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RESUME 

Depuis quelques années, les composés phytochimiques font l’objet de nombreuses études dans 

le but de déterminer s’ils constituent des alternatives fiables au remplacement des hormones de 

synthèse en aquaculture, aussi bien en tant que modulateurs endocriniens que promoteurs de 

croissance. Ces derniers représentent une grande diversité de molécules possédant un large 

éventail de propriétés dont celle d’intervenir dans les processus d’inversion sexuelle chez les 

poissons par action androgénique et/ou oestrogénique. Le poisson chat africain Clarias 

gariepinus de par sa large distribution à travers le monde et son type de déterminisme pouvant 

être influencé par des facteurs exogènes, constitue un excellent sujet pour cette étude dont le 

but est d’évaluer l’effet d’une sapogénine phytostéroide (la diosgénine) sur l’inversion sexuelle 

et les performances de croissance chez les poissons.  

A cette fin, trois doses croissantes (30, 300 et 3000 mg/kg d’aliment) de diosgénine et une dose 

unique de 17 α-méthyltestostérone (50 mg/kg d’aliment) servant de contrôle positif ont été 

incorporés aux aliments qui ont servi à la nutrition des larves de Clarias gariepinus pendant 30 

jours. Les effets de la diosgénine sur l’inversion sexuelle et les performances de croissance ont 

été évalués au bout de 60 jours avec la détermination du sexe ratio par squash gonadique, la 

détermination du taux de survie et l’estimation du poids moyen.  

Les résultats obtenus montrent que les taux de survie moyens dans les traitements étaient 

compris entre 7,7% (D3000) et 46,9% (D30). Et les poids moyens compris entre 6g (D3000) et 

9,3g (D30). Ainsi, les performances de croissance ont été meilleures à la dose la plus faible de 

diosgénine (D30) contrairement à celles à la dose la plus forte (D3000). Les sexes ratios moyens 

dans tous les traitements ont été significativement différent du control (p< 0,01 et p< 0,001). 

Une augmentation de la proportion des mâles à la dose de diosgénine la plus forte (D3000) a 

été observé et un effet contraire aux autres doses (D30 et D300).   

Ces résultats suggèrent que ce composé peut en fonction des doses, stimuler la croissance et/ou 

jouer le rôle de modulateur endocrinien dans les processus d’inversion sexuelle chez le clarias. 

La diosgénine présente une similarité structurelle avec les œstrogènes et de ce fait, ce potentiel 

effet féminisant observé pourrait être due à une activation de la voie femelle par sa fixation aux 

récepteurs oestrogéniques. Quant à l’effet masculinisant observé à dose élevé de diosgénine, il 

résulterait de la capacité des saponines stéroïdiennes à inhiber l’activité de l’aromatase.  
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INTRODUCTION 

 L’étude du déterminisme du sexe et de la différenciation gonadique revêt un caractère 

essentiel dans le domaine de la biologie de la reproduction chez les vertébrés (Guerrero-Estévez 

& Moreno-Mendoza, 2010). Le déterminisme du sexe peut être défini comme un processus 

impliquant des facteurs génétiques ou environnementaux à l’issu duquel le sexe (mâle ou 

femelle) d’un individu est établi dans une simple décision binaire (Ospina-Álvarez & Piferrer, 

2008). La différenciation sexuelle quant à elle représente la réalisation physique du processus 

de détermination du sexe se traduisant par un développement physiologique et tissulaire des 

gonades indifférenciées en ovaires ou en testicules. Il en résulte le sexe gonadique ou 

phénotypique (Piferrer & Guiguen, 2008). Les diverses stratégies de reproduction et leur grande 

diversité spécifique font des téléostéens de bons sujets pour l’étude de ces deux phénomènes 

(Tenugu & Senthilkumaran, 2022).  Des scientifiques considèrent que la recherche sur la 

détermination du sexe chez les poissons sert à sa compréhension, à fournir des données 

cruciales sur la plasticité du processus de détermination du sexe, à fournir des exemples uniques 

de ce type de processus, à étudier et à tester les concepts théoriques de la détermination du sexe 

chez les vertébrés, ceci allant des mécanismes évolutifs aux processus biochimiques (Devlin & 

Nagahama, 2002). Toutefois, cette recherche est confrontée à deux principaux défis qui sont 

ceux de maitriser les rouages de la variation des phénotypes comportementaux et/ou 

physiologiques et les mécanismes par lesquels les facteurs environnementaux produisent une 

variation phénotypique (Godwin, 2010).  En effet, la manipulation expérimentale chez les 

poissons par le biais de facteurs environnementaux rend possible une inversion sexuelle, un 

phénomène par lequel le sexe phénotypique ne correspond plus au sexe génotypique (Budd et 

al., 2015). Les premières mises en évidence du rôle des stéroïdes sexuels exogènes dans les 

processus d’inversion de sexe ont été faites en 1969 chez le Medaka (Yamamoto, 1969). Dès 

lors, l’utilisation de ces molécules de synthèse ont pris de l’ampleur et ont occupé une place de 

choix dans la recherche sur la différenciation sexuelle et les pratiques aquacoles. L’impact 

négatif de ces composés sur l’environnement et sur la santé humaine a été révélé au cours de 

ces dernières années par le biais de nombreuses études (Leet et al., 2011; Rivero-Wendt et al., 

2013; Mlalila et al., 2015; Nian et al., 2017) . De ce fait, leurs utilisations ont été proscrites dans 

de nombreux pays et des solutions plus respectueuses de l’environnement sont de plus en plus 

recherchées telles que les composés phytochimiques (Ndakalimwe et al., 2017). Les 

phytoandrogènes interviennent dans les processus d’inversion sexuelle chez les poissons 

(Godwin et al., 2003). Ainsi, ces composés semblent donc être des alternatives fiables au 
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remplacement des hormones de synthèse en aquaculture aussi bien comme promoteurs de 

croissance ou modulateurs endocriniens (Chakraborty et al., 2014). Des études sur plusieurs 

espèces animales dont des espèces de poissons telles que Oreochromis niloticus, Clarias 

gariepinus ont d’ailleurs permis de mettre en lumière leur pouvoir œstrogénique ou 

androgénique  (Eng et al., 2001; Francis et al., 2002; Miyahara et al., 2003; Turan & Akyurt, 

2005; Golan et al., 2008). Ce mémoire s’inscrit donc dans un cadre de contribution à la 

compréhension des mécanismes de déterminisme du sexe et de différenciation sexuelle chez les 

poissons. Le poisson chat africain Clarias gariepinus de par sa large distribution à travers le 

monde et son type de déterminisme génétique influencé par les facteurs environnementaux, 

constitue un excellent sujet d’étude pour l’évaluation de l’effet d’une sapogénine phytostéroïde 

sur l’inversion sexuelle et les performances de croissance chez les poissons.  

I-1 Déterminisme du sexe et différenciation gonadique chez les téléostéens  

La manifestation du sexe chez les vertébrés est le résultat de deux processus étroitement 

liés : le déterminisme du sexe et la différenciation gonadique subséquente (Fernandino et al., 

2013). Chez les téléostéens, ces mécanismes ont pour résultante divers modes de reproduction 

à savoir : le gonochorisme ou les sexes séparés, l'hermaphrodisme et l'unisexualité (Price, 

1984). C’est l’existence de cette diversité de stratégies de reproduction en terme de sexualité 

qui constitue l’une des propriétés fascinantes des poissons osseux (Tenugu & Senthilkumaran, 

2022). Ainsi, la détermination du sexe est utilisée pour décrire les processus et variables 

génétiques et environnementales qui influencent la différenciation sexuelle, tandis que la 

différenciation sexuelle est utilisée pour décrire la réalisation physique de ces événements en 

termes de développement testiculaire ou ovarien (Devlin & Nagahama, 2002). Elle est initiée 

dès lors que le sexe a été établi par les déterminants du sexe qui peuvent être génétiques, et/ou 

environnementaux (Penman & Piferrer, 2008). Deux modèles de différenciation des gonades 

ont été décrits chez les téléostéens, les gonades immatures peuvent soit se développer 

directement de façon différenciée en un ovaire ou un testicule on parle de gonochorisme 

primaire (Atz, 1964) (Oncorhynchus kistuch, Cyprinus carpio) (Piferrer & Donaldson, 1989; 

Komen et al., 1992), soit de façon indifférenciée avec tous les individus qui développent une 

gonade initiale de type ovarien qui se différencie par la suite en testicule ou en ovaire 

proprement dit (Danio rerio (zebrafish), Chapalichthys encaustus) ( Maack & Segner, 2003; 

Guerrero-Estévez & Moreno-Mendoza, 2012). Chez la plupart des espèces gonochoriques, le 

développement gonadique des femelles précède celui des males. Les ovogonies entrent en 

méiose et on observe une prolifération des cellules somatiques qui aboutit à la formation de la 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/gonad-development
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cavité ovarienne ( Nakamura et al., 1998; Devlin & Nagahama, 2002). La différenciation 

testiculaire quant à elle, peut intervenir plusieurs jours voire plusieurs mois plus tard en fonction 

des espèces et se caractérise par l’apparition de spermatogonies et la structuration des cellules 

germinales et somatiques en lobules accompagnés d’une différenciation du système vasculaire 

du testicule (Piferrer, 2001). Les systèmes de déterminisme du sexe sont très variés chez les 

poissons téléostéens (Mank & Avise, 2009). Trois facteurs principaux influencent l'hérédité du 

sex-ratio (facteurs sexuels majeurs et mineurs et différences environnementales) et les 

principaux types de systèmes déterminant le sexe chez les poissons gonochoriques (Figure 1). 

On a d’une part, les systèmes de détermination génotypique (GSD) qui ont lieu dès la 

fécondation et d’autres part les systèmes de détermination environnementale (ESD) qui ont lieu 

après la fécondation. Il existe également une détermination sexuelle qui résulte de la 

combinaison des deux systèmes à la fois de facteurs génétiques et de facteurs environnementaux 

dans des proportions différentes (GSD + ESD).  

 

 

 

I-1-1 Les facteurs génétiques du déterminisme et de la différenciation du sexe 

La détermination génétique du sexe prend en compte tous les facteurs dont la présence 

ou l’absence influence le devenir du sexe (Subramoniam, 2013).  Les espèces dont le 

déterminisme du sexe est génétiquement dépendant sont dite espèces GSD. Chez ces espèces, 

la détermination du sexe a lieu dès la fécondation et fait intervenir deux principaux groupes de 

Figure 1 : Systèmes de détermination du sexe chez les espèces gonochoriques 

(Penman & Piferrer, 2008) 

 

 

https://www.tandfonline.com/doi/full/10.1080/10641260802324610?scroll=top&needAccess=true
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gènes : les gènes déterminants majeurs ou gènes sexe-déterminants et les gènes déterminants 

mineurs (Devlin & Nagahama, 2002; Mei & Gui, 2015; Nivelle, 2021).  

Les gènes déterminants majeurs définissent le sexe par l’action d’un seul gène qui est le plus 

souvent localisé sur un chromosome sexuel et induit la différenciation sexuelle vers l’un ou 

l’autre sexe. Ce sont le plus souvent des systèmes mono-factoriels à hétérogamétie mâle, 

comme chez les mammifères XX/XY (Oryzias latipes), soit à hétérogamétie femelle comme 

chez les oiseaux ZZ/ZW (O. aureus). Ou aussi des cas d’espèces (e. g Brachyhypopomus 

pinnicaudatus, Coregonus sardinella) possédant des chromosomes sexuels multiples (X, Y et 

W) (Guiguen, 2015). Chez les espèces qui développent une gonade indifférenciée, lorsque le 

gène déterminant majeur est exprimé il détermine directement la différenciation de la gonade 

en ovaire ou en testicule (Mei & Gui, 2015). Les téléostéens ne présentent pas tous le même 

gène sexe déterminant comme chez les mammifères, on observe une variabilité interspécifique. 

