

with a piece of moistened tissue paper prior to their transfer in the hive. 

May 2, 2017 

One frame of brood containing eggs, larvae and capped pupae and covered with worker bees was inserted in 

the observation hive. A thick layer of petroleum jelly (Vaseline®) was spread around air vents to prevent mite 

escape. The hive was placed in a dark, warm and humid room (28°C, 40% RH; complete darkness) throughout 

the test. 

Approximately 600 starved predators were then transferred to 150 ml of pre-autoclaved moistened vermiculite 

and poured on top of the frame. Using headlamps with red light, observations were made in the dark for two 

hours following the introduction of the mites, and for four hours/day during the next three days (two hours each 

in the morning and in the afternoon).  Observations were made by two observers, one for each side of the frame, 

for a total observation period of 28 hours. The behaviour of both the mites and the bees was monitored, including 

the movements of S. scimitus in the hive and on the frames, the attempts of brood predation by S. scimitus and 

the behaviour of bees toward predators. 
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May 30, 2017  

One frame of brood containing mostly eggs was inserted in the observation hive without bees. Prior to 

observations, a total of 60 cells containing an egg were marked using a permanent marker on a transparent 

sheet of acetate placed on each side of the frame. Only freshly laid eggs (standing up in the cell) were marked. 

Approximately 1,000 starved mites were transferred to 75 ml of moistened vermiculite and poured on top of the 

frame. We used the same observation protocol as previously described. After two days, we checked with 

previous acetates if the eggs (or freshly hatched larvae) were still present. Cells with a missing egg were marked 

with a permanent marker of another color and the frame was returned to the hive.  This time, the hive was kept 

in a growth chamber (32°C, 75°C, and complete darkness) between observation periods. Observations were 

made in the same room as previously described. 

June 14, 2017 

One frame of brood containing mostly eggs was inserted in the observation hive without bees. Approximately 

1,500 starved mites were transferred to 75 ml of moistened vermiculite and poured on top of the frame. We used 

the same observation protocol as previously described, for the same period of time and in the same physical 

conditions. 

Results 

May 2, 2017 

Fifteen minutes following the introduction of the mites, almost all the vermiculite had fallen to the bottom of the 

hive due to bees’ attempt to remove it. The predatory mites were active but stayed in the vermiculite at the 

bottom of the hive throughout our observations. Most of the time, when S. scimitus individuals undertook to climb 

on the frames or the walls of the hive, they fell back to the bottom due to the movements of bees. The same 

behaviour was recorded during the next three days. Bees, for their part, acted normally. They continued to take 

care of the brood (feed the larvae, cap the cells, ventilate) and did not seem bothered by the presence of the 

mites. Only 2 bees died over the observation period. 

May 30, 2017 

Mites stayed in the vermiculite on top of the frame, walking on the comb only occasionally and for a short 

period of time (< 10 minutes). We observed some mites getting into brood cells containing an egg, but the 

eggs were usually not attacked – at the opposite of our tests in lab. During our 28h observation period, we 

observed only one predation event of a bee egg by S. scimitus. Some mites were recorded drowned in honey. 
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After two days, only five of the sixty marked eggs were missing (8.3%). We don’t know if those eggs had been 

predated or if they dried out. 

June 14, 2017 

Even if more mites were added to the hive, the predator behaviour did not change. The mites remained mostly 

in the vermiculite and no predation was observed. There appears to have been some mite escape or mortality 

since few predators (dead or alive) were recorded during the last observation day. 

Conclusion 

In absence of worker bees, most of the mites remained in the vermiculite poured on top of the frame but some 

of them occasionally walked on the comb. A few mites were observed entering brood cells containing a bee egg 

and predation was rarely observed. On the other hand, when worker bees were present in the observation hives, 

the mites did not climb on the frames at all and no brood predation was observed. Along with our “In vivo 

assessment of S. scimitus predation upon bee brood”, these observations corroborate the absence of significant 

predation risk of the bee brood by S. scimitus within colonies, and also support the role of worker bees in brood 

protection. 
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Chapitre 34: The use of the predatory mite 
Stratiolaelaps scimitus (Acari: Laelapidae) to 

control Varroa destructor (Acari: Varroidae) in 
Honey bee colonies in early and late fall 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

  

                                                           
4 Article corédigé par Sabrina Rondeau, Pierre Giovenazzo et Valérie Frounier. Soumis au périodique scientifique Journal 
of Economic Entomology le 28 juin 2018 (identifiant : ECONENT-2018-0417). 
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Résumé 

Dans cette étude, nous avons étudié l'utilisation de l'acarien prédateur Stratiolaelaps scimitus pour 

lutter contre l'acarien ectoparasite Varroa destructor, un ravageur important de l’abeille domestique. Notre étude 

visait à évaluer l'efficacité de S. scimitus à contrôler les populations de varroas dans les colonies d’abeilles au 

début et à la fin de l'automne en comparaison avec deux acaricides couramment utilisés en apiculture biologique 

(Thymovar® et acide oxalique) et l’absence de traitement des colonies. Nous avons d'abord comparé l'efficacité 

de deux doses d'introduction de S. scimitus (6 250 ou 12 500 acariens / colonie) en septembre puis, comme 

nous n'avons détecté aucune différence d'efficacité entre celles-ci, nous avons utilisé la dose actuellement 

recommandée par les distributeurs d’agents de lutte biologique (6 250 acariens) lors d’un traitement 

complémentaire (novembre). Nos résultats démontrent que le prédateur n’est pas en mesure de contrôler les 

populations de varroas dans les colonies d’abeilles sous les conditions testées. 
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Abstract 

In this study, we investigated the use of the predatory mite Stratiolaelaps scimitus for the biological 

control of the ectoparasitic mite Varroa destructor, a major pest of honey bees. Our study aimed to evaluate the 

effectiveness of S. scimitus in controlling varroa populations in early and late fall in comparison with untreated 

colonies and two currently used organic treatments: Thymovar® and oxalic acid. Performing weekly mite drop 

monitoring, we first compared the effectiveness of two introduction rates of S. scimitus (6,250 or 12,500 

mites/colony) during a fall treatment (September) and, as we detected no differences of effectiveness between 

these, we used the dosage currently recommended by biocontrol suppliers (6,250 mites) in a complementary 

treatment test (November). Results showed that S. scimitus did not succeed in controlling varroa populations in 

honey bee colonies when introduced neither in early nor in late fall according to current suppliers’ recommended 

rates and application method.  
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Introduction 

For more than a decade, winter losses of honey bee (Apis mellifera L.) colonies have remained at levels 

considerably higher in North America and Europe than rates identified as acceptable by beekeepers (Ferland et 

al. 2017; Kulhanek et al. 2017; van der Zee et al. 2012), raising concerns about the future of crop pollination 

services. In fact, while the global demand for commercial pollination services by honey bees is increasing (Aizen 

et al. 2008), the ongoing high rates of colony losses threaten the production of many vegetables, fruits, nuts and 

seeds (Klein et al. 2007; Potts et al. 2010). In an attempt to mitigate the negative effects of colony losses and to 

rebuild bee stocks in the spring, beekeepers strive to replace their dead colonies year after year (vanEngelsdorp 

and Meixner 2010). However, the manipulations that it implies are labor intensive and involve important financial 

costs (Kulhanek et al. 2017), which threaten the long-term sustainability of commercial beekeeping operations 

and related pollination services. 

