
HAL Id: tel-02824641
https://hal.inrae.fr/tel-02824641

Submitted on 6 Jun 2020

HAL is a multi-disciplinary open access
archive for the deposit and dissemination of sci-
entific research documents, whether they are pub-
lished or not. The documents may come from
teaching and research institutions in France or
abroad, or from public or private research centers.

L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
destinée au dépôt et à la diffusion de documents
scientifiques de niveau recherche, publiés ou non,
émanant des établissements d’enseignement et de
recherche français ou étrangers, des laboratoires
publics ou privés.

Copyright

Effets neuroendocrines des perturbateurs endocriniens
chez le poisson zèbre (Danio rerio) : Etude du système à

GnRH
Mélanie Vosges

To cite this version:
Mélanie Vosges. Effets neuroendocrines des perturbateurs endocriniens chez le poisson zèbre (Danio
rerio) : Etude du système à GnRH. Sciences du Vivant [q-bio]. Université François Rabelais (Tours),
2010. Français. �NNT : �. �tel-02824641�

https://hal.inrae.fr/tel-02824641
https://hal.archives-ouvertes.fr


 

UNIVERSITÉ FRANÇOIS - RABELAIS 

DE TOURS 

 

 

ÉCOLE DOCTORALE : Santé, Sciences, Technologies 

Équipes : Gonadotropines, INRA, Nouzilly 

Evaluation des risques écotoxicologiques, INERIS, Verneuil-en-Halatte 

 

THÈSE  présentée par : 

Mélanie VOSGES 
 

soutenue le : 15 décembre 2010 
 

 

pour obtenir le grade de : Docteur de l’université François - Rabelais 

Discipline/ Spécialité : Sciences de la Vie 

 

Effets neuroendocrines des perturbateurs 

endocriniens chez le poisson zèbre (Danio rerio) : 

Etude du système à GnRH 

 

THÈSE dirigée par : 
Mr Yves COMBARNOUS Directeur de recherche, CNRS, INRA, Nouzilly 

 

RAPPORTEURS : 
Mr Vincent PREVOT Directeur de recherche, INSERM, Lille 
Mr Vance TRUDEAU Professeur, Université d’Ottawa, Canada  
 

 

JURY : 
Mr François BRION Ingénieur de recherche, INERIS, Verneuil-en-Halatte 
Mr Yves COMBARNOUS Directeur de recherche, CNRS, INRA, Nouzilly 
Mme Sylvie DUFOUR Directrice de recherche, CNRS, Paris  
Mme Anne DUITTOZ Professeur, Université François Rabelais, Tours 
Mr Olivier KAH Directeur de recherche, CNRS, Rennes  
Mr Vincent PREVOT Directeur de recherche, INSERM, Lille 
Mr Vance TRUDEAU Professeur, Université d’Ottawa, Canada  
 



 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

  

   A mes grands-parents,  

…mes racines, ma diversité… 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Remerciements 

Je tiens à remercier Mr Vance Trudeau et Mr Vincent Prévot d’avoir accepté d’être les 

rapporteurs de ce travail de thèse. Je souhaite remercier Mme Sylvie Dufour d’avoir accepté 

de juger ce travail en qualité d’examinateur. Merci également à Anne Duittoz d’avoir accepté 

de participer au jury de cette thèse et, au passage, merci pour votre investissement dans le 

Master Biologie de la reproduction qui m’a offert une formation solide et donné l’envie de 

poursuivre en thèse.  

Je tiens à adresser mes plus profonds remerciements à François Brion pour 

l’encadrement de cette thèse. D’abord merci pour la confiance que tu m’as accordée, merci 

également pour l’ensemble des discussions qui ont fait avancer cette thèse dans la bonne 

direction et surtout merci de n’avoir cessé de croire en ce travail ! Merci aussi pour ton 

enthousiasme qui est contagieux et merci d’avoir su me rassurer quand je perdais confiance. 

Enfin, merci d’avoir fait en sorte que ma fin de thèse ait été une épreuve supportable, tes 

encouragements m’ont permis de voir le bout, et surtout merci pour tes corrections et ton 

regard pertinent lors de l’élaboration de ce manuscrit.  

J’adresse mes sincères remerciements à Yves Combarnous, mon directeur de thèse. Vous 

avez été là dès mes débuts, m’aidant à trouver mon premier stage au CDTA d’Orléans, 

m’accueillant ensuite dans votre équipe et enfin m’encourageant à faire une thèse. Vous 

n’avez jamais été très loin, toujours bienveillant, je vous en remercie. Merci également pour 

la qualité de vos enseignements en Master. J’en profite pour remercier Danièle et Claire, je 

n’ai que de bons souvenirs de mon passage à l’INRA parmi vous ! 

Je tiens également à remercier sincèrement Olivier Kah pour son aide et ses conseils 

avisés tout au long de cette thèse, mais surtout pour m’avoir initié à la neuroanatomie sans 

laquelle il aurait été difficile de mener ce travail ! Merci de m’avoir accueilli dans votre 

laboratoire et au passage je remercie l’ensemble de l’équipe NAO, avec un petit clin d’œil à 

Mado, Karen & Arianna. 

J’adresse mes remerciements à Eric Thybaud et Jean-Marc Porcher pour m’avoir permis 

de réaliser cette thèse au sein de l’unité d’écotoxicologie de l’INERIS dans des conditions 

favorables. Merci notamment de m’avoir donné l’opportunité de participer à des congrès.  