Le gène majeur dmy ou dmrt1b associé à la différenciation testiculaire et porté par le 

chromosome Y a été le premier à être identifié chez le medaka japonais, Oryzias latipes et par 

la suite chez O. curvinotus, ( Nanda et al., 2002; Matsuda, 2005). Mais chez d'autres espèces 

de medaka, comme O. luzonensis un autre gène assurant le même rôle a été identifié (Myosho 

et al., 2012). Chez le poisson-chat africain, le gène dmrt1 est exprimé exclusivement dans les 

testicules des adultes. Son rôle dans la différenciation testiculaire est confirmé par sa présence 

dans les gonades mâles en développement (Santi, 2017). 

Les gènes déterminants mineurs préalablement activés par les gènes déterminants majeurs, vont 

induire la différenciation sexuelle grâce à la production d’hormones stéroïdiennes qui vont 

stimuler la formation de gonade mâle ou femelle phénotypiquement conforme au génotype 

(Nakamura, 2010; Heule et al., 2014). L’un de ces gènes est le gène cyp19a1 dont la régulation 

est assurée par l’action combinée de deux autres gènes (sf-1 et foxl2). Il a une importance dans 

le déterminisme et la différenciation sexuelle chez les téléostéens car il code pour la production 

d’aromatase (Guerrero-Estévez & Moreno-Mendoza, 2010). L’aromatase est l'enzyme 

réticulaire endoplasmique qui catalyse la production d'œstrogènes à partir d'androgènes 

(Rasheeda et al., 2010). Elle stimule la synthèse de l’œstradiol à travers la transformation de la 

testostérone en œstradiol et de l’androsténédione en œstrone. Il en résulte une inversion sexuelle 

des femelles génétiques en mâles phénotypiques (Guiguen et al., 2010).  

I-1-2 Les facteurs environnementaux du déterminisme et de la différenciation du sexe 

Les espèces dont le système de détermination du sexe est uniquement environnemental 

sont dites espèces ESD. Chez celles-ci, le sexe est influencé par l’environnement dans lequel il 
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se trouve au début de l’ontogénèse (Brown et al., 2014). Les téléostéens présentent une variété 

de stratégies d'ESD et constituent de ce fait des modèles intéressants pour observer l'effet de 

l'environnement sur le devenir gonadique (Devlin & Nagahama, 2002; Strüssmann & 

Nakamura, 2002; Strüssmann et al., 2005; Penman & Piferrer, 2008). Chez les espèces ESD, la 

détermination du sexe a lieu après la fécondation suite à l’action de facteurs environnementaux 

qui peuvent être abiotique ou biotique. Le déterminisme environnemental du sexe le plus connu 

chez les poissons est celui dépendant de la température (Ospina-Álvarez & Piferrer, 2008) mais, 

d’autres facteurs de l’environnement peuvent avoir un effet sur le devenir du sexe chez les 

poissons, tel que le pH ou le taux d’oxygène de l’eau  (Guiguen, 2015).   

I-1-2-1 La température 

La température correspond au principal facteur environnemental qui influence la 

différenciation sexuelle (Baroiller et al., 1999). Elle peut donc être responsable de la 

féminisation, comme de la masculinisation des espèces dites TSD (espèces dont le 

déterminisme du sexe dépend de la température) à des stades précoces de leur développement. 

Chez les téléostéens, il a été rapporté que de nombreuses espèces (environ 60) présentent un 

déterminisme du sexe et une différenciation sexuelle due à la température conduisant à une 

différenciation des femelles à génotypes XX en males (Ospina-Álvarez & Piferrer, 2008). Chez 

Paralichthys olivaceus de fortes températures provoque la suppression de la synthèse des 

œstrogènes dans la gonade des femelles génétiques (XX) durant les stades de la différenciation 

du sexe aboutissant en une masculinisation des femelles (Yamaguchi et al., 2007). Chez les 

stades indifférenciés du poisson zèbre, les hautes températures auraient pour effet une induction 

de l’apoptose des ovocytes, un épuisement de l’activité de l'aromatase P450 conduisant à une 

différenciation testiculaire (Uchida et al., 2004).  

I-1-2-2 L’hypoxie, le pH, les interactions sociales 

L’hypoxie a présenté un effet sur la différenciation sexuelle chez le poisson zèbre 

(Danio rerio) avec une déviation du sexe ratio en faveur des males (Shang & Wu, 2004; Shang 

et al., 2006).  D’autres études ont montré que les conditions de pH ont également une influence 

sur la différenciation sexuelle chez certaines espèces de Poeciliidés (Xiphophorus helleri) et de 

Cichlidés (Apistogramma spp). Les pH acides induisant le sexe ratio en faveur des mâles et les 

Ph alcalins en faveur des femelles (Rubin, 1985; Römer & Beisenherz, 1996; Oldfield et al., 

2006).  De nombreux auteurs font également état des interactions sociales comme facteur 

influençant la différenciation sexuelle chez plusieurs espèces de poissons. Avec par exemple, 

de fortes densités qui induisent une masculinisation des individus chez les anguilliformes 
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(Davey & Jellyman, 2005) tandis qu’à de faibles densités, un pourcentage de femelles plus 

élevé (Krueger & Oliveira, 1999). Chez le poisson paradis (Macropodus opercularis) quant à 

lui l'isolement favorise la différenciation masculine et le regroupement, la féminisation des 

individus (Francis & Barlow, 1993).  

I-1-2-3 La photopériode  

 Les études sur Leuresthes tenuis et Chirostoma estor, appartenant à la même famille que 

la capucette (Menidia menidia) ont permis d’observer l’effet de la photopériode sur la 

détermination du sexe et la différenciation sexuelle chez les poissons. Chez la première, il a été 

mis en évidence qu’un prolongement de la photopériode à une durée de 15h entrainait une 

augmentation de la proportion de femelles chez les individus exposés (Brown et al., 2014). 

Tandis que chez la deuxième, une illumination continue entrainait une déviation du sexe ratio 

en faveur des males avec une proportion de 73% chez les individus traités contre 40% dans le 

contrôle (Corona-Herrera et al., 2018).  

I-1-3 Influence de l’interaction entre déterminisme génétique et environnemental sur les 

processus de détermination du sexe et de différenciation gonadique  

Chez les Téléostéens, la flexibilité du processus de différenciation gonadique est 

observable même chez les espèces présentant un fort déterminisme génétique (Gennotte, 2014). 

En effet, la détermination génétique et environnementale du sexe représente les deux extrémités 

d'un continuum, avec une possible interaction de ces deux systèmes (Sarre et al., 2004). Ces 

modèles de déterminisme sont très fréquent chez les espèces dont la détermination génétique 

du sexe est polyfactorielle, ayant une particularité de produire des sexe ratios variables sous 

l’influence des facteurs environnementaux (Penman & Piferrer, 2008). Ici, le sexe est 

initialement défini lors de la fécondation par des facteurs génétiques et peut par la suite être 

modifié par l’environnement, en conduisant la différenciation sexuelle phénotypique vers la 

voie opposée à celle initialement définie lors de la fécondation génotypique (Sarre et al., 2004; 

Bachtrog et al., 2014). Ces espèces sont dites GSD + ESD. Toutefois, il existe une controverse 

dans cette appellation au sein de la communauté scientifique. Certains scientifiques les 

qualifient plutôt de GSD + TE (Temperature Effect) car, des manipulations faites 

artificiellement pour mettre en évidence l’influence de l’environnement sur la détermination du 

sexe chez les poissons, seules les expositions aux variations de température (hautes ou basses) 

sont susceptibles d’être réellement retrouvés dans l’environnement naturel des sujets étudiés 

(Nivelle, 2021). Ainsi,  la température est l’un des principaux facteurs environnementaux qui 

va influencer la différenciation sexuelle chez les espèces de téléostéens présentant un 
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déterminisme génétique du sexe ( Ospina-Álvarez & Piferrer, 2008; Baroiller & D’Cotta, 2016). 

Le tilapia du Nil (Oreochromis niloticus) est un des modèles phares de ce type de déterminisme 

avec des températures de l’ordre de 34 °C et plus, qui agissent sur le processus de 

différenciation sexuelle en orientant le phénotype gonadique (Baroiller & Clota, 1997; Baroiller 

& D’Cotta, 2001; Bezault et al., 2007). Ces hautes températures auraient pour effet une 

réduction de l’expression des gènes impliqués dans le développement ovarien induisant une 

différenciation testiculaire (D'Cotta et al., 2001; Poonlaphdecha et al., 2013). La sole 

(Cynoglossus semilaevis) à système chromosomique ZW/ZZ présente le même type de 

déterminisme (Shao et al., 2014). Chez Clarias gariepinus, la déviation du sexe ratio en faveur 

des males chez des sujets exposés à de fortes températures au stade larvaire en fait également 

un bon exemple (Santi et al., 2016).   

Les stéroïdes sexuels exogènes sont des facteurs externes qui influencent la différenciation 

gonadique des espèces à déterminisme génétique sous influence environnementale. Ils agissent 

comme des inducteurs artificiels de différenciation en mâle ou femelle (Almin, 2015). Ils ont 

démontré à travers de nombreuses études, leur efficacité dans les traitements d’inversion 

sexuelle de plusieurs espèces de poissons (Ahmed et al., 2015; Robert, 2019; Rodrigo Zhouri 

et al., 2022). L’étude de Yamamoto en 1969 a été la première à mettre en évidence un effet de 

l’administration d’androgènes et d’œstrogènes de synthèse sur l’inversion du sexe chez le 

medaka (Oryzias latipes) pendant sa période de différenciation sexuelle. Ainsi, un phénotype 

mâle peut être induit par des traitements aux androgènes ou des inhibiteurs d’aromatase et un 

phénotype femelle par des traitements aux œstrogènes (Baroiller et al., 1999). En aquaculture 

sont principalement utilisés comme inducteurs artificiels, la 17α-méthyltestostérone pour la 

différenciation testiculaire et la 17 α-éthynylœstradiol pour la différenciation ovarienne. Chez 

Clarias gariepinus, il a été rapporté qu’une dose de 17 MT à 60 mg/kg d’aliment permettait 

d’obtenir jusqu’à 80,86 % de males (Enuekwe & Okonji, 2019). Chez la perche eurasienne, des 

proportions de 100% de males de génotype XX ont été obtenus avec le même stéroïde à une 

dose 40mg/kg d’aliment administré à 70 mg de poids corporel pendant 30 jours (Rougeot et al., 

2002).  Le traitement par immersion des embryons de tilapia XY à des doses de 2000 μg/l de 

17α-ethynylestradiol, entraine jusqu’à  91% de féminisation de (Gennotte et al., 2015). Chez la 

truite arc-en-ciel, un traitement par immersion avec la 17 MT à 400 μg/l pendant 2h, une 

semaine après l’éclosion et chaque semaine pendant cinq semaines dès le début de la phase 

d’alimentation soit 7 immersions au total entraine l’obtention de 100% de males. La durée de 

chaque immersion pouvant être réduite à 1h et fournir des résultats similaires (Weber et al., 
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Figure 2 : Stéroïdogenèse chez les poissons. P450arom : aromatase ; P450c11 : 11β-hydroxylase ; HSD : 

hydroxystéroïde déshydrogénase   (Gennotte et al., 2008). 

2020; Weber & Leeds, 2022). Le moment de l'application est donc le premier facteur à étudier, 

car les traitements appliqués après le début de la différenciation sexuelle ont souvent un effet 

réduit ou nul (Rougeot et al., 2002). 