Although honey bee colony mortality is known to be driven by multiple interacting factors, the scientific 

consensus consider the parasitic mite Varroa destructor Anderson & Trueman (Acari: Varroidae) as being the 

main culprit of winter colony losses (McMenamin and Genersch 2015; Rosenkranz et al. 2010; van der Zee et 

al. 2015). Since its shift from its original host Apis cerana Fabr. to the Western honey bee A. mellifera in the 

middle of the 20th century, the ever-increasing widespread distribution and prevalence of the parasite have had 

detrimental effects to the apiculture industry, making V. destructor the most important pest of the world 

beekeeping industry (Boecking and Genersch 2008; Rosenkranz et al. 2010). Through direct parasitism of bees 

and transmission of virus and secondary infections (Nazzi et al. 2012; Yang and Cox-Foster 2007), this pest is 

known to have highly deleterious effects for colony health (Rosenkranz et al. 2010; Sammataro et al. 2000). As 

a consequence, an untreated infested colony typically exhibit reduced colony growth, honey production and 

winter survival (Desai and Currie 2016; Emsen et al. 2014; Le Conte et al. 2010).  

Several acaricides have been developed over the last decades as an attempt to control varroa 

infestations, especially in temperate regions where the absence of periodic treatment results in rapid colony 

collapse (Rosenkranz et al. 2010). Thereby, synthetic acaricides have been successfully used in the past but 

their repeated use has rapidly led to the development of pesticide-resistant mites (Elzen et al. 2000; Maggi et 

al. 2009; Milani 1999). In response, Integrated Pest Management (IPM) strategies have been developed 

(Delaplane et al. 2005; Rosenkranz et al. 2010), encouraging timely use of appropriate chemical and non-

chemical tools. Alternative strategies to control varroa mites thus include the use of soft chemicals such as 

organic acids (formic acid or oxalic acid) and essential oils (thymol), genetic selection as well as cultural and 

physical methods (Rosenkranz et al. 2010). However, none of these strategies are sufficiently effective to be 

used alone (Delaplane et al. 2005).  
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In Eastern Canada, varroa control based on IPM is performed at multiple key moments (Eccles et al. 

2016). If needed, a first treatment takes place during early spring. A summer treatment may be needed in late 

July to early August, while a preventive fall treatment is always strongly recommended and should occur no later 

than mid-September. Finally, for fall treatments using formic acid or thymol, a complementary treatment with 

oxalic acid must be carried out at the beginning of November, just before wintering. This very last treatment is 

crucial because formic acid or thymol alone does not get rid of all the mites (Coffey and Breen 2013; Gregorc et 

al. 2016; Gregorc and Planinc 2012). However, each of these three chemicals may have toxic effects that may 

affect colony productivity and survival (Alayrangues et al. 2016; Giovenazzo and Dubreuil 2011; Gregorc and 

Smodis Skerl 2007; Schneider et al. 2012; Vandervalk et al. 2014) while their effectiveness is strongly dependent 

on environmental conditions (Al Naggar et al. 2015). For example, external temperatures influence thymol 

evaporation, affecting its effectiveness considerably at low temperatures (< 15°C) and increasing bee mortality 

above 30°C (Imdorf et al. 1995; Imdorf et al. 1999). Organic acids are also toxic to humans (Canadian Honey 

Council 2010; Rademacher and Harz 2006) and most beekeepers would rather not use them if safer alternative 

measures were available. For all these reasons, the development of alternative methods of varroa control 

continues to stand as a research priority for the beekeeping industry (Dietemann et al. 2012; Nazzi and Le Conte 

2016). 

In this fight against varroa mites, however, the use of biological control agents is an important aspect 

of IPM that remains under-exploited. In fact, it is not easy to find a living organism that would control varroa mite 

numbers without increasing the mortality of the bees themselves (Chandler et al. 2001). Nevertheless, a new 

candidate, the predatory mite Stratiolaelaps scimitus (Womersley) (Acari: Laelapidae), has been put forward in 

recent years as being particularly promising to control varroa mites. In a previous study (Rondeau et al., see 

chapter 2), we showed that in addition to being able to feed upon free varroa mites under laboratory conditions 

(Rangel and Ward, 2018), this generalist soil-dwelling predator can survive and be active under the physical 

conditions of a honey bee colony and does not represent a threat to bee brood.  However, to date, few scientific 

data are available on the effectiveness of the investigated biocontrol agent to control varroa populations in situ. 

In fact, although preliminary observations from Ontario (Canada) suggest the predator's effectiveness in lowering 

varroa numbers in honey bee colonies (Scott, 2014) a recent study revealed no effectiveness of the predator in 

field colonies (Rangel and Ward, 2018). Considering that some beekeepers in the United States, Canada and 

Europe are currently using S. scimitus for varroa mite control in their honey bee colonies (B. Spencer, Applied 

Bio-nomics, comm. pers.) and that an inadequate varroa control could rapidly lead to colony collapse, we 

urgently need to further investigate the effectiveness of the predator in the field.  If the biocontrol agent proves 

to be effective, the development of this novel alternative control strategy could represent a sustainable avenue 

for the control of the most problematic health issue in honey bees which, in turn, could be combined with other 

means of varroa control in an IPM system. 
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The main objective of this study was to investigate whether the late introduction of the predatory mite 

S. scimitus into honey bee colonies could effectively be used in the context of integrated pest management 

against varroa mites under the cold temperate climate of Quebec, Canada. More specifically, this project aimed 

to evaluate and compare the effectiveness of S. scimitus in controlling varroa populations when used: 1) in the 

early fall in comparison with Thymovar®, and 2) in replacement of oxalic acid to complement a standard fall 

treatment in November. Performing mite drop monitoring, we first compared the effectiveness of two introduction 

rates of S. scimitus during a fall treatment and, as we detected no differences of effectiveness between these, 

we used the dosage currently recommended by biocontrol suppliers in our complementary treatment test.  

