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Abréviations

ADNmt : Acide désoxyribonucléique mitochondrial

AF-1 : Pemiére fonction d’activation

AF-2 : Deuxiéme fonction d’activation

AMOVA : Analyse Moléculaire de la Variance

ARNmMm : Acide ribonucléique messager

BV : Bassin Versant

CITES : Convention International Trade of Endangered Species of Wild Fauna and Flora
CT : Extrémité C-terminale

CTAB : Bromure de Cétrimonium

CTE : Extension COOH-terminale

Cyt b : Cytochrome b

DBD : Domaine de liaisoal’ADN

DTT : Dithiothréitol

E2: 17p-estradiol

EDTA : Ethylénediaminetétraacétique

EGF : Facteur de croissance épidermique

ELISA : Dosage d'immunoabsorption par enzyme liée

ER: Récepteur oestrogénique

ERR : Récepteur apparenté aux récepteurs oestrogéniques
FCFA : Franc de la Commat¢ Financiere d’ Afrique

FPKM : Fragments Per Kilobase of exon per Million fragments mapped
FSH : Hormone folliculo-stimulante

FSHR: Récepteur de I’hormone folliculo-stimulante
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Fst : Index de fixation

IGS : Indice Gonado-somatique

IRD : Institut de Recherche pour le Développement
JTT : Modéle Jones-Taylor-Thornton

kDa : kilo Dalton

LBD : Domaine de liaison au ligand

LBR : Répétitions se liant au ligand

LDLR : Récepteur de lipoprotéines de basse densité
LH : Hormone lutéinisante

LHR : Récepteur de ’hormone lutéinisante

LMI EDIA : Laboratoire Mixte International Evolution et Domestication de I’Ichtyofaune

Amazonienne

LR8+ : VLDLR avec 8 LBR et le domaine O-glycosylation
LR8-: VLDLR avec 8 LBR et dépourvu du domaine O-glycosylation
LRP : Protéine liée au LR

LS : Longueur Standard

LT : Longueur Totale

Lv : Lipovitelline

MS/MS : Spectrométrie de masse

NADH1 : Nicotinamide Adénine dinucléotide sous unité 1
NPS : Sérum de porc

Pb: Paires de bases

PBS : Tampon phosphate salin

PCR: Réaction de polymérisation en chaine

PMSF : Ruorure de phénylméthylsulfonyle

PRL : Prolactine
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PRLR : Récepteur de la prolactine

PS: Population sauvage

Pv: Phosvitine

SE: Stock d’¢levage

UICN : Union Internationale pour la Conservation de la Nature
VLDLR : Récepteur de lipoprotéines de trés basse densité
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1. Contexte et problématique

1.1 Proximité phylogénétique de I’Heterotis et de
I"Arapaima : intérét pour comprendre I’évolution des

téléostéens et la biologie de la reproduction

Le super ordre des Ostéoglossomorphestitue 1’un des groupes de téléostéens les plus

primitifs présents sur le Gondwana (Bauchot et al., 1993 ; Hilton, 2003). Ce clade a un role
essentiel dans la compréhension de la phylogénie des téléostéens (Hilton, 2003), raison pour
laquelle 1 fait ainsi partie de I’un des clades les plus étudiés au sein des Poissons. Les différents
auteurs se sont intéressés particulierement a la biogéographie en raison de la répartition
intercontinentales des espéces que renferme ce groupe (Nelson, 1969). Il est présent dans
presque toutes les parties du globe en dehors de I’antarctique. Les Ostéoglossomorphes
présentent un grand nombre d’espéces fossiles datant du proche crétacé dont une douzaine de

genres identifiés proviennent de sédiments d’eau douce et marins (Lavoué, 2016). Il est
composé de deux ordres : les Ostéoglossiformes largement distribués dans la zone tropicale et
les Hiodontiformes de la zone tempérée nord-américaine (Betancur-R et al., 2017 ; Lavoué,
2016) L’ordre des Ostéoglossiformes est composé de la famille Gggnnarchidag
Mormyridag Notopteridae,Osteoglossidady compris lesArapaimidag et Pantodontidae

Cette classification est basée entre autres sur des données moléculaires et génomiques
(Betancur-R et al., 2017)

Arapaima gigas(Schinz, 1822),Heterotis niloticus (Cuvier, 1829), Scleropages spet

Osteoglossurap sont des espéces appartenant au clade des Ostéoglossomorphes.

De -150 a 30 millions d’années, la fragmentation du Gondwana, a permis d’isoler 1’ Afrique,

I’Inde, Madagascar, I’ Amérique du Sud, I’ Australie, I’ Antarctique et la nouvelle Zélande. Cette
dissociation est reconnue comme une cause majeure de la divergence des espéces terrestres et
d’eau douce par le mécanisme de la vicariance (Cox, 1974). La divergence emirapaimaet
Heterotisserait intervenue lors de la séparation de I’Amérique du Sud et de I’Afrique il y a

environ 105 millions d’années (Nelson, 1969). La séparation de I'Inde-Madagascar et I'Afrique

a été la cause de la divergence des Notopteridae africains et asiatiques il y a 135 millions
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d’années (Inoue et al., 2009). La fragmentation de I'Australie et de I'Antarctique-Amérique du
Sud a été la cause de la divergence 8ekeropage australiens-sud asiatiques ets de
Osteoglossunsud-américainkcirrhosumet ferreirai) il y a 60 millions d’années (Nelson,
1969) Figure 1).

(:‘\ Distribution de h [B Ditribution des Y\ (€ Ditributiovn.de. )
Osteoglossum sud américain et de
Secleropages autralien et sud-est

I'drapaima sud americain et Notopteridae africains et
de I'Heterotis africain aslatiques

0 Mya
Evénement possible de cause tectonique : Evénement possible de cause tectonique : Evénerent possible de cause tectonique :
Séparation Afrique/Amérique du Sud S@pmlh:m AIri;m/}\hhgascar-ll:lle Séparation A"*f,z'* du Sud-Antartique
ustralie

10 Mya 140 Mya
Prédiction : Prédiction : Prédiction :
Arapaima et Heterotis, des espéces Notopteridae africains et asiatiques, - Osteoglossum et Scleropages, des
soenrs des espéces soenrs espéces soemwr's

t temps de divergence il y a 105 liya) \" temps de divergence ily a 135 LIyaj \ temps de divergence il y a 64-43 Li)j

Figure 1: Fragmentation et divergence de certaines espéces d’Ostéoglossomorphged’apres
Lavoué (2016).

(A) Arapaimaet Heterotis,(B) Notopteridaeafricains et asiatiques, éC) Scleropageset
OsteoglossumMya : millions d’années.
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Des études plus récentes (Lavoué, 2@ddijuent qu’il est probable que la fragmentation du
Gondwana n'ait pas provoqué la divergence eAm@paima et Heterotis ou entre les
Notopteridae asiatiques #firicains. L’analyse des données combinées des taxons fossiles et

vivants, des caracteres moléculaires et morphologiques, situe les temps de divergences aprés

la fragmentation du Gondwan@&igure 2).
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Figure 2 : Arbre phylogénétique situant la période de divergenceHgtgeotis- Arapaima
apres la séparation de I’ Afrique et de I’ Amérique du Sud, d’aprés Lavoué (2016)

Les barres horizontales noires (pour les nceuds focaux) et grises (pour les autres nceuds)
correspondent a des intervalles de confiatec#%. Les nombres en gras aux nceuds sont des
probabilités bayésiennes postérieures <Q3. genres fossiles sont précédés d’une croix,
Mya : millions d’années.
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Plusieurs études ont permis de montrer la proximité phylogénétiquéientteticus du bassin
hydrographique africain &. gigasdu bassin amazonien (Betancur-R et al., 2017 ; Guo-Qing

& Wilson, 1996 ; Hilton, 2001, 2003 ; Lavoué, 2016 ; Lavoué & Sullivan, 2004 ; Nelson, 1968,
1969).Ces études sont basées entre autres sur I’analyse de caracteres squelettiques, la dentition,

les approches bayésiennes de données morphologiques, fossiles et moléculaires, la structure
des arcs branchiaux et les os infra orbitaux. Cette proximité phylogénique se traduit a la fois
par une similitude deraits de vie entre les deux espéces sceurs et quelques évolutions
(comportement, cycle de reproduction, croissance). L’étude de ces aspects a une échelle
transcontinentale se révele particulierement intéressante dans le domaine de la biologie de la

reproduttion et pour la compréhension de I’évolution des téléostéens.

1.2 Heterotis et Arapaima, des poissons d’un grand intérét

pour la péche et I’aquaculture

1.2.1 Péche et aquaculture de. niloticus

H. niloticusest une espéce importante pour la péche continentale en Afrique (Adite et al., 2006

; Moreau, 1982 ; Odo et al., 200@)est la principale espéce visée pendant les périodes de crue
car les individus adultes se dispersent dans les plaines inondées (Adite et al., 2006). Au Bénin,
742 tonnes d’Heterotis étaient péchés annuellement (Adite et al., 2006). Cette espéce qui
représentait ave@reochromis niloticuplus de 60% de la production de la péche commerciale
artisanale en Cote d’Ivoire (Bernacsek & Powles, 1992) connait une surexploitation de ses
pécheries. En 2016, la production halieutiqueHdailoticus était estimée a 874 tonnes en

Cote d’Ivoire (DAP, 2016a, 2016b, 2016c, 2016d), soit moins de 3% des captures de péche
Dans certains cours d’eau de sa zone de distribution, les alevins sont souvent péchés
volontairement en méme temps que les géniteurs ; ce qui constitue une menace pour les

populations sauvages de cette espéce (Bauchot et al., 1993 ; Oladosu et al., 2007).

La pisciculture africaine est axée piipatement sur 1’élevage de O. niloticus(Brummett et aJ.
2008) Les efforts en matiére d’élevage d’Heterotisont été réalisés dés 1955 avec les premiers
essais couronneés de succes en Centrafrique (Tillon, 1@5@%te d’Ivoire, ¢’est la deuxiéme

espeéce piscicole (Yao et al., 201Hgterotisest généralement élevé en polyculture &Wec
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niloticusqui constitue 1’espéce principale (Kimou et al., 2016 ; Yao et al., 2017). Les élevages

en monoculture sont assez rares (Bard, 1973 ; Kimou et al., 2016 ; Reizer, 1964 ; Tillon, 1959).

H. niloticus est généralement tres prisé par les populations locales; ce qui induit une
exploitation réguliere des pécheries et une commercialisation facilitée dans ces zones (Depierre
& Vivien, 1977 ; Kouakou et al., 2016pans certaines régions de la Cote d’Ivoire (Lazard,

1990), du Gabon (Depierre & Vivien, 1977) et du Nigeria (Ekanem et al., 2010), il est
impopulaire a cause de son godt diversement apprécié. Cependantjllest salé et fumé,

son acceptation par le consommateur est trés élevée (Akinneye et al., 2007 ; Ekanem et al.,
2010).C’est une importante source d’acides aminés indispensables (Monentcham et al., 2010),

de protéines et de sel minéraux (Akinneye et al., 2007).

En Céte d’ivoire, I’association de I’élevage de H. niloticuset de la culture du riz dans un méme
étang est un axe important de la sécurité alimentaire dans les communautés vill@genises

et al., 2015)Ce poisson joue un role socioculturel chez les peuples Ibo du Nigeria (Odo et al.,
2009) et procure dans sa zone de distribution un revenu substantiel aux pécheurs et aux
pisciculteurs (Depierre & Vivien, 1977). Le rendement de filetage.daloticus représente

plus de 59% du poids total du poisson (Adeyemo, 2013). Toutes les parties du poisson évisceéré
sont en général consommeées. Les poissons sont vendus lorsqu’ils ont atteint un poids supérieur

a 2 kg contrairement @. niloticusqui dépasse rarement les 500 g a la vente. Le prix du
kilogramme se négocim Afrique de I’Ouest sensiblement au méme prix qQeniloticusentre

1 500 et 2 500 FCFA suivant la taille du poisson.

1.2.2 Péche et aquaculture dA. gigas

A. gigasfait partie de 1’'une des espéces les plus exploitées en pécherie et commence a étre
produite en aquaculture en Amérique du Sud. C’est une source importante de protéines
animales utilisée par les populations du bassin amazonien. Il a longtemps fait partie de
I’alimentation des amérindiens vivant pour la plupart a proximité des rivieres et des fleuves. A

partir du XVIII® siécle, avec l'arrivée des colonisateurs espagnols, il a été utilisé comme
substitut de lanorue et fortement exploité. Ainsi, la pécherie commerciale d’Arapaimas’est
développée a partir de cette période @set al., 2003). De 1885 a 1893, 11 540 tonnes
d’Arapaimaséché et salé sont exportées de Belém (environ 1282 tonnes/an). Cette exploitation

a connu une croissance entre 1919 et 1921 pour atteindre 1920 tonnes/an. De 1918 a 1924,
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6 775 tonnes d’Arapaimasont expetées de 1’Etat d’Amazonas (968 tonnes/an). A partir de

1970, I’espéce a commence a se faire rare. Dés 1980, son exploitation a des fins commerciales

n’¢était plus viable économiquement. L'épuisement des stocks naturels a conduit I'espece a
disparaitre dans certaines régions. Depuis 187%jigasfigure dans I'Annexe Il de la liste
CITES (Convention International Trade of Endangered Species of Wild Fauna and Flora)
(CITES, 2018) avec une population estimée entre 50 000 a 100 000 individus dans le bassin
amazonien (Schaefer et al., 201@ppendant, il est classé sur la liste rouge de 1’Union
Internationale pour la Conservation de la Nature (UICN) comme espéce ne disposant pas de
données suffisantes pour établir clairement son statut et donc son degré de de vulnérabilité et
derisque d’extinction (IUCN, 2017).

Le statut CITES n’a pas empéché la poursuite de son exploitation illégale. En 2001, le
gouvernement brésilien a interdit toute activité de péche d’Arapaimadans ses cours d’eau

(Hrbek et al., 2005). Cependant, il ne fait pas partie de la liste nationale des espéces en danger
(Castello et al., 2015). La saisorvéeable de péche d’Arapaimase situe de Septembre a

Janvier pendant la baisse du niveau des cours d’eau (Castello, 2008b).

Les populaons naturelles d’Arapaima continuentleur déclin dans la majorité des eaux
amazoniennesn raison de la forte exploitation des pécheries. Il ressort d’une étude récente

(Castello et al., 2015) qu&. gigasa disparu dans 19% des localités dans la zone basse de
I’Amazonie. Compte tenu de son importance économique et culturelle, la pisciculture de cette
especa’est développée (Castello et al., 2015) pour répondre aux besoins sans cesse croissants
des consommateurs (Schaefer et al., 2012). Son statut CITES a suscité des les années 2004, un
grand intérét pour son élevadegure 3). En plus, tout commid. niloticus(Reizer, 1964), les
caractéristiques exceptionnellesAlegigasfont de ce poisson, un excellent candidat pour la

pisciculture (Santos et al., 2014 ; Schaefer et al., 2012). Il posséde :

- un taux de croissance élevé (10 a 15 kg/an) ;

- une excellente utilisation de sa carcasse ;

- une maturité sexuelle tardive, ce qui permet une bonne croissance des males et des
femelles ;

- une résistance aux manipulations et au transport ;

- une tolérance a des faiblesieurs d’oxygene dissous dans I’eau gracea I’existence

d’une double respiration, branchiale et aérienne.
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Figure 3 :Capture de la péche et production aguacol&.dggasde 1995 a 201@’apres
Schaefer et al. (2012). T : tonne.

L’aquaculture commerciale d’Arapaimaest une activité récente. Sa production est limitée
principalement a la région amazonienne en particulier au Pérou et au Brésil. Les conditions
environnementales y sont favorables (Valladao et al., 2016). Le suivi de la reproduction en
captivité a débuté au Pérou en 2007 (Nufiez et al., 2Bt EJevage intensif, les poissons son

élevés a trés faible densité : 1 a 2 kgavec des tapératures d’eau variant entre 28 et 30°C

(Marre, 2011). La taille commerciale désapaimad’élevage qui offrirait un optimum de gout

est comprise entre 10 et 12 kg (Marre, 20L13jquaculture ornementale de A. gigasest une

activité en plein essor. Elle se développe en raison de la demande de pays comme les Etats
Unis, le Japon, la Thailande et Hong Komgg(re 4). Des juvéniles sont exportés et se
retrouvent dans des aquariums ou servent a empoissonner des lacs en vue de la péche sportive
(Schaefer et al., 2012).