II-Mécanismes hormonaux impliqués dans la différenciation sexuelle chez les téléostéens  

La steroïdogenèse est le processus de synthèse des stéroïdes sexuels qui intervient chez 

les téléostéens dès les premiers stades de vie, avant pendant et après la différenciation 

histologique des gonades (Piferrer, 2001). Ces stéroïdes sexuels jouent un rôle déterminant dans 

le développement gonadique en agissant localement ou en effectuant des rétrocontrôles positifs 

ou négatifs sur le cerveau et l’hypophyse (Fontaine, 2014). Ils sont synthétisés grâce à une série 

de réactions enzymatiques catalysées principalement par plusieurs cytochromes P450 ainsi que 

par des hydroxystéroïdes déshydrogénases (Figure 2). Le précurseur de la synthèse de ces deux 

stéroïdes est un substrat androgénique qui est la testostérone. Elle est au carrefour métabolique 

des enzymes 11β-hydroxylase et aromatase qui sont toutes deux responsables de la synthèse 

directe du principal stéroïde sexuel endogène femelle (17β-œstradiol) et de la 11β-

hydroxytestostérone (11β-OHT). Cette dernière subit ensuite une transformation catalysée par 

l'enzyme 11β-hydroxystéroïde déshydrogénase (11β-HSD) pour donner la 11-cétotestostérone 

(11KT, principal androgène bioactif chez le poisson) (Fernandino et al., 2013). Chez les 

poissons, la 11KT et le 17β-œstradiol sont les deux hormones inductrices de la différenciation 

sexuelle mâle et femelle (Baroiller et al., 1999; Devlin & Nagahama, 2002). 
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Plusieurs études font état du fait que la différenciation ovarienne chez certaines espèces serait 

due à la présence de 17β-œstradiol, tandis que la différenciation testiculaire serait une 

conséquence de l’absence de cette hormone ( Nakamura et al., 2003; Ijiri et al., 2008; Golan & 

Levavi-Sivan, 2014). Les androgènes ne jouant donc qu’un rôle de maintien de la 

différenciation testiculaire (Tokarz et al., 2015; Baroiller & D’Cotta, 2016). En effet, la 

nécessité de la présence des œstrogènes dans les processus de différenciation ovarienne a été 

révélé grâce à des études sur l’inhibition de l’activité de l’aromatase (Uchida et al., 2004; 

Ruksana et al., 2010; Gennotte et al., 2015; Breton et al., 2019). Une suppression de cette 

activité pendant la période critique de différenciation sexuelle chez des sujets, entraine une 

réduction de la production d’œstrogènes (Steele et al., 1987; Gennotte, 2014). De plus des 

niveaux insuffisants d’œstrogènes dans les ovaires conduisent à une dégénérescence des 

ovocytes qui s’accompagne d’une transformation progressive des ovaires en testicules (Jiang et 

al., 2022). Toutefois, ce processus de différenciation ovarienne n’est pas identique chez tous 

les téléostéens. Chez certaines espèces telle que le medaka, celle-ci ne dépend pas de la présence 

d’œstrogènes car les cellules stéroïdogéniques sont absentes aux premiers stades de la 

différenciation gonadique (Strüssmann & Nakamura, 2002). La différenciation sexuelle 

pourrait donc également être conditionnée chez certaines espèces par le rapport 11KT sur E2, 

induisant une différenciation mâle avec un excès de 11KT et une différenciation femelle avec 

un excès de E2 (Bogart, 1987; Baroiller et al., 1999; Rougeot et al., 2007). Les niveaux 

d’hormones en régulant, via des mécanismes de rétroaction, la baisse ou la hausse de 

l’expression de certains gènes impliqués dans les processus de différenciation sexuelle tels que 

le gène foxl2 (Jiang et al., 2022), participent au développement des gonades vers l’un ou l’autre 

des sexes. Chez Clarias gariepinus, la mesure de l’expression de ce gène dans les gonades 

femelles en différenciation présente une augmentation progressive et atteint des niveaux 

relativement très élevés ( Raghuveer & Senthilkumaran, 2010; Raghuveer et al., 2011).  

III- Inversion hormonale sexuelle chez les téléostéens  

L’inversion du sexe par des hormones stéroïdiennes est très couramment utilisée chez 

les poissons et se traduit par la production d’individus monosexes ou inversés dont le phénotype 

est opposé au génotype. Les applications de cette technique de contrôle de sexe sont diverses 

et revêtent aussi bien un intérêt économique que scientifique. Les animaux d'aquaculture plus 

particulièrement, présentent des phénotypes sexuels et des mécanismes sous-jacents d’une telle 

diversité que cette particularité leur confère un profil spécial dans l’élaboration des recherches 

sur le déterminisme du sexe. Ce domaine étant l’un des plus importants des sciences de la vie 
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(Li et al., 2022). Les hormones utilisées dans le cadre de ces manipulations peuvent être de 

nature synthétique ou naturelle et ont des modes d’actions différents. Leurs efficacités étant 

fonction de leur mécanisme d’action, du moment d’application, de la durée, de la dose et de la 

nature de l’hormone administrée (Gennotte, 2014). L’hormone synthétique la plus largement 

utilisée en aquaculture est la 17α-méthyltestostérone avec de forts taux de succès de 

masculinisation enregistrés chez diverses espèces (Tableau 1).  

Tableau 1 : Taux de masculinisation via l’alimentation à la MT obtenus chez quelques 

espèces de poissons en élevage  

Espèces Doses 

(mg/kg 

d’alt) 

Durée % de 

masculinisation 

Références 

Truite arc-en-ciel 

(O. mykiss) 

3       60   100% Weber et al., (2020) 

Poisson-chat  

(C. gariepinus) 

60 35 80,86% Enuekwe & Okonji, 

(2019) 

Perchaude  

(P. flavescens) 

20 et 50 60 100% Othman et al., (2022)  

Tilapia  

(O. niloticus) 

60 28 ≥ 94% Rodrigo Zhouri et al., 

(2022)  

Perche  

(P. fluviatilis)  

40 30 100%  Rougeot et al., (2002) 

 

Ces hormones sont fréquemment administrées de façon orale après incorporation aux aliments 

ou encore par immersion dans des solutions hormonées de concentration variable (Pandian & 

Koteeswaran, 1999). Toutefois malgré le succès de cette molécule, son utilisation suscite des 

préoccupations tant d’ordre environnemental que de santé publique (Leet et al., 2011; Mlalila 

et al., 2015; Nian et al., 2017). En effet, seule une partie de l’hormone incorporée dans les 

aliments est consommé par les poissons et utilisée dans le processus d’inversion sexuelle. Le 

reste étant susceptible de se retrouver dans la nature sous forme de résidus et de métabolites 

actifs adsorbés par les sédiments (Ong et al., 2012). Ces molécules adsorbées peuvent devenir 

des perturbateurs endocriniens qui vont affecter la faune naturelle non ciblée. Par exemple, chez 

un poisson indigène du Brésil Astyanax bimaculatus, il a été démontré que la MT engendre une 
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toxicité cytogénétique et une inhibition significative de la production de spermatozoïdes chez 

les sujets exposés (Rivero-Wendt et al., 2013).  Au regard de ces effets négatifs, en raison des 

inquiétudes des consommateurs, et des interdictions d’utilisation de ces hormones synthétiques 

dans certains pays, les recherches sont de plus en plus axées vers des composés naturels 

contenus dans les plantes ayant pour appellation « composés phytochimiques ». En fonction de 

leur nature, ils ont de nombreux effets bénéfiques pour les poissons (Chakraborty & Hancz, 

2011; Mansour et al., 2018; Abaho et al., 2021).  

III-1 Description de quelques composés phytochimiques et leurs origines 

Les composés phytochimiques sont les métabolites secondaires des plantes par 

opposition aux métabolites primaires que sont les protéines, les glucides et les lipides. Leur 

utilisation par l’homme à des fins thérapeutiques a une longue histoire principalement dans les 

pays d’Asie (Ji et al., 2009). Ils font de plus en plus l’objet d’une forte sollicitation pour des 

recherches de toutes sortes avec pour but d’améliorer leurs propriétés naturelles ou de diminuer 

leurs effets secondaires ou toxiques (Krief, 2003). Ce sont principalement des hétérosides 

constitués d’une partie glucidique (appelée glycone) faite d’un sucre simple ou plusieurs sucres, 

et d’une partie non glucidique appelée aglycone ou génine qui leur confèrent leurs propriétés 

spécifiques (Figure 3).  

 

 

 

  

 

Les aglycones ou génines ont des natures chimiques très variées. Il peut s’agir d’un 

alcool, d’un phénol, d’un stéroïde etc. En se basant sur leur structure chimique, ces composés 

peuvent donc être classés en composés phénoliques (flavonoïdes, tanins), en terpènes et en 

alcaloïdes. Chacune de ces classes renferment une grande diversité de molécules qui possèdent 

un large éventail de propriétés. Chez les poissons, elles ont des propriétés antimicrobiennes, 

des fonctions sur la différenciation gonadique et la croissance en favorisant d’une part les 

processus androgènes et anabolisants et d’autre part en stimulant la digestion, l’appétit et 

l’immunité (Citarasu, 2010; Chakraborty & Hancz, 2011; Chakraborty et al., 2014; 

Ndakalimwe et al., 2017).  

Figure 3 : Structure chimique d’un hétéroside (salicyline) 
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III-1-1 Les composés phénoliques (flavonoïdes) 

Les flavonoïdes sont des composés phytochimiques de la famille des polyphénols qui 

sont présents dans les plantes (fruits, légumes) sous forme libre ou sous forme d’hétérosides 

(Hulse, 1980). Ce groupe est constitué de flavones dont la principale est l’apigénine, de 

flavonols tels que la quercétine, le kaempférol, d’isoflavones (génistéine, daidzéine) et des 

anthocyanidines (cyanidine) (Namsi et al., 2019). Les flavonoïdes ont des propriétés 

antioxydantes, vasculoprotectrices, antihépatotoxiques, antiallergiques, anti-inflammatoires, 

antiulcéreuses et même antitumorales significatives qui leur sont conférées par leur capacité à 

moduler l’activité de certaines enzymes et à changer le comportement d’un certain nombre de 

systèmes cellulaires (Ghedira, 2005; Ngene et al., 2015). Ils ont également des propriétés 

géroprotectrices et/ou cytoprotectrices en exerçant une action de contrôle sur des 

dysfonctionnements mitochondriaux, du stress oxydant, de l’inflammation, de l’angiogenèse et 

de la mort cellulaire (Upadhyay & Dixit, 2015; Carito et al., 2016).  