Materials and Methods 

Honey Bee Colonies  

The trials were conducted in experimental apiaries of the Centre de recherche en sciences animales 

de Deschambault (CSRAD) located in the province of Quebec, Canada. All colonies used in each trial had one 

year old sister queens of known descent. Each colony was housed in a Langstroth commercial hive consisting 

of a single brood chamber (10 frames) above a screened bottom board allowing the varroa mites to fall through 

to sticky traps. The colonies had not been treated with acaricides since the previous year (fall 2016, Thymovar® 

followed by oxalic acid). All honey suppers were removed on September 11, 2017, and colonies were then fed 

with sucrose syrup (50% w/v). 

Predatory Mite Sources 

The biocontrol agent S. scimitus was supplied by Applied Bio-nomics Ltd. (British Columbia, Canada) 

in a mixture of vermiculite and peat in 1L bottles with mold mites (Tyrophagus putrescentiae) as a food source. 

The product was used within two days following its reception and was checked for predator vitality using a 

stereomicroscope before its use. Upon receipt, the product was stored in its original containers, lying on their 

side in complete darkness at 15°C.  

Fall treatment 

Field trials to assess the effectiveness of S. scimitus as a varroa treatment were performed according 

to the COLOSS BEEBOOK recommendations (Dietemann et al. 2013). The trials were conducted between 

August 28 and November 27, 2017, in a single apiary (46°40'37.86"N, 71°42'0.67"O), using a completely 

randomized design. Three weeks before the treatment, 28 colonies were evaluated for strength (number of 

frames covered with bees), queen status and overall colony health. From then, natural mite drop from the 

colonies was monitored once a week until the end of the test, using home-made sticky boards consisting of 
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corrugated plastic sheets coated with vegetable shortening. In order to balance colony strength between groups, 

colonies were first ranked from the weakest to the strongest and divided in seven groups. For each group, a 

colonies were randomly assigned to one of the four treatments, resulting in  seven colonies per group: 1) 

negative control (no treatment), 2) low rate of predatory mites ( 6,250 mites; 250 ml/colony), 3) high rate of 

predatory mites ( 12,500 mites; 500 ml/colony), and 4) positive control (application of one wafer of 

Thymovar®/colony as per label). Then, an ANOVA was performed to compare the initial varroa infestation levels 

between groups and to ensure similar levels of infestation. The two predatory mite rates were chosen based on 

supplier recommendations and previous anecdotal observations (Scott, 2014).  Colonies were treated on 

September 11, 2017, either by sprinkling 500 ml of pre-autoclaved vermiculite (group 1) or the corresponding 

amount of vermiculite-based medium containing S. scimitus (groups 2 and 3) over the top bar of the brood 

frames, or by using Thymovar® according to label directions (group 4). Each wafer of Thymovar® contained 15 

g of thymol. The wafer was cut in half and placed on top of the combs of the top brood chamber on either side 

of the edge of the brood. Thymovar® wafers were removed after four weeks and we continued counting the 

mites for one additional week to allow for possible residual effect. By that time, the mite drop had returned to 

pre-treatment levels.  

In order to quantify the number of varroa mites remaining in the colonies and to calculate the 

effectiveness of each treatment, a follow-up treatment was performed on October 16, 2017, on all the colonies, 

using Apivar® (active ingredient: amitraz; 2 strips/colony) according to label directions. Here again, the natural 

mite drop was monitored with sticky boards once a week throughout the duration of the treatment (42 days). The 

effectiveness of each fall treatment was calculated as follows (Dietemann et al. 2013):  % Effectiveness = (total 

number of mites killed during fall treatment x 100) / (total number of mites killed during fall treatment + 

total number of mites killed during follow-up treatment with Apivar®). 

Complementary treatment 

The twenty-one colonies used in this trial were located in one single apiary (46°48'17.05"N, 

71°44'26.71"O) – not the same as from the previous experiment – and each colony had been previously treated 

with Thymovar® (one wafer/colony) on September 11, 2017, according to label directions. The wafers were 

removed after four weeks of treatment. On October 31, 2017, these colonies were also evaluated for strength 

(number of frames covered with bees), queen status and overall colony health. We then started monitoring 

natural mite drop once a week using sticky boards. Colony strength and initial varroa infestation levels between 

groups were balanced using the same method as previously described and seven colonies were randomly 

assigned to each of the three treatment groups. Colonies were treated two weeks later according to the following 

treatments: 1) negative control (no treatment; 250 ml of pre-autoclaved vermiculite), 2) predatory mites ( 6,250 
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mites; 250 ml/colony), and 3) positive control (oxalic acid dihydrate in sucrose solution). The vermiculite (group 

1) and the medium containing the predatory mites (group 2) were introduced in colonies by pouring the substrate 

over the top bar of the brood frames, while oxalic acid was applied following the standard trickling method 

procedures according to label directions (Canadian Honey Council 2010). Thereby, the oxalic acid solution was 

trickled directly onto the bees (5 ml in each occupied bee space) and the total dose did not exceed 35 ml per 

colony. The solution was prepared by dissolving 35 g of Oxalic Acid Dihydrate (99.65%) in 1 liter of 50% sucrose 

solution (w/v).  

On November 23, 2017, colonies were moved to a building for indoor overwintering (4  1°C). At that 

time, we continued monitoring mite drop weekly until the numbers had returned to pre-treatment levels. The last 

monitoring of the fall was conducted on December 11, 2017, four weeks after the treatment application.  

On April 20, 2018, the hives were taken out of the overwintering building and subsequently evaluated 

for survival and strength (number of frames covered with bees) three days later. At that time, we observed the 

frames and the floor of the hives in search of S. scimitus individuals. A follow-up treatment was performed on 

April 24, 2018, on all the colonies, using CheckMite+® (active ingredient: coumaphos; 2 strips/colony) according 

to label directions. We once again weekly monitored the natural mite drop with sticky boards throughout the 

duration of the treatment (43 days). The effectiveness of each treatment was calculated as previously described:  

% Effectiveness = (total number of mites killed during the complementary treatment x 100) / (total number 

of mites killed during  the complementary treatment + total number of mites killed during follow-up 

treatment with CheckMite+®). 

Temperature records 

For both experiments, ambient temperature records were obtained from the nearest weather station 

(Donnacona2, QC) of Environment and Climate Change Canada. The station was located at 3 and 13 km from 

the apiaries of our fall and complementary experiments respectively.  Daily minimal and maximal temperatures 

were used to verify if the optimal conditions of use were met for each treatment.   