Arapaimaoffre une couleur et une texture de chair attrayantes, un faible contenu en matiéres

grasses (environ 1%) et des niveaux élevés de protéines (20% des tissus musculaires) et
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d'acides gras polyinsaturés (oméga 3 et 6).Haa est ferme et ne présente pas d’arrétes
intramusculaires (Schaefer et al., 2012). Il présente une belle épaisseur de filet quidscilite
préparations culinaires. De ce fait, il est apprécié par les grands chefs cuisiniersirergirica
japonais. Le filet sans peau représente 42% du poids total du poisson. Sur le marché
international, il est vendu entre 20-25 USD / kg aux Etats-Unis et 12-15 USD / kg dans les
villes sud-américaines. Les filets vendus en France pésent en moyenne 2 kg et coltent 18
euros/kg (Marre, 2011). Sur les marchés locaux, en Amazonie, le prix du filet varie de 3 - 3,75
USD / kg. Le produit salé et séché est compris entre 5 - 6,25 USD / kg (Vallad&o et al., 2016).

Thailande

Euro Autres pays
Etats Unis d’Amériaue pe\ &

\

Hong Kong

Figure 4 :Principaux pays ayant impor# gigasvivant de 2000 a 2010.
D’aprés Schaefer et al. (2012).

1.3 Défis lies a la reproduction et a la génétique des

populations d’Heterotis et Arapaima

Malgré leurs caractéristiques biologiques étonnantes, la production croissante et les efforts de
marketing pour leur commercialisation, 1’élevage de A. gigaset H. niloticus se heurté des
difficultés techniques au niveau de la reproduction (Adite et al., 2006 ; Kouakou et al,, 2016
Valladao et al., 2016) et de la génétique des populations (Hrbek et al., 2005 ; Hurtado et al.
2013).

La maitrise de 1’élevage de I’Arapaimaet de Heterotisest difficile en raison de particularités

comportementales et physiologiques communes : induction artificielle de la ponte impossible
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pour l'instant, parade nuptiale, confection d’un nid, soins parentaux (Reizer, 1964 ; Valladao

et al., 2016) De plus, I’identification morphologique des sexes des reproducteurs est
impossible en dehors de la période de reproduction au cours de laquelle quelques traits
distinctifs sont parfois visibles chéz gigas(Figure 5) (Carreiro et al., 2011 ; Chu-Koo et al.,

2009 ; IRD, 2008 ; Oladosu et al., 2007). En conséquence, obtenir des reproductions en
captivité demeure 1’une des principales difficultés de la pisciculture de ces deux especes
(Carreiro et al., 2011 ; Chu-Koo et al., 2009 ; IRD, 2008 ; Monentcham et al., BO@8¥nce

de dimorphisme sexuel chez les deux espéces est un frepnimisation de la reproduction

en captivité (Nufez, 2008).

Figure 5 : Coloration dA. gigasmale et femelle méatures durant la période reproduction (Chu-
Koo et al., 2009). Chez le méle, une coloration rouge-orangée est observée latéralement de
manicre continue de la nageoire caudale jusqu’au niveau de I’opercule. Chez la femelle, la
coloration s’arréte avant 1’opercule.

Une gestion adéquate des géniteurs passe nécessairement par leur sexageyiGdenne

technique d’analyse immuno-enzymatique a permis de développer un kit de sexage (Chu-Koo
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et al., 2009 ; Dugué et al., 2008 ; Nufiez & Duponchelle, 2009 ; Nuiiez et al., 2011). Le sexage
a été rendu possible aussi par I’utilisation d’endoscope (Carreiro et al., 2011). Cela a permis

une production importante d’alevins au Pérou, ou ces alevins sont utilisés a la fois pour la
pisciculture et pour brnement. Cependant, la compréhension du comportement reproducteur

de A. gigasdemeure encore assez limitée. Les facteurs environnementaux et sociaux qui

conduisent a la formation des couples et au succés reproducteur ne sont pas encore connus.

Aucune technique de sexage fiable n’existe pour Heterotis (Oladosu et al.,, 2007). Les
pisciculteurs comptent généralement sur la loi des grands nombres en introduisant dans un
¢tang plusieurs géniteurs d’Heterotis(Reizer, 1964). La difficulté de contrdler la reproduction
conduit aussi certains pisciculteurs a prélever des alevins dans les cours d’eau naturels pour les

élever en étang de pisciculture (Bauchot et al., 1993).

Les études relatives a la génétique des populations sauvagegidaset H. niloticus sont
récentes (Hrbek et al., 2005 ; Hurtado et al., 2013). Le statut de nombreuses populations et de
sous-populations naturelles et piscicaleses espéces n’est pas encore complétement établi.

Cette insuffisance de données pourrait affecter la gestion des stocks de reproduddeurs de

gigaset deH. niloticusdans les pécheries et les fermes piscicoles.

32



2. Descriptions des deux modesad’étude :

Arapaima gigas et Heterotis niloticus

Figure 6 Heterotis niloticusadulte, environ 1 m de longueur totale maximale et 10 kg de
poids maximal.

Figure 7: Arapaima gigasdulte, environ 3 m de longueur totale maximale et 200 kg de
poids maximal.

2.1 Systématique et morphologie

La famille desOsteoglossidaeomprend outreéH. niloticus et A. gigas les arrowanas sud-
américains Qsteoglossum bicirrhosurCuvier, 1829),0. ferreirai (Kanazawa, 1966)),

australiens $cleropages jardiniet S. leichardtl) et asiatiquesScleropages formosuéBard,
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1973 ; Hilton, 2003 ; Kottelat, 2013 ; Lavoué & Sullivan, 2004 ; Lévéque & Paugy, 1999, 2006

: Nelson, 1968)Heterotis et Arapaima sont classés dara famille desArapaimidaeou
Arapaimatidae(Figure 8) par certains auteurs (Adite et al., 2006; Miranda-Chumacero et al.,
2012). D’autres auteurs les classent dans la famille d@steoglossidag¢Betancur-R et al.,

2017) et dans la sous famille ddsterotidinaeou Heterotinae(Guo-Qing & Wilson, 1996 ;

Hilton, 2003).Heterotis niloticusest la seule espece connue du geéfeterotis(Adite et al,

2005 ; Moreau, 1982). Son synonyme valable @ktpisudis niloticus(Cuvier, 1829).
Considéré comme un genre monotypique (Hrbek et al., 2005), des études ont rapporté que le
genreArapaimacomporterait au moins cing especes encore vivantes (Stewart, RQ1Rjt

deA. gigas A. arapaimaA. mapageA. agassizietA. leptosoma

Phyllum : Chordata
Sous-Phyllun : Vertebrata
Infra-phyllum : Gnathostomat
Classe: Actinoterygii
Sous-Classe Neoptrygii
Infra-classe: Teleostei
Superordre : Osteoglossomorpha
Ordre : Osteoglossiform

Famille : Ostec?glosside/ Arapaimidae

| |

Genre: Heterotis Genre: Arapaima

Espece Heterotis niloticus Especes

Arapaima gigas
Arapaima arapaima
Arapaima mapae
Arapaima agassizii

Arapaima leptosoma

Figure 8 : Position systématique Alegigaset deH. niloticus
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L’un des caractéres qui permet de distinguer les cinq espéces d’Arapaimaest la forme de la

cavité dorsale la plus latérale sur le pré operdtitgufe 9).

A. gigasest connu sous le nom de Pirarucu au Brésil et en Colombie, Paiche au Pérou,
Equateur, Venezuela et en Bolivie, Arapaima en Guyana. Le nom Pirarucu signifi@ dans |
langue des indiens d’Amazonie « Poisson rouge » en référence a la couleur rouge du bord
postérieur des écailles. Il est 'un des plus grands poissons d’eau douce. C’est une espece
emblématique du bassin amazonien. Il peut mesurer jusqu’a 3 m de long (Bard, 1973) et peser

plus de 200 kg (Arantes et al., 2010 ; Hrbek et al., 2005 ; Schaefer et al., 2012). Sa durée de

vie se situe entre 15 et 20 ans.

Figure 9 : Variation de forme de la cavité préoperculair&rdpaima s Stewart, 2013)

(A) A. gigas(Schinz, 1822), holotype ; (B). arapama (Valenciennes, 1847), topotype ; (C)
A. mapagValenciennes, 1847), holotype ; (B) Agassizi(Valenciennes, 1847), holotype ;
(E) A. leptosomaholotype.

Plusieurs noms en langue locale sont utilisés pour dégiymaloticusen Afrique Tableau

1). H. niloticusest de taille plus modeste glegigas Dans la riviere Nun au Nigeria, il peut
atteindre 105,5 cm LT et peser 10,6 kg (Ezekiel & Abowei, 2013). Comme chez la plupart des
especes tropicales, la longévité ide niloticus est courte. Elle se situe entre 5 et 10 ans
(Moreau, 1982).
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H. niloticusetA. gigasont le corps couvert d’écailles épaisses et osseuses avec une consistance

cornée. Ces énormes écailles constituent un systeme de protection trés efficAcaygas

Elles le protegeraient particulierement contre les sévéres morsures de Biradibatres

animaux aquatiques qui partagent son écosysteme. Les nageoires pectorales et pelviennes de
A. gigasetH. niloticussont tres €loignées les unes des autres. La nageoire dorsale et la nageoire
anale sont souvent subégales et opposées. Elles sont tres rapprochées de la nageoire caudale
qui est de forme arrondie (Bard & Imbiriba, 1985 ; Moreau, 1982).

Tableau 1 : Noms attribuédeterotis niloticuslans plusieurs pays d’Afrique.

Pays Nom attribué localement aH. niloticus
Gabon Poisson sans nom
Kanga, Tergal, Bambté, Balli, Bargi, Lareo, Noussa,

Cameroun Penge, Riki, Tou

Madagascar Toundro’_ny Presida (pois_son du président), Rotivita,
Fataoroti, Hataonoti, Biby lava (béte longue)

Cote d’Ivoire Poisson Cameroun, Fanan, Ahoussou Koffi

Nigeria Afo, Aika, Bahli, Bonytongue

Sénégal Bakata, Bala, Balde, Dugande, N’Diaguel

RDC Congo Ya sika, Muzalazala

Kenya Dese

Ghana Fa

Burkina Faso Fana, Rakoko

Mali Fana, Kondo

Benin Hwa, Kouala, Kpote

Tchad Kani, Kawi, Ngol, Ngbl6

Soudan Katakpi, Lek, Nauk

La coloration déA. gigas de type marron clair a verdatre, est plus foncée chez les juvéniles et
change chez le méale en devenant beaucoup plus rouge en période de reproduction (Bard &
Imbiriba, 1985). CheH. niloticus la coloration est uniforme, grisatre, brunatre ou olivatre
pendant la période de repos sexuel. Elle devient beaucoup plus foncée (noiratre) a l'approche
de la reproduction (Moreau, 1982 ; Tillon, 1959).

La téte deH. niloticusest courteKigure 103, épaisse et arrondie. La longueur du corps est

3,7 a 4,7 fois celle de la téte qui est 1,6 a 1,7 fois plus longue que large. La longueur standard
(LS) est 3,9 a 4,6 fois la hauteur du corps (Guo-Qing & Wilson, 1996 ; Moreau, 1982). Chez
A. gigas la téte Figure 10b) et le corps sont de forme allongée, avec une section circulaire et
ellipsoidale (Bard & Imbiriba, 1986).
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La bouche de ces deux espéces est équipée d’une langue osseuse ; ce qui leur vaut 1’appellation

de bonytongues en anglais (Bard & Imbiriba, 1985)gigasdispose de deux a deux rangées

et demie de dents. Au sud du Brésil, dans la riviere Grande, une seule rangée de dents a été
observée chez certaidgsapaima(Carvalho et al., 2015H. niloticus posséde seulement une

rangée de dents linguales et de forme conique (Moreau, 1982).

B
pa
iol-ao
epo fr na PmMx
- A o
— f04-% d JF *
R - &
op = x5 oS io &
9 et ~ 03 - AN
P b
: 00 L 2
ia . rart
sop
8cm

Figure 10 : Squelette de la téteHdeterotis niloticugA) et deArapaima gigagB) (Guo-

Qing & Wilson, 1996).

Angart : angulo-articulaire, br: branchiostegals, ch: ceratohyal, den: dentaire, dsp
dermosphénotique, enp : endopyterygoid, eoc : exoccipital, ep : epural, epo : épiotique, fr
frontal, hh : hypohyal, hl, ® hypural, h2 : 2" hypural, h6 : & hypural, iolao: antorbital
fusionné et ¥ infraorbital, i02 : 2 infra-orbitaire, i03 : 8 infraorbital, i04-5, 4™ et Fme
infraorbitales fusionnés, iop : interopercule, mes : mesethmoide, mx : maxillaire, na : nasale,
npu2 : épine(s) neurale(s) sur B'2preurale, op opercle, pa : pariétal, pas : parasphenoide,
ph: parypypique, pmx: prémaxillaire, pop: pré-opercule, pt: post-temporale, pto
dermopterotique, pul :®1lcentrum preurale, pu2? centrum preurale, qu : quadrate, rart
rétroarticulairesm: symplectique, socsupraoccipital, sop, subopercule, uf":.centrum ural,

u2 : 2™ centrum ural.
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2.2 Particularités anatomiques degrapaimidae

2.2.1 Le systeme nerveux

La forme du cerveau d&. gigaset deH. niloticus(Figure 11) rappelle celui de la plupart des
téléostéens. Le cerveatlHeterotisest plus encéphalisé que cellArapaima d’Osteoglossum

ou deScleropagesLes vues dorsales et latérales du cervediHgterotismontrent des lobes
vagaux bilatéraux postérieurs au cervelet. Sa forme étrange est semblable au chou-fleur
(Bauchot et al., 1993)e cerveau est protégé par une plaque osseuse dure. L hypophyse se

trouve comme trés classiquement en position ventrale enveloppée dans une petite cavité

appelée selle turcique.

Figure 11 : Morphologie du cerveau ldeniloticus(Bauchot et al., 1993).

Vue dorsale (A), vue dorsale chez un spécimen juvénile (B), vue ventrale (C) et vale laté
(D), ce: cerveletep: épiphyse, hy : hypothalamus, hp : hypophyse; moelle allongée, ob :
bulbe olfactif, ot : tectum optique, sc : moelle épiniere, te : télencéphale, vl : lobellagal,
nerf optique]ll : nerf oculomoteur commun, V : nerf trigemindl, : nerf abducens, VIl : ner
facial, VIII : nerf auditif,IX : nerf glossopharyngien, X : nerf vagal.

2.2.2 Gonades

L’aspect des gonades de H. niloticus et de A. gigas est similaire a celles des
Ostéoglossomorphes. La plupart des espéces de poissons possedent deux gonades
fonctionnelles chez les deux sexes. CheAtlapaimidae il n'existe qu'un seul ovaire et qu'un

seul testicule fonctionnel qui sont situés sur le flanc gauEigure 12). Les lamelles
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ovariennes sont "nues" et directement exposées dans la cavité générale du corps (Adite et al.,
2006 ; Bard & Imbiriba, 1986 ; Chu-Koo et al., 2009 ; Godinho et al., 2005 ; Moreau; 1982
Oladosu et al., 2007). Chéz gigasun ovaire atrophié situé sur le flanc droit a été observé
chez certains individus. Il est dans ce cas toujours non fonctionnel (Godinho et al., 2005).
Compte tenu de ces particularités anatomiques, la canulation ovarienne est rendue difficile chez
ces deux especes. Récemmaent,aide d’un endoscope, elle a été réalisée chezgigas
(Carreiro et al., 2011).

Le testicule deH. niloticuspeut atteindre 7 cm et peser 3 & 4 g. L'indice gonado-somatique
(IGS) demeure inférieur a 1% méme en période de reproduction. Le testicule est rattaché
dorsalement par un tissu conjonctif. L’ovaire des individus matures pése 70 a 90 g et peut

représenter jusqu’a 5% du poids du poisson (Moreau, 1982).

ChezA. gigas I’ovaire est rattaché a la paroi de la cavité du corps par une couche basale. Un

ovaire gravide d'une femelle préte a frayer peut atteindre une longueur de 780 mm, une largeur
de 240 mm et un poids de 2800 g (Flores, 1980). Des ovaires immatures et matures peuvent
peser respectivement 4,8 g et 728,7 g. On enregistre des IGS variant entre 0,04% (immatures)
et 0,65% (matures). Le testicule est allongé et son diametre peut atteindre 1,5 cm. Il peut peser
entre 0,8 g (immatures) et 11,4 g (matures) avec un IGS de 0,011% (matures) a 0,012%
(immatures) (Godinho et al., 2005).