Parce que faire une thèse c’est aussi faire partie d’une équipe, j’adresse mes plus 

chaleureux remerciements à l’équipe d’écotoxicologie qui a su faire de mes 3 années de thèse 

bien plus que 3 années de travail. D’abord, merci à Olivier et Benjamin pour tous les bons 

moments, surtout pour les « fameux » vendredi! Cyril, merci pour ta bonne humeur de 

papule! Nath, merci pour tout, surtout pour ta vigilance, sans toi le labo ne serait peut être 

qu’un tas de cendres! Edith, un énorme merci pour ton aide à la fin de cette thèse, sans ton 

coup de pouce je serais encore en train de compter des neurones !! Merci également aux 

thésards, Awa, Nico, Sabrina, Damien, et les autres… bon courage à vous pour la fin. Sélim 

merci pour tes remarques pertinentes. 



 

 

 

Un merci à tous ceux avec qui j’ai partagé un moment, une manip, un café ou un éclat de 

rire ! 

J’adresse un merci tout particulier à Manu, la maman du labo, merci pour tes conseils 

nombreux et toujours bien utiles. Merci de mettre un peu d’ordre dans cette équipe et merci 

pour ta gentillesse et ton soutien tout au long de ces 3 années. 

Un grand merci à tous mes colocataires de bureau, ceux qui sont partis, ceux qui sont 

encore là, Mohammed, Nawel, Migui, Marie, Kelly et sans oublier … Marc qui a su rendre ce 

bureau tellement plus…Gossipy (ARrrêeeete !), merci pour ta bonne humeur et ton soutien ! 

Je ne saurai assez remercier celles qui ont été mes confidentes, qui m’ont supporté dans 

les moments de doutes et les moments d’euphorie, celles qui m’ont aidé dans les moments de 

galère, celles qui tout simplement sont devenues mes amies. Audrey, tu as toujours su trouver 

les mots pour me remotiver quand ça allait moins bien alors milles fois merci ma Pony. Anne, 

heureusement que tu étais là dans bien des moments mais est-il nécessaire de te dire merci 

alors qu’on partage ensemble un cerveau ? oui, quand même milles fois merci ma Poupy. 

Toutes les trois on est arrivée au bout de cette aventure, ensemble et plus soudées que jamais, 

merci infiniment pour tous les moments partagés. 

Pour terminer, parce qu’à mes yeux rien n’est plus important, j’adresse mes plus 

profonds remerciements à merveilleuse famille. A tous, dans votre diversité, un immense 

merci pour votre soutien (merci pou tou zot’ soutien).  

…A mes parents, vous m’avez toujours encouragé à donner le meilleur et vous m’avez 

toujours donné le meilleur. Vos valeurs sont devenues mes valeurs. Merci pour votre 

confiance et votre soutien inconditionnel.  

…A ma grand-mère, merci d’avoir toujours été fière de mon travail, je suis tellement triste de 

ne pas partager la fin de cette thèse avec toi. 

…A mon parrain, un infini merci, parce que mes premiers pas dans la Biologie c’est des 

heures passées avec toi à écouter pousser les légumes et à apprendre l’anatomie du lapin.  

…A mon frère, tu as toujours été mon exemple, merci pour ta philosophie et tes 

encouragements, et pardon d’avoir manqué de temps ces trois dernières années pour passer 

des moments avec toi et ta petite famille… mais on va se rattraper !! Au passage un clin d’œil 

à ma mini nièce, Lou, merci pour toute ton énergie (non non, tu vois je ne fais pas d’école de 

couture !) 

Jean-Charles qui mieux que toi sait combien merci à de sens à mes yeux ? Mais ce mot 

me parait finalement dérisoire face à tout ce que tu m’as apporté. Ton soutien et ta force ont 

été les piliers de mon équilibre ces trois dernières années. Parce que sans toi je n’aurai pas 

même imaginé arriver au bout, je te dédis ce travail. 



 

 

 

Liste des publications et des communications 

Publications 

Vosges M., Kah O., Piccini B., Porcher J-M., Brion F. Neuroanatomical characterization of 

the GnRH systems in the zebrafish (Danio rerio) and study of potential effect of 17α-

ethinylestradiol. En préparation. 

Vosges M., Le Page Y., Chung B-C., Combarnous Y., Porcher J-M., Kah O., Brion F., 2010. 

17α-ethinylestradiol disrupts the ontogeny of the forebrain GnRH system and the expression 

of brain aromatase during early development of zebrafish. Aquatic Toxicology, 99 (4), 479-

491. 

Vosges M., Kah O., Hinfray N., Chadili E., Le Page Y.,Combarnous Y., Porcher J-M., Brion 

F., 2010. 17α-Ethinylestradiol and Nonylphenol affect the development of forebrain GnRH 

neurons through an estrogen receptors-dependent pathway. Soumis à Reproductive 

Toxicology. 

Vosges M., Braguer J.C., Combarnous Y.,  2008. Long-term exposure of male rats to low-

dose ethinylestradiol (EE2) in drinking water: effects on ponderal growth and on litter size of 

their progeny, Reproductive Toxicology, 25 (2), 161Ŕ168. 