Statistical analysis 

For both experiments, varroa mite drop dynamics were analysed using the proc mixed procedure in 

SAS® University Edition (version 9.4 M4). Data were first divided in groups: pre-treatment period, treatment 

period, and – if applicable – follow-up treatment period. Then, for each group, a repeated measures analysis of 

variance (RM-ANOVA) with autoregressive correlation structure was performed on log-transformed data in order 

to compare the effect of treatments, time and their interaction on the numbers of weekly fallen varroa mites. 
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Significant parameters were then analysed using planned contrasts to compare the weekly mite drop between: 

1) positive control and other treatments, 2) negative control vs S. scimitus, and – for the fall treatment only – 3) 

low vs high rates of S. scimitus. Concerning the effectiveness calculations of the fall treatment experiment, two 

colonies were removed from the analysis due to missing data, reducing the number of repetitions (n=6) for group 

2 (low rate of S. scimitus) and group 4 (Thymovar®). For both experiments, treatment effectiveness was 

calculated as a percentage for each colony and log-transformed for normalization prior to statistical analyses. 

Using the R software (R Core Team 2016), differences in means between groups were assessed using a one-

way ANOVA followed by the same planned contrasts described above. Significance was defined as p < 0.05 for 

all analyses. 

Results 

Average initial infestation of colonies were 1,228 varroas/colony (fall treatment) and 888 varroas/colony 

(complementary treatment), which is well above the COLOSS BEEBOOK recommendation of 300 mites/colony  

for treatment efficacy trial purposes (Dietemann et al. 2013). Similarly, the infestation level of all colonies 

remained below the damage threshold (< 4,200 mites per colony) identified by Delaplane and Hood (1999). 

Fall treatment 

The treatment application was carried out during a sunny morning of 16°C. Throughout the treatment, 

the daily ambient temperatures ranged from -3.2 to 31.8°C (Table 5). Mean ( SD) daily ambient temperatures 

from the first to the last week of treatment were 16.6  2.2°C, 17.9  2.4°C, 13.5  7.3°C, 11.3  3.0°C and 9.1 

 3.3°C.  

Prior to the treatment, the average ( SE) weekly varroa mite fall was 32  3 mites per colony and did 

not significantly differ between treatment groups (RM-ANOVA, F(3, 24) = 0.17, p = 0.916).  During the treatment 

period, only the time had an effect on the mite drop (F(4, 90) = 6.56, p < 0.001) while the effect of the treatments 

(F(3, 27) = 1.12, p = 0.357) and the overall effect of the interaction between treatments and time (F(12, 89) = 0.88, p 

= 0.573) were not significant. However, when treatment means were compared within each week using 

contrasts, varroa mite drop was significantly higher in colonies treated with Thymovar® compared to other 

treatments during the first (p= 0.001) and the second (p = 0.033) week of treatment. The average number of 

fallen varroa mites subsequently declined over the following weeks. Throughout the 5-week treatment period, 

however, the average mite drop in colonies treated with S. scimitus never differed from those in untreated 

colonies and there was no difference between both rates of S. scimitus. Similarly, during the follow-up treatment 

period, neither the effect of treatments on the mite drop nor the overall effect of the interaction between 

treatments and time (F(15, 102) = 0.90, p = 0.567) were significant.  However, as a result of higher varroa mortality 
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with Thymovar®, the average number of fallen varroa mites was significantly lower in this group during the first 

week after the application of Apivar® (p= 0.028), when data were compared within each week using contrasts. 

On the other hand, varroa mite drop in the colonies treated with the predatory mite continued to share the same 

dynamic with control colonies (Fig 11).  

The average effectiveness of each fall treatment is given in Table 6. In control colonies, the natural mite 

reduction ranged from 9.3% to 25.8%, which was really similar to the effectiveness of S. scimitus at both low 

(12.2% to 22.1%) and high (11.6% to 27.3%) rates. Thymovar® was the most effective treatment, with a 

calculated effectiveness ranging from 37.8% to 77.6%. There was a significant difference of effectiveness 

between treatments (ANOVA, F(3, 22) = 32.4, p < 0.001) and subsequent contrast analyses showed a significantly 

higher effectiveness of Thymovar® compared with other treatments (p < 0.001), but no difference in 

effectiveness between the control group and the use of S. scimitus (p = 0.803) or between the two tested rates 

of S. scimitus (p = 0.295). 

Complementary treatment 

The temperature (2°C) was much cooler when the complementary treatment was applied in November. 

At that time, the nocturnal temperatures were under 0°C. Throughout the treatment, the daily ambient 

temperatures ranged from -16.0°C to 5.7°C (Table 5). Mean ( SD) daily ambient temperatures during the first 

and the second week of treatment were -2.2  2.6°C and -2.3  5.5°C. During the last two weeks of treatment, 

the ambient indoor temperature in the wintering shed was maintained at 4  1 ˚C. 

 The average ( SE) weekly varroa mite fall per colony (54  8) did not significantly differ between treatment 

groups prior to the treatment (RM-ANOVA, F(2,18) = 0.23, p  = 0.753).  During the treatment period, there was a 

significant interaction between treatment and time (F(6, 52) = 5.01, p < 0.001). Our contrast analysis revealed 

significantly higher numbers of fallen varroa mites with oxalic acid during the entire treatment period (Fig 12). 

On the contrary, the varroa mite drop was not different between untreated colonies and colonies treated with S. 

scimitus at any time during treatment. During the follow-up treatment period, both treatment (F(2, 18) = 3.4, p = 

0.036) and time (F(5, 77) = 44.23, p < 0.0001) had a significant effect on the weekly mite drop but no interaction 

was detected. Here again, as a result of higher varroa mortality with oxalic acid, the average number of fallen 

varroa mites was significantly lower in this group during the first week after the application of CheckMite+® (p= 

0.031), when data were compared within each week using contrasts. As for varroa mite drop in the colonies 

treated with the predatory mite, it continued to share a similar dynamic with control colonies throughout the 

follow-up treatment period (Fig 12). 
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All 21 colonies survived through winter and there was no difference in strength (6 frames of bees on average) 

between colonies of each group (ANOVA, F(2, 18) = 0.11, p = 8996) after the wintering period. During the spring 

evaluation, no S. scimitus individual was observed neither on sticky boards nor in the hives. 

The average effectiveness of each complementary treatment is shown in table 7. The natural mite reduction in 

control colonies of the complementary treatment was comparable to those of the fall treatment and ranged from 

3.7% to 22.4%, which was similar to the effectiveness of S. scimitus (4.2% to 35.6%). Of the three treatments, 

oxalic acid was the most effective, with a calculated effectiveness ranging from 83.6% to 92.0%, with an outlier 

of 45.4%. This last data was kept in the analysis as it reflects the existing difficulty of obtaining reliable treatment 

effectiveness time after time. In this case, the median (87.0%) serves as a better indicator of the real oxalic acid 

effectiveness. The calculated effectiveness differed significantly between treatments (ANOVA, F(2, 18) = 195, p < 

0.001) and subsequent contrast analyses showed a significantly higher effectiveness of oxalic acid compared 

with other treatments (p < 0.001), but no difference in effectiveness between the control group and the use of S. 

scimitus (p = 0.499). 