III-1-2 Les terpénoïdes (les saponosides) 

 Les terpènes sont des hydrocarbures naturels qui peuvent avoir une structure cyclique 

ou à chaine ouverte que l’on retrouve dans des extraits d’huiles essentielles de plantes telles 

que la sauge, le romarin, la cannelle et également dans les résines végétales dont la molécule 

de base est l’isoprène. Les terpénoïdes correspondent à un groupe de substances dérivées de 

terpènes qui se retrouvent aussi bien chez les animaux terrestres et marins, (squalène, 

cholestérol, sesquiterpènes et des diterpènes) que chez les végétaux mais dans ce dernier cas 

dans une exceptionnelle diversité (Krief, 2003). En effet, ce sont des métabolites secondaires 

qui représentent environ 60% des produis dérivés de terpènes chez les végétaux. En fonction 

du nombre d’atomes de carbones on distingue les monoterpènes (10), sesquiterpènes (15), 

diterpènes (20), sesterterpènes (25), triterpènes (30) et tétraterpènes (40). Les triterpènes dans 

la nature sont retrouvés sous forme tétracycliques, pentacycliques ou acycliques, cette dernière 

étant la plus rare. Ce sont des précurseurs de stéroïdes, de phytostérols et de saponosides. Des 

propriétés anti-inflammatoires, décongestionnantes, antiseptiques, antivirales, antifongiques, 

anti-parasitaires, mucolytiques, cholagogues, et cicatrisantes leur sont attribuées (Soualeh & 

Soulimani, 2016). Celles-ci justifient leur utilisation dans plusieurs secteurs d’activité à savoir 

la nutrition humaine et animale, l’industrie du parfum et le secteur pharmaceutique (Malecky, 

2008). Le squalène est un hétéroside triterpénique acyclique qui sert de précurseur à d’autres 

triterpènes et aussi à des stéroïdes végétaux. C’est la molécule indispensable à la synthèse de 

cholestérol et donc par le même biais à celle de stéroïdes sexuels (testostérone). Les hormones 



 
13 

stéroïdiennes sont donc chez les animaux, des produits dérivés synthétisés à partir de 

précurseurs triterpernoïdes. Les saponosides triterpéniques sont souvent des hétérosides ayant 

un squelette pentacyclique oléananes ou ursanes, caractérisés par leurs propriétés tensioactives 

qui leur confère la capacité de dissoudre dans l’eau et former des solutions moussantes 

(Bruneton, 2009). Les produits d’hydrolyse d’une saponine sont un hydrate de carbone (sucre) 

et un aglycone ou génine appelé dans ce cas sapogénine. Cette dernière peut être soit 

un triterpène, soit un stéroïde. La pénnogénine, la namogénine, dracaenogénine, la diosgénine 

etc sont quelques exemples de génines de type stéroïdique mises en évidence et utilisées dans 

le cadre de travaux scientifiques (Tran et al., 2001; Petropoulos, 2002; Tapondjou et al., 2008). 

Cette classe de molécules présente des propriétés diverses à savoir anti-inflammatoire, 

antifongique, antimicrobienne, antiparasitaire, cytotoxique, antitumorale, immunostimulante et 

immunomodulatrice, antiapoptotiques (Nkwokap, 2010). Bien que la toxicité de ces molécules 

chez les hétérothermes (poissons inclus) ait été démontré à certaines concentrations, les extraits 

de plantes qui en contiennent peuvent avoir un potentiel d’exploitation dans les systèmes de 

production de poissons (Makkar et al., 2007). En effet, elles sont présentes dans de nombreuses 

plantes et servent parfois de base à la synthèse des stéroïdes. La diosgénine (figure 4) 

notamment est une sapogénine phytostéroïde qui est utilisée comme matière première pour la 

production d'hormones stéroïdiennes (Chen et al., 2015). Elle est naturellement présente en 

abondance dans des plantes médicinales, telles que le fenugrec (Petropoulos, 2002) et l’igname 

sauvage (Dioscorea zingiberensis) dont elle en est le principal métabolite secondaire (Qin et 

al., 2009). C’est une molécule qui au cours de ces dernières années a gagné en importance de 

par ses actions curatives sur des maladies potentiellement mortelles à l’instar des maladies 

cardiovasculaires, le cancer, les troubles du système nerveux, l’asthme, le diabète et bien 

d’autres (He et al., 2012; Wang et al., 2015; Parama et al., 2020).  

 

 

III-1-3 Les alcaloïdes  

Les alcaloïdes constituent une classe importante de molécules organiques d'origine 

naturelle de structure chimique azotée et basique, possédant un squelette hétérocyclique et 

Figure 4 : Structure chimique de la diosgénine 

https://www.aquaportail.com/definition-2472-triterpene.html
https://www.aquaportail.com/definition-9248-steroide.html
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dérivée d'un acide aminé. Ils sont retrouvés dans les plantes et sont stockés dans celles-ci en 

tant que produits de différentes voies biosynthétiques (Demir, 2019). Ce sont les principes actifs 

de nombreuses plantes médicinales ou toxiques. Ainsi, leurs effets pharmacologiques sont 

divers et variés d’où leurs utilisations comme base à la formulation de plusieurs molécules 

thérapeutiques (Marouf & Reynaud, 2007).  Les propriétés physico-chimiques qui leur sont 

attribuées diffèrent selon la structure de base des composés mais d’une façon générale la plupart 

partagent des propriétés communes qui vont d’une action antalgique à cancéreuse en passant 

par des propriétés antibactériennes, antifongiques, analgésiques et antispasmodiques (Tangara 

et al., 2022). 

III-2 Mécanisme d’action des composés phytochimiques dans les processus de 

maculinisation chez certains téléostéens  

 En aquaculture, les composés phytochimiques se révèlent être au fil du temps une 

alternative naturelle aux produits chimiques utilisés tant d’un point de vue thérapeutique que 

d’un point de vue production. En effet ils sont de plus en plus utilisés comme médicaments ou 

encore dans les manipulations d’inversion sexuelle des poissons d’élevage, ceci en raison de la 

nécessité de réduire l’impact négatif de cette activité sur l’environnement et la santé humaine 

(Abaho et al., 2021). Ces composés peuvent induire une masculinisation chez certaines espèces 

de poissons à travers des mécanismes d’action qui diffèrent en fonction de leur nature chimique. 

Chez le tilapia, il a été démontré que des composés phytochimiques telles que des saponines 

stéroïdiennes et des flavonoïdes agissent sur les processus de différenciation gonadique en 

inhibant l’activité de l’aromatase. Cette inhibition conduisant à un abaissement des taux 

d’œstrogènes ayant pour conséquence un développement de la gonade indifférenciée en 

testicule (Francis et al., 2001; Francis et al., 2002; Miyahara et al., 2003; Golan et al., 2008; 

Tarigan et al., 2017). Ils peuvent en se fixant aux sites de liaisons des récepteurs oestrogéniques 

inhiber la biosynthèse des œstrogènes endogènes entrainant également une déviation du sexe 

ratio en faveur des males (Eng et al., 2001; Miyahara et al., 2003; Golan et al., 2008). Ces 

composés ont la même action que les androgènes qui exercent des fonctions semblables à la 

testostérone chez les organismes animaux en stimulant les caractéristiques de reproduction male 

(Turan & Akyurt, 2005).  

IV- Clarias gariepinus : Cas expérimental  

 Le poisson chat africain Clarias gariepinus (Burchell, 1822) fait partie du sous-

embranchement des vertébrés, de l’ordre des siluriformes, de la famille des Clariidés et du genre 

Clarias. Ce poisson d’eau douce est largement distribué dans le monde. En Afrique, il est très 
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apprécié pour sa chair ce qui rend sa commercialisation facile (Pruszynski, 2003) et selon sa 

localisation géographique, elle  a été décrite sous différentes appellations à savoir Clarias lazera 

(partie septentrionale et centrale), Clarias senegalis (partie orientale), Clarias mossambicus 

(partie occidentale) et Clarias gariepinus (partie méridionale) (Viveen et al., 1985).  Sa peau 

sans écaille est couverte de mucus et pigmentée de noir sur la partie dorsale et latérale du corps. 

Exposé à la lumière, il prend une coloration plus claire. Les Clariidae se distinguent des autres 

siluriformes par l’absence d’épine dorsale, la présence de nageoires dorsale et anale très longues 

et par un corps de type anguilliforme (Lévêque et al., 1990). D’autre part, ils sont caractérisés 

par quatre paires de barbillons plus un organe suprabranchial, formé de branchies et d’organes 

arborescents permettant aux poissons de pratiquer une respiration aérienne. En milieu naturel, 

Clarias gariepinus est omnivore et consomme des insectes, des crabes, du plancton, des 

poissons, des cadavres, des plantes et des fruits (Fermon, 2011). Les températures tolérées par 

cette espèce varient entre 8 et 35°C avec celles associées à un optimum de croissance comprise 

entre 28 et 30°C (Teugels, 1986). Dans la nature, la maturité sexuelle est atteinte vers un âge 

d’environ 2 ans et est surtout influencée par la température, la photo périodicité, le régime 

alimentaire etc. En Afrique, dans la majorité des pays la période de reproduction de cette espèce 

débute à la saison des pluies. Les crues semblent donc être l’élément déclencheur de la fraie 

(Richter, 1976; Viveen et al., 1985). Une parade de plusieurs heures précède la ponte au cours 

de laquelle le mâle se met en U autour de la tête de la femelle. Celle-ci dépose des œufs de 

couleur verdâtre par petits groupes qui vont être fécondés par le sperme relâché par le mâle. Ils 

vont ensuite adhérer à la végétation submergée et vont éclore après 24 à 36 en fonction de la 

température de l’eau. Il n’y a pas de garde parentale des œufs par les géniteurs. Une fois la fraie 

terminée, ils retournent en eau profonde. Plusieurs pontes peuvent se succéder au cours de la 

même saison de ponte (Géoffroy et al., 2019). Le développement des stades embryonnaire et 

larvaire est rapide à tel point que 48 à 72 heures après la fécondation, les larves nouvellement 

produites sont capables de nager librement dans la colonne d’eau. Elles vont ensuite rester dans 

les zones inondées pour migrer une fois une taille de 1,5 à 2,5 cm de long atteinte (Fermon, 

2011). De par sa facilité d’adaptation aux systèmes d’élevage intensifs, sa grande capacité de 

reproduction tant chez les femelles que les mâles, son régime alimentaire omnivore qui permet 

de les nourrir avec une grande variété d’aliments artificiels peu couteux, sa tolérance à des 

hautes densités d’élevage ainsi qu’aux mauvaises conditions environnementales et sa 

croissance rapide (Hecht et al., 1996), le poisson-chat Clarias gariepinus est une espèce de 

choix pour l’aquaculture dans les pays tropicaux.  
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MATERIELS ET METHODES 

Les expérimentations sont réalisées selon les recommandations européennes en matière 

de bien-être animal et selon les directives du Comité d'Ethique de l'Université de Liège. 

II-1 Production de larves 

Les larves utilisées au cours de cette étude ont été obtenues par reproduction artificielle 

de poissons-chats africains domestiqués à l’UGeRRA. 

II-1-1 Sélection et préparation des géniteurs à la reproduction   

Après anesthésie à la benzocaine (0,4 ml/L), trois femelles matures de poids moyen 

d’environ 5kg sont sélectionnées sur base des critères tels que : un abdomen mou, flasque et 

dilaté, une papille génitale protubérante et très irriguée ajouté à l’émission de quelques 

ovocytes. Le choix des males est quant à lui uniquement basé sur leur corpulence (min 0,5 à 1 

kg). Les géniteurs des deux sexes ainsi sélectionnés, sont stockés dans des bassins séparés. Par 

la suite, une hormone de synthèse composée de GnRH analogue de saumon et d’un inhibiteur 

de la dopamine, l’Ovaprim® (Syndel, Canada) est utilisé comme inducteur de ponte pour les 

femelles. Avant l’injection, les géniteurs sont anesthésiés avec de la benzocaine. Une seule 

injection définitive à raison de 0,5 ml/ kg de poids corporel est administré à chaque femelle 

(soit 2,5 ml/femelle). L’injection est effectuée en soirée (20h30 – 21h) de manière à pouvoir 

récolter les œufs le lendemain matin vers 9h -10h. En effet, le délai d’action de l’hormone étant 

fonction de la température, celle de 28°C dans le milieu d’élevage conduit à ce que la ponte ait 

lieu environ 8h après l’injection hormonale.   