 

Communications orales 

Vosges M., Pillon D. Effets centraux des perturbateurs endocriniens : effets du 17α-

éthinylœstradiol sur l’ontogenèse du système GnRH chez deux espèces modèles de vertébrés, 

le poisson zèbre et la souris. Journée des Perturbateurs Endocriniens, 19 Octobre 2009, INRA 

Nouzilly, France. 

Vosges M., Le Page Y., Combarnous Y., Porcher J-M, Kah O, Brion F. 17α-ethinylestradiol 

disrupts the ontogeny of the forebrain GnRH system and the expression of brain aromatase 

during early development of zebrafish. Annual Meeting on Health, Sciences and Technology, 

Université François Rabelais, 30 juin 2010, Tours. 



 

 

 

Vosges M., Hinfray N., Le Page Y., Cosnefroy A., Piccini B., Turies C., Porcher J-M, Kah O, 

Brion F. 17α-ethinylestradiol disrupts the ontogeny of the forebrain GnRH system and the 

expression of brain aromatase during early development of zebrafish. Symposium NEED,10 

Juillet 2010, Rouen, France. 

 

Communications affichées  

Vosges M., Bou Ezz Edine F., Brion F., Lareyre J-J., Le Gac F., Caraty A., Kah O. 

Caractérisation d’un système à Kisspeptine-10 dans le cerveau du Poisson zèbre et ses 

relations avec les systèmes à GnRH. 35
ème

 Colloque de la Société de Neuroendocrinologie, 

10-12 Septembre 2008, Strasbourg, France. (Annexe 1) 

Vosges M., Kah O., Porcher J-M., Brion F. Effect of ethinylestradiol (EE2) on GnRH system 

in zebrafish (Danio rerio) exposed at adult and larval stages. SETAC Europe 19th Annual 

Meeting, 31 May - 4 June 2009, Göteborg, Sweden.  

Vosges M., Kah O., Le Page Y., Porcher J-M., Brion F. Effects of ethinylestradiol on the 

development of the GnRH systems and the expression of brain aromatase during zebrafish 

(Danio rerio) development. 36
ème

 Colloque de la Société de Neuroendocrinologie, 15-18 

Septembre 2009, Nice, France. 

Vosges M., Le Page Y., Chung B-C., Porcher J-M., Kah O., Brion F. Effects of 

ethinylestradiol on the ontogenesis of GnRH neurons during zebrafish (Danio rerio) 

development. 13th Annual Meeting of the LARC Neuroscience network, 30 Octobre 2009, 

Caen, France. 

Vosges M., Hinfray N., Le Page Y., Cosnefroy A., Piccini B., Turies C., Porcher J-M, Kah O, 

Brion F. 17α-ethinylestradiol disrupts the ontogeny of the forebrain GnRH system and the 

expression of brain aromatase during early development of zebrafish. Symposium NEED. 10 

Juillet 2010, Rouen, France.(Annexe 2) 

 

 

 

 

 



 

 

 

Travaux associés 

Brion F., Hinfray N., Baudiffier D., Vosges M., Palluel O., Ait-Aissa S., Pakdel F., Kah O., 

Porcher J-M. 2009. Effects of EE2 and TCDD, alone or in combination, on ER-dependent 

genes expression and sexual differentiation in the zebrafish. SETAC Europe 19th Annual 

Meeting, 31 May - 4 June 2009, Göteborg, Sweden. (Communication orale) 

Servili A., Le Page Y., Vosges M., Brion F., Kah O. Neuroanatomical characterization of the 

KISS/GPR54 systems: Comparison with GnRH projections and leptin receptor expressing 

cells. 13th Annual Meeting of the LARC Neuroscience network, 30 Octobre 2009, Caen, 

France. (Communication orale) 

Kah O., Vosges M., Le Page Y., Servili A., Porcher J-M., Brion F. Using zebrafish to study 

the neuroendocrine effects of endocrine disruptors. 1st European Zebrafish PI Meeting, 18-21 

March 2010, Padova, Italy. (Poster)  

Kah O., Le Page Y., Vosges M., Tong S-K., Porcher J-M., Chung B-C., Brion F. Early life 

stage effects of endocrine disruptors in zebrafish: evidence from wild type and transgenic 

zebrafish. HESI Health and Environmental Sciences Institute Workshop on Development of 

alternatives to chronic ecotoxicity tests: predicting early-life stage and endocrine-mediated 

toxicity in aquatic vertebrate species, June 2010, Paris, France. (Conférence Invitée) 

Cosnefroy A., Aït-Aïssa S., Piccini B., Turies C., Vosges M., Hinfray N., Porcher J-M., Kah 

O., Brion F. Use of Cyp19a1b-GFP zebrafish to assess the estrogenic activity of emerging 

pollutants, benzopheone derivatives (BPs). Symposium NEED,10 Juillet 2010, Rouen, France. 