 

Discussion 

Our study showed that the use of S. scimitus did not succeed in controlling varroa populations in honey 

bee colonies when introduced neither in early nor in late fall according to current suppliers’ recommended rates 

and application method. The dosage currently recommended by biocontrol suppliers is about 150 ml to 200 ml 

per hive ( 3,750 to 5,000 mites) (B. Spencer, Applied Bio-nomics, pers. comm.), which correspond to the lowest 

rate used in this trial. However, neither this dosage nor the double of it (high rate) increased varroa mortality 

when compared to untreated colonies. For both experiments, the calculated average natural varroa mortality in 

the control colonies during treatment period (16.5% and 14.6%) is similar to the 17.8% mortality reported by 

Coffey and Breen (2013) and slightly lower than the 23% reported in Stanghellini 2004. The calculated 

effectiveness of both rates of S. scimitus reported in our study does not exceed this natural varroa mortality. 

Higher rates of introduction could potentially increase the level of varroa control using S. scimitus. However, if it 

was the case, the use of the biocontrol agent would be rather expensive, considering that a treatment with 500 

ml of the product containing S. scimitus (high rate) currently details approx. $15.00 CAD per colony. According 

to Canadian reference, this is three times the price of a treatment with Thymovar® ($4.50/colony) and more than 

100 times the price of a treatment with oxalic acid (less than $0.15/colony).  
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Our data showed similar varroa mite mortality dynamics between colonies treated with S. scimitus and 

untreated ones. In both trials, the predatory mite did not cause higher initial varroa mite mortality following 

treatment application, which suggests that multiple introductions would not be more efficient. Similarly, a field 

experiment conducted at Texas A&M University in fall 2014 and spring 2015 recorded no significant difference 

of varroa population reductions with weekly inoculations of 2,500 S. scimitus individuals (100 ml) during a six-

week period (Rangel and Ward, 2018). Moreover, even if repeated introductions of S. scimitus could cause 

higher varroa mite mortality, such labor intensive treatment schedule would probably not be adopted by 

commercial beekeepers with substantial numbers of colonies.  

Our results contradict the anecdotal but promising observations of varroa control with S. scimitus 

reported by the Niagara Beeway in Ontario, Canada (Scott, 2014). The lack of details for methods and related 

results of the preliminary investigation they conducted makes the comparison with our study difficult. However, 

our results do not support their observation of similar varroa control levels obtained with S. scimitus and 

chemicals. This is important because many biocontrol suppliers and honey bee professionals cite the research 

done at the Niagara Beeway as a reference for S. scimitus potential to fight the varroa. Using an ineffective 

varroa treatment may have highly detrimental effects on colony health and survival. Therefore, beekeepers and 

bee professionals should be aware that the field effectiveness of the predatory mite must be confirmed by peer 

reviewed experimental data. Our study, on the contrary, provides evidence of the ineffectiveness of S. scimitus 

in varroa control, at least under the conditions and region within which we conducted the experiments. 

 In a recent study, Rangel and Ward (2018) detected no significant effect of S. scimitus treatment on 

lowering varroa populations in colonies compared to an untreated control group. However, their study was 

performed in different field settings (lower rate of S. scimitus, multiple introductions, spring treatment) and did 

not include the calculation of the predator’s effectiveness (%) to reduce varroa populations in hives. Another 

important difference to mention between both studies is the acaricide used as a positive control treatment. In 

their study, Rangel and Ward (2018) compared the effectiveness of S. scimitus with that of Apivar® (amitraz, 

synthetic acaricide). However, comparing the effectiveness of a biological control agent with that of an acaricide 

with a known effectiveness of nearly 100% is likely to result in the absence of significant difference in results. In 

our trials, we compared the predator effectiveness with those of two organic chemicals, making our comparisons 

more realistic of what we should expect from a biological control agent (i.e. a more modest effectiveness). 

Nevertheless, our results corroborate the first findings of these authors, which reinforce the effectiveness 

improbability of the predatory mite in varroa control.   

In our fall treatment experiment, Thymovar® was the most effective treatment to reduce varroa mite 

populations. However, the effectiveness percentage of Thymovar® calculated in the present study (64.7%) is 
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lower than those reported in previous ones. For example, Coffey and Breen (2013) and Vandervalk et al. (2014) 

reported an average effectiveness of 84% and 89% for Thymovar® in the cool climate of Ireland and Western 

Canada respectively. These differences in effectiveness probably reflect different treatment methods, climatic 

conditions, geographic emplacement and hive management practices. For instance, while we used only one 

wafer of Thymovar® per hive for four weeks in our study, both of the previous studies used two wafers for a 

longer period of time. Considering the specific climatic conditions encountered in Quebec, Thymovar® is 

traditionally used during a shorter period and its use is followed by a complementary treatment with oxalic acid. 

Moreover, it is suggested by the Health Canada Pest Management Regulatory Agency (2010) that the 

effectiveness of Thymovar® may be reduced if it is applied during the feeding period due to increased ventilation 

by bees. This could explain the lower effectiveness obtained in our study as we performed both at the same 

time. However, this practice is commonly used by beekeepers in order to reduce the number of manipulations 

required during fall hive management. Thus, we consider that our results accurately reflect Thymovar® 

effectiveness obtained in the realistic hive management conditions of Eastern Canada. 

The calculated effectiveness of Thymovar® to kill varroa mites varied strongly at the colony level, going 

up to double between the lower (37.8%) and the higher (77.6%) obtained percentages. This is not surprising 

since thymol typically shows inconsistent degrees of varroa control and great variability between studies, 

localities and environmental conditions (Coffey and Breen 2013; Floris et al. 2004; Leza et al. 2015). In fact, it 

seems that the amount of thymol delivered in hives decreases at low temperatures and high humidity (Emsen 

et al. 2007). Considering the high variability of our results, the median (73.1%) is probably a better indicator of 

Thymovar® effectiveness than the mean. Moreover, moderate levels of overall varroa infestation in colonies – 

as obtained in our study – typically allow the use of less effective control treatments when multiple IPM strategies 

are used together. If we consider that the fall treatment is to be followed by a complementary treatment in 

November, the use of Thymovar® remains an adequate IPM tool for varroa control. 

Based on varroa mite mortality dynamics, oxalic acid provided significant varroa control as a 

complementary treatment. This organic acid is typically reserved as a late-season treatment when there is little 

or no brood production, to complement a fall treatment with soft chemicals (e.g. formic acid or thymol). In late 

fall, as a result of broodless colonies, the entire population of varroa mites parasitizes adult bees (phoretic stage). 