. —{—mi— Cind M ..\._
Figure 12 : Position des gonades cheZlepaimidae
Testicule (A) et ovaire (B) dd. niloticus testicule (C) et ovaire (D) d& gigas
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2.2.3 Organe suprabranchial ou épibranchie

ChezH. niloticus une paire de diverticules tubulaires plus ou moins enroulés en spirale est
visible lorsque 1’on ouvre les operculegigure 13). Leur forme rappelle celle de la coquille
d’escargot (Braford, 1986 ; Moreau, 1982). Cet organe est appelé organe suprabranchial ou
épibranchie (Bauchot et al., 1993 ; Braford, 1986 ; Moreau, 1882)iloticus est le seul
Ostéoglossiformes a disposer de cet organe. Il est présent chez trois autres groupes de
téléostéens : les Clupeiformes, les Gonorynchiformes et les Charachiformes. Cegeridant,

pas une sticture similaire a celle de 1’Heterotis (Braford, 1986). Le nombre de spires troi

avec 1’age du poisson pour atteindre 7 chez les aduks. L’épibranchie est tapissée de bourgeons

gustatifs (Bauchot et al., 1993 ; Braford, 1986).

Figure 13: Position schématique de 1’organe suprabranchial (s.b.) de H. niloticus(Braford,
1986 ; Moreau, 1982).

Vue latérale gauche (A), vue dorsale (B). Vue externealatée 1’épibranchie droit (C), en:
encéphale, op : opercule, cs : ceinture scapulaire.

L’épibranchie joue un role dans 1’alimentation en servant a filtrer des microparticules
alimentaires contenues dans I’eau (Bauchot et al., 1993 ; Braford, 1986). Précédemment, des
fonctions respiratoires et auditives @t# attribuées a 1’arc suprabranchial respectivement par
Hirtl en 1854 et par D’ Aubenton et Daget en 1961 (Moreau, 1982). Le norhleterotis qui

signifie « autre oreille » provient du réle auditif joué.

En Céte d’Ivoire, certainspécheurs pensent que la présence de 1’épibranchie aprés la mort du

poisson affecte négativement la qualité et le goQt de sa chair. Elle est de ce fait immédiatement
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extraite du poisson apres les péches. Cette pratique de retirer les branchies anegaigme
en Amazonie pourArapaima sans que l'on puisse vraiment confirmer une action négative sur

les qualités gustatives de leur chair.

2.2.4 Vessie gazeuse

Les especes de la famille désapaimidaeont une double respiration : branchiale et aérienne
(Brauner et al., 2004 ; Depierre & Vivien, 1977 ; Galdames-portus et al., 1978). lls disposent
d’un organe adapté a la respiration aérienne qui fonctionne comme un véritable poumon. Il

s’agit d’une vessie natatoire modifiée (Bard & Imbiriba, 1986 ; Bard, 1973 ; Lévéque & Paugy,

1999) semblable a celle d'un autre Ostéoglossifor@wsnarchus niloticusChezHeterotis

la vessie natatoire est tripartite et communique avec le pharynx par un sphincter. La partie
antérieure de la vessie, dans la région voisine de ce sphincter, est peu vascularisée. La deuxieme
partie est tres vascularisée et la troisieme partie accolée aux reins forme une masse spongieuse

vascularisée par l'artére pulmonaire et les veines cardinales postérieures (Moreau, 1982).

La respiration aérienne obligatoire permét. jigasetH. niloticusde peupler les cours d’eau
relativement pauvres en oxygéne (Moreau, 1982). lIs remontent tous les 5 a 15 min. en surface
pour respirer (Bard, 197.3Fn s’appuyant sur ce comportement respiratoire, une technique a

été développée pour dénombrer les populations naturellds deggasau moment ou les
poissons émergent. Dans les pécheries, ce comportement respiratoire les expose aussi aux
spécialistes de la péche au harpon (Arantes et al., 2010 ; Castello, 2008a ; Castello, 2004). Face

au danger, ce temps peut étre prolongé jusqu’a 40 min (Bard, 1973)

2.3 Réegime alimentaire

2.3.1H. niloticus, un poisson benthophage et microphage

H. niloticus est un omnivore a tendance benthophage et microphage (Adite et al., 2005
Depierre & Vivien, 1977 ; Edoghotu & Hart, 2014 ; Kouakou et al., 2016). Il a une grande
plasticité alinentaire qui varie avec 1’age et la taille du poisson (Depierre & Vivien, 1977 ; Odo

et al., 2009 ; Ugwumba, 1993). Il consomme principalement les invertébrés benthiques et des
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micro crustace(Adite et al., 2005 ; Kouakou et al., 2016 ; Lévéque & Paugy, 1999 ; Odo et

al., 2009). Son régime alimentaire se compose égatettiasectes, de rotiféres, d’arachnides,

de nématodes, de mollusques et de graines. En général, ces aliments sont riches en protéines
(Ugwumba, 1996).A partir de 100 & 200 mm de LS, les individus consomment des graines et
des détritus. Malgré la quantité de consommation de détrtus|oticusn’est pas considéré

comme un détritivore spécifique (Adite et al., 2005 ; Edoghotu & Hart, 2014). Les juvéniles

d’Heterotisse nourrissent aussi de zooplancton et de phytoplancton.

La partie moyenne de I’intestin de H. niloticusrappelle la forme du gésier des oiseaux (Moreau,
1982). Il contient également des grains de sable qui facilitent la digestion des aliments
consommeés (Adite et al., 2008)et organe n’est pas trés développé chez les individus jeunes

(LS< 400 mm).

En captivité H. niloticusqui est élevé en polyculture av®ceochromis niloticusn’a pas une
alimentation spécifique. Il partage les aliments distribués aux Tilapias sans rentrer en
concurrence directe avec ceux-ci (Kimou et al., 2016). Une étude réalisée par Monehtcham e
al. (2010) a montré que sur le plan protéique, les besoins nutritionnels des juvéniles (3-62 g)
se situent entre 310 et 345 g de protékyed/aliment respectivement pour la croissance
optimale et maximale. Les besoins spécifiques en acides aminés indispensables, excepté pour
le tryptophane et’histidine, des juvéniles dél. niloticus sont similaires a ceux d’autres

poissons tropicaux omnivores.

2.3.2A. gigas, un poisson carnivore

En milieu naturel, les adultes Begigassont essentiellement piscivores (Schaefer et al., 2012).
Leur tube digestif est court comme pour la plupart des carnivores. Ills chassent de nuit et
attrapent leurs proies par une forte succion de la bouche (Bard, L1®48) absorbée en méme
temps qué’aliment, est rejetée a travers les opercules. Les alevins se nourrissent d’insectes et

de petits gastéropodes (De Oliveira et al., 2005).

Compte tenu de son régime piscivore, en captivitégigas est nourri avec une variété
d’aliments riches en protéines animales. Dans le milieu naturel, le régime alimentaire se
compose de poissons vivants ou de différents animaux morts. En élevage, les aliments
industriels distribués I’Arapaimasont riches en farine de poisson (40 a 45%) et peu riche en

huile (8%) (Marre, 2011 ; Nuiiez et al., 201 plimentation nécessaire pour les reproducteurs
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en captivité représente 2% de biomasse par jour 5 a 6 jours par semaine (Nufiez et al., 2011).
Les juvéniles (26 cm et 119 g en moyenne) peuvent consommer efficacement plus de 8% de

leur biomasse par jour (Padilla et al., 2004).
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3. Les populations deA. gigas et deH. niloticus

3.1 Habitat

LesArapaimidaesont des poissons d’eau douce qui préferent les zones lentiques (<0,12 m/ s),

des cours d’eau peu profonds (<3 m) et fuient les eaux boueuses (Adite et al., 2006 ; Bard,
1973 ; Bard & Imbiriba, 1985 ; Moreau, 198RJune des principales raisons qui élimine H.
niloticus des eaux a courant moyen et rapide est son régime alimentaire microphage (Reizer,
1964).

A. gigasetH. niloticussont couverts d’une mucosité abondante qui leur permet de se mouvoir

dans trés peu d’eau (Bard, 1973). Des Pirarucus de plus de 1,5 m de longueur ont été observés
nageant dans des eaux tres peu profondes de 0,5 m (Castello, 2008a). La plépapaies

habitent les lacs et les chenaux pendant les périodes de basses eaux, de septembre a janvier
(Castello & Stewart, 2010). Les eaux désoxygénées (0,4 a 4,5 mg/l) leur conviennent en raison
de leur capacité a respirer ’oxygéne de I’air (Adite et al., 2006 ; Arantes et al., 2013 ; Depierre

& Vivien, 1977 ; Moreau, 1982). lls sont présents aussi bien en zone pélagique que littorale.
Pendant les périodes de fraie, les géniteurs fréquentent les plaines inondées. La végétation qui
s’y trouve est nécessaire a leur reproduction. Les plaines inondées offrent égalemerd un

variété d’aliments (Lévéque & Paugy, 1999). Les larves et les juvénileld.daloticusvivent

dans les endroits marécageux parmi la végétation aquatique (Adite et al., 2006 ; Moreau, 1982)

A. gigasetH. niloticusont un mode de vie pratiquement identique. lls nagent généralement a

mi profondeur. lls réalisent des sauts importants a la surface de l'eau et se laissent tomber
latéralement en faisant un bruit de battoir (Bard, 199.3)iloticuspeut ainsi passer d’un étang

piscicole a un autre (Reizer, 1964) et ses sauts peuvent atteindre 12 m de long en cas de danger
(Bard, 1973).

Grace a ses caractéristiques biologiqiespiloticusa une grande capacité pour s’adapter a
différents habitats (Odo et al., 200@Jest une espéce nilo-soudanienne qui a colonisé suite a
des introductions, la zone forestiére guinéenne. Sa présence ne semble pas modifier I’équilibre
faunique des zones colonisées (Lévéque & Paugy, 1999 ; Welcomme,H99RBticuspeut
tolérer des températures basses jusqu’a 15 °C et élevées dépassant les 35°C (Adite et al., 2006
; Moreau, 1982).
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A. gigasest un poisson inféodé aux foréts équatoriales de I’Amazonie (Bard, 1973). Il supporte
des variations de température de 24 a 31°C (Bard & Imbiriba, 1986 ; Bard & Imbiriba, 1985).

3.2 Zones de distribution dedrapaimidae

La distribution des poissons est influencée par plusieurs facteurs du :rhiligyge d’habitat,
les zones climatiques, 1’altitude, la végétation et les précipitations. L’ histoire climatique et les
évenements géologiques qui ont modelé le réseau hydrographique jouent également un réle
essentiel dans cette distribution. Ces phénomenes ont rendu possible les interconnexions entre
bassins ou ont favorisé 1’isolement temporaire ou définitif de certains systémes aquatiques

(Lévéque & Paugy, 2006 ; Stiassny et al., 2007).

3.2.1 Les populations dé\. gigas

a) Populations natives

A. gigasestune espéce originaire de I’Amazonie centrale. Sa zone de distribution inclut le

Brésil, le Pérou, la Colombie et le Venezuela. Sa présence est aussi sagr@l§@ana sans
pénétrer dans les bassin de I’Orénoque (Bard, 1973 ; Bard & Imbiriba, 1985). Il est démontré

et clairement acquis que gigasn’a jamais été présent dans les eaux de Guyane (Balland &

Roux, 2005) méme si plusieurs communications le mentionnent. La plus grande partie de son
aire naturelle se trouve en Amazonie brésilienne et péruvienne (Castello, 2008a ; Rojas Rios,
2003). Les populations les plus abondantes se trouvent dans la riviere Solimées dans I'Etat
d'Amazonas au Brésil (Réserve de Mamiraua). Les distributions marginakesgigasse

situent ;

- prés d’Iquitos au Pérou ;

- dans lariviére Leticia en Colombie ;

- dans lariviéere Tabatinga, a Bel@tiembouchure du fleuve Amazone, dans la région
de I'Amapa au Brésil et au Guyana ;

- dans les rivieres Cuyabeno, Aguarico, Napo et Tiputuini en Equateur.

Les rapides ou petites cascades du Rio Madera sont apparemment une barriére nsdurelle a

dispersion plus au su@rapaimaa été empéché naturellement d'atteindre les zones en amont
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comme la Bolivie jusqu'a son introduction accidentelle dans les années 1970 (Miranda-
Chumacero et al., 2012).

b) Populations issues des introductions

L’aire de distribution de A. gigass’est étendue durant ces derniéres années (Castello, 2008a
Miranda-Chumacero et al., 2012). Des observations ont confirmé la présence du Pirarucu en
dehors de sa zone de répartition géographique originelle. En&0digasest observé dans le

Rio Grande au Sud-est du Brésil (Carvalho et al., 2015). Des populatidngigassont aussi
signalées dans la haute région de Parnaiba au nord-est du Brésil et en amont du Rio Madera
(Ramos et al., 2014 aire de distribution de A. gigass’étend aux cours inférieurs de
I’Amazonie et au bassin de 1’Orénoque (Carvajal-Vallejos et al., 2011 ; Castello, 2008a
Miranda-Chumacero et al., 2012)rapaima effectue de courtes migrations saisonniéres
successives pour coloniser de nouveaux habitats (Castello, 2008a, 2008b). Lorsque le niveau
d’eau augmente, il migre vers les plaines inondées. A travers les canaux de communication, il

regagne les lacs ou les eaux sont plus calmes et parfois peu profondes.

Au Brésil et au Pérou, une forte baisse des populations naturdliiapalmaest survenue en

raison de la surpéche (Hrbek et al., 20@&ns certaines régions de ces deux pays, 1’espéce

est localement éteinte (Castello et al., 2015). En réponse a cette extinction, des initiatives de
réintroduction ont eu lieu au Pérou, lesquelles sont facilitées par le développement de la
pisciculture dans I’aire de distribution originelle (Rojas Rios, 2003). En Asie, certains pays
comne la Thailande ont introduit I’ Arapaimadans des lacs pour développer la péche sportive
(Ford, 2017).

Cas de l’introduction de A. gigas en Bolivie

Environ 1 000 alevins Arapaimaprovenant de populations naturelles ont été introduits en
1979 dans les lagunes Sandoval et Valencia. Ces plans d'eau font partie du bassin du Madre de
Dios au Pérou. A la faveur des inondations du Madre de Dios, les eaux ont atteint les lagunes
et des poissons se sont échappés et ont gagné le cours du fleuve en direction de la Bolivie ou
leur présence a été signalée dés 1970 dans le Beni, un fleuve situé en Bolivie qui communigue
avec le Madre de Dios. C’est ainsi que l'espéce est signalée pour la premiere fois dans les eaux

boliviennes ou son aire de distribution continue de s'étendre (Miranda-Chumacero et al., 2012)
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Les observations dA. gigasdans les eaux boliviennes sont de plus en plus fréquentes. Sa
présence est confirmée dans 70 points. Il est observé dans des ruisseaux, de petites rivieres et
des lagunes reliées aux principaux bassins fluviaux du Madre de Dios et du Beni. Les
départements concernés sont le Pando avec 21 points couvrant une grande partie du
département de La Paz dans sa partie extréme nord avec 44 points et le Beni dans sa partie
centre-nord avec 5 pointSigure 14). Au PandoA. gigasest observeé dans les rios Tahuamanu,
Orthon, Manuripi, Negro et Abuna. Dans le département de La Paz, il se trouve dans les rios
Madre de Dios, Beni et Heath, ainsi que dans les rios Moa, Toromonas, Asunta, El Tigre,
Madidi et Undumo. Dans le département du Beni, I'espéce se trouve pres de Riberalta, en
particulier dande Florida et I'lvon (et surtout le Yata), le lac Tumichucua et le rio Negro

bolivien (Miranda-Chumacero et al., 2012).
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Figure 14 : Distribution géographique des populations natives et introduitegms

D’apres Miranda-Chumacero et al. (2012).

Les fleches le long des rivieres et ruisseaux indiquent la direction du mouvement de
I'Arapaima
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La répartition géographique actuelle représente environ le quart des lacs de plaine d'inondation

dans la partie inférieure de I'Amazonie bolivienne (Van Damme et al., 2015).

Les populations locales signalent que l'introductionAtaiaimaa eu de graves conséquences

sur l'environnement. Dans le nord de la Bolivie, cela pourrait entrainer une réduction des
populations de poissons indigenes, y compris des poissons de haute valeur commerciale
(Macnaughton et al., 2015).

3.2.2 Les populations dé. niloticus

a) Populations natives

H. niloticus est une espece native de la province silatanienne a 1’exception des sous-
provinces éburnéo-ghanéenne et abyssinienne (Bard, 1973 ; Lemasson, 1957 ; Lévéque &
Paugy, 2006 ; Lévéque et al., 1990 ; Moreau & Moreau, 1982 ; Reizer, 1964 ; Stiassny et al.,
2007) Figure 15). Les bassins hydrographiques concewo@s situés au nord de 1’équateur.