(Poster) 

Brion F., Piccini B., Le Page Y., Tong S-K., Ait-Aissa S., Porcher J-M., Vosges M., Chung 

B-C., Kah O. A novel in vivo assay to assess the estrogenic activity of chemical substances 

using transgenic cyp19a1b-GFP zebrafish embryos. The zebrafish embryo model in toxicology 

and teratology, 2nd-3rd September 2010, Karlsruhe, Allemagne. (Poster, Annexe 3) 

 

Brion F., Piccini B., Le Page Y., Tong S-K., Ait-Aissa S., Porcher J-M., Vosges M., Chung 

B-C., Kah O. A novel in vivo assay to assess the estrogenic activity of chemical substances 

using transgenic cyp19a1b-GFP zebrafish embryos. 14th LARC Neuroscience Network 

Meeting, 29
th 

October 2010, Lille. (Poster) 



 

 

 

Résumé 

 Les perturbateurs endocriniens (PE) sont capables d’interférer avec le 

système endocrinien entraînant ainsi des effets délétères sur le développement  

et la reproduction des organismes. À ce jour, la plupart des études consacrées aux effets des 

PE sur l'axe reproducteur se sont focalisées sur leurs effets sur les gonades et les tissus 

périphériques. Cependant, il apparait que les circuits neuroendocrines contrôlant le 

développement et la reproduction pourraient également être affectés par les PE.  Parmi ces 

réseaux neuroendocrines, la GnRH (Gonadotropin-releasing hormone) semble constituer une 

cible de choix des PE. En effet, la GnRH est l’intégrateur majeur du contrôle central de la 

fonction de reproduction. Le développement et l’activité des neurones à GnRH sont finement 

régulés, notamment par les hormones stéroïdes, ce qui les rend potentiellement sensibles aux 

PE. Ainsi, l’objectif de ce travail était d’étudier les effets neuroendocrines des xéno-

œstrogènes sur le système à GnRH d’un modèle de vertébré, le poisson zèbre (Danio rerio). 

De plus, nous avons étudié l’expression protéique de l’aromatase cérébrale (AroB), l’enzyme 

de biosynthèse des œstrogènes. 

 A l’aide de techniques d’immunohistochimie couplées à des analyses neuroanatomiques 

et morphométriques, nous avons caractérisé le système à GnRH du poisson zèbre adulte et 

nous montrons que la  distribution des neurones immunoréactifs à la GnRH (GnRH-ir), leur 

nombre et leur taille ne sont pas affectés par une courte exposition à 1nM de 17α-

éthinylœstradiol (EE2) chez le mâle. En revanche, l’étude de l’ontogenèse des neurones à 

GnRH du cerveau antérieur au cours du développement du poisson zèbre exposé à des 

concentrations croissantes d’EE2 ou de nonylphénol (NP), montre que ces xéno-œstrogènes 

perturbent le développement du système à GnRH au cours des stades précoce. Nous 

démontrons notamment que les deux xéno-œstrogènes produisent une augmentation du 

nombre de neurones à GnRH-ir de manière concentration-dépendante et démontrons 

l’implication de récepteurs des œstrogènes fonctionnels dans les effets centraux médiés par 

ces composés. Parallèlement, nous montrons le spectaculaire effet inducteur de l’EE2 et du 

NP  sur l’expression de l’AroB dans les cellules gliales radiaires et montrons pour la première 

fois l’existence de relations étroites entre les cellules gliales et les neurones à GnRH 

suggérant l’existence de relations fonctionnelles qui pourraient expliquer les effets observées 

sur les neurones à GnRH.  

 L’ensemble de ces travaux démontre que les réseaux neuroendocrines sont des variables 

critiques et sensibles des PE et souligne la nécessité de considérer leurs effets sur ces réseaux 

centraux si l’on souhaite correctement évaluer les risques de ces substances sur la 

reproduction des vertébrés. 

Mots clés: Gonadotropin-releasing-hormone (GnRH), aromatase B, pertubateurs 

endocriniens, poisson zèbre (Danio rerio). 



 

 

 

Abstract 

Endocrine disrupting chemicals (EDCs) are known to interfere with the endocrine system 

leading to adverse effects on the development and the reproductive health of organisms. To 

date, most of studies dedicated to the actions of EDCs on the reproductive axis have focused 

on their effects on the gonads and peripheral tissues. However, there is increasing evidence 

that neuroendocrine circuits controlling development and reproduction could be targeted by 

EDCs. Among these neuroendocrine networks, the Gonadotropin-releasing hormone (GnRH) 

system appeared as a critical target. Indeed, GnRH is the key factor controlling the activity of 

the reproductive axis in vertebrates. The development and the activity of GnRH neurons are 

finely tuned by a series of factors, notably sex steroids, making these neurons prime targets 

for EDCs. In the light of this, the purpose of the present work was to explore the 

neuroendocrine effects of xenoestrogens on the GnRH system of a vertebrate model, the 

zebrafish (Danio rerio). In addition, the expression of the cytochrome brain aromatase (AroB) 

protein, the enzyme responsible for estrogen biosynthesis, was investigated. 

 Using immunohistochemistry combined to neuroanatomical and morphometric analyses 

we characterize the GnRH system of adult zebrafish and we report that neither the distribution 

pattern of GnRH-immunoreactive (GnRH-ir) neurons nor the GnRH-ir neuronal number and 

size were affected by short term exposure to 17α-ethinylestradiol (EE2) in male. In contrast, 

study on the ontogeny of forebrain GnRH neurons in zebrafish early developmental stages 

exposed to EE2 and NP, show that these two estrogenic compounds disrupt the development 

of GnRH system in early life stage. Notably, we demonstrate that both xenoestrogens induce 

an increase in the number of GnRH-ir neurons in a concentration-dependent manner and we 

evidence that xenoestrogen effects on GnRH ontogeny involve functional estrogens receptors. 