II-1-2 Reproduction artificielle 

Une fois le temps d’action de l’hormone respecté, les femelles sont pêchés et anesthésiés 

dans de la benzocaine et les œufs récoltés par stripping. Le sperme qui sert à la fécondation de 

ces œufs est prélevé directement à partir des testicules des males préalablement euthanasiés par 

surdosage (10 ml/L) de benzocaïne. La fécondation est effectuée suivant le principe de la 

fécondation dite sèche. Les gamètes sont délicatement mélangés de manière homogène avant 

d’ajouter de l’eau (eau de l’écloserie) dans le but d’activer la fécondation. La quantité d’eau à 

ajouter est plus ou moins égale au volume des œufs à féconder. Deux à trois minutes après ce 

mélange, les œufs sont rincés 3 à 4 fois avec de l’eau de l’écloserie pour se débarrasser de toute 

substance susceptible de faire développer rapidement des champignons. Par la suite, les œufs 

sont transférés séparément en écloserie dans des bouteilles Zug de 1,5 l pour incubation jusqu'à 

l'éclosion (T° comprise entre 25 et 27°C). Les premières éclosions ont lieu après environ 24h 

et après, 48h la majeure partie des œufs ont éclos. Le troisième jour post-éclosion les larves 
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sont ensuite récoltées et dénombrées. Les larves issues de trois pontes différentes sont obtenues, 

constituant ainsi trois familles.  

II-2 Dispositif expérimental et élevage larvaire 

L’expérimentation se déroule en deux phases : une première (durée : 30 jours) 

correspondant à la phase d’inversion sexuelle et une deuxième (durée : 30 jours) à une phase 

de croissance jusqu’au sexage. Deux hormones sont utilisées d’une part, une phytohormone de 

synthèse la diosgénine incorporé à différentes doses dans l’aliment. Et d’autre part, la 17 α-

méthyltestostérone (17 MT) incorporé à une dose unique de 50 mg/kg d’aliment.  

II-2-1 Dispositif expérimental  

Au troisième jour post éclosion, les larves issues des trois pontes sont transférées dans 

15 aquariums de 50 l contenant chacun un lot de 500 larves. Disposés de façon aléatoire sur 

deux étagères, ces 15 aquariums correspondent à cinq traitements représenté chacun en 

triplicat :  

 Un traitement représentant le témoin négatif noté DO pour lequel les larves sont 

nourries avec de l’aliment sans hormone ;  

 Un autre représentant le témoin positif noté MT pour lequel les larves sont nourries 

avec de l’aliment incorporé à la 17 α-méthyltestostérone (17 MT) à une dose unique de 

50 mg/kg d’aliment ;  

 Trois traitements notés D30, D300, et D3000 correspondant respectivement à 

l’incorporation de la diosgenine dans l’aliment à des doses de 30, 300 et 3000 mg/kg 

d’aliment.  

Tous les réplicas marqués de l’indice n°1 correspondent à la ponte d’une femelle noté 1, ceux 

marqués de l’indice n°2 correspondent à la ponte d’une femelle noté 2. Il en est de même pour 

ceux marqués de l’indice n°3. La descendance de chaque ponte va constituer les familles 1, 2 

et 3.  
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Figure 5 : Présentation du dispositif expérimental de 15 aquariums superposés, 9 aquariums 

disposés sur le premier étage et 6 sur le deuxième  
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Diosgénine (300 mg/kg d’alt) 

Diosgénine (3000 mg/kg d’alt) 
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Figure 6 : Circuit expérimental de 15 aquariums de 50 litres alimentés en eau de puits 

chauffée dans un bac de charge à l’aide d’une résistance électrique 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II-2-2 Elevage larvaire 

 La phase d’inversion sexuelle (du 19/06/2022 au 18/07/2022) consiste à nourrir les lots 

de poissons traités avec de l’aliment hormoné à différentes doses dans un élevage en circuit 

ouvert afin d’éviter que les hormones incorporés dans les aliments ne contaminent tout le 

circuit. La deuxième phase, celle de croissance (du 19/07/2022 au 17/08/2022) quant à elle se 

fait en circuit fermé et consiste à nourrir les sujets avec un aliment sans hormone (normal) 

jusqu’à un âge qui permet d’effectuer le sexage. La température dans les aquariums est 

maintenue entre 22°C et 27°C tout au long de l’expérimentation et la photopériode à 12h de 

jour et 12 de nuit. Les larves sont nourries 5 fois par jour ad libitum avec des aliments dont la 

granulométrie des aliments est fonction de leur âge. De 3JPE à 15 JPE, elle est de 150 µm et de 

15 JPE à 63 JPE de 300 µm. Les aquariums sont nettoyés et siphonnés deux fois par jour afin 

d’enlever les restes d’aliments sur les parois et dans le fond ceci dans le but d’éviter un 

développement de champignons qui serait préjudiciable pour la croissance et la survie des 

larves. Les sujets dont la taille est trois fois supérieures aux autres sont considérés comme 

cannibales avérés et sont régulièrement éliminés des aquariums.  
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II-3     Préparation des aliments hormonés  

La préparation des aliments pour l’inversion sexuelle est faite à partir d’un aliment 

commercial « Gemma micro » qui est composé de protéines brutes (59%), de matières grasses 

brutes (14%), cellulose brute (0,2%), de cendres brutes (13%), de phosphore (2%) de calcium 

(1,5%) et de sodium (0,7%). La méthode d’incorporation des hormones dans l’aliment que nous 

avons choisie est celle utilisant l'évaporation de l'alcool (Guerrero, 1975), elle est également la 

plus largement utilisée (Pandian & Sheela, 1995). 

L’incorporation de la diosgénine à l’aliment nécessite la préparation d’une solution mère en 

faisant dissoudre 5g d’hormone dans 540 ml d’éthanol. La solution est placée sur un agitateur 

magnétique pendant quelques minutes pour permettre son homogénéisation. Pour tous les 

traitements, 100g d’aliment sont préparé chaque fois que nécessaire. La préparation de cette 

quantité d’aliment nécessite des ajouts de quantités précises de solution mère et d’éthanol qui 

sont fonction des doses de diosgénine que l’on souhaite incorporer à l’aliment (Tableau 2). 

L’incorporation quant à elle de la 17 α-méthyltestostérone (17 MT) dans 100 g d’aliment se fait 

chaque fois, en faisant dissoudre 5mg d’hormone dans 50 ml d’éthanol.  Les solutions obtenues 

pour chaque hormone sont mélangées à l’aliment et bien remuées de façon à ce que l’hormone 

s’incorpore bien à l’aliment. Les mélanges sont mis dans des contenants en papier aluminium 

et placés sous la hotte pendant 24h pour permettre l’évaporation de l’éthanol. Les aliments 

hormonés obtenus sont conservés à 4°C au réfrigérateur pendant toute la durée de 

l’expérimentation pour éviter l’altération des hormones incorporés dans l’aliment.  

 

Tableau 2: Quantités de solution mère de diosgénine et d’éthanol utilisées par dose pour la 

préparation de 100g d’aliment hormoné.  

 

Doses 30mg/kg 300 mg/kg 3000 mg/kg 

Solution mère de diosgénine 0,33 ml 3,3 ml 33 ml 

Solution d’éthanol 32,67 ml 29,7 ml 0 ml 
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TS (%)= Nombre d’individus restants / Nombre d’individus initial * 100 

SR (%)= Nombre de males observés / Nombre total sexés * 100 

TS (%)= F (males lots traités) – F (males lots témoins) / 1 – F (males lots témoins) * 100 

II-4 Paramètres évalués 

II-4-1 Sexage et estimation du sexe ratio  

La technique du squash gonadique et de la coloration à l’acétocarmin est utilisée pour 

déterminer le sexe des poissons juvéniles (Guerrero & Shelton, 1974). Après 60 jours d’élevage, 

50 poissons par lot (ou tous les poissons si le nombre total était inférieur à 50) sont prélevés au 

hasard et euthanasiés avec une surdose de 200 mg/l de benzocaïne. Un fragment de gonade est 

prélevé sur chaque individu sacrifié, et coloré avec quelques gouttes d'acétocarmin et ensuite 

est écrasé avec une lamelle couvre-objet et observé au microscope optique (grossissement 40 

×). Le sexe phénotypique est évalué sur la base de la présence d'ovocytes dans la gonade femelle 

et sur la morphologie lobulaire du testicule pour les mâles. Le pourcentage de sexe ratio (SR) 

est estimé pour chaque traitement en utilisant la formule suivante :  

 

 

Le taux d’inversion sexuelle est déterminé sur base de la formule suivante :  

 

 

II-4-2 Poids moyen et taux de survie  

L’évaluation de la croissance des larves tout au long de l’expérimentation, est faite tous 

les 14 jours en prélevant dans chaque aquarium, 50 individus qui sont pesés dans le but de 

déterminer les poids moyens des larves dans chaque aquarium. Des pêches de contrôle sont 

donc faites à J15, J30, J45 et à J60. A la fin de l’expérience, tous les juvéniles sont dénombrés 

et l’évaluation du taux de survie est faite en utilisant la formule suivante : 

 

II-5 Analyses statistiques  

 Les données brutes recueillies sont enregistrées dans le logiciel Excel 2016. Le logiciel 

R 4.0.2 (2020) nous permettant de réaliser l’analyse des données et de mettre en exergue l’effet 

des différents traitements sur les paramètres évalués. Les données sont analysées par une 

ANOVA à un facteur pour tester les effets des traitements sur le taux de survie et le poids moyen 

suivi par un test post hoc de Tukey pour comparer les moyennes deux à deux. Le sexe ratio des 
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lots est analysé à l’aide du test du chi carré de contingence 2 × 2 (χ2). Dans un premier temps, 

la moyenne du sexe ratio des contrôles est comparé à un sexe ratio théorique de 50 :50 puis la 

moyenne de chaque traitement est comparée à celle des contrôles. Dans un deuxième temps, les 

sexes ratios des groupes traités de chaque famille sont comparés à ceux de leurs contrôles 

respectifs.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
22 

22

40,4

31,2

5,8

15,6

35

50,4

59,8

2,6

54

28,4

50
45,6

14,8

44

0

10

20

30

40

50

60

70

D0 D30 D300 D3000 MT

Ta
u

x 
d

e 
su

rv
ie

 (
%

)

Traitement 

Taux de survie/Traitement/Famille

F1

F2

F3

ab
b b

a

ab

0,00

10,00

20,00

30,00

40,00

50,00

60,00

D0 D30 D300 D3000 MT

Ta
u

x 
d

e 
su

rv
ie

 (
%

)

Traitement

Taux de survie moyen/ Traitement

Figure 7 : Taux de survie moyen des juvéniles de Clarias à J60 traités à des doses croissantes 

de diosgénine 

Figure 8 : Taux de survie dans les familles de juvéniles de Clarias à J60 traités à des doses 

croissantes de diosgénine 

RESULTATS 

III-1 Taux de survie  

 Les taux de survie moyens dans les traitements au terme de cette expérimentation d’une 

durée de 60 jours, montrent une forte variation avec des valeurs comprises entre 46,9% (D30) 

et 7,7% (D3000). Le test post hoc de Tukey montre d’ailleurs des différences significatives 

entre les traitements D30 - D300 et le traitement D3000 (p < 0,05, Figure 7).   