Ce sont:

- les cours moyens et inférieurs des grands fleuves comme le Nil, le Niger, le Sénégal, la
Volta, la Gambie, le Corubal ;
- les fleuves cétiers de la Guinée Bissau, du Bénin, du Togo ;

- le lac de Guiers, le lac Tchad, le lac Turkana, le lac Omo et le lac Albert.

b) Populations issues des introductions

L’aire de distribution de H. niloticuss’étend désormais a d’autres provinces dontil n’est pas

natif (Figure 15). Ce sont, le bassin du Congo (Lemasson, 1957), les sous-provinces éburnéo-
ghanéenne et abyssinienne (Lévéque & Paugy, 2006), la haute et la basse Guinée (Stiassny et
al., 2007).
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Figure 15 : Distribution géographique Heniloticus

Modifiée d’apres Lévéque & Paugy (2006). En bleu: la zone de distribution native
correspondant a la province ichtyologique Nilo-soudanienne sans les sous-provinces éburnéo-
ghanéenne et abyssinienne, en rouge : zone de distribution aprés introduction. Les couleurs
grises représentent les provinces ichtyologiques ou la présenie wigoticus n’est pas
signalée, les traits neira I’intérieur de chaque zone coloriée représentent les cours d’eau
principaux.

En raison de son intérét économique et de ses performances zootechhiguieticusa été

introduit dans plusieurs stations piscicoldalfleau 2 en Coéte d’Ivoire, au Gabon, en
Centrafrique, au Congo, au Cameroun, a Madagascar, en République Démocratique du Congo
(Moreau & Moreau, 1982])_es premiers essais d’introduction d’Heterotisont eu lieu a Bangui

en Centrafrique en 1955 avec 37 alevins (Tillon, 1958ns les pays de son aire d’origine, H.
niloticus a fait 1’objet d’introductions et de réintroductions (Stiassny et al., 20079spece
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s’adapte aux différents milieux dans lesquels ils ont été introduits et son élevage en étang
connait un succes rédlinalement, il sert a I’empoissonnement des cours d’eaux naturels et
artificiels pour développer les activités halieutiques (Lazard, 1990 ; Moreau, 1982). De facon
accidentelle, il s’est échappé des étangs piscicoles pour se répandre dans des cours d’eau dont

il était absent (Basin du Nyong, Cross, Sanaga, Ogoué, Oubangui, Kasai et du Congo),
entrainant 1’expansion de son aire d’introduction (Bard, 1973 ; Depierre & Vivien, 1977 ;
Moreau, 1982 ; Moreau et al., 1995 ; Stiassny et al., 2007).

Tableau 2 : Quelques introductionshleniloticusdans les pays africains.

Pays d’origine Licu d’introduction Date Références
Cameroun Madagascar 1964 (Moreau, 1982)
Lac Tchad Centrairique (pisciculture ;q-0 (Tillon, 1959)
et fleuve Obangui)
1958 (Depierre &
Nord du Cameroun Sud Cameroun (Nyong) Vivien, 1977 ;
1962
Moreau, 1982)
. Cote d’Ivoire (Station 1957 (Lazard, 1990)
Yaoundé (Cameroun) recherche Bouaké) 1959 (Reizer, 1964)
Bérégadougou (Burkina Cote d’Ivoire (Statlf)n 1960 (Reizer, 1964)
Faso) recherche Bouaké)
Cote d’Ivoire (Lac 1962
Cote d’Ivoire (Station ~ Ayamé, Kossou) 1971 (Moreau, 1982)
recherche Bouaké) Cote d’Ivoire (Lac de 1980 (Lazard, 1990)
Buyo)
Cameroun Nigeria (Cross rive - (Ezekiel &

Abowei, 2013)

République démocratique
Congo du Congo (fleuve Congo 1966 a 1969 (Moreau, 1982)
et lac Toumba)

(Stiassny et al.,

République démocratique 1960 2007)

Soudan du Congo

La présence deél. niloticus en zone forestiére a été rendue possible par I’intervention de
I’lhomme. La communication daesurs d’eau en période de crue permet a cette espéce de
coloniser les espaces ou sa présence n’avait pas été signalée et ou il n’y a pas eu d’introduction
par ’homme. Ce poisson se laisse entrainer par le courant. Il n’y aurait pas eu d’impacts
signalés er la faune autochtone du fait de I’introduction de H. niloticus(Lévéque & Paugy,
1999 ; Welcomme, 1992).
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En considéranles zones d’introduction et natives,H. niloticus fait désormais partie de

I’ichtyofaune de 26 pays africains.

Cas de I’introduction de H niloticus en Cote d’Ivoire,
Le réseau hydrographiquEigure 16) de la Cote d’ivoire (DCH, 1979 ; Girard et al., 1970)

comprend :

- quatre bassins principaux : le Cavally, le Sassandra, le Bandama et la Comoég ;

- des petits fleuves cotiers : le Tabou, le San Pedro, le Niouniourou, le Boubo ;
I’Agnéby, la M¢, et la Bia ;

- des affluents du Niger : le Baoulé, la Bagoé et le Gbanhala ;

- un affluent de la Volta noire : le Koulda.
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Figure 16: Bassins versants des cours d’eau principaux de la Cote d’Ivoire.
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Malgré 1’inclusion d’une partie des bassins versants de cours d’eau ou H. niloticus est natif,
cette gpece est initialement méconnue du bassin hydrographique de la Cote d’Ivoire (Gouréne
et al., 1995).

H. niloticus a étéintroduit pour la premicre fois en Cote d’Ivoire entre 1957 et 1959. Des

alevins provenant d’une pisciculture de Yaoundé au Cameroun sont mis a 1’essai a la station

de recherche piscicole de Bouaké, une ville située au centre de la Cote d’Ivoire (Lazard, 1990

: Reizer, 1964)En 1960. L’effectif de H. niloticusde la station est ensuite renforcé avec des
alevins provenant du Burkina Faso, précisément de la localité de Bérégadougou (Reizer, 1964)
Des reproductions ont été enregistrées. Les alevins obtenus ont servi a enrichir la faune de
certains lacs et cours d’eau environnants. C’est ainsi qu’est intervenu 1’empoissonnement du

lac d’Ayamé (sur le fleuve Bia) de 1962 a 1965 et celui de Kossou (sur le fleuve Bandama) de
1971 a 1972 (Bernacsek & Powles, 1992 ; Doudet, 1979 ; Moreau, 1982). En 1980, le lac de
Buyo (sur le fleuve Sassandra) enregistre a son tour un empoissonnemet aietcus
(Lazard, 1990).

A partir de 1985H. niloticus est introduit dans des barrages agropastoraux (Sambakaha,
Gboyo, Korokara et Kiémou) construits sur des affluents secondaires du fleuve Bandama au
nord de la Cote d’Ivoire dans les départements de Korhogo et Ferkessédougou (Da Costa et al.,

1998 ; Tito De Morais et al., 2007).

Aujourd’hui H. niloticus est pratiquement présent dans tous les bassins versants de la Cote
d’Ivoire. 1l fait méme partie des principales especes péchées (Da Costa et al., 2000 ; Kouakou
et al., 2016 ; Tah et al., 2009).

La pisciculture deH. niloticuss’est aussi développée en Cote d’Ivoire. Elle est pratiquée dans

des étangs ou dans de petits barrages (Kimou et al., 2016).
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3.3 Génétique des populations dé. gigas et H. niloticus

3.3.1 Génétique des populations et reproduction des esjes

La génétique des populations est une discipline scientifique qui étudie les différentes forces
(mutations, sélection, dérive et migrafi@yissant sur les changements évolutifs des especes

et de leurs populations. C'est une discipline transversale entre écologie, systématique, histoire
naturelle, conservation, biologie évolutive, amélioration agronomique (horticulture,

sylviculture, pisciculture, élevage) (Hartl & Clark, 2007).

Plusieurs études ont permis de déterminer la structure génétique des populations de nombreuses
especes de poissons qu’elles soient a 1’état sauvage ou issues d’élevage (An et al., 2010 ; de

Oliveira et al., 2017 Santos et al., 2014 ; Sanchez et al., remer, 2012 ; Shen et al., 2009). La
connaissance de cette variabilité génétique oriente le choix des reproducteurs. Pour faire face
aux problémes de consanguinité, des pratiques, consistant a capturer des poissons a 1’état

sauvage, généralemesintenus dans des cours d’eau avoisinantes, pour les utiliser comme
reproducteurs dans les fermes aquacoles, sont mises en ceuvre pour maintenir la diversité

génétique (de Oliveira et al., 2017).

3.32 Les différents types de marqueurs pour I’étude de la

géenétique des populations

Les cellules des eucaryotes contiennent plusieurs génomes : non seulement le génome
nucléaire, mais également des génomes plus petits, dans les chloroplastes pour les plantes et
les mitochondries pour les plantes et les animaux (Birky et al., 1983 ; Boursot & Bonhomme,
1986). Il existe une large gamme de marqueurs moléculaires au sein de ces génomes qui
peuvent étre utilisés pour étudier la structure génétique des populations (Castellanos-Gell,
2012). Les marqueurs génétiques peuvent fournir des preuves solides que les populations sont
fermées ou ouvertes parce que la différenciation génétique est trés sensible a la migration.
Cependant, les inférences fondées sur des données génétiques doivent nécessaeement étr
basées sur des modeles qui supposent I'nérédité, la variabilité, la neutralité versus la valeur
sélective des marqueurs et I'équilibre entre la dérive génétique, la migration et la mutation pour

différencier les populations et les individus (Hellberg et al., 2002).
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a) L’ADN Mitochondrial

Plusieurs études se sont focalisées sur 1’analyse de I’ADN mitochondrial (ADNmt)
exclusivement ou associée a d’autres marqueurs moléculaires (Avise et al., 2008 ; Castellanos-
Gell, 2012 ; Honeycutt et al., 2012 ; Papetti et al., 2007 ; Sekino et al., 2002 ; Vigilant et al.,
1989 ; Yue et al., 2006).

L’ADNmt joue un réle essentiel en écologie moléculaire et en reconstruction phylogénétique

des espéces animales (Hrbek & Farias, 2008). Il a permis depuis plusieurs années, de retracer
I’histoire évolutive et démographique des populations et des especes (Baillard & Whitlock,
2004).

Le taux de mutations de I’ADNmt est supérieur a celui observé au niveau de I’ADN nucléaire

(Birky et al., 1983 ; Birky et al., 1989 ; Boursot & Bonhomme, 1986). Mais le rapport entre la
variation de 1’un et ’autre n’est pas constant et dépend des génes étudiés (Baillard & Whitlock,
2004).

L’intérét de I’ADNmt repose sur sa taille de population efficace qui est quatre fois plus petite
que celle de ’ADN nucléaire dans une population de sexe ratio 1 :1 (Hartl & Clark, 2007).

Cette taille représente le nombre d’individus d’une population idéale pour lequel on aurait une
fluctuation du polymorphisme ou un degré de dérive génétique équivalent a celui de la
population effective (Boursot & Bonhomme, 1986 ; Hare et al., 2011). Ainsi, dans une
population donnéda dérive pouvant conduire a la fixation d’un nouvel all¢le va étre 4 fois

plus rapide pour le génome mitochondrial que pour le génome nucléaire.

Le temps requis pour que tous les alleles, sauf un (qui est fixé), soient perdus a cause d'une
dérive est en effet inversement proportionnel a la taille de populaticaceffiReconnu pour

son absence de recombinaison chez la grande majorité des gipduemt d’une espéce de

moule a montré que ce marqueur moléculaire peut parfois se recombiner (Ladoukakis &
Zouros, 2001) Les avantages, les limites et les causes du taux d’évolution élevé de I’ADNmt

sont présentés dansTableau 3
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Tableau 3 Quelques caractéristiques de I’ADN mitochondrial.

- Molécule a hérédité maternelle : possibilité de suivre les lig
maternelles au cours du temps

Avantages - Présent dans la cellule en copies multiples : possibilité de travailler
(Boursot & du matériel dégradé.

Bonhomme, 198€ - Evolution relativement rapide de la séquence : justification de
; Castellanos- utilisation a 1’échelle micro évolutive

Gell, 2012) - Homoplasmie (un seul haplotype par individu bien que 1I’hétéroplasmie

puisse exister)
- Molécule haploide avec absence de recombinaison
- L’absence de recombinaison implique que toute la molécule a la mém

l('X\r/liI;is 2010 - histoire: la généalogie construite a partir de ’ADNmt pouvant ne pas
Baillar’d & ' refléter la totalité de I’histoire de ’espece

- L’hérédité maternelle implique une information limitée lorsque la
dispersion est liée au sexe
- L’emploi de la coalescence a montré I’importance de 1’associer a d’autres

Whitlock, 2004 ;
Castellanos-Gell,

2012) . .

marqueurs moléculaires
Causes du taux - Mécanismes relativement inefficaces de réparation de I’ADN
d’évolution élevé - Molécules d’ADNmt exposé a un environnement riche en oxygene

(Avise, 2009) ADNmMt nu et non associé a des protéines histones

Le génome mitochondrial des animaux est formé par une petite molécule unique d’ADN

circulaire double brin dont le brin H est externe et le brin L se situe a I’intérieur (Boursot &
Bonhomme, 1986 ; Hrbek & Farias, 200B)ordre des génes représentés sur la Figure 17 est

le plus fréquent chez tous les téléostéens (Dettai et al., 2012 ; Hrbek & Farias, 2008 ; Pereira,
2000). Il pety avoir plusieurs milliers de mitochondries dans une seule cellule (Dettai et al.,
2012). Sa taille varie entre 8 et 40 kb chez les eucaryotes (Hellberg et al., 2002). Chez les
vertébrés, il se situe dans une gamme assez étroite : 16-20 kb (Avise et al., 1987). Le génome
mitochondrial des vertébrés code pour 37 genes dont 24 assurent le systeme traductionnel de
la molécule elle-méme (pour 22 ARNt et 2 ARNr). Les 13 autres génes codent pour des sous-
unités de la chaine de transport d'électrons ou les glucides et les graisses sont oxydés pour
générer du dioxyde de carbone, de I'eau et de I'ATP (Baillard & Whitlock, 2004).