In parallel, we also show a dramatic concentration-dependent effect of EE2 and NP on the 

AroB expression in radial glial cells of developing zebrafish brain and we show for the first 

time the existence of close associations between radial glial cells and GnRH neurons 

suggesting the existence of functional relationships that could explain the observed effects on 

GnRH neurons. 

 In conclusion, we demonstrate for the first time that xenoestrogens, acting through ERs, 

disrupt key central networks that are essential for the development and regulation of 

reproduction. Altogether, these results demonstrate that GnRH and brain aromatase are 

critical and sensitive endpoints of EDCs and highlight the need to consider the 

neuroendocrine networks in order to improve the risk assessment of EDCs on reproduction of 

vertebrates.  

Keywords: Gonadotropin-releasing-hormone (GnRH), aromatase B, endocrine disrupting 

chemicals, zebrafish (Danio rerio). 
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Au cours de ces dernières décennies, l’action néfaste de certaines substances, présentes 

dans l’environnement, sur la reproduction et le développement des organismes a suscitée de 

fortes préoccupations au sein de la communauté scientifique (Carlsen et al. 1992; Colborn and 

Clement 1992). Ces substances, d’origine naturelle ou synthétique, sont regroupées sous le 

terme de perturbateurs endocriniens (PE). En 2002 l’organisation mondiale de la santé a 

défini un PE comme une substance ou un mélange exogène altérant les fonctions du système 

endocrinien et induisant donc des effets nocifs sur la santé d'un organisme intact, de ses 

descendants ou (sous-)populations (WHO 2002). Les PE sont capables d’agir par des modes 

d’actions multiples sur l’ensemble des étapes de la régulation endocrine provoquant ainsi des 

effets délétères sur le développement et la reproduction des organismes (Kavlock et al. 1996). 

Les vertébrés aquatiques, de part leur habitat, sont les plus exposés à ces substances et 

plusieurs études écotoxicologiques ont montré un lien entre ces expositions et l’apparition de 

troubles du développement ainsi que la détérioration des capacités de reproduction (Guillette 

and Gunderson 2001; Jobling et al. 2002; Segner et al. 2003). Face à ces constats, il est 

apparu nécessaire de disposer de méthodes appropriées pour évaluer les dangers et les risques 

de ces substances pour les organismes. Ainsi de nombreuses études ont été menées en 

laboratoires afin d’évaluer l’impact de l’exposition à des PE sur le développement et la 

fonction de reproduction des espèces aquatiques, notamment chez les poissons. La plupart des 

ces travaux se sont focalisés sur les effets des PE sur les organes périphériques et plus 

particulièrement sur la gonade (pour revue, Mills and Chichester 2005). Cependant, le 

contrôle de la fonction de reproduction implique des niveaux de régulation supérieurs qui 

incluent le cerveau et l’hypophyse. A ces niveaux, des réseaux neuroendocriniens complexes 

agissent de manière coordonnée pour assurer le développement et la régulation de l’axe 

reproducteur. Cependant, les effets des PE sur les circuits neuroendocrines sont très peu 

documentés soulignant la nécessité de conduire des travaux spécifiques pour étudier cette 

problématique. 

Chez les poissons, comme chez tous les vertébrés, l’élément majeur du contrôle central 

de la reproduction est la GnRH (Gonadotropin Releasing Hormone). Cette hormone 

peptidique hypothalamique agit au niveau des cellules gonadotropes hypophysaires où elle 

stimule la synthèse et la libération des hormones gonadotropes FSH (Follicule Stimulating 

Hormone) et LH (Luteinizing Hormone). Au niveau des gonades, ces deux hormones régulent 

la gamétogenèse et également la synthèse et la sécrétion de peptides et protéines gonadiques 

ainsi que d'hormones stéroïdes. La synthèse et la libération de la GnRH sont régulées par de 
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nombreux facteurs, parmi lesquels, des rétrocontrôles complexes exercés par les hormones 

stéroïdes gonadiques. Ces régulations endocrines font du système à GnRH une cible 

potentielle des PE. Cependant, l’effet des PE sur le système à GnRH était peu documenté. 

Par ailleurs, les poissons téléostéens ont la particularité d’avoir une considérable activité 

d’aromatisation des androgènes en œstrogènes dans le cerveau. Cette propriété est liée à la 

forte expression de l’aromatase cérébrale (aromatase B), enzyme codée par le gène cyp19a1b. 

Cette enzyme s’exprime dans les cellules gliales radiaires et son gène est régulé positivement 

par les estrogènes (Menuet et al. 2005). Il a été montré que les cellules gliales radiaires jouent 

un rôle important dans la neurogenèse chez le poisson en tant que cellules progénitrices 

neuronales (Pellegrini et al. 2007). De plus, la forte expression de l’aromatase B, l’enzyme de 

synthèse de l’œstradiol, dans les cellules gliales radiaires suggère l’existence d’un lien entre 

l’œstradiol et la forte neurogenèse chez le poisson. Dans le contexte de la perturbation 

endocrinienne, différentes études ont montré que l’exposition à des œstrogènes naturels ou 

synthétiques menait à une induction du gène et de la protéine aromatase B (Hinfray et al. 