In such conditions, many studies have demonstrated the effectiveness of oxalic acid in varroa control. For 

example, using the same trickling method to apply oxalic acid as we used in this study, Charriere and Imdorf 

(2002) reported > 97% varroa control effectiveness in late fall. Similarly, Stanghellini and Raybold (2004) 

reported 92% mite mortality in the Northern temperate climate of New Jersey (USA). This is slightly higher than 

the effectiveness obtained in our study (mean: 82.1%, median: 87.0%), which still confirms the effectiveness of 

oxalic acid under the testing conditions. On the other hand, a previous study conducted at our laboratory showed 
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that S. scimitus does not attack varroa mites when they are attached to the body of adult bees (Rondeau et al., 

see chapter 2). This finding is consistent with the poor varroa biocontrol achieved in the present study and 

probably constitutes the main explanation for the predator ineffectiveness.  

Under magnification, very few evidence of predation was noted on varroa shells fallen on sticky boards. 

During the first two weeks following the early fall introduction of S. scimitus in hives, we recorded some S. 

scimitus individuals walking on the sticky boards (< 10 individuals/board). From the third week, no more S. 

scimitus were found. Similarly, in previous trials we observed the presence of the predatory mite in the hive for 

at least 10 days during summer. However, in the complementary treatment experiment, we never recorded its 

presence on boards, even during the first week following its introduction. It is important to note that the sticky 

boards used in our study for varroa monitoring did not trap the predatory mites, as they easily move over the 

vegetable shortening layer covering the corrugated plastic sheets. On the other hand, dozens of mold mites 

(presumably Tyrophagus putrescentiae) were seen on our boards during the first weeks of treatment of both 

experiments. Most likely, these mites were introduced along with S. scimitus since they are supplied with the 

predatory mite as a food source during the transit and in storage. Similarly, no S. scimitus individuals were 

recorded in the hives on the following spring although we observed many mold mites and other mite species on 

the hive floor of several colonies. These observations suggest that the biocontrol agent may have left the hives 

soon after its introduction in November or, at least, that it did not stay in the hives throughout the winter. In any 

case, more data on the behaviour and movements of S. scimitus within bee colonies would be needed to fully 

understand its ecological dynamics and related biocontrol potential against varroa mites under the characteristic 

conditions of the honey bee hive. 

Environmental conditions, especially temperature, may have played an important role in the results 

obtained. For instance, the field effectiveness of thymol based products is known to be reduced under 15°C 

(Imdorf et al. 1995). For better results, fabricant recommendations for Thymovar® include a daily maximum 

temperature above 12°C. This recommendation was met in our study, since the maximum daily ambient 

temperature never ran under 16°C during the 4-week treatment period with Thymovar®. From mid-October, 

however, ambient temperatures decreased significantly, justifying the use of oxalic acid in late fall, which remains 

effective at cool temperatures. Of course, living organisms are also sensitive to temperature conditions. It is 

known that the predator S. scimitus can develop and reproduce between 15 °C and 30°C, with an optimum 

temperature of 25°C (Ydergaard et al. 1997). Under 12°C, the predatory mite can no longer complete its 

developmental cycle (Wright and Chambers 1994) but adults may still survive for several weeks at 10°C (Steiner 

et al. 1999). Although we did not monitor the temperatures at the hive floor – where S. scimitus is most likely to 

be found – it is evident that the conditions were milder during the fall experiment than during the complementary 

one. This would explain why we observed some predators walking on sticky boards only in early fall. One of the 
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most plausible explanation would be that the predator had rapidly returned to the ground, its natural environment, 

to escape the cool weather. 

Even in the two weeks during which the predator stayed in the hive, S. scimitus had no effect on varroa 

mortality, indicating that other factors than just climatic conditions have played a role in the predator's inability 

to control varroa populations. Both the inability of S. scimitus to attack phoretic varroa mites and the presence 

of multiple food sources in the hive have been put forward in our previous study as potential barriers likely to 

reduce the efficiency of S. scimitus to target the varroa. Acaricide residues accumulated in hive materials could 

also have prompted S. scimitus to escape from its new environment. However, we do not think that the 

concentration of these residues was high enough to kill the predatory mite since we noticed the presence of 

other mite species on the sticky boards throughout the varroa monitoring process. Summer would probably be 

a more appropriate season to introduce S. scimitus into colonies considering the warmer ambient temperatures. 

Yet, even if summer conditions could increase varroa mortality induced by S. scimitus, treatment with the 

predator would be likely more effective if used in combination with other varroa control strategies.  However, this 

is tricky since the biocontrol agent, which is a mite just like the varroa, could not be used at the same time of 

any chemical acaricides. This is not the case for every biological control agent – some fungi, for instance, can 

be used in combination with thymol but still does not increase the effectiveness of the chemical (Sinia and 

Guzman-Novoa 2018). For this reason, we think that the integration of S. scimitus in an IPM approach would be 

very difficult and has few chances of success. 

In light of the results obtained, we believe that the predatory mite S. scimitus does not show promise 

as a viable alternative for the control of varroa mites under the cold temperate climate of Eastern Canada. Along 

with our previous study (Rondeau et al., see chapter 2), our results provide strong evidence that the use of S. 

scimitus is not an effective means of varroa control when introduced in the fall. Thus, we discourage the use of 

the predator as a replacement for a varroa treatment of known effectiveness, at least until new scientific evidence 

is shown. This recommendation is also most probably valid in many cold temperate climate areas. On the other 

hand, our study confirmed that Thymovar® and oxalic acid, two widely used organic varroacides, remain 

effective options for controlling varroa mite populations during fall in Quebec. Considering the numerous 

disadvantages of the use of chemicals in beekeeping, research on less damaging alternative avenues for varroa 

control remain necessary. 
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Appendices 

Table 5. Daily ambient temperatures recorded during the treatment of honey bee colonies against varroa 
mites between September 11 and October 16, 2017 (fall experiment) and between November 13 and 
December 11, 2017 (complementary treatment). Temperature records were obtained from a weather station 
of Environment and Climate Change Canada located at 3 and 13 km from the apiaries. 

Treatment week 
Daily ambient temperature (°C) 

Mean Minimum Maximum 

Fall experiment 

    Week 1 16.6 3.3 27.4 
    Week 2 17.9 6.1 30.1 
    Week 3 13.5 -3.2 31.8 
    Week 4 11.3 -0.3 23.5 
    Week 5 9.1 -3.2 17.6 

Complementary  
experiment 

    Week 1 -2.2 -11.7 5.7 
    Week 2 -2.3 -16.0 4.0 
    Week 3 

Indoor temperature* : 4.0  1.0 °C 
    Week 4 

* On November 23, 2017, colonies were moved in a wintering  
   building for indoor overwintering. 
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Figure 11. Average ( SE) weekly number of fallen varroa mites in honey bee colonies before and during 
the fall treatment period, as well as during the follow-up treatment with Apivar®. The effect of two rates 
(low = 6,250 mites/colony ; high = 12,500 mites/colony) of the predatory mite Stratiolaelaps scimitus was 
compared to that of untreated colonies (control) and Thymovar®. The application of treatments was made on 
September 11, 2017 (week 0), in Quebec (Canada). Within each week, asterisks indicate significant differences 
(* p < 0.05; *** p < 0.001; Repeated measures ANOVA followed by contrasts). 