Le génome mitochondrial est composé d'une mosaique de setidsay 4 et Figure 17)

tres conservées et trés variables chez plusieurs espéces animales (Aquadro & Greenberg, 1983
; Boursot & Bonhomme, 1986 ; Honeycutt et al., 1995 ; Hrbek & Farias, 2008 ; Pereira, 2000)

A raison de pressions sélectives plus faibjeslques positions dans la séquence de I’ADNmt

sont susceptibles d’évoluer plus que d’autres (Honeycutt et al., 1995). Cette caractéristique
facilite grandement le choix de régions génomiques informatives appropriées pour des

guestions patrticulieres.
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Tableau 4 : Organisation des genes du génome mitochondAakyilgas

Gene/élémel Brin Position Taill Début Fin

trnF H 1.6 69 - -
rrnS H 69..102. 954 - -
trnV H 1023..109 71 - -
rrnL H 1094..277 168 - -
trnL (TAA)  H 2780..285 74 - -
nad1l H 2858..382 972 ATG TA
trnl H 3831..390 72 - -
trnQ L 3903..397 70 - -
trnM H 3972..404 69 - -
nad2 H 4041.508 104 ATG T*
trnwW H 5086..515 69 - -
trnA L 5156..522. 69 - -
trnN L 5226.529 73 - -
oL L 5299.533 36 - -
trnC L 5335..540 67 - -
trnY L 5402.547 71 - -
coxl H 5474..703 155 GTG AG
trnS(TGA) L 7026..709 72 - -
trnD H 7101..717 72 - -
cox2 H 7177..786 691 ATG T*
trnK H 7868..794 74 - -
atp8 H 7943..811 168 ATG TA
atp6 H 8101..878 684 ATG TA
cox3 H 8784..956 785 ATG T*
trnG H 9569..963 71 - -
nad3 H 9640..998 349 ATG T* v, T
trnR H  9989.1005 70 - - _\ﬂ‘%ﬂ
nad4L H 10059..1035297 ATG TA ~/
nad4 H 10349.1173139 ATG T*
trnH H 11739..1180 69 - -
trnS(GCT) H 11808..1187 68 - - )
tmL (TAG) H 11876.1194 73 - - _Geénome —,
nad5 H 11949.1379184 ATG TA  |& mitochondrial -
nadé L 13787.1431531 ATG TA \ i deA. gigas
trnE L  14318.1438 68 - - “ (16433ph) A=y
cob H 14390..1553114 ATG T* e
trnT H 15531.1560 72 - -
trnP L 15603..1566 64 - -
OH (control H 15667..1643767 - -
région) Lys
D’aprés Hrbek & Farias (2008). Figure 17 : Carte du génome mitochondrial

A. gigas(Hrbek & Farias, 2008).

Diverses parties du génome mitochoaldsbnt employées pour comprendre 1’histoire et la
déemographie des espéces vivantes ainsi que pour la conception d'amorces (Hrbek & Farias,
2008).
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L’ ADNmt contient une région dite de contrdle (non codante) d’environ 0,8 kb appelée D-loop

chez les vertébrés (Avise et al., 1987). Elle est située entre les genes ARNt-Pro et ARNt-Phe
(Hrbek & Farias, 2008). Cette région régule les processus de réplication et de transcription de
I’ADNmt (Avise et al., 1987 ; Chang & Clayton, 1986). Elle est particulierement utile pour les
analyses phylogéographiques a des échelles évolutives de quelques milliers ou quelques
dizaines de milliers d’années (Ward et al., 1993). Le role fonctionnel réduit, et donc les faibles
pressions sélectives sur cette séquence, font que quelques fragments de cette séquence évoluent
plus vite que la moyenne de la molécule. lls présentent alors un rythme exceptionnellement
rapide de substitutions nucléotidiques et un niveau élevé de polymorphisme intraspécifique
(Mcmillan & Palumbi, 1997 ; Pomacentridae et al., 2004). Certains aufgquadro &
Greenberg, 1983 ; Vigilant et al., 1989pgérent que le rythme de 1’horloge moléculaire de
I’ensemble de la région de contrdle peut étre de trois a cinq fois plus grand que celui du reste

du génome mitochondrial. Néanmoins, méme a I’intérieur de cette région quelque espéces de
vertébrés ont montré une variabilité faible, voire nulle (Baker et al., 1994 ; Walker et al., 1998).
Des petits fragments non codants sont aussi présents dans I’ADNmt. Leur role régulateur n’est

pas clairement compris (Boore, 1999).

b) ADN microsatellites

A I’instar de ’ADNmt, les microsatellites ont été beaucoup utilisés dans les études d’écologie
moléculaire et de génétique des populations (Duvernell et al., 2008 ; Edwards et al., 2008 ;
Godinho et al., 2008 ; Schiffer et al., 2007 ; Schultz et al., 2008 ; Vali et al., 2008).

Les microsatellites sondes séquences d’ADN polymorphes contenant des répétitions en

tandem de motifs nucléotidiques (DeWoody & Avise, 2000) de 2 a 10 paires de bases (Hellberg
et al., 2002 ; Treangen & Salzberg, 2013). Selon la longueur de la base répétée, on parle de
microsatellites mono-, di-, tri-, tétra-, penta- et hexa- nucléotides. La structure des répétitions
permet de distinguer trois types de microsatellites : (i) ceux qui contienmemni type d’unité

répétée, (ii) ceux qui 80 constitués d’au moins deux unités répétées différentes et (iii) ceux

qui contiennent plusieurs interruptions a I’intérieur de la séquence (Urquhart et al., 1994). On

les classe alors respectivement comme microsatellites "parfaits”, "composes” et "imparfaits”.

Les microsatellites se rencontrent de maniére aboaidais tout 1’organisme des procaryotes

et des eucaryotes (Treangen & Salzberg, 2013). Chez le nénRaisiienchus pacificusils
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peuvent représenter jusqu’a 3,83% de tout le génome (Molnar et al., 2012). La plupart des
microsatellites sont situés dans les régions non codantes (introns) (Li et al., 2017) avec toutefois
une localisation possibkéans les régions codantes. Chez I’anguille des marais (Monopterus

albug, 1% des microsatellites sont localisés dans les régions codantes (exons) (Li et al., 2017)
Les microsatellites ont un taux ¢levé de mutation spontanée qui chez I’homme est en moyenne

de 1,2x16 par locus, par gaméte et par génération (Weber & Wong, 1993). lIs constituent une

source importante de polymorphisme génétique (DeWoody & Avise, 2000 ; Kashi et al., 1997).

En génétique des populations, la plupart des microsatellites sont considérés comme des
fragments d’ADN ou les mutations sont neutres (Watkins, 2007). Ces marqueurs moléculaires

peuvent étre des éléments codants et de régulation de I’expression de génes (Koshi & King,

2006).

De nombreux facteurs agissent sur la dynamique évolutive des mdias. 11 s’agit entre
autres du nombre de répétitions, la séquence du motif répété, la longueur de I’unité répétée, les
séquences flanquantes, la présence d’imperfections, le taux de recombinaison et de
transcription, 1’efficacité du systéme de répasa et 1’age des individus (Castellanos-Gell,
2012).

Les microsatellites sont de petits fragments d’ADN qui s’amplifient facilement par PCR. Leur
abondance, leur co-dominance, leur polymorphisme élevé et généralement neutre sont autant
d’atouts qui justifient sa grande utilisation dans les études de génétique des populations. lls
jouent un role essentiel dans la reconstitution de 1’histoire des migrations et de I’évolution des

especes. lls permettent d'évaluer la diversité biologique a différents nideaganisation
(Edwards et al.,, 1992). Ces marqueurs moléculaires ont montré leur efficacité dans la
détermination de la capacité dispersive des especes a divers échelles géographiques (Araripe
et al., 2013). lls sont relativement faciles a développer et peuvent étre analysés pour un codt
modée (Castellanos-Gell, 2012Malgré le nombre élevé de microsatellites dans 1’organisme,

il a été montré que des individus peuvent étre correctement identifiés avec huit loci et que la
structure principaled’une population est visible avec deux loci hautement polymorphes
(Arthofer et al., 2018).
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3.3.3 Structure génétique et conservation des populations He

niloticus et deA. gigas

Les génomes mitochondriaux de la plupart des espéces d’Ostéoglossiformes sont
completement séquencés (Hrbek & Farias, 2008 ; Lavoué et al., 2011 ; Yue et al., 2006). Le
génome mitochondrial complet de gigasest composé de 16 433 pb (GenBank EF523611) et
celui deH. niloticuscompte 16 551 pb (Genbank AP009498). Récemment, le génome complet
deA. gigasa été séquencé (Vialle et al., 2018). Le séquencage de ces génomes ouvre la voie
aux études moléculaires des populationd.dgigaset deH. niloticus(Hrbek & Farias, 2008 ;

Vialle et al., 2018). La carte du génome mitochondriAlapaimaest présentée darsHigure

17 selon Hrbelet Farias (2008).

L’une des rares études ciblant la génétique des populations naturdiesittgicus a été

réalisée au Bénin (Hurtado et al., 2013). Huit microsatellites ont été utilisés. Des
différenciations génétiques marquées ont pu étre observées entre populations de différents
bassins. Les obstacles a la dispersion semblent avoir isolé efficacement les populdlions de
niloticus entreles trois bassins ¢tudiés. Les cours d’eau qui communiquent lors des périodes

de crue, ont présenté de faible différatioh génétique entre leurs populations. L’inondation

semble dondaciliter le flux génétique entre les cours d’eau (Hurtado et al., 2013).

Contrairement &. niloticus la génétique des populationsAlggigasa fait I’objet de plusieurs

études dans une grande partie de son aire de distribution. Des marqueurs microsatellites et
mitochondriaux ont été utilisés séparément ou les deux de facon associée (Garcia-Davila et al.,
2011 ; Hrbek et al., 2007, 2005 ; Santos et al., 2014 ; Vitorino et al., 2015). Les premiéres
études de génétique des populations d’Arapaimaont été réalisées entre Iquitos (Pérou) et I'Etat

du Macapa (Brésil) a partir de marqueurs mitochondriaux (ATPase et NADH). Sur un
échantillon de 139 individus, 34 haplotypes des deux marqueurs concaténés séparés par 44
sites de ségrégation ont été identifiés et la variabilité génétiqgue des populations semble étre
attribuée a des facteurs anthropogéniques comme la surexploitation (Hrbek et al., 2005). Une
étude, qui utilise des marqueurs microsatellites (Araripe et al., 2013), a montré un isolement
génetique par la distanceplus les populations d’Arapaima sont e€loignées, plus la
différenciation génétique est grande entre elles. Le flux génétique entre populations séparées
par de petites distances est donc important. Un systeme de génotypage multiplex de margqueurs

microsatellites a permis d’étudier la variabilité génétique des populations naturelles
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d’Arapaimadans la basse Amazonie dans le lac Sauacgu au Brésil. Une valeur d’hétérozygotie

élevée (0,69) a été obtenue avec le nombre d'alleles par locus allant de 4 (AgCTmb5) a 13
(AgCAmM2). La moyenne est de 8 alléles. Aucun des loci n'a présenté d'écarts sigréficatifs
I'équilibre Hardy-Weiberg. Il n'y avait aucune paire de loci avec un déséquilibre de liaison
significatif (Hamoy et al., 2008). A partir de 19 microsatellites, la variabilité génétique de
populations sauvages &¢élevage d’Arapaimadu Brésil révele 146 alleles avec une moyenne

de 7,68 alleles par locus et les populations sauvages présentent une plus grande diversité
génétiques que les populations en captivité (Santos et al., 2014).
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4 L’organisation sequentielle et les principales

étapes du cycle de reproduction de&rapaimidae

4.1 Maturité sexuelle

4.1.1 Stades de maturation des gonades

Les stades de maturation des gonades cheérdgmimidaesont similaires a celles des autres
téléostéens (Moreau, 1982 ; Nufiez & Duponchelle, 2Q08)dice gonado-somatique (IGS)
est souvent utilisé pour estimer la saison de reproduction des polssensonvient pas pour
des reproducteurs multiples com#egigasetH. niloticus(Nufiez & Duponchelle, 2009).

L’évolution de la gamétogenése est cyclique chez les deux sexes (Moreau & Moreau, 1982
Nufiez & Duponchelle, 2009) mais avec une période de reproduction assez étendue. La période
de repos sexuel est caractérisée par la réduction importante du volume des gonadés. Chez
niloticus la période de repos sexuel peut duretois. La spermiation et 1’oviposition ne sont

généralementossibles que 4 mois dans I’année (Moreau & Moreau, 1982).

a) Chez la femelle I’ovogenése

En fonction de leurs stratégies de ponte, les femelles de poisson sont classées en reproducteurs
uniques annuels (exempleeitaines especes Amazoniennes comReeudoplatystoma
Colossoma Piaractug ou en reproducteurs annuels multiples (comme dans le cas de

PygocentrusCichla, Arapaima OsteoglossugHeteroti§ (Nufiez & Duponchelle, 2009).

ChezA. gigasetH. niloticus les dynamiques ovariennes comportent cing stades numeérotés de

1 & 5 (Tableau 5 et Figure 18) (Adite et al., 2006 ; Nufiez & Duponchelle, 200R&
développement des ovocytes comprend quatre stades numérotdy/dgigare 18) (Nufez

& Duponchelle, 2009)Les individus, n’ayant pas encore atteint 1’age de la premiere maturité
sexuelle, ont des ovaires immatures (stade 1) contenant uniguement des ovogonies qui évoluent
en ovocytes en prévitellogenése (stade 1) au moment de la premiere maturité sexuelle. Par la

suite, les ovaires passent successivement par différents stades de maturation : stades 2, 3 et 4
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correspondant respectivement a des ovocytes en début de vitellogenése (stade II), en
vitellogenése avancée (stade lll) et en fin de vitellogenése prét a étrecexgtalde 1V). Les

ovocytes en prévitellogenese sont présents a tous les stades ovariens. On a un développement
synchrone déots d’ovocytes chez des femelles matures (Moreau & Moreau, 1982 ; Nufiez &
Duponchelle, 2009). Apres la période de fraie, les ovaires deviennent flasques (stade 5) et
contiennent encore des ovocytes aux stades Il et lll. Le passage des ovaires du stade 5 au stade

2 marque le début d’un nouveau cycle de reproduction (NUfiez & Duponchelle, 2009).

Le développement des ovocytes et la croissance ovariendgagesmidaesont similaires a
ceux des reproducteurs uniques jusqu'aux stéldes3 (Nufiez & Duponchelle, 2009).

Tableau 5 : Stades de maturation et caractéristiques morphologiques des ovaires des
Arapaimidae

A. gigas

(Arantes et al., 2010 ; Flores, 1980 ; Nuf

& Duponchelle, 2009)
Petit ovaire laminaire et immature,
couleur rose, fortement attaché au périto Ovaire immature (juvénile) d
1 les ovocytes ne sont pas visibles ou sont couleur rose avec des ovocy!
comme de petits points blanchati invisibles a I’ceil nu
dispersés dans I'ovaire
Ovaire un peu plus développé que
précédents, de petits ovocytes blanchéa
occupent la totalité de la gonade, coul
rose blanchatre ou rose pale
Ovaire développé, ovocytes ronds et t
gescents, vert clair dans la régi
postérieure et rose blanchéatre dans la pi
antérieure
Ovaire completement développé, coul
vert foncé, gros ovocytes ronds et t Ovaire maure avec des ccufs au
gescents, vert foncé viables et de pe stade post vitellogenese (dian
ovocytes en vitellogenese, quelques pe tre 2,53 mm) expulsables pz
ovocytes avortés jaune, rougeéatre pression abdominale
blanchéatre
Ovaire flasque, sanglant, vert pale a g
seille, il y a peu d'ovocytes viables
avortés intercalés dans un nouveau
d’ovocytes en en vitellogenése.

H. niloticus
(Adite et al., 2006)

Stade de
I’ovaire

Pré maturation- ovaire de cou-
leur jaune pale avec des ovocy
visiblesa I’eil nu

Maturation avancéeovaire tres
développé avec des ovocytes
couleur jaune orange

Stade post fiia, I’ovaire devient
flasque et ne contient presq
plus d’ovocytes matures
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Figure 18 Evolution de la maturation des ovaires et ovocyteAdagaimidae

Modifi¢e d’apres NUfiez & Duponchelle (2009).

Il est considéré quatre stades de développement des ovocytes (A) et cing stades ovariens (B)
Ovaire dArapaima(C et D) et d’Heterotis (E). Ov : ovaire, Ovt: ovocyteQl : lamelle
ovarienne Des ovocytes a différents stades sont présents et continuent leur processus de
maturationdans 1’ovaire des femelles matures (A).
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b) Chez le méle : la spermatogenése

La spermatogenése chez les poissdrigufe 19 est caractérisée par la production des
spermatogonies primaires et secondaires, les spermatocytes, les spermatides et les
spermatozoides (Moreau, 1982 ; Nufiez & Duponchelle, 2009 ; Schulz et al., 2010). Tous ces
stades de développemeitableau 6 sont présents a la fois dans le testiculéldeiloticus

gue quelques semaines par an (Moreau, 1982).
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Figure 19 : Schéma d'une coupe testiculaire de poisson (A) (Schulz et al., 2010) et stades de
maturation de testicule de gigas(B, C et D (Chu-Koo et al., 2009 ; Nufiez & Duponchelle,
2009).