2006; Kazeto et al. 2004). L’aromatase B s’exprimant dans des structures cérébrales 

impliquées dans la reproduction il est possible qu’une perturbation de l’expression de cette 

enzyme puisse avoir des conséquences sur le développement et la régulation de la fonction de 

reproduction. De plus, étant donné la sensibilité du système à GnRH aux hormones stéroïdes, 

il n’est pas exclu que la perturbation de l’expression de l’aromatase B ait un impact sur le 

système à GnRH. 

L’objectif de ce travail de thèse s’est inscrit dans la problématique générale de l’étude des 

effets centraux des perturbateurs endocriniens chez le poisson. Le but était de définir si 

l’exposition aux PE avait un impact sur des cibles neuroendocrines, choisies en fonction de 

leur implication dans le développement et la régulation de l’axe reproducteur. Plus 

spécifiquement, nous avons étudié les effets de PE œstrogènes-mimétiques, d’une part sur le 

système à GnRH et d’autre part sur l’aromatase B chez une espèce modèle de vertébrés, le 

poisson zèbre (Danio rerio). La finalité de ce travail était d’apporter des connaissances 

nouvelles sur les effets des PE sur le système neuroendocrinien et in fine  de déterminer la 

pertinence d’une approche expérimentale consistant à considérer ces effets pour caractériser 

les dangers potentiels de substances chimiques. 
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La première partie de ce manuscrit sera consacrée à une synthèse bibliographique posant 

les bases de ce travail de thèse. Dans un premier temps, la problématique des perturbateurs 

endocriniens sera présentée de manière concise. Nous rappellerons ensuite la place du 

système à GnRH dans l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique des téléostéens et nous 

montrerons en quoi ce système constitue une cible des perturbateurs endocriniens. Enfin nous 

évoquerons l’état des connaissances sur l’aromatase, notamment sa forme cérébrale et nous 

présenterons les effets des perturbateurs endocriniens sur cette cible du système nerveux 

central. 

Les objectifs précis de ce travail seront ensuite présentés ainsi que la démarche 

expérimentale retenue pour y répondre. Dans cette partie, les choix méthodologiques seront 

explicités. Le chapitre « Résultats » s’articule autour d’articles scientifiques rédigés en 

anglais. Il s’agit d’articles en préparation (Article 1), accepté (Article 2) ou soumis (Article 3). 

Chacun de ces articles sera précédé d’un résumé en français qui rappellera les objectifs, la 

démarche et les résultats principaux de ces travaux. Des résultats complémentaires viendront 

compléter et enrichir les résultats présentés dans les articles publiés ou en cours de 

publication. 

L’ensemble de ces résultats sera ensuite discuté afin de replacer nos travaux dans le 

contexte de la problématique générale de cette thèse et d’en dégager des perspectives de 

recherche.  
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I.   Les perturbateurs endocriniens  

I.1 Généralités  

I.1.1 Définition 

Depuis la fin du XX
ème

 siècle, la problématique des perturbateurs endocriniens suscite de 

fortes préoccupations au sein de la communauté scientifique en raison des effets délétères de 

ces composés sur la santé des organismes. Ces inquiétudes, maintenant largement relayées par 

les médias, font l’objet d’attentions particulières de la part des gouvernements et des instances 

de réglementations afin d’évaluer, de contrôler et de prévenir les dangers et les risques 

associés à ces composés. 

Un perturbateur endocrinien (PE) est défini comme un « agent exogène capable 

d’interférer avec la synthèse, la sécrétion, le transport, la liaison, l'action ou l'élimination des 

hormones naturelles responsables du maintien de l’homéostasie, de la reproduction, du 

développement et du comportement » (Kavlock et al. 1996). Plus récemment, l’organisation 

mondiale de la santé a défini un PE comme « une substance ou un mélange exogène altérant 

les fonctions du système endocrinien et induisant des effets nocifs sur la santé d'un organisme 

intact, de ses descendants ou (sous-) populations » (WHO 2002). Les PE ne sont donc pas 

définis par un mécanisme d’action spécifique et ils ne s’apparentent pas à une classe chimique 

particulière. Ces substances n’ont de commun que leur propriété à induire des modifications 

de l’homéostasie endocrinienne susceptibles d’avoir des conséquences délétères pour les 

organismes. 

Les PE regroupent des composés de nature variable, pouvant être d’origine naturelle ou 

synthétique (Tableau I). Parmi les substances naturelles, on distingue les phyto-œstrogènes 

(coumestanes ; lignanes ; flavonoïdes ; stilbènes), les myco-œstrogènes (zéaralénone) et les 

hormones stéroïdes naturelles. Les composés synthétiques regroupent de nombreuses 

substances issues de l’industrie chimique (plastifiants, peintures), agrochimique (pesticides), 

pharmaceutique (hormones de synthèse) ou cosmétique (filtres UV).  