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

  

 

L’effet des traitements sur les taux de survie présente quelques variations en fonction des trois 

familles présentes (F1, F2 et F3). En effet, les lots de poissons provenant de la famille 2 

présentent les valeurs les plus élevées dans le control et à tous les traitements sauf celui dosé à 

3000 mg de diosgénine par kg d’aliment (Figure 8).  
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Figure 9 : Poids moyen à J60 dans les familles de juvéniles de Clarias nourris à des doses 

croissantes de diosgénine 

Tableau 3 : Evolution temporelle des poids moyens (g) des larves de Clarias nourries à des doses 

croissantes de diosgénine 

III-2 Poids moyen 

La cinétique de croissance des larves tout au long de l’expérimentation, basée sur une 

estimation bimensuelle du poids moyen d’une larve dans chaque traitement est présentée dans 

le tableau 3. Le poids moyen le plus faible est observé dans le traitement D3000 à la période 

correspondant à celle de l’arrêt du nourrissage à l’aliment hormoné (J30). Ce traitement 

présente d’ailleurs à J30, une différence significative avec l’ensemble des autres traitements (p 

< 0,05).  A J60 période de fin d’expérimentation, le même traitement présente toujours le poids 

moyen le plus faible avec une valeur de 6,03g. Le poids moyen le plus élevé quant à lui est 

enregistré dans le traitement D30 avec une valeur de 9,26g suivi de près par celui du traitement 

à la MT avec une valeur de 8,58 g. Les tests statistiques révèlent d’ailleurs qu’à cette période, 

les poids moyens entre les traitements D30 et D3000 diffèrent significativement (p < 0,05).  

 

 

D’une façon générale, la variation des poids moyens enregistrés dans les traitements au cours 

de l’expérimentation ne montrent aucune différence notable quant à l’origine familiale des lots 

étudiés.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Traitement DO MT D30 D300 D3000 

 

Jours de  

contrôle   

J1 0,003 
0,003 0,003 0,003 0,003 

J15 0,084 0,092 0,072 0,093 0,048 

J30 0,367 b 0,331 b 0,301 b 0,323 b 0,176 a 

J45 2,121 2,125 1,901  1,905 0,944 

J60 8,254 ab 8,583 ab 9,265 b 7,314 ab 6,036 a 
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Figure 10 : Structure microscopique d’une gonade mâle de Clarias gariepinus observée après 

squash gonadique et coloration à l’acétocarmin 

III-3 Description de la structure gonadique et analyse du sexe ratio des juvéniles 

Après 60 jours d’élevage, 50 individus sont prélevés dans chaque traitement et chaque 

famille et leurs gonades sont utilisés pour la détermination et l’analyse du sexe ratio. Ainsi, 15 

lots correspondant à 5 traitements et trois familles subissent un sexage. 

III-3-1 Description de la structure gonadique 

 Le sexage par squash gonadique est réalisé au terme de notre expérience et permet de 

mettre en évidence trois types de morphologie structurale des gonades à savoir : 

 Un tissu mâle qui se présente sous la forme d’une structure lisse (Figure 10) ; 

 Un tissu femelle qui se présente sous la forme d’une structure présentant des ovocytes 

définis de façon claire et distincte (Figure 11) ; 

 Un tissu gonadique dont la structure non clairement définie ne permet pas de confirmer 

le sexe. Sa structure est plus proche de celle d’une femelle, avec la présence d’ovocytes 

non clairement définis mais présentant à des endroits des parties lisses faisant penser à 

un mâle. Nous avons supposé qu’il s’agit de femelles en pleine phase de différenciation 

(Figure 12).    
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Figure 11 : Structure microscopique d’une gonade femelle de Clarias gariepinus observée après 

squash gonadique et coloration à l’acétocarmin 

Figure 12 : Structure microscopique d’une gonade femelle de Clarias gariepinus supposée en 

cours de différenciation observée après squash gonadique et coloration à l’acétocarmin 
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Nombre sexés : nombre de poissons sexés ; % M : pourcentage mâle ; % F : pourcentage femelle ; % FD : 

pourcentage femelles supposées en différenciation ; %F+%FD : pourcentage femelle et femelle supposées 

en différenciation ; X2 : chi carré ; ** α = 0,01 ; *** α = 0,001 

 

Tableau 4 : Sexes ratios moyens chez les juvéniles de Clarias à J60 traités à des doses 

croissantes de diosgénine 

III-3-2 Analyse du sexe ratio et taux d’inversion sexuelle 

 Dans un premier temps une comparaison du sexe ratio est effectuée entre les groupes 

traités (MT et diosgénine) et le contrôle (D0), ensuite une autre entre les groupes traités à la 

diosgénine et le témoin positif (MT). Ensuite, deux autres comparaisons du sexe ratio sont 

effectuées l’une entre chaque famille traitée (à la diosgénine et à la MT) et son contrôle 

respectif, (D0) et l’autre entre chaque famille traitée à la diosgénine et son témoin positif 

respectif (le traitement à la MT). Le taux d’inversion sexuelle (TI) est calculé pour chaque 

traitement dans le but d’évaluer les niveaux d’inversion sexuelle (masculinisation et/ou 

féminisation) par rapport à la fréquence respective de femelles ou de mâles présents dans le 

control et susceptibles d’être masculinisés ou féminisés. Sont considérés comme femelles les 

individus qui présentent des ovocytes clairement définis. Le taux d’inversion peut prendre des 

valeurs positives comme négatives. Lorsqu’il est négatif il indique qu’un effet contraire à celui 

escompté a eu lieu (masculinisation au lieu de féminisation ou féminisation au lieu de 

masculinisation).  

III-3-2-1 Analyse du sexe ratio et du taux d’inversion en fonction des traitements  

 En moyenne, le sexe ratio de 49 % de femelles et de 51% de mâles obtenu dans les 

groupes contrôles n’est pas significativement différent d’une valeur théorique de 50 :50 (p < 

0,001). Dans les traitements à la MT et à la diosgénine (dose 3000 mg/kg d’aliment), les sexes 

ratios fortement biaisés en faveur des mâles différent significativement de celui du contrôle 

avec des pourcentages respectifs de 98% et 58% de mâles. Les traitements D30 et D300 quant 

à eux, diffèrent significativement des groupes contrôles avec des sexes ratios fortement biaisés 

en faveur des femelles (Tableau 4).  L’ensemble des groupes traités à la diosgénine sont 

significativement différent du témoin positif (la MT). Il est également à noter que les groupes 

control et MT ont un pourcentage nul de femelles supposé en différenciation.  

 

Traitement N. sexés % F % M % FD %F+%FD X2 

Control 50 49 51 0 49 0,02 

MT 50 2 98 0 2 58,14*** 

D30 50 50 36 14 64 16,596*** 

D300 50 62 33 5 67 10,38** 

D3000 50 34 58 8 42 11,16** 
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Tableau 5 : Taux d’inversion (%) chez les juvéniles de Clarias à J60 traités à la 17 α 

méthyltestostérone et à des doses croissantes de diosgénine 

 

 

Le traitement à la MT est choisi comme témoin positif car les capacités androgéniques de cette 

molécule ont déjà été prouvé sur cette espèce. En effet, une masculinisation importante des 

sujets est observée dans les groupes traités à la MT avec obtention d’un taux moyen d’inversion 

sexuelle de 95,9%. Dans les groupes traités à la diosgénine à 3000 mg/kg d’aliment, une 

masculinisation en moyenne de l’ordre de 14,3% est obtenue. Les traitements D30 et D300 

présentent quant à eux des taux d’inversion sexuelle négatifs indiquant un effet contraire à ce 

qui était prévu ce qui suggère que la diosgénine à ces doses a eu un effet féminisant chez cette 

espèce. Ainsi donc, on enregistre en moyenne des taux d’inversion négatifs de -30,6% dans les 

groupes traités à 30 mg de diosgénine/kg d’aliment et de -36,7% dans ceux traités à la 

diosgénine à 300 mg/kg d’aliment (Tableau 5).  

 

 

Traitement Taux d’inversion (%) 

MT 95,9 

D30 -30,6 

D300 -36,7 

D3000 14,3 

 

III-3-2-2 Analyse du sexe ratio et du taux d’inversion sexuelle en fonction des traitements 

et des familles  

Les sexes ratios dans les groupes contrôles des familles 1 et 2 ne sont pas 

significativement différents (p < 0,05) d’une valeur théorique de 50% de mâles et 50% de 

femelles. Seul le sexe ratio du lot control de la famille 3 diffère significativement d’un ratio 

théorique de 50 :50 avec 68% de femelles et 32% de mâles. Dans les trois familles, la proportion 

de males ou de femelles varie en fonction des traitements administré aux individus (Tableau 

6). La famille 1 montre la plus faible sensibilité aux traitements seul celui à la MT présente une 

différence significative du sexe ratio avec son témoin respectif (p< 0,001).  La famille 2 quant 

à elle présente à tous les traitements une différence significative du sexe ratio par rapport à son 

control (p< 0,001). Cette famille semble plus sensible aux traitements que la précédente en ce 

sens que dans les traitements D30 et D300, on relève une augmentation significative de la 

proportion de femelles comparé à leur control avec des valeurs respectives de 50% et 78%. 
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Nombre sexés : nombre de poissons sexés ; % M : pourcentage mâle ; % F : pourcentage femelle ; % FD : 

pourcentage Femelles en différenciation ; ; %F+%FD : pourcentage femelle et femelle supposées en 

différenciation ; X2 : chi carré ; ** α = 0,01 ; *** α = 0,001 

 

Tableau 6 : Sexes ratios à J60 dans les familles de juvéniles de Clarias traités à des doses 

croissantes de diosgénine  

Tandis que dans les traitements MT et D3000, on note une augmentation significative de la 

proportion de mâles par rapport à leur control (98% et 84%).  Seul le traitement D300 semble 

n’avoir aucun effet sur les individus de la famille 3. Des différences significatives (p< 0,001) 

entre les traitements MT, D30 et D3000 et leur control sont observées. Dans le groupe traité à 

la dose 30 mg de diosgénine/kg d’aliment, on note une augmentation de la proportion de 

femelles (70%) et une baisse de celle des mâles par rapport au témoin ceci suppose que le sexe 

ratio semble avoir été biaisé en faveur des femelles. Dans les traitements MT et D3000 on note 

cependant une augmentation de la proportion de mâles.  

 

 

 Traitement %F %M %FD %F+%FD X2 

 

 

Famille 1 

Control 
38 62 0 38 2.92 

MT 
2 98 0 2 40.5*** 

D30 
30 58 12 42 13.07 

D300 
42 56 2 44 2.51 

D3000 
52 41 7 59 13.46 

 
 

 

 

 

Famille 2 

Control 
42 58 0 42 1.288 

MT 
2 98 0 2 46.62*** 

D30 
50 34 16 66 22.956*** 

D300 
78 14 8 86 45.688*** 

D3000 
8 84 8 16 35.88*** 

 

 

 

 

Famille 3 

Control 
68 32 0 68 6.698 

MT 
2 98 0 2 95.736*** 

D30 
70 16 14 84 19.362*** 

D300 
66 30 4 70 4.094 

D3000 
42 48 10 52 19.346*** 

 

 

 

Les taux d’inversion varient dans les groupes traités en fonction de l’origine familiale des sujets.  

Tout d’abord dans la famille 2 dans laquelle on observe des différences très significatives entre 

les sexes ratios de tous les traitements et celui du control, les traitements MT et D3000 

présentent des taux de masculinisation respectifs de 95,2% et 61%. Les traitements D30 et D300 



 
29 

de la même famille présentent des taux d’inversion sexuelle négatifs assez élevé de -57,1% et -

104,7 % ce qui pourrait suggérer qu’à ces deux doses la diosgénine conduit à une féminisation 

des individus de cette famille. La famille 3 présente une sensibilité similaire à celle de la F2 

avec des taux d’inversion positifs enregistrés aux traitements MT et D3000 respectivement de 

97,1% et 23,5% supposant une masculinisation des sujets et un taux d’inversion négatif de -

23,5% au traitement D30 suggérant un effet contraire à celui attendu (féminisation). On constate 

donc que l’intensité de l’effet de la diosgénine varie en fonction de la dose et de l’origine 

familiale des individus traités.  
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DISCUSSION 

IV- 1 Effet des traitements sur la survie  

Les larves de clarias ont été nourries dans des conditions optimales en terme de 

fréquence de nourrissage et de ration. Ainsi, les taux de survie moyens que l’on a enregistré 

sont similaires à ceux obtenus dans de nombreuses études sur l’alimentation des larves de 

poisson chat africain avec de l’aliment inerte dès la résorption de leurs sacs vitellins. Le taux 

de survie moyen de 28,4% dans le témoin se rapproche de celui de 30,4% obtenu dans un 

élevage de 42 jours des larves de la même espèce, nourries avec un aliment inerte de 

composition similaire à celle que nous avons utilisée (Egwenomhe et al., 2017). La fréquence 

de nourrissage est primordiale chez les jeunes poissons car elle influence la survie, la 

croissance, et leur composition corporelle (Marimuthu et al., 2010; Muntaziana et al., 2017). 