L'épithélium germinal contient les cellules de Sertoli (SE) et les cellules germinales, délimitées
par la lame basale (BL) et les cellules myoides péritubulaires (MY). Les cellules interstitielles
de Leydig (LE) et les vaisseaux sanguins (BV) sont montrés. Spermatogonies de type A
indifférenciées (Aund *, cellules souches), spermatogonies de type A indifférenciées (Aund),
spermatogonies de type A différenciées (Adiff), spermatogonies de type B, spermatocytes
primaires leptonique/zygotenique (L/Z), spermatocytes primaires pachyténique (P),
spermatocytes diploténique /métaphase | (D/MI), spermatocytes secondaires /métaphase Il
(S/MII), spermatides précoces (E1), intermédiaires (E2) et finales (E3), spermatozoides (SZ).
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Tableau 6 : Stades de maturation et caractéristiques du testicdleagasnidae

Stade du A. gigas H. niloticus
testicule (Nufnez & Duponchelle, 2009) (Adite et al., 2006)
Immature : les testicules so

Immature (juvénile) testicule non
développé consistant en un filame
translucide

comme deux fils argentés ¢
translucides, plus minces et pl
longs que les ovaires de stade 1

Maturation précoce : testicules de tai
{ intermédiaire ayant une couleur jau
ou beige trés claire
Maturation avancée : grand testicu
couleur blanche opaque ou beige ¢
avec de nombreuses petites tac
noires

Maturation : les testicules sont pl
longs, plus larges, souvent
section triangulaire ou circulaire
de couleur blanche a rosée. L
adultes au repos sont généralem
a ce stade

Mdr : les testicules sont plus grc

plus pleins et completement blan:

Sperme émis avec une légé

pression sur I'abdomen

Testicules encore grands comme

\Y stadelll, mais flasques et comn
vides

Mar : testicules complétement dévelc
pés, expulses par pression abdomin
couleur blanc laiteux

Testicules postraie : flasques san
laitance

4.1.2 Taille et age des poissons a la premiere maturité sexeel

ChezH. niloticus la taille de premiére maturité sexuelle observée chez certains poissons en
Cote d’Ivoire est de 330 mm de LS chez la femelle et de 300 mm de LS chez le méle (Kouakou
et al., 2016). Au Benin, les femelles arrivent a maturité a partir de 499 mm de LS et un poids
de 1,77 kg. Les males sexuellement matures pésent 1,49 kg et ont 515 mm LS (Adite et al.,
2006). On a également décrit ddsterotisayant atteint la maturité sexuelle a un poids compris
entre 0,8 et 1 kglans la riviére Kan en Cote d’Ivoire (Moreau, 1982kt d’autres se sont
reproduits pour la premiere fois a des poids beaucoup plus importants (4 kg) en Centrafrique
(Tillon, 1959) L’acquisition de la maturité est assez longue chez certains Heterotis(19 a 20

mois) (Reizer, 1964; Tillon, 1959). A Madagascar, Heserotisse sont reproduits pour la
premiére fois a un &ge compris entre 2 et 2,5 ans (Moreau, 1982). La maturité sexuelle semble
intervenir plus tardivement en étang de pisciculture que dans le milieu naturel (Moreau, 1982)
L’ augmentation de la photopériode, I’installation de la saison des pluies et la diminution du pH

acceélerent la maturation des gonades (Moreau, 1982).
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L’age de premicre maturité sexuelle chez les femelles et méales de gigas se situe
généralement a partir de 5 ans (Chu-Koo et al., 2009 ; Flores, 1980). La maturité sexuelle est
précoce (a partir de 3 ans) lorsque les densités. dggasdépassent 32,3 individus/kmA

basse densité (4,45 individus/Rima reproduction n’intervient pas avant 4 ou 5 ans (Arantes

et al., 2010). Les poissons matures ont un poids supériukg (Bard & Imbiriba, 1986)

Dans la riviere Solimoes (# d’Amazonas au Brésil), la taille de premiére maturité des
femelles est comprise entre 157 et 164 cm LT (Arantes et al., 2010). Les feltfaiégmima

dans le bassin de la riviere Tocantins au Breésil ont ateemtturité sexuelle pour une taille

plus faible (145-154 cm LS). Les méles de cette population ont acquis la maturité a des tailles
réduites, 115 a 124 cm LS (Godinho et al., 2005). Des tailles plus importantes ont été
enregistrées chez les femelles a la réserve de Pacaya Samira au Pérou; 160 [2S1F6urm

la premiere maturation sexuelle et 180 a 190 cm LS pour la taille de la premiere frai® (Flore
1980).

Un résumé de la taille minimale de premiere maturité sexuellrd@simidaeest présenté

dans leTableau 7.

Tableau 7 Taille minimale de premiére maturité sexuelle Aespaimidaesuivant la longueur
standard (LS), I’age ou le poids.

Espéce Sexe LS (cm)  Age (mois) Poids (kg)
. Méle 115
A. gigas 36 40
Femelle 145
Méale 30
H. niloticus 19 0,8
Femelle 33

D’aprés Bard & Imbiriba (1986) ; Godinho et al. (2008) ; Kouakou et al. (2016) ; Moreau
(1982) ; Reizer (1964).

4.2 Période de reproduction et formation des couples

En milieu naturel et en étang de pisciculture, la période de reproductigrajEsmidaese
situe généralement pendant les périodes de crue ou les pluies sont abondantes (Depierre &

Vivien, 1977 ; Nufiez et al., 2011 ; Reizer, 1964). Face aux effets du changement climatique
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qui entraine des variations saisonnieres, les périodes de reproduction sont susceptibles de varier

d’une année a I’autre (Meisner & Shuter, 1992).

Les périodes de reproduction #e niloticus (Tableau 8 ont été déterminées a partir de
I’analyse de I'IGS (Adite et al., 2006 ; Kouakou et al., 201) sur la base d’observations
directes (Depierre & Vivien, 1977 ; Moreau, 1982 ; Tillon, 1959). La saison de reproduction

dure environ de 45 mois (Moreau, 1982).

Tableau 8 : Période de reproductionHieniloticusdans différentes régions de 1’ Afrique

Pays Période de reproduction Références

Centrafrique (Pisciculture) Mai a Septembre (Tillon, 1959)

Cote d’Ivoire (Fleuve Juin a Aodt

Agnéby) Novembre a Décembre (Kouakou et al., 2016)

Bénin (Riviere SO) Mai a Aot (Adite et al., 2006)
Avril a Juin

Cameroun (Fleuve Nyong) (Depierre & Vivien, 1977)

Septembre a Octobre

ChezArapaima les reproductions continues sont observées en captivité avec une saisonnalité
bien marquée (Flores, 1980 ; Nufiez et al., 20D&ps le milieu naturel, la reproduction se
produit essentiellement pendant la saison des plulagl@otopériode la plus courte &tine
température élevée. Au Pérou, un méme coupl®&. djigass’est reproduit plusieurs fois au

cours d’une année entre septembre et avril avec un maximum de décembre a avril au coeur de

la saison des pluies. En saison séche, les conditions environnementales sont favorables mais
pas optimales a la survie des larves et des alevins. Une faible activité reproductive est observée
d’avril a septembre ou la photopériode est plus longue et la température plus basse (Nufiez et
al., 2011).

LesArapaimidaesont considérés depuis longtemps comme une famille monogame qui forme
des couples stables en période de reproduction (Castello & Stewart, 2010 ; Chu-Koo et al.,
2009 ; Moreau, 1982 ; Nufiez et al., 2011 ; Reizer, 1964 ; Tillon, 1959). Les mouvements des
couples formés sont généralement synchronisés et on observe une absence de parade nuptiale
avant I’accouplement (Reizer, 1964 ; Valladéo et al., 2016). La possibilité de sksagraima

a partir d’un kit, mis au point sur la base de la détection de vitellogénine plasmatique (Chu-

Koo et al., 2009 ; Nufiez et al., 201pgrmet d’isoler des couples dans de grands bassins
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(>1000 nf) pour assurer naturellement la reproduction en captivité (Marre,.20%hbjence

de méthode de sexage fiable chézniloticus amene les pisciculteus utiliser un grand

nombre de poissons matures dans les étangs de reproduction (Tillon, 1959). Trois cas de figure
se présentent dans ces conditions pendant la période de reproduction : (i) tous les individus se
reproduisent (Tillon, 1959), ce cas est rarement observé, (ii) aucune reproduction ne se produit
ce cas a été signalé par des pisciculteurs au candsede la Cote d’Ivoire ou (iii) certains

poissons’accouplent et d’autres quin’ont pu s’accoupler restent isolés (Reizer, 1964).

I1 n’est pas exclu que les femelles deA. gigassoient polyandres (Dabbadie, 2002) puisque de

tests de paternité réalisés a partir de marqueurs microsatellites sur des alevins produits par une
femelle au cours d’une ponte ont révélé la présence d'alléles ne provenant pas uniquement du
couple formé (Farias et al., 2015). Ces alléles supplémentaires sont non compatibles avec la

monogamie chez cette espece.

4.3 Construction ou réaménagement de nid

Arapaimaet Heterotisne sont pas des incubateurs buccaux contrairement aux autres especes
d’Ostéoglossiformedls gardent leurs ceufs dans un nid (Adite et al., 2006 ; IRD, 2008 ;
Lévéque & Paugy, 1999 ; Rojas, 2005) dont la constructionamsinciatrice d’une
reproduction prochaine (Moreau & Moreau, 1982). Toutefois, pour des raisons inconnues, les
ceufs sont parfois portés a la bouche par des femelles He niloticus (Figure 20). Ces
observations ont été faites chez plusieurs femelles d’Heterotisdans deux fermes piscicoles du

centre et du centresest de la Cote d’Ivoire.

Figure 20: (Eufs observés dans la bouche d’une femelle de H. niloticus dans une ferme
piscicole a Centre de la Cote d’Ivoire.
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Les nids sont construits pendant la saison de fraie qui correspond a la saison des pluies (Adite
et al.,, 2005). En milieu naturel, les zones favorables sont les plaines inondées a de faibles
profondeurs (130 cm) pour les besoins d’oxygénation des alevins aprés éclosion des ceufs

(Moreau, 1982 ; Nufiez et al., 2011). Les rives a pente raide et profonde ne conviennent pas a
la confection des nids (Tillon, 1959). Le matériau utilisé par les reproducteurs pour réaliser les
nids est composé essentiellement de la végétation arrachée dans le plan d’eau (Adite et al.,

2005 ; Depierre & Vivien, 1977 ; Lévéque & Paugy, 1999). La paroi du nid est en terre. Elle
est munie d’une ouverture servant de passage aux géniteurs (Moreau, 1982).

Les reproductions en étang sont obtenues en se rapprochant des conditions du milieu naturel.
Pour ce faire, les pisciculteurs maintiennent, sur les bords des étangs, une présence permanente
de la végétation (Reizer, 1964). Il est cependant constaté quadacprde végétation n’est

pas une condition indispensable pour la confection des nids puisque des reproductions sont
observées dans des étangs sans végétation (Nufiez et al., 2011 ; Tillon, 1959). Les reproducteurs
utilisent les débris vég#ix qu’ils trouvent dans le plan d’eau pour construire leur nid (Adite

et al., 2006 ; Tillon, 1959) situé sur les limites des étangs. Ce sont des dépressions circulaires
aménagées comparables a de petites cuvEitas¢ 21) (Lévéque & Paugy, 1999). Chekz

niloticus, le diametre du nid varie généralement entre 100 et 150 cm et la profondeur de 30 a
50 cm (Lévéque & Paugy, 1999 ; Moreau, 1982). Au Benin, des nids de 77 et 165 cm de
diametre et de profondeur comprise entre 40 et 86 cm sont observés (Adite et al., 2006). Chez
A. gigas les nids ont 40 a 50 cm de diamétre et une profondeur de 15 a 20 cm (Chu-Koo et al.,
2009 ; Rebaza Alfaro et al., 2003).

Figure 21 : Nid ded. niloticusdans un étang piscicole au aentuest de la Cote d’Ivoire
On observe les débris végétaux utilisés pour la construction du nid de forme circulaire.
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Des étangs de 2 ares avec une densité de 0,08 génifesoatnsuffisants pour obtenir des
reproductions chel. niloticus (Reizer, 1964 ; Tillon, 1959).

Le nombre de nids actifs peut atteindre 51/hectare/mois en milieu naturet chéaticus
(Adite et al., 2006). En pisciculture, dans un étang de 2 ares contenant 9 reproducteurs
d’Heterotisde sexe inconnu, 5 nids actifs ont été observés au méme moment (Tillon, 1959).

Les nids sont utilisés en étangar les couples d’Heterotisdeux a trois fois pendant trois ou
quatre semaines d’intervalle. Avant d’étre réutilisés, les nids sont réaménagés par les deux
congéneres (Moreau, 1982 ; Reizer, 1964). La sortie du nid pogneedacentre de 1’étang

se fait presque toujours par le méme chemin. Ce parcours est bien marqué en milieu naturel.
Le trajet suivi par les reproduais d’Heterotispour regagner les eaux profondes se remarque

par le froissement de la végétation (Reizer, 1964).

Chez lesArapaimidae le nid est construit par les deux géniteurs (Moreau, 1982 ; Nufiez et al.,
2011). Il arrive que chez un couple ideniloticus, 1’un des reproducteurs soit plus actif que

I’autre (Reizer, 1964). La surveillance du nid peut durer un a deux jours avant que se réalise
I’accouplementt la fécondation. Les géniteurs se relayent a tour de role a I’intérieur du nid

(Moreau, 1982).

4.4 Ponte et fécondation des ccufs

La ponte des ceufs peut intervenir immédiatement aprés la confection des nids (Moreau &
Moreau, 1982). Elle peut se produire un peu plus tard entre 5 a 45 jours apres la confection du
nid. Cetains nids sont construits puis abandonnés sans que des ceufs y soient déposés (Tillon,

1959).

Une succession de ponte est observée pendant la saison de reproducttomigbizusetA.
gigas Une femelle déi. niloticuspeu pondre 2 a 7 fois. L’Intervalle entre les pontes est de 20

a 33 jours (Moreau, 1982). La femelleAlegigaspeut pondre 4 a 5 fois par an (Luling, 1964).
Il a été montré que I’alimentation joue un réle important dans la fraie d&. gigasen captivité
(Nuiiez et al., 2011).
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La fécondité absolugui est le nombre d’ovocytes matures dans 1’ovaire est tres faible chez les
Arapaimidae(Adite et al., 2006 ; Kouakou et al., 2016; Moreau, 1982 ; Nufiez et al., 2011). Le
Tableau 9monre qu’elle est comprise entre 2 300 et 27 508 ovocytes chéz niloticus Dans

1 g d’ovaire, on compte 81 a 149 ovocytes (Moreau, 1982). La fécondité absolue maximale de
A. gigas a été observée en milieu naturel au Brésil. Elle varie entre %8 8 @00 ovocytes
(Bard & Imbiriba, 1986)

Tableau 9 : Taille et fécondité chidz niloticus

Valeurs minimales Valeurs maximales
, LS Poids  Fécondité LS Poids  Fécondité fex
Pays Plan d’eau Référermes
(mm) (9) absolue (mm) (9) absolue
Bénin : 500 1330 2697 815 4650 27508  (diteetal,
2006)
Fleuve (Kouakou et
Coted e Agnéby 595 - 5424 780 - 25591 al.. 2016)
VOI® " TLac Kan 480 1000 2300 570 1650 5700
Lac Ayamé 550 1500 4200 790 4700 12000 (Moreau
Centrafriqgue - 560 1705 3572 820 5280 15246 1982) ’
Madagascar ~ cacVakoina .o, 59 3500 660 2400 8600
Pangalanes

Chez lesArapaimidae la fécondation des ceufs est externe. Elle est réalisée par le male apres
la ponte dans le nid (Marre, 2011 ; Moreau, 1982 ; Reizer, 1964).

Apres la fécondatign’un des géniteurs reste constamment prés du nid ou se place a I’intérieur.
Sa présence a&ts mouvements permettent de protéger les ceufs et de garantir leur fertilité
(Moreau, 1982). Cette phase dure 2 a 3 jours thetloticus (Reizer, 1964)A la vue d’un

danger, lezéniteur s’éloigne du nid mais revient rapidement avec précaution.

Lataille des ceufs varie entre 2,5 et 3 mm (Adite et al., 2006 ; Lévéque & Paugy, 1999 ; Moreau,
1982).

Les ceufs de H. niloticuséclosent 2 jours apres la ponte (Lévéque & Paugy, 1999). Le nombre

d’alevins par ponte est d’environ 3 000 (Moreau, 1982).

Au Pérou,pour I’espece A. gigas, des fermes ont enregistré entre 100 et 5 000 alevins par
couple au cours d’une ponte (Marre, 2011), entre 26 a 1063 alevins par femelle par an et un

nombre maximal d’alevins (3941) pour une seule reproduction (Nuiiez et al., 2011). Un
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maximum de 11 000 alevins ont été obtenus en une ponte par une femelle dans les conditions
d'élevage au Brésil (Bard & Imbiriba, 1986).

4.5 Soins parentaux et différents stades de développement

du poisson

Un a deux jours apres 1’éclosion des ceufs, les alevins d’Heterotis présents au fond du nid
montent régulieremertsa surface (Moreau, 1982 ; Reizer, 1964). Les alevins sortent du nid
pour se promener a partir déi &u 6 jour en forme d’essaim de 30 cm de diamétre sous la
protection des parents qui tournent autour d’eux soit en couple ou de fagon isolée (LEvéque &

Paugy, 1999 ; Moreau, 1982 ; Reizer, 1964; Tillon, 1959). Ces sorties promenades durent 3 a
5 jours avant I’abandon définitif du nid. Face aux prédateurs ou aux intrus dans la zone de
promenade, les parents se montrent agressifs (Reizer, 1964). lls aident aussi les alevins a
rechercher de la nourriture. Le groupe ne s’éloigne que de 2 a 3 m du nid. Le temps passé hors

du nid augmente au fur et a mesure. Il est rare de voir deux essaims d’alevins se cotoyer (Reizer,

1964) L’essaim d’alevins est animé d’un mouvement désordonné. Apres la sortie définitive du

nid, les alevins sont abandonnés. Dés ce momejuk@t’a 1’dge de 2 mois, ils sont trés
vulnérables, leur mortalité est trés élevée et peut atteindre 100% (Moreau, 1982). En conditions
expérimentales, le taux de survie des alevins peut se situer entre 77 et 82% (Monentcham et
al., 2010). Lorsque les alevins sont déplacés dans un autre étang, ils peuvent former plusieurs
petits essaims et cela augmente leur survie (Reizer, 1964). Il semihie mjleticus défende

un territoire depuis la confection du nid jusqu’a 1’abandon des alevins (Reizer, 1964).