 

Table 6. Effectiveness of two rates (low = 6,250 mites/colony ; high = 12,500 mites/colony) of the 
predatory mite Stratiolaelaps scimitus to reduce varroa mite populations in honey bee colonies during 
fall, in comparison with untreated colonies (control) and Thymovar®, and total numbers of fallen 

varroa mites used to calculate these (mean  SE). Treatment took place on September 11, 2017, in 
Quebec (Canada).  

Treatment n 

Total number of fallen varroa mites 

Effectiveness (%) Before treatment     
(3 weeks) 

During treatment  
(5 weeks) 

During follow-up 
treatment (6 weeks) 

Control (untreated) 7   97  30 237  97 1110  349 16.5  2.0 a 

S. scimitus (low rate) 6 101  26 220  66 1222  371 15.4  1.7 a 

S. scimitus (high rate) 7   82  28  220  83   983  340 18.6  2.1 a 

Thymovar® 6   69  20 343  90 184  34 64.7  6.6 b 

a,b Means followed by different letters are significantly different at  = 0.05 (ANOVA followed by contrasts). 
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Figure 12. Average (± SE) weekly number of fallen varroa mites in honey bee colonies before and after 
the application of complementary varroa treatments (November 13, 2017; week 0) in Quebec Canada, as 
well as during a follow-up treatment with CheckMite+® (April 24, 2018; week 5). The effect the predatory 
mite Stratiolaelaps scimitus (± 6,500 mites/colony) was compared to that of untreated colonies (control) and 
oxalic acid. Within each week, asterisks indicate significant differences (* p < 0.05; ** p < 0.001; *** p < 0.001; 
Repeated measures ANOVA followed by contrasts). 

 

Table 7. Effectiveness of the predatory mite Stratiolaelaps scimitus (± 6 250 mites/colony) to reduce 
varroa mite populations in honey bee colonies in late fall, in comparison with untreated colonies 
(control) and oxalic acid, and total numbers of fallen varroa mites used to calculate these (mean ± SE). 
Treatment took place on September 11, 2017, in Quebec (Canada). Means followed by different letters are 
significantly different at α = 0.05 (ANOVA followed by contrasts). 

Treatment n 

Total number of fallen varroa mites 
Effectiveness 

(%) Before treatment      
(2 weeks) 

During treatment     
(4 weeks) 

During follow-up 
treatment (6 weeks) 

Control (untreated) 7   111  50 93  42 477  175 14.6  2.4 a 

S. scimitus  7   119  40  94  20   556  202 20.0  4.7 a 

Oxalic acid 7   93  20 941  251 180  65 82.1  6.2 b 
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Chapitre 4 : Conclusion générale 
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 La lutte contre V. destructor est l’un des défis les plus importants auxquels les apiculteurs doivent faire 

face à l’heure actuelle. La lutte biologique contre le parasite est d’autant plus difficile si on considère les 

conditions physiques particulières de la ruche, le cycle de développement complexe du varroa et les 

comportements hygiéniques des abeilles mellifères pour se protéger des pathogènes. La réalisation de ce projet 

de recherche a permis d’étudier certains paramètres de l’écologie de l’acarien prédateur S. scimitus lorsqu’il est 

introduit dans une colonie d’abeilles dans un contexte de lutte biologique contre le varroa. La varroase étant 

actuellement la problématique sanitaire la plus importante et la plus dommageable en apiculture, il va de soi 

que le développement de méthodes de lutte alternative contre le parasite constitue une des priorités de 

recherche du secteur apicole. L’idée d’utiliser un agent de lutte biologique capable de s’attaquer au parasite est 

d’autant plus attirante puisqu’elle représente une alternative à l’utilisation d’acaricides chimiques responsables 

de nombreux maux. Ainsi, les premières observations effectuées par le Niagara Beeway (Ontario) – relatant 

l’efficacité prometteuse du nouvel agent de lutte à contrôler les populations de varroas dans les colonies 

d’abeilles – nous ont tout de suite interpellés. Si cet acarien prédateur s’était avéré aussi efficace que ces 

observations préliminaires le laissaient croire, l’utilisation de S. scimitus aurait représenté une solution durable 

au contrôle de la varroase, tout en étant sécuritaire pour les abeilles et les apiculteurs et plus respectueuse de 

l’environnement.  

Plusieurs aspects de la biologie et de l’écologie du prédateur dans un contexte apicole devaient d’abord 

être évalués avant de déterminer son efficacité en ruche. Ainsi, nous devions d’abord nous assurer que le 

prédateur ne représentait pas une menace de prédations pour le couvain d’abeilles. En effet, considérant leur 

écologie, l’introduction de tout acarien prédateur généraliste s’accompagne d’un risque de prédation 

particulièrement élevé pour les œufs d’abeille. D’autre part, puisque les conditions à l’intérieur de la ruche sont 

beaucoup plus complexes qu’en laboratoire, il nous a semblé judicieux d’effectuer des essais de prédation selon 

les deux modalités. Notre première hypothèse stipulant que l’utilisation de S. scimitus pour lutter contre le varroa 

– en ruche – ne pose pas de risque de prédation pour le couvain d’abeilles a été confirmée.  Nos essais en 

laboratoire ont d’abord démontré que le prédateur affamé est capable de s’attaquer à tous les stades de 

développement de l’abeille, dans des conditions très restrictives. Toutefois, ces conditions ne reflètent pas la 

complexité d’une ruche. L’absence apparente de prédation du couvain par le prédateur lorsque ce dernier est 

introduit dans la ruche est donc un résultat beaucoup plus probant et vraisemblable. Deux facteurs sont 

vraisemblablement responsables des résultats obtenus, soit la protection du couvain par les abeilles ouvrières 

et la diversité de proies présentes dans la ruche. D’ailleurs, le fait que le prédateur s’attaque au couvain 

seulement en laboratoire, et non en ruche, laisse présager que la même chose pourrait se produire avec le 

varroa. Ici, la présence de proies alternatives dans les ruches semble donc être bénéfique pour empêcher la 

prédation du couvain par le prédateur, mais pourrait également entraver l’efficacité de ce dernier à cibler les 

varroas.  
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Considérant le cycle de vie complexe du varroa, un autre paramètre important à considérer pour un 

contrôle efficace du parasite était le potentiel de prédation de S. scimitus envers les varroas phorétiques. Bien 

que l’étude de Rangel et Ward (2018) ait récemment démontré la capacité du prédateur à s’attaquer aux varroas 

libres en laboratoire, il ne s’agit pas ici d’une garantie que cette prédation se produira également en ruche. En 

outre, il s’avérait judicieux d’effectuer des essais sur le stade du varroa pour lequel la prédation par S. scimitus 

représente le potentiel de lutte biologique le plus élevé. Suite à nos essais, notre hypothèse appuyant le potentiel 

du prédateur à s’attaquer aux varroas phorétiques a néanmoins été infirmée. Ici, l’incapacité de l’agent de lutte 

à s’attaquer aux varroas parasitant les abeilles adultes suggère fortement son inefficacité à contrôler les 

populations de varroas dans les colonies d’abeilles. Il s’agit, par conséquent, d’un aspect essentiel à la 

compréhension de l’écologie de S. scimitus en ruche et de son rôle d’agent de lutte biologique contre le varroa.   