Une fréquence de nourrissage de minimum 5 fois par jour a été choisie pour notre 

expérimentation et les résultats obtenus pour les taux de survie moyens de 46,9% et 45,5% dans 

les traitements D30 et D300 se rapprochent de celui de 47,5%, obtenus chez des individus de 

la même espèce nourris à la même fréquence pendant 30 jours et s’éloignent de ceux dont la 

fréquence de nourrissage étaient inférieur à cinq (Okomoda et al., 2019). 

Le taux de survie moyen le plus faible de 7,7% a été observé dans le traitement à 3000 mg de 

diosgénine par kg d’aliment, qui correspond à la plus forte dose administrée aux sujets d’étude. 

Une observation des résultats des taux de survie par famille et par traitement nous permet 

également de constater que la famille F2 a présenté à presque tous les traitements, les taux de 

survie les plus élevés comparés aux deux autres familles F1 et F3. Seul le traitement D3000 

affiche un taux de survie en F2, extrêmement plus faible d’une valeur de 2,6%. Ces données 

permettent donc de mettre en exergue l’effet que cette concentration de diosgénine a sur les 

larves de Clarias. L’administration orale d’une dose de 3000 mg de diosgénine par kg d’aliment 

à des larves de Clarias gariepinus serait donc une dose toxique qui entraine des mortalités 

massives des stades larvaires de cette espèce. En effet, il a été rapporté que les saponosides 

peuvent être toxiques à certaines concentrations pour les hétérothermes (Makkar et al., 2007). 

De plus, une étude de la toxicité aiguë et subchronique des saponines stéroïdiennes sur des rats 

ayant été gavés à des doses de 127,5, 255 et 510 mg/kg/jour pendant 30 jours a permis de mettre 

en évidence la toxicité dose-dépendante de ces composés phytostéroïdiens sur le comportement 

général, la mortalité et les modifications histopathologiques du foie des rats en exposition 

aigue. En exposition subchronique, la dose de 510 mg/kg/jour a un effet toxique qui entraine 

une augmentation de la bilirubine totale dans le sérum et diminue de manière significative la 

teneur en protéines dans leur foie. Les résultats du dosage du sérum des rats exposés indiquent 

que la diosgénine était le principal métabolite retrouvé (Qin et al., 2009). Des études impliquant 
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d’autres composés phytochimiques contenus dans des extraits de plantes ont été réalisées sur le 

clarias. Une étude de 90 jours sur l’évaluation de l’effet de la poudre d’arachide sur l’inversion 

sexuelle des larves de clarias  fait état du fait qu’une augmentation du pourcentage 

d’incorporation de la poudre d’arachide à 20% dans l’aliment diminuait le taux de survie 

passant de 42,5% (à 10% d’incorporation) à 26,2% (Dougnon et al., 2015). Il a également été 

démontré que l’intégration du pollen de pin (Pinus tabulaeformis) dans l’alimentation des larves 

de Clarias et du tilapia aux mêmes fins de recherche n’affecte pas de façon significative la 

survie qui reste de l’ordre de 65% indépendamment du fait que les doses croissent (Adenigba 

et al., 2017; Nian et al., 2017). Au regard de toutes ces observations, il en ressort donc que 

l’utilisation des composés phytochimiques affecte le taux de survie dès lors que la dose 

administrée devient toxique pour les sujets exposés à des doses optimales, ils ne sont pas nocifs 

pour les jeunes stades de poissons tels que Clarias gariepinus. De façon générale dans cette 

étude, les taux de survie ont varié en fonction de la différence génétique interfamiliale des 

individus traités. Le taux de survie moyen de 37,8% obtenu dans le traitement MT à la 

méthyltestostérone est relativement plus bas que ceux compris entre 75,9% à 86,8% enregistrés 

avec l’utilisation de la même hormone à une dose de 60 mg/kg d’aliment administré pendant 

28 jours dans le cadre d’une inversion sexuelle des larves de poisson chat africain (Enuekwe & 

Okonji, 2019).  Les analyses statistiques pour la précédente étude n’ont présenté aucune 

différence significative entre la survie et la dose d’incorporation de la MT à l’aliment. Nos 

résultats sont similaires à ceux obtenus (36,5%) dans une étude dans laquelle la même dose de 

MT a été utilisée pour l’inversion sexuelle du clarias (Adoumandjali, 2008). Ils se rapprochent 

également des taux de survie (34,5%) enregistré chez des juvéniles de clarias (70 JPE) exposé 

à 36°C à 12-14 JPE (Santi, 2016).  Un traitement par immersion à la méthyltestostérone chez 

les larves de la même espèce à une dose de  50 µg/L présente un taux de 43,6% après 60 jours 

d’élevage (Marx & Sukumaran, 2011), valeur qui se rapproche beaucoup plus de la nôtre.    

L’administration par voie alimentaire d’une hormone analogue le propionate de testostérone à 

une dose similaire à la nôtre soit 50 mg/kg d’aliment chez des larves de Clarias de 5 jours élevé 

pendant 40 jours, donne un taux de survie de 25,4% relativement plus faible que celui que nous 

avons enregistré (Alam & Uddin, 1998).  

 

IV- 2 Effets des traitements sur le poids moyen  

 Au regard des résultats de poids moyen obtenu à la fin de l’alimentation hormoné (J30), 

il semblerait que la diosgénine à la dose de 3000 mg/kg d’aliment a fortement réduit la 

croissance des larves de Clarias. Il existe d’ailleurs des différences très significatives entre ce 

traitement et l’ensemble des autres traitements (p< 0,01).  Ce retard de croissance serait la raison 
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pour laquelle le même traitement à la fin de l’expérimentation, présente le poids moyen le plus 

faible. Toutefois, il est à noter que le traitement à la dose la plus faible de diosgénine soit 30 

mg/kg d’aliment induit le poids moyen le plus élevé et diffère significativement de celui dosé 

à 3000 mg/kg d’aliment (p<0,01). Ainsi, comme l’a souligné Paracelse en disant « Tout est 

poison, rien n’est poison : c’est la dose qui fait le poison ». Il semblerait que la diosgénine à 

forte dose affecte négativement la croissance des larves de cette espèce mais qu’à la dose de 30 

mg/kg d’aliment elle l’influence positivement. En effet, les saponines sont très toxiques pour 

les poissons lorsqu’elles se retrouvent dans l’eau. Elles abaissent les paramètres sanguins tels 

que le taux d’hématocrite et de globules rouges chez plusieurs espèces de poissons (Francis et 

al., 2002). Cette baisse du niveau de globules rouges va donc rendre l’oxygène moins disponible 

ce qui pourrait entrainer un ralentissement du métabolisme qui va favoriser à la longue une 

baisse de la croissance. Une observation similaire faite sur la même espèce avec des phyto-

œstrogènes a montré qu’une augmentation des concentrations de ces composés dans des bains 

d’immersion entrainait au fur et à mesure une baisse de la croissance des individus exposés 

suggérant ainsi un niveau seuil de leur utilisation (Yilmaz et al., 2009). Il convient donc de 

déterminer les doses optimales auxquelles ces composés apportent des effets bénéfiques. C’est 

dans cet ordre d’idées que d’autres études font état du rôle des composés phytochimiques en 

tant que promoteur de croissance chez les poissons. Le ginseng riche en saponines, incorporé à 

l’alimentation d’alevins de Oreochromis niloticus à des doses allant de 50 à 250 mg/kg 

d’aliment a conduit à une amélioration significative des performances de croissance par rapport 

au témoin (Goda, 2008). La saponine de Quillaja un glycoside triterpénique dérivé de Quillaja 

saponaria, a été signalée comme ayant le potentiel d'augmenter la croissance des espèces de 

poissons d'élevage en favorisant la voie de la chaîne respiratoire améliorant ainsi la disponibilité 

de l'énergie d’où va résulter une augmentation de la croissance (Chakraborty et al., 2014). Les 

poids moyens des traitements à la diosgénine aux doses de 30 et 300 mg/kg d’aliment, 

respectivement de 9,3g et 7,4g se rapprochent et sont même meilleurs que ceux enregistrés 

(7.6±0.13 g) chez des larves de Clarias nourries pendant 62 jours avec des aliments incorporés 

à un taux de 1,5% d’un mélange de poudre d’ail et de gingembre (Nyadjeu, 2020). Nos résultats 

sont également similaires à ceux obtenus chez des juvéniles (120 jours) de la même espèce 

ayant subi des traitements par immersion à des doses comprises entre 3 et 9 g/30l d’extrait de 

Tribulus terrestris pendant les 30 premiers jours de leur expérimentation. Il en ressort que les 

groupes traités ont présenté une meilleure croissance comparé au témoin avec des valeurs 

respectives de 9,2 g, 8,9 g et 13,2 g (Turan & Çek, 2007). Le principal métabolite de cette plante 

étant une saponine stéroïdienne (Dinchev et al., 2008) à l’instar de la diosgénine. Le traitement 
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à la MT compte tenu des effets anabolisants connus de cette hormone, induit le deuxième poids 

le plus élevé de cette expérimentation. La 17 α methyltestostérone entraine l’augmentation de 

la croissance et de la production de la biomasse de Clarias gariepinus (Enuekwe & Okonji, 

2019). La variabilité génétique au sein des trois familles des sujets étudiés n’a pas sensiblement 

influencé l’effet des traitements sur le poids moyen.  

IV- 3 Effets des traitements sur le sexe ratio et le taux d’inversion sexuelle 

 Le sexage des sujets à la fin de l’expérience nous a permis de déterminer trois types de 

structure gonadique à savoir un tissu gonadique male, un femelle et un autre type que l’on a 

classé dans une autre catégorie comme étant des femelles supposées en pleine phase de 

différenciation.  La présence de cette catégorie d’individus peut être due au fait que les individus 

d’une même descendance n’ont pas la même vitesse de croissance ou encore à un effet de la 

diosgénine.  L’analyse du sexe ratio en fonction des traitements nous a montré un sexe ratio 

dévié en faveur des femelles, dans les traitements à la diosgénine aux doses de 30 et 300 mg/kg 

d’aliment ce qui suppose qu’à ces doses cette molécule aurait une action féminisante sur le 

Clarias. En effet, c’est un phytostéroïde qui sert de précurseur à la production de 

corticostéroïdes, d’hormones sexuelles, de contraceptifs oraux et d’autres médicaments 

stéroïdiens (Raina & Misra, 2020). Son effet oestrogénique a déjà été mis en évidence par 

traitement concomitant avec des œstrogènes, sur des souris ovariectomisées chez qui elle a 

stimulée en particulier à la dose la plus élevée (40 mg/kg de poids corporel) la croissance de la 

glande mammaire (Accatino et al., 1998). Ce potentiel oestrogénique découlerait de sa 

similitude structurelle avec les œstrogènes (Chen et al., 2015). Dans une autre étude mettant en 

évidence son rôle sur le dysfonctionnement métabolique chez des souris, il a été démontré que 

la diosgénine considéré comme un précurseur de la synthèse des hormones stéroïdiennes 

augmentait significativement l’expression nucléaire des récepteurs Erβ (Wang et al., 2015) en 

activant leurs activités transcriptionnelles (Wu et al., 2015). Ainsi, elle agirait donc 

potentiellement chez le Clarias en se fixant sur les récepteurs oestrogéniques et permettrait donc 

d’activer la voie femelle conduisant à une différenciation des génotypes males en femelles. 