ChezA. gigas la garde des alevins dure 20 jours en étang. Elle est assurée par les deux parents
qui les aident a venir en surface pour respirer et les protégent des prédateurs (Bard & Imbiriba,
1986 ; Chu-Koo et al., 2009). Dans le milieu naturel, les méles protegent les alevins en restant
prés d'eux pendant environ 3 mois, se nourrissant dans I'environnement riche en nourriture des
foréts inondées. Les adultes se séparent des juvéniles lorsque les niveaux d'eau diminuent. lls
regagnent tous les habitats plus bas des foréts inondées puis les canaux et les lacs de liaison
(Castello & Stewart, 2010). Au stade larvaikegigasest sensible aprédation. La survie est

voisine de 50% en élevage. Ufaés ce stade franchi, I’espéce devient rustique (Marre, 2011).
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Le taux de croissance desapaimidaecompte parmi les plus élevés des poissons de
pisciculture.ll varie entre 10 a 15kg/an podir gigaset peut atteindre 10g/j chéz. niloticus
(Tillon, 1959). En étang de pisciculture, la croissance est continuélchdéaticus alors qu’en
milieu naturel, elle est plus faible en période de basses eaux adedtisaccessibilité des
plaines inondées qui offrent une variété d’aliments plus importante. Le male croit plus vite que
la femelle en pisciculture (Tillon, 1959%. niloticus présente une croissance allométrique

(Ezekiel & Abowei, 2013) etémbonpoint diminue avec I’age (Moreau, 1982).

ChezH. niloticus le poisson est considéré comme juvénile lorsque sa longueu8@8tmm,
entre 300-500 mm il est subadulte et pour une longueur > 500mm, il est adulte (Adite et al.,

2005). Les individus adultes sont difficiles a manipuler (Tillon, 1959).
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5. La régulation neuroendocrinienne de la
reproduction chez les poissons téléostéens
hormones, gametogenese et comportement

reproducteur

5.1 Le Roéle de’laxe hypothalamo-hypophyso-gonadique

Chez les poissons, les fonctions de reproduction, de la gamétogenese au comportement sexuel,
sont pour la plupart contrdlées par 1’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique (Labadie, 2004
Maruska & Fernald, 2011 ; Takahashi et al., 20E®ure 22).

Hypothalamus e SGnRH _-/
o S
k- —

* Hypophyse . ____,.J'

!

FSH, LH

NN Gonades

Stéroides 4 \
v/ -

Stéroidogenése Gamétogenese

Figure 22: Représentation schématique de I’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique.

Modifiée d’apres Baudiffier (2012).

GnRH: Gonadotropin-Releasing Hormone (gonadolibérine), FSH: hormone folliculo-
stimulanteLH : hormone lutéinisante.
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Sous I’effet des stimuli sensoriels tels que les facteurs environnementaux (Plant, 2015 ; Yang

et al., 2017) et sociaux (K. P. Maruska & Fernald, 20Lhypothalamus est stimulé pour

produire des neurohormones et des neurotransmetteurs. Les gonadolibérines (GnRH) produites
par I’hypothalamus stimulent au niveau de ’hypophyse la synthése de 'hormone lutéinisante

(LH) et de I'hormone folliculo-stimulante (FSH) (Zohar et al., 2010). Ces deux gonadotropines
vont, selon le sexe, stimuler la production de stéroides hormonaux dans les testicules ou les
ovaires pour assurer la régulation de la gamétogenése et stimuler la stéroidogenése. Un contr6le
rétroactif des stéroides hormonaux est exercé sur les gonades ainsi que sur I’hypothalamus et

I’hypophyse (Baudiffier, 2012 ; Labadie, 2004 ; Plant, 2015).

5.2 Les hormones stéroidiennes

5.2.1 Synthése et role des hormones stéroidiennes dans la fonction

de reproduction

La stéroidogenese est un processus relativement conservé chez les vertébrés qui conduit a la
biosynthése des hormones stéroidiennes a partir d’un précurseur commun, le cholestérol, par

une série de réactions enzymatiques catalysées principalement par plusieurs cytochromes P450
ainsi que par des hydroxysteroide-déshydrogenases (HSDs). Chez les poissons, comme chez
les autres vertébrés, elle se déroule principalement dans les gonades (testicules et ovaires), mais

aussi dans le cerveau et les glandes inter- rénales (Baudiffier, 2012).

Les principaux stéroides produits chez les poissons, la 11-kétotestostérone oulIgKT
hydroxy-4-androsténe-11,17-diorla testostérone ou T178-hydroxy-4-androsténe-3-one et

la 17B-estradiol ou E2 1,3,5,(10)-estratrieng17p-diol, jouent un réle critique dans la
différentiation sexuelle (Baudiffier, 2012 ; Devlin & Nagahama, 2002 ; Taranger et al., 2010
Zohar et al., 2010). Les hormones stéroidiennes régulent le développement de types distincts
de gonades (testicule ou ovaire), le cycle reproducteur (gamétogenese, caractéres sexuels
secondaires, comportement sexuel) et la croissance (Baudiffier, 2012 ; Devlin & Nagahama,
2002 ; Taranger et al., 2010 ; Zohar et al., 20EDgs participent également a ’homéostasie

généralele I’organisme des poissons (Baudiffier, 2012).
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L’estradiol est la principale hormone sexuelle qui stimule, chez les femelld%vogeneése, la

synthese de la vitellogénine (Vtg) et de la choriogénine dans le foie (Hara et al., 2016 ; Nelson
& Habibi, 2013). Cette hormone stéroidienne est synthétisée par les cellules folliculaires des
ovocytes en développement au début de la vitellogenese sous le contrdle de la FSH libérée dans
le sang parhypophyse (Hara et al., 2016 ; Norris & Lopez, 2011).

5.2.2 Les récepteurs cestrogéniques

a) Role et différentes variantes des repteurs cestrogéniques

Les cestrogenes, hormones stéroidiennes qui interviennent de maniéere critique dans les
processus de reproduction des vertébrés, sont signalés principalement par l'intermédiaire de
leurs récepteurs cestrogéniques intracellulaires (ERS). Les ERs appartiennent a une
superfamille de récepteurs nucléaires qui agissent comme facteurs de transcription inductibles
par un ligand. Les cestrogenes se lient aux récepteurs cestrogéniques intracellulaires et les

activent. En l'absence de ligand, les ERs sont présents dans le cytoplasme (Nelson & Habibi,
2013).

Chez les espéces ovipares, les ERs sont principalement synthétisés dans le foie. (Nelson &
Habibi, 2013 ; Unal et al., 2014).

Plusieurs auteurs s’accordent sur I’existence de trois sous types distincts de ERs chez les
poissons avec des nomenclatures assez variées (Choi & Habibi, 2003 ; Hawkins et al., 2000
Hawkins & Thomas, 2004 ; Marlatt et al., 2008 ; Métivier et al., 2002 ; Nelson & Habibi, 2013

; Nelson & Habibi, 2010 ; Norris & Lopez, 2011 ; Sabo-Attwood et al., 2004). Ce sont :

- ESR1=ER =ESR = ESRA = ESTRR = Era = NR3ARERx appelé ER alpha ;
- ESR2a=ER-1=ERpa = ER1=ERy appelé ER gamma ou ER béta 1 ;
- ESR2b = ER-Il = ERBb = ER32= NR3A2 =ERp appelé ER béta ou ER béta 2.

Chez la truite arenciel (Oncorhynchus mykigsune deuxiéme forme d'ERa (ERa-2) a été
décrite et existe probablement chez d'autres espéces (Nagler et al., 2007). Une seul forme

d’ERP a été mise en évidence chez les mammiferes (Couse et al., 1997).

ERa est homologue chez les vertébrés. Chez les poissons, ERf} partage une plus grande

similarité avec les ERp des mammiféres. Les ERy de poissons qui sont probablement issus de
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la duplication de génes, présentent plusieurs changements importants d'acides aminés et n'ont

pas d'homologue chez les mammiféres (Hawkins et al., 2000 ; Hawkins & Thomas, 2004).

Les ERs ont une régulation spécifiquévant le sexe, le stade de la gamétogenése, I’espece et

le type de tissu (Nelson, Wiehler, Cole, & Habibi, 2007). Par exemple, chez des femelles
matures deMicropterus salmoidegn période de vitellogenégeigure 23), I’expression de

ERa prédomine dans le foie, les expressions @Ry et ERp prédominentlans 1’ovaire (Sabo-

Attwood et al., 2004)Chez les mammiféres, ERa est assez largement exprimé dansl’ensemble
del’organisme, tandis que ERP présente la plus forte valeur d’expression dans les ovaires, les
poumons et la prostate (Couse et al., 1997). L'une des raisons de la différence observée entre
les sexes peut étre due a des niveaux d'expression différents degpeod&ERs. En effet,
l'expression des ERa est plus élevée chez les femelles que chez les males, alors que I'expression

des ERB-I et des ERB-II est similaire entre les deux sexes (Nelson & Habibi, 2010). De plus,
l'expression des ERa fluctue chez les femelles, étant plus élevée chez les femelles en
vitellogenése avancée que chez les femelles en début de vitellogeA8seest induit par
I’estradiol et son augmentation chez les femelles correspond a une période d'augmentation de
I’estradiol circulant (Nelson et al., 200EZgs formes ERP ont une plus grande affinité pour
I’estradiolque les formes ERa. Il est probable que les formes ERy et ERP agissent comme des
capteurs de I’E2. Ainsi, a mesure que les taux d'E2 augmentent, on a une induction de
l'expression de 'ERa et de la Vtg (Genovese et al., 2014 ; Nelson & Habibi, 2013). Il existe de

ce fait, une relation étroite entre la régulatpositive de ERa et 1'induction de la synthése de

Vtg chez les poissons (Choi & Habibi, 2003 ; Marlatt et al., 2008 ; Nelson et al., 2007).
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Figure 23 : Nivead’expression des ERs chez les femelles d#licropterus salmoidesn début
de vitellogenesd)’apres Sabo-Attwood et al., (2004).
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b) Structure et domaines des récepteurs eestrogéniques

Les ERs, comme la plupart des récepteurs nucléaires, contiennent cing domaines avec des
fonctions distinctes (Aranda & Pascual, 2001 ; Nelson & Habibi, 2013 ; Sabo-Attwood et al.,
2004) Figure 24).

DerEe qulson de co-
- répresseurs
de liaison

Domaine de liaiso AF-2
I’ADN . a I’hormone Domaine activateu
Domaine de de la transcription
l dimérisation l

Figure 24 Structure des récepteurs d’estrogene.

Le domaine A/B contient la®F fonction d’activation (AF-1), DBD ou domaine C est le
domaine de liaison a I’ADN avec la « boite P » a la base du premier « doigt de zinc », la « boite

D » ala base du second « doigt de zinc » et une extension COOH-terminale (CTE), le domaine
D constitueun site d’interaction avec des protéines co-répresseurs et favorise la rotation du
DBD, le domaine E ou domaine de liaison au ligand (LB} 12 hélices a se lie a ’estradiol

(E2) et contient la 2fonction d’activation (AF-2), le début du domaine F marque la fin de la

2° fonction d’activation.

Modifi¢e d’apres (Aranda & Pascual, 2001).

La région N-terminale des ERs (A/B) est la région la plus variable entre les différents ERs.
Cette région permetdgénérer plusieurs isoformes d’ERS a patir d’un méme géne. Il contient

la premiere fonction d'activation (AF1) et contribue a une action spécifique des isoformes
(Aranda & Pascual, 2001). La région A/B peut étre phosphorylée par la protéine kinase activée

par un mitogene (MAPK) sur des résidus sérine (Kato et al., 1995).
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Le domaine C de I'ER est également connu sous le nom de domaine de liaison a I'ADN (DBD).
Cette région est le domaine le plus conservé entre les ERs de différentes espebes ave
cystéines Figure 25 (Aranda & Pascual, 2001 ; Sabo-Attwood et al., 2004). Ce domaine
comprend deux « doigts de zinc » couvrant 60 a 70 acides aminés et une extension COOH-
terminale (CTE) contenant les boites dites T eElyyre 24). La reconnaissance de I’ADN

est obtenue au niveau de la « boite P » du DBD a la base du premier « doigt de zinc » et |
« boite D », un domaine a la base second « doigt de zinc », est impliquée dans la dimérisation
des récepteurs (Aranda & Pascual, 208Ra et ERB (Cowley et al., 1997) ou différerge
isoformes de ERp (Leung et al., 2006) sont capables de former des hétérodimeres fonctionnels
surl’ADN.

alpha CAVCSDYASGYHYGVWSCEGCKAFFKRSIQGHNDYMCPATNQCTIDRNRRKSCOACRLRKCYEVGM 253
gamma CAVCODYASGYHYGVWSCEGCKAFFKRSIQRHNDYICPATNQCT IDKNRRKSCQACRLRKCNEVGM 223
beta CAVCHDYASGYHYGVWSCEGCKAFFKRSIQGHNDYICPATNQCTIDKNRRKSCQACRLRKCYEVGM 246

Figure 25 : Séquences du noyks DBD des récepteurs cestrogéniques alpha, beta et gamma
deMicropterus salmoide®’aprés Sabo-Attwood et al. (2004).

Les 9 cystéines de chaque domaine de kaistADN (DBD) sont en gris, la boite P impliquée
dans la reconnaissande I’ADN est en soulignement simple, la boite D impliquée dans la
dimérisation du récepteur est doublement soulignée, les chiffres indigipesition de 1’acide
aminé terminal de la DBD dans le récepteur.

La séquence flanquante D mal conservée confere souvent des signaux de localisation nucléaire.
Cette région favorise la rotation du DBD (Aranda & Pascual, 2001 ; Giguére, 1999) et constitue

un site d’interaction avec des protéines co-répresseurs (Kumar et al., 2011).

C'est dans la région E désignée comme région de ligand (LBD) que le ligand (E2) se lie pour
induire la seconde fonction d'activation (AF-2) située dans la partie C-terminale de cette région
(Aranda & Pascual, 2001 ; Kato et al., 1995). AF-2 est un domaine bien conservé. La LBD est
composée de douze hélicegH1 a H12) liées par un demi-tour entre H5 et H6 (Aranda &
Pascual, 2001).

Les ERs contrairement a d’autres récepteurs nucléaires contiennent une région C-terminal
désignée paF qui commence a la fin de I'AF-2. Aucune fonction spécifique n'a encore été
attribuée a cette région chez les poissons (Aranda & Pascual, 2001 ; Nelson & Habibi, 2013).

Chez I’homme, il a été montré que le domainaed&1’ERo module sélectivement son activité
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et ses interactions avec d'autres protéines (Koide et al., 2007) et intervient dans la dimérisation

des récepteurs (Arao & Korach, 2008).

5.3 La vitellogénine

5.3.1 Réle et distribution tissulaire de la vitellogénine chez les

téléostéens

La vitellogénine (Vtg)est un précurseur des protéines du jaune de I’ceuf (vitellus) chez les

femelles de presque toutes les espéces ovipares, y compris les poissons, les amphibiens, les
reptiles, les oiseaux, la plupart des invertébrés et I'ornithorynque (Wallace et al., 1990 ; Zhang
et al., 2015)C’est une phospholipoglycoprotéine de 200 a 700 kDa généralement (Wang et

al., 2010) homologue fonctionnel des apolipoprotéines (Avarre et al., 20@¥al., 2003) qu

joue un rdle essentiel dans le développement de I’embryon et la survie des larves.

Méme si la Vtg est la protéine associée a la reproduction des femelles (Zhang et al., 2015), les
substances mimétiquesesd cestrogeénes naturels, appelés xénoestrogenes (nonylphenol
génistéine), peuvent activer son expression chez les males, en induisant une perturbation
endocrinienne (Arukwe & Rge, 2008 ; Bennetau-Pelissero et al., 2004 ; Dugué et aj., 2008
Genovese et al., 2014 ; Gontier-Latonnelle et al., 2007 ; Ndiaye et al., 2006). Ainsi, pour suivre
les pollutions du miliewaquatique a I’estradiol, la Vtg est recherchée chez les méles de

vertébrés ovipares qui y vivent.