 

 

Tableau I : Exemples de composés perturbateurs endocriniens d’origine naturelle  et   

synthétique.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Famille Chimique Composés Sources  

Phytœstrogènes Génistéine, Coumestrol Végétaux 

Hormones 

naturelles 
17α-œstradiol, œstrone Stéroïdes sexuels 

Pesticides 
Atrazine,  Lindane, Endosulfan, 

Dichlorodiphényltrichloroéthane (DDT) 
Agriculture 

Alkylphénols Nonylphénol, Octylphénol Détergents 

Hormones de 

synthèse 

17α-éthinylœstradiol, Diéthylstibestrol, 

Tamoxifène 

Industrie 

pharmaceutique 

Filtres UV 
Benzophénones, 4-méthylbenzylidène 

camphre (4-MBC) 

Industrie 

cosmétique 

Phtalates 
Phtalate de di-2-éthylhexyle (DEHP), 

Phtalate de dibutyle (DBP) 
Industrie plastique 

Dioxines 2,3,7,8-TCDD, 1,2,3,7,8-PeCDD 
Sous-produit 

industriel 
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Parmi ces composés anthropiques on compte également certains sous-produits industriels, 

comme les dioxines et les furanes. A ce jour, plusieurs centaines de PE naturels ou 

anthropiques ont été identifiés et de nouveaux composés viennent continuellement s’ajouter à 

cette liste.  

Dans l’environnement, les sources d’exposition aux PE sont multiples puisqu’ils peuvent 

être présents dans l’air, dans les sols et également dans l’eau. S’agissant de l’eau, de 

nombreux composés PE issus de rejets d’activités agricoles, urbaines et industrielles sont 

disséminés dans les eaux de surfaces. L’ensemble de ces sources de contamination engendre 

une pollution préoccupante des milieux aquatiques par les PE. 

I.1.2 Mécanismes d’action 

Les perturbateurs endocriniens peuvent altérer l’homéostasie du système endocrinien par des 

mécanismes d’action multiples et complexes.  

Parmi ces mécanismes, l’un des plus documenté est la capacité de certains PE à interagir 

avec les récepteurs hormonaux, tels que le récepteur des œstrogènes (ER) ou celui des 

androgènes (AR). Ces récepteurs nucléaires sont classiquement activés par la fixation du 

ligand naturel et ils agissent comme facteurs de transcription en se fixant sur leurs éléments 

de réponses régulant ainsi l’expression de gènes cibles. La fixation d’un PE à la place du 

ligand endogène est capable de perturber les régulations transcriptionnelles médiées par ces 

récepteurs. Les PE peuvent interagir avec les récepteurs hormonaux selon deux mécanismes : 

- Agoniste : en mimant l’action des hormones naturelles, donc en produisant des effets 

similaires à ceux de cette hormone,  

- Antagoniste : en bloquant, de manière compétitive ou non compétitive, l’action des 

hormones naturelles sur leurs récepteurs.  

L’action des PE ne se limite cependant pas à leur interaction avec les récepteurs hormonaux 

puisqu’ils sont également capables de modifier la concentration et la biodisponibilité des 

hormones endogènes en affectant notamment leur synthèse, leur libération, leur transport mais 

également leur métabolisme ainsi que leur élimination (Kavlock et al. 1996; Vos et al. 2000; 

WHO 2002). La figure 1, adaptée de WHO (2002), résume les principaux sites d’action des 

PE.  



 

 

 

 

Foie

CH

H

H

H

R

H
R

Noyau

Cellule cible

H
H

1

2

4

3

H
R

H
R

gèneHRE5
FT

6

Cellule stéroïdogène

Sang
T

 

 

 

Figure 1 : Représentation schématique des principaux sites d’actions des perturbateurs 

endocriniens (adaptée de WHO 2002). 1. Synthèse hormonale (enzymes de  la 

stéroïdogenèse) ; 2. Transport (protéines de transport) ; 3. Conversion enzymatique ; 4. 

Récepteur  Nucléaire (action agoniste ou antagoniste) ; 5. Liaison du récepteur à l’ADN ; 6. 

Métabolisme hépatique, élimination. Cholestérol (C), hormone stéroïde (H), récepteurs 

hormonaux (R), protéine  de transport des stéroïdes (T), élément de réponse aux hormones 

stéroïdes (HRE), co-facteur de transcription (FT).  
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Les mécanismes d’action des PE sont d’autant plus complexes qu’ils dépendent de 

nombreux paramètres tels que le sexe, l’âge, l’espèce, mais également de fenêtres critiques 

d’exposition (Diamanti-Kandarakis et al. 2009). 

I.1.3 Effets biologiques 

Les effets des perturbateurs endocriniens sont multiples puisqu’ils sont capables d’agir sur 

l’ensemble des étapes de la régulation endocrine. Ils sont ainsi susceptibles de perturber de 

nombreuses fonctions physiologiques telles que le développement, la croissance, le 

métabolisme, l’immunité, le comportement et la reproduction. 

Les effets des PE les plus étudiés sont, de loin, ceux concernant le développement et la 

reproduction. Ils ont initialement été mis en évidence chez les animaux sauvages. Plusieurs 

études ont ainsi établi un lien entre la présence de PE dans l’environnement et l’apparition de 

troubles du développement ou de la fonction de reproduction chez certains organismes (pour 

revue Tyler et al. 1998; Vos et al. 2000). Parmi ces études, on peut citer quelques exemples 

emblématiques tels que : 

- La survenue d’imposex (développement d’organes sexuels mâles) chez les femelles 

gastéropodes exposées au tributylétain, un agent biocide utilisé  dans les peintures 

anti-salissures (Bryan and Gibbs 1991) ; 

- Les anomalies du développement et du fonctionnement de l'appareil reproducteur des 

alligators mâles exposés au dicofol, un pesticide organochloré (Guillette et al. 2000) ; 

- L’altération de la calcification des œufs chez les oiseaux exposés au DDT et à son 

métabolite DDE (Lundholm 1997).  