Malgré les soupçons d’inefficacité découlant des précédents résultats, les essais sur le terrain 

demeuraient assurément une étape essentielle à l’achèvement de ce travail. L’objectif, ici, était d’évaluer 

l’efficacité du prédateur à contrôler les populations de varroas dans les colonies d’abeilles domestiques à 

l’automne et de comparer cette efficacité à celle d’acaricides biologiques fréquemment utilisés en apiculture. 

Notre hypothèse de départ, basée sur certaines observations optimistes effectuées ailleurs au Canada, stipulait 

que l’introduction du prédateur en automne permettrait de réduire les populations de varroas dans les colonies 

d’abeilles, selon la dose et la méthode d’introduction actuellement recommandées. De toute évidence, 

l’inefficacité du prédateur dans les conditions testées est suffisamment probante pour infirmer cette dernière 

hypothèse. Nos résultats d’inefficacités sont d’ailleurs corroborés par quelques autres études sur le sujet 

(Rangel et Ward, 2018; Sagili 2014). 

Les travaux effectués dans le cadre de ce projet de maîtrise ont considérablement contribué à 

l’avancement des connaissances concernant l’utilisation de S. scimitus en apiculture. Par exemple, nous savons 

maintenant que l’introduction du prédateur en ruche ne représente pas un danger en soi, pour les abeilles. Le 

problème réside plutôt dans son inefficacité comme traitement anti-varroa. En effet, il est important de rappeler 

qu’un traitement efficace des colonies d’abeilles contre le parasite fait partie des pratiques apicoles essentielles 

au maintien de la santé et à la survie des colonies. En outre, malgré l’intérêt croissant de l’utilisation de S. 

scimitus comme agent de lutte biologique contre le varroa, aucune preuve scientifique ne justifie jusqu’à 

maintenant son emploi. Toutefois, bien que nos conclusions soient contraires à nos attentes initiales, notre étude 

profitera tout de même au secteur apicole. En effet, plutôt que de confirmer l’efficacité d’un nouvel agent de lutte 

contre le varroa, notre étude permettra sans doute d’éviter les conséquences fâcheuses liées à l’utilisation d’un 

traitement anti-varroa non efficace auprès des apiculteurs désirant utiliser le produit. De plus, puisque la 

littérature sur le sujet est plutôt limitée, la publication de nos travaux dans deux journaux scientifiques fournira 

des preuves expérimentales valables pour contester l’efficacité du prédateur comme traitement anti-varroa. Ce 
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faisant, les futurs efforts de recherche pourront se concentrer sur d’autres stratégies de lutte biologique 

potentielles contre le parasite ou de nouvelles utilisations de S. scimitus en apiculture (ex. lutte contre le petit 

coléoptère de la ruche ou la fausse-teigne). 

De toute évidence, les prédateurs généralistes ne sont pas les meilleurs candidats pour lutter contre le 

varroa, vu l’impossibilité à s’attaquer aux œufs et aux larves du parasite qui se trouvent dans le couvain operculé, 

leur risque de prédation des œufs d’abeilles et leur grande sensibilité aux conditions environnementales. En 

outre, certains autres agents de lutte, tels que les champignons et autres organismes entomopathogènes 

pouvant être propagés par contact (ex. Bacillus thuringiensis, protozoaires, nématodes), constituent sans doute 

des candidats mieux adaptés au combat vu leur spécificité et leur potentiel d’infection connu envers certains 

acariens mésostigmates (Chandler et al. 2001). D’autre part, l’utilisation d’agents de lutte appropriés dont 

l’efficacité a été prouvée est d’une importance capitale non seulement pour préserver la santé des colonies 

d’abeilles, mais aussi pour limiter la perception négative des apiculteurs envers la lutte biologique. En effet, la 

confiance des apiculteurs vis-à-vis l’utilisation d’organismes auxiliaires pourrait être mise à rude épreuve 

advenant le cas où la stratégie de lutte conseillée produisait des résultats dévastateurs pour leurs colonies - et 

potentiellement pour celles de leurs voisins via la dérive d’abeilles parasitées d’un rucher à l’autre.  Cette 

situation n’est évidemment pas souhaitable considérant que la lutte intégrée contre la varroase constitue 

actuellement la meilleure stratégie de contrôle de la maladie. 

À la lumière des travaux de recherche effectués, l’efficacité de S. scimitus comme méthode de lutte 

biologique contre le varroa s’avère hautement improbable. En effet, la diversité des expériences effectuées dans 

cette étude, allant du laboratoire à la ruche et de l'évaluation des risques à l'efficacité sur le terrain, confère 

l’avantage d’une compréhension étendue du thème étudié. À mon avis, nos observations et résultats 

expérimentaux reflètent fidèlement le potentiel du prédateur dans cette lutte antiparasitaire difficile. Une des 

principales raisons justifiant cette position est l’incompatibilité de S. scimitus avec les principes actuels de lutte 

intégrée contre la varroase qui recommandent l’utilisation ponctuelle d’acaricides chimiques lorsque le niveau 

d’infestation le justifie. En effet, S. scimitus est un acarien, tout comme le varroa, ce qui le rend vulnérable aux 

acaricides apicoles utilisés.  Actuellement, même la régie apicole biologique requiert l’utilisation judicieuse 

d’acaricides, tels que les acides organiques ou le thymol. Évidemment, pour les plus optimistes, certaines pistes 

pourraient encore être explorées concernant, par exemple, l’utilisation du prédateur plus tôt en saison ou à des 

doses plus élevées. Toutefois, il serait surprenant que le prédateur puisse atteindre un niveau d’efficacité 

suffisamment élevée pour remplacer l’utilisation d’acaricides chimiques. La fiabilité de l’efficacité du traitement 

malgré les conditions variables rencontrées dans la ruche (diversités de proies disponibles, température, 

humidité, présence de résidus d’acaricides, etc.) est également un facteur à considérer. 
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