En somme, les caractéristiques générales de la Vtg chez les vertébrés ovipares (Hara et al.,

2016) peuvent étre résumeées de la maniére suivante :

- c’est une protéine spécialement exprimée par les femelles durant la vitellogenese ;

- I’administration d’estrogénes aux males ou aux juvéniles des deux sexes conduit a
I’expression de la Vtg ;

- ¢’est une macromolécule complexe composée d’acides aminés, de glucides, de lipide
et de phosphore avec des éléments de liaison comme le calcium, le fer et le zinc ;

- c’est un précurseur des protéines du jaune d’ceuf ou plus généralement du vitellus.
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Chez les vertébrés, les Vtg sont synthétisées et secrétées principalement par le foie sous le
contrble dul 7p-estradiol. Transportées par le sang, elles sont absorbées dans les ovocytes par
endocytose médiée par des récepteurs (Dominguez et al., 2012 ; Hara et al., 2016 ; Prat et al.,
1998; Ndiaye et al., 2006)Une fois dans 1’ovaire, les Vtg sont clivées en protéines vitellines
nécessaires au développement embryonnaire (Avarre et al., 2007 ; Hara et al., 2016 ; Prat et
al., 1998) Figure 26).
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Figure 26 : Régulation de la vitellogenése et de la choriogenese cBetnemidae
D’aprés Hara et al. (2016). FSHhormone folliculo-stimulante.

La synthése de la Vtg dans le foie de poisson fournit un critere d'évaluation physiologiguement
pertinent de l'activation de I'ER (Nelson & Habibi, 2013). Le dosage de sa concentration dans
le sang permet de connaitre le stade de maturité des gonades (Baumann et al., 2013
Chatakondi & Kelly, 2013). Des méthodes basées sur la détection de Vtg plasmatique chez les
individus adultes ayant acquis la maturité sexuelle permettent de sexer des poissons,
particulierement ceux ne présentant pas de dimorphisme sexuel. Un anticorps antAVtg de
gigasa étémis au point par une équipe de I’'IRD pour réaliser le sexage de cette espece. Un kit

de sexage a été développé a cet effet (Nufiez,;2008-Koo et al., 2009).
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Les Vtgs permettent de donner des propriétés « pélagiques » ou « benthigriesufs par

un meécanisme faisant appel ésmorégulation (Finn & Kristoffersen, 2007) qui modifie leur
densité. Elles jouent également un réle dans la défense immunitaire des femelles matures et
des embryons. En effet, certains auteurs (Wang et al., 2011 ; Zhang et al., 2015) ont montré
gue les peptides provenant du clivage des protéines vitellines possédaient une activité

antimicrobienne.

La concentration sanguine en Vtg augmente des la prévitellogenése et atteint des niveaux
éleves durant la vitellogenese (Xu, 2016). Elle est principalement exprimée dans le foie (Zhong
et al., 2014) mais on la détecte également dans des tissus non hépatiques avec des niveaux
inférieurs a 10% de celui du foie (Wang et al., 2005). On retrouve la Vtg dans le sang (Chu-
Koo et al., 2009 ; Ndiaye et al., 2006 ; Nufiez, 2088)s I’ovaire (Kong et al., 2014 ; Wang

et al., 2005 ; Wang et al., 2010), le mucus (Arukwe & Rge, 2008 ; Genovese et al., 2014
Meucci & Arukwe, 2005 ; Moncaut et al., 200dhns le cceur, le rein, la rate, la peau, les

muscles, les branchies, les yeux, le cerveau et les nageoires (Zhong et al., 2014).

5.3.2 Domaines et variantes de la vitellogénine

Un taux élevé (pouvant atteindre 79%) de domainés gy est conservé chez les téléostéens.

Les alignements réalisés entre les séquences de Végédstéens et les autres vertébrés se
révélent le plus souvent faibles (Wang et al., 2010). Le génome des poissons peut contenir
jusqu’a 20 copies de génes codant des vitellogénines comme c¢’est le cas chez Oncorhynchus

mykiss(Trichet et al., 2000).

D’une maniére générale, la Vtg de poisson consiste de facon successive, en un peptide signal,
une chaine lourde de lipovitelline (LvH ou Lvl), un domaine phosvitine riche en sérine
phosphorylée (Pv), une chaine légére de lipovitelline (LvL ou Lvll), une camp B’-C et

une région codante C-terminale (CT) (Hara et al., 2016 ; Hiramatsu et al., 2006 ; Zhang et al.,
2015).

La Lv est le principal produit de dégradation de la Vtg, que contient le jaune d'ceuf et sa teneur

en lipides avoisine les 20% de sa masse. C’est un dimére constitué de deux polypeptides LvH

et LvL. La Lv est riche en divers types d'acides aminés et de lipides, sources nutritionnelles
essentielles pour I'embryon (Hara et al., 2016). Le domaine Lv de la Vtg sert de site de liaison
aux récepteurs (Li et al., 2003).
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La Pv est une phosphoprotéine riche en phosphosérine (Wang et al., 2005 ; Wang et al., 2010)
avec environ 10% de phosphore et la sérine représente environ 50% des acides aminés (Hara
et al., 2016). Cette composition particuliere rend les Vtg solubles dans le plasma et leur
structure demeure stable (Finn, 2007 ; Yilmaz et al., 2ALbPv fournit ’essentiel des

éléments minéraux nécessaires au développement osseux (Hiramatsu et al., 2006) et jouerait
un réle critique dans l'immunité des embryons du poisson zébre en inactivant certains microbes

auxquestelle se lie (Wang et al., 2011).

Le domaine B’-C et CT sont riches en cystéines qui forment des ponts disulfures, ce qui peut
stabiliser le repliement et la dimérisation des Vtg, évitant ainsi des protéolyses inappropriée
ou prématurées (Williams et al., 2014 ; Xu, 2016).

Trois formes de Vtg sont identifiées chez de nombreuses especes (Schilling et al., 2015
Williams et al., 2014 ; Yilmaz et al., 2015}lles sont reparties en deux groupédine
completeet I’autre incomplete Figure 27). La Vtg compléte comprend les cinq domaines a
savoir la LvH, Pv, LvL p’-C et CT. Elle compte deux variantes, la VtgA et la VtgB qui ont
des poids moléculaires plus ou moins proches. La Vtg incomplete désignée par VtgC ne
possede pas de Pv, dtemaines B’-C et CT (Hara et al., 2016 ; Hiramatsu et al., 2006 ; Yilmaz

et al., 2015).

Lipide Phosphate
| =

kil 5
— = Y

Vitellogénine

compléte LvH Pv LvL ‘[l'c Ct
P Reood
Type B (VtgB) { i
LvH L

Vitellogénine  TypeC (viee) mmmmmiesmmm—t |
: b Sans la Pv
incompléte N _ oo

Figure 27: Représentation de la structure des VtgA, VtgB et Vtijapres Hara et al. (2016)

; Hiramatsu et al. (2006).es deux formes de Lipovitelline (LvH et LvL) sont présentes dans
toutes les formes de Vtg. La phosvitine (Pv), la composante f’-C et la région non codante C-
terminale (CT) sont absents dans la¥Wig
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Ces trois formes de Vtgont pas été détectées chez toutes les especes (Finn & Kristoffersen,
2007 ; Hara et al., 2016 ; Williams et al., 20(Bableau 10) CheZzA. gigaspar exemple, deux

Vtg ont été purifiées par une méthode immuno enzymatique (Vtgl de 184 kDa et Vtg2 de 112
kDa). La Vtgl deA. gigasqui a un taux plus élevé dans le sang que la Vtg2 (Chu-Koo et al.,
2009 ; Dugué et al., 2008) a été utilisée pour développer un anticorps spécifique anti Vtg

d’Arapaimadans le but de sexer des femelles matures.

Tableau 10 Masses moléculaires de divers types de vitellogénine chez les téléostéens.

Espéces de poisson VigA VtgB VitgC
Verasper moseri 500- 520 kDa 520- 550 kDa -
Pagrus major 610 kDa 610 kDa 340 kDa
Acanthogobius

favimanus 530 kDa - 320 kDa
Gambusia affirs 600 kDa 600 kDa 400 kDa
Oryzias latipes 570 kDa - 410 kDa
Morone americana 532 kDa 532 kDa 426 kDa
Mugil cephalus 570 kDa 580 kDa 335 kDa

D’apres Hara et al. (2016)

La nomenclature pour désigner les différentes variantes de Vtg est assez div&igifiée (
28) et a connu des évolutions (Finn & Kristoffersen, 2007 ; Hara et al., 2016 ; Williams et al.,
2014 ; Yilmaz et al., 2016). Les correspondances entre nomenclatures largement adoptées

actuellement sur la Vtg (Yilmaz et al., 2016) sont :

- vtgAa = VtgAa = vtgl = vtgl = vga = Vtgl = Vigl = VidA ;
- vtgAb = VtgAb = vtg2 = vigll = vgb = Vtg2 = Vigll = VigB ;
- VtgC.
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White perch VigAa
Striped bass VigAa

Red seabream VigAa
Flathead mullet VigAa
Atlantic halibut VigAa

Whitespotted char VigAs
|00| i Rainbow trout VigAs
100* Cutthroat trout VigAs

Whitespotted conger VigAel
Japanese cel VigAed
Japanese cel VigAe2 N
100 Japanese el VigAel

Atlantic berring VigAcl
Zebrufish Vigaol

|
:
.
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African clawed frog VigABa
African clawed frog VigABb

Silver lamprey VigABCD

Zebrafish VigC ‘\
l—m‘:omm weatherfish VigC ‘
Japanese common goby VigC \

Cunthroat trout VigC

Whitespotted char VigC !
Westem mosquitofish VigC N -g@*— ¢ vigC

VtgABCD

Florida lancelet Vig
ﬁl Pacific oyster Vig
n ) disc abalone Vig

b 2

Figure 28 : Nomenclature de la Vtg chez divers espéces de téléostéens (Hara et al., 2016).
LvH et LvL : Lipovitelline H et L, Pv : phostine, la composante 3°C et la région non codante
C terminale (CT).

5.3.3 Les familles de récepteurs a la vitellogénine

Les récepteurs de la vitellogénine (VtgR) des téléostéens, situés sur la membrane des ovocytes,
d’environ 100 kDa, se classent parrasrécepteurs de lipoprotéines de trés basse densité
(VLDLR) appartenant a la superfamille des récepteurs de lipoprotéines de basse densité

85



(LDLR) (Li et al., 2003 ; Mizuta et al., 2013 ; Pousis et al., 2012 ; Xu, 2016). Les membres de
la superfamille des LDLRHKigure 29) se lient a divers ligands et sont impliqués dans le
métabolisme des lipides chez les vertébrés et les invertébrés (Mushirobira et al., 2015 ; Reading
et al., 2014 Wang et al., 2017).

1 Human LRP10 LRP"O

Figure 29 : Arbre phylogénétique présentant les récepteurs de la superfamille des LDLR
(Mushirobira et al., 2015).

LDLR : récepteur de lipoprotéines de basse densité, VLDiéRepteur de lipoprotéines de

trés basse densité, LRP : protéine liée au LDLR, Vtg : vitellogénine, VitgR : récepteur de la

Vig.
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Les VigR jouent un réle important dans la reproduction des poissons. Ce récepteur a pour
fonction de permettre I’incorporation de la Vtg dans les ovocytes par endocytose médiée
(Dominguez et al., 2014 ; Hara et al., 2016 ; Hiramatsu et al., 20063uite de 1I’endocytose,

les VigR sont recyclés (Hara et al., 2016 ; Hiramatsu et al., 20@6) le domaine lipovitelline

des Vtg qui sert de site de liaison aux récepteurs (Hiramatsu et al., 2001).

Les récepteurs de la vitellogénine sont conservés au niveau structural chez de nombreuses
espéeces (Dominguez et al., 2012 ; Li et al., 2003 ; Pousis et al., 2012 ; Prat et al., 1998 ; Xu,
2016). lls ont un peptide signal suivi de huit domaifeégure 30) : (i) les domaines de liaison

du ligand ou LBD, (ii) les domaines précurseurs du facteur de croissance épidermique (EGF)
avec trois répétitions EGF1 (A), EGF2 (B) et EGF3 (C) riches en cystéines, (iii) cing motifs de
guatre acides aminés de type YWTD (exempleMieropterus salmoidgsentre EGF2 et

EGF3, (iv) le domaine de O-glycosylation riche en Sérine et Thréonine, (v) le domaine
transmembranaire ou T et (vi) le domaine cytoplasmique. Le domaine O-glycosylation qui
permet une stabilité des VtgR a la surface de la cellule (Magrané et al.nk3683s toujours

présent dans tous les récepteurs de Vtg (Mizuta et al., 2013 ; Pousis et al., 2012).

EGF1 EGF2
Peptide
Signal | LBD
-t f=
Domaine

YWTD

Domaine
O-glycosylation

Domaine transmembranaire

Domaine cytoplasmique

Figure 30: Représentadin schématique de la structure d’un récepteur de vitellogénine,
Modifi¢e d’aprés Dominguez et al. (2012) ; Prat et al. (1998).
EGF : facteur de croissance épidermique, LBD : Domaine de liaison au ligand.

Le Ligand Binding Domain (LBD), qui contréle les interactions entre le récepteur et le domaine
Lv de la Vtg, est composé de plusieurs répétitions se liant au ligand (LBR) riche en cystéines.
Différentes formes de Lv impliquent différentes affinités pour les LBD. Par exemple, chez
Oreochromis aureysou la LBD compte 8 LBR, LBR 5 se lie a I’apolipoprotéine E (apoE),

LBR 2-7 se lient a apoB et LBR 1-3 se lient a la Vtg (Li et al., 2003). Chaque LBR compte
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environ 40 acides aminés (Li et al., 2003) dont 6 cystéines (Li et al., 2003 ; Luo et al., 2013)
Le nombre de LBR varie selon les différents récepteurs. Le LDLR des poissons téléostéens
comme cheDncorhynchus clarktontient sept LBR (Luo et al., 2013), alors que le récepteur
des lipoprotéines de tres basse densité (VLDLR) ou VtgR chez les vertébrés ont huit LBR
(Dominguez et al., 2012 ; Li et al., 2003 ; Mizuta et al., 2013 ; Prat et al., 1998 ; Xu, 2016)
Certains LDLR ont plus de 30 LBR (Li et al., 2003).

Des espéces de poisson peuvent posséder jusqu’a quatre VIgR comme &est le cas chez Morone
americanaLes VtgR de cette espéce, situés sur la membrane des ovocytes, se lient a la VtgA
et la VigB et non a la VtgC (Reading et al., 2011).

La LR8, avec 8 LBR, a été longtemps considérée comme la seule VLDLR capable de se lier
aux Vtg au niveau de la membrane des ovocytes des vertébrés (Reading et al., 2014). Ce
récepteur compte deux sous types issus d’un épissage alternatif (Chen et al., 2016) : un sous

type avec la présence du domaine O-glycosylatidd8+) et 1’autre sans le domaine O-

glycosylation (LR8}.

Depuis quelques années, un nouveau VtgR appelé LRP13 ou LR13+1 a été identifié chez
plusieurs espéces de téléostéens conMieeone saxatilis M. americana Cynoglossus
semilaevisOryzias latipeset Oncorhynchus clark{Mushirobira et al., 2015 ; Reading et al.,
2014 ; Wang et al., 2017) avec 13 LBR dans le laB@iveau de I’extrémité N-terminale et

un LBR dans la LBD au niveau tlextrémité C-terminale (Hiramatsu et al., 2013). Deux génes

de LRP13 ont été observés ch@gnoglossus semilaevifVang et al., 2017). Des LRP
d’espéces initialement annotés LRP1, LRP1B et LRP2 ont été reannotés LRP13 dans la base
de données NCBI au regard de leur séquence en acides aminés et de leur expiggston (

31) (Wang et al., 2017).

Les VigRsont exprimés de facon prédominante dans 1’ovaire et de fagon modérée dans les

tissus non ovariens comme le cerveau, I’intestin et les branchies (Mizuta et al., 2013 ; Xu,

2016). LR8+ est exprimé fortement dans les tissus somatiques et LR8- est exprimé
principalement dans I’ovaire (Mizuta et al., 2013 ; Pousis et al.,, 2012). LRP13 est
exclusivement exprimé dans 1’ovaire (Wang et al., 2017). Le taux de VigR est élevé dans les
ovocytes au cours de la prévitellogenése, suivi d'une diminution progressive dans les ovocytes
e