Cependant, il a été prouvé qu’à certaines doses (20 à 200 mg/kg) chez des rats femelles 

immatures, la diosgénine n’exprimait pas d’activité oestrogénique (Medigović et al., 2014). Il 

existe donc des variations importantes quant à l’efficacité des composés phytochimiques dans 

les processus d’inversion sexuelle chez les poissons (Turan et al., 2021). L’évaluation de l’effet 

de l’administration combinée de phytoestrogènes sur la différenciation sexuelle de Clarias 

gariepinus par des traitements d’immersion de larves nouvellement écloses a donné des 
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proportions de femelles de 56 %, 61.5 %, et 69.8 % respectivement aux doses de 630, 750 et 

1500 mg de genesis par 30 l (mélange commercial de phytoestrogène) (Yilmaz et al., 2009). 

Les proportions de femelles que nous avons obtenus dans les traitements à 30 et à 300 mg de 

diosgénine par kg d’aliment se rapprochent de ces dernières. Nos résultats s’éloignent 

cependant de ceux obtenus dans une étude sur l’évaluation de l’effet d’un extrait de trèfle rouge 

sur l’inversion sexuelle du poisson chat Clarias gariepinus dont l’activité oestrogénique a été 

prouvée comme étant principalement due aux isoflavones (formononétine, biochanine A, 

génistéine et daidzéine) qu’il contient (Vishali et al., 2011). Une importante déviation du sexe 

ratio en faveur des femelles chez le Clarias a été observée après un traitement par immersion à 

des concentrations croissantes de cet extrait (25 mg/l à 75 mg/l) allant jusqu’à 89% de femelles 

enregistrées à 50 mg/l (Turan et al., 2021).  

Le traitement D3000 correspondant à la dose de 3000 mg de diosgénine par kg d’aliment a 

présenté un taux d’inversion de 14,3% correspondant à une masculinisation. Bien que ce taux 

soit relativement faible, on observe tout de même une déviation significative (p< 0,01) du sexe 

ratio en faveur des males comparé au control. Il semblerait donc que cette forte dose ait eu un 

effet masculinisant chez les sujets étudiés ceci serait due au fait que les composés 

phytochimiques les saponines stéroïdiennes incluses, peuvent réduire la production 

d’œstrogènes en inhibant l’activité de l’aromatase et entrainer une masculinisation des femelles 

génotypiques. Ils peuvent également entrer en compétition avec les œstrogènes endogènes pour 

les sites de liaison au récepteur des œstrogènes et supprimer la biosynthèse des œstrogènes 

(Golan et al., 2008). Chez des alevins de tilapia, (6 JPE) des saponines stéroïdiennes (l’une 

dérivant du Fenugrec (Trigonella foenum-graecum) et l’autre de Quillaja saponaria) ont eu 

comme effet d’influencer le sexe ratio en augmentant la proportion de mâles dans les lots traités 

allant jusqu’à 82% (Stadtlander et al., 2008).  Nos résultats sont très différents de ces derniers 

avec un taux de masculinisation et des proportions de males relativement plus faibles. Les 

graines de fenugrec étant pourtant riches en saponines stéroïdiennes et en particulier la 

diosgénine (Petropoulos, 2002; Abaho et al., 2021). Il se pourrait donc que cette importante 

action masculinisante de l’extrait de Fenugrec qui a été observée chez le tilapia ait été due à 

une action combinée de plusieurs molécules phytochimiques contenues dans cette plante et non 

pas à la seule action de la diosgénine ce qui justifierait cette différence notable entre nos 

résultats et ces derniers. Un sexe ratio de plus de 65% de males, proportion qui différait 

significativement du témoin a également été observé chez les alevins de tilapia nourris avec un 

aliment incorporé à 700 mg/kg d’extrait de saponines de Quillaja (Francis et al., 2002). La 

diosgénine pourrait donc en fonction des doses, jouer à la fois le rôle d’agent masculinisant ou 
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féminisant. En effet, il a été montré que certains composés reconnus comme phytoestrogènes 

tel que la diadzéine peuvent créer des effets androgéniques (Chen & Chang, 2007). La daidzéine 

et la génistéine, principaux composés actifs de Butea superba considérés comme des 

phytoestrogènes ont permis d’obtenir des proportions de mâles de l’ordre de 72% chez des 

larves de tilapia nourries avec un aliment incorporé à 300 g de cet extrait de plante par kg 

d’aliment (Mengumphan et al., 2006).  

D’une façon générale au sein des trois familles, une variation des réponses aux différents 

traitements est notable. Les familles 2 et 3 ont semblées plus sensibles aux effets de la 

diosgénine avec une augmentation marquée des proportions de femelles dans les traitements 

D30 et D300 suggérant un effet féminisant de la molécule et une masculinisation significative 

des individus dans les traitements D3000 de ces familles. Les différences significatives entre le 

sexe ratio des contrôles et ceux de ces traitements soutiennent ces dernières hypothèses. Le 

traitement à la 17 α méthyltestostérone n’a quant à lui présenté aucune variation dans les 

réponses des individus au sein des familles. Dans toutes les familles, on a noté une proportion 

de 98% de males qui différait très significativement de celle de tous les contrôles (p< 0,001). 

En effet, la 17 α méthyltestostérone est un androgène puissant dont la liaison aux récepteurs 

androgéniques est beaucoup plus forte que celle des androgènes naturels endogènes (Fitzpatrick 

et al., 1994).  Ainsi, les propriétés d’inversion sexuelle de cette molécule synthétique semblent 

être due à une suppression de l’expression de l’aromatase et/ou à sa liaison forte avec les 

récepteurs androgéniques ( Mor et al., 2001; Golan & Levavi-Sivan, 2014). Le taux d’inversion 

de 95,9% que nous avons enregistré pour ce traitement est relativement supérieure à celui de 

72,22% obtenus dans une étude sur l’inversion du Clarias élevés dans des systèmes stagnants 

en béton et nourris avec un aliment incorporé à 50 mg/kg de MT (Robert, 2019). Nos 

pourcentages de mâles (98%) sont également supérieurs à celui obtenu de 81.9 % obtenu chez 

des individus traités pendant 35 jours à des doses de 60 mg/kg d’aliment (Enuekwe & Okonji, 

2019).  
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

L’évaluation de l’effet d’une sapogénine de type phytostéroïde sur les performances de 

croissance et l’inversion sexuelle chez Clarias gariepinus nous a permis de constater que la 

diosgénine peut avoir une double action à la fois androgénique et oestrogénique. Elle a agi 

comme un phytoandrogène à la dose de 3000 mg/kg d’aliment en entrainant une déviation 

significative du sexe ratio en faveur des mâles. Toutefois à cette dose, la croissance a été 

fortement réduite et des mortalités massives ont été enregistrées réduisant ainsi 

considérablement le taux de survie. La diosgénine a également agi comme un agent féminisant 

aux doses de 30 et de 300 mg/kg d’aliment en faisant significativement dévier le sexe ratio en 

faveur des femelles. Il semble qu’à la dose de 30 mg/kg d’aliment, ce phytostéroïde a agi 

comme un promoteur de croissance car ce traitement a affiché le poids moyen le plus élevé. La 

différence génétique entre les individus des familles a conduit à une variabilité des réponses 

aux effets de cette molécule.  

L’implication de la diosgénine dans les processus d’inversion sexuelle chez le Clarias 

ayant été démontré dans cette étude, il serait intéressant dans des études ultérieures d’affiner 

les gammes des doses d’incorporation de cette molécule aux aliments, pour pouvoir déterminer 

les doses optimales qui permettent une féminisation effective des sujets et celles qui vont 

augmenter le taux de masculinisation tout en réduisant la mortalité. L’application de cette 

molécule à d’autres espèces permettrait d’augmenter les connaissances sur son potentiel 

d’action dans les processus d’inversion sexuelle chez les poissons. Si son efficacité dans ces 

processus est avérée et que son prix est raisonnable, cette molécule pourrait être intéressante 

dans le cadre du contrôle du sexe en aquaculture d’autant plus que son caractère naturel la rend 

beaucoup plus respectueuse de l’environnement.  
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ANNEXES 

 

Annexe 1 : Tableau présentant les résultats des tests Anova pour les performances de croissance   

Paramètres  Différence significative P value 

 

Taux de survie 

 

oui 

 

0,0139 * 

 

Poids moyen 

 

oui 

 

0,0219 * 

 

Annexe 2 : Tableau présentant les résultats des tests post hoc de Tukey pour les performances 

de croissance  

Paramètres  Différence significative P value 

 

Taux de survie 

D30 - D3000 0,0163834 

D300 - D3000 0,0204091 

 

Poids moyen 

 

D30 – D3000 

 

0,0183452 

 

Annexe 3 : Tableau présentant les résultats du test X2 pour le sexe ratio obtenus dans les 

traitements 

Traitement % F % M % FD X2 (ddl=2) Signification 

MT 2 98 0 - - 

D30 50 36 14 86.994*** S 

D3O0 62 33 5 93.502*** S 

D3OOO 

 

 

 

 

 

 

34 58 8 46.7*** S 



 

Annexe 4 : Synthèse des résultats sur l’utilisation de quelques composés phytochimiques pour l’inversion sexuelle chez les poissons 

Type de traitement Doses Méthode de 

traitement 

Espèces Succès de 

féminisation 

Succès de 

masculinisation 

Références 

Génistéine (mélange 

commercial de 

phytoestrogènes) 

 

630, 750 et 1500 

mg/30 l 

 

Immersion 

 

Clarias gariepinus 

 

56%, 64,2% et 

69,8% 

 

 

- 

 

Yilmaz et al., (2009) 

Extrait de trèfle rouge 

(principalement des 

isoflavones) 

 

50 mg/l 

 

Immersion 

 

Clarias gariepinus 

 

89% 

 

- 

 

Turan et al., (2021)  

Extrait de Butea 

superba (Diadzéine et 

génistéine) 

 

300 g/kg 

 

Orale 

 

Oreochromis 

niloticus 

 

72% 

 

- 

 

Mengumphan et al., 

(2006) 

Saponines 

stéroïdiennes dérivant 

du Fenugrec 

 

150 ppm 

 

Orale 

 

Oreochromis 

niloticus 

 

- 

 

52% 

 

Stadtlander et al., 

(2008) 

Saponines de Quillaja 

saponaria 

 

150 ppm 

 

Orale 

Oreochromis 

niloticus 

 

- 

 

 

73% 

 

Stadtlander et al., 

(2008) 

Saponines de Quillaja 

saponaria 

 

700 mg/kg 

 

Orale 

Oreochromis 

niloticus 

 

- 

 

65% 

 

Francis et al., (2002) 



 

Annexe 5 : Tableau récapitulatif des poids moyens des juvéniles de clarias à J60 dans les 

familles  

Famille Traitement Poids moyen dans  chaque 

réplica (g) 

 

 

 

Famille 1 

D0 (Témoin) 7,08 

MT 9,58 

D30 10,56 

D300 7,82 

D3000 5,48 

 

 

Famille 2 

D0 (Témoin) 8,82 

MT 8,53 

D30 9,41 

D300 6,65 

D3000 7,07 

 

 

Famille 3 

D0 (Témoin) 8,87 

MT 7,64 

D30 7,82 

D300 7,57 

D3000 5,55 

 

 