Chez l’Homme, il y a de fortes suspicions quant à l’implication des PE dans l’incidence 

croissante de certaines pathologies telles que les cancers hormonaux-dépendants ou le 

syndrome de dysgénie testiculaire (Safe 2004; Skakkebak et al. 2001). De même, les PE sont 

incriminés dans les troubles de la fertilité et dans l’apparition de pubertés précoces 

(Bourguignon et al. 2010; Diamanti-Kandarakis et al. 2009). Cependant, hormis l’exemple 

tragique du diéthylstilbestrol pour lequel un lien a été clairement établi entre l’exposition et 

l’apparition de cancer et d’anomalies de la reproduction, il y a de nombreuses controverses et 

très peu de certitudes quant au lien de causalité entre l’exposition aux PE et les effets observés 

sur la santé humaine (Safe 2004). 



 

 

Tableau II : Exemples d’études de laboratoires montrant les effets de perturbateurs 

endocriniens sur la fonction de reproduction de différentes espèces de poissons modèles. 

 

 

Composés Espèces  Effets Références 

Vitellogénine 

hépatique 

(VTG) 

17β-œstradiol Poisson zèbre 

Induction de la VTG 

chez le mâle 

(Brion et al. 2004) 

17α-éthinylœstradiol 
 (Segner et al. 2003) 

Bisphénol A 
 (Segner et al. 2003) 

Nonylphénol Médaka (Seki et al. 2003) 

Benzophénone-2 Tête-de-boule (Weisbrod et al. 2007) 

Maturation 

sexuelle 

17α-éthinylœstradiol Poisson zèbre Retard de 

maturation sexuelle 

(Segner et al. 2003) 

17β-œstradiol   (Brion et al. 2004) 

Caractères 

sexuels 

secondaires 

(CSS) 

Nonylphénol Médaka Féminisation des 

CSS chez les mâles 

(Seki et al. 2003) 

17β-œstradiol Poisson zèbre (Brion et al. 2004) 

Vinclozoline Guppy 
Réduction des CSS 

mâles 
(Bayley et al. 2002) 

Capacités de 

reproduction 

17α-éthinylœstradiol 
Poisson zèbre 

Réduction de la 

production d'œufs 

(Segner et al. 2003) 

Tête-de-boule (Jobling et al. 2003) 

Méthoxychlore 
 (Ankley et al. 2001) 

TCDD Poisson zèbre 
(King Heiden et al. 

2009) 

p,p'-DDE Guppy Réduction du 

nombre de 

spermatozoïdes 

(Bayley et al. 2002) 

Vinclozoline   (Bayley et al. 2002) 

Histologie de 

la gonade 

17α-éthinylœstradiol Poisson zèbre Altération de la 

structure gonadique 

(Segner et al. 2003) 

Bisphénol A Médaka (Metcalfe et al. 2001) 

17α-éthinylœstradiol Médaka Intersexualité 

gonadique 

(Metcalfe et al. 2001) 

Méthyltestostérone Poisson zèbre (Örn et al. 2003) 

Comportement 

Vinclozoline Guppy 

Altération du 

comportement 

sexuel mâle 

(Bayley et al. 2002) 

Flutamide  
(Bayley et al. 2002) 

17α-éthinylœstradiol Poisson zèbre (Segner et al. 2003) 

Bisphénol A 
 (Segner et al. 2003) 

Octylphénol Médaka (Gray et al. 1999) 

Espèces de poissons : Médaka (Oryzias latipes) ; Poisson zèbre (Danio rerio) ; Guppy (Poecilia 

reticulata) ; Tête-de-boule (Pimephales promelas).  
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Chez les espèces aquatiques, notamment chez les poissons, les exemples de perturbation 

endocrinienne in situ sont abondants (pour revue, Vos et al. 2000). Nous rappelons ici, de 

manière non exhaustive, quelques exemples significatifs.  

Plusieurs études ont révélé une élévation du taux plasmatique de vitellogénine (protéine 

précurseur du vitellus) chez les poissons mâles vivant dans les cours d'eau situés en aval des 

stations d’épuration (Harries et al. 1996; Larsson et al. 1999; Lye et al. 1997). La 

vitellogénine est normalement produite pas les femelles sous le contrôle des œstrogènes 

gonadiques, son induction chez les mâles est liée à la présence de substances œstrogéno-

mimétiques dans le milieu. Des phénomènes d’intersexualité (ovotestis), d’inversion sexuelle 

ainsi que des anomalies du développement gonadique ont également été rapportés chez les 

populations de poissons vivant dans ces milieux contaminés (Hemming et al. 2001; Jobling et 

al. 2002; Lye et al. 1997). De même, des études ont montré des retards du développement 

gonadique et des réductions des taux plasmatiques hormonaux chez les poissons vivants en 

aval de rejets d’effluents d’usines de pâte à papier (Andersson et al. 1988; Van Der Kraak et 

al. 1992).L’ensemble de ces donnés montre que certaines substances présentes dans 

l’environnement aquatique sont capables d’altérer le développement et la fonction de 

reproduction des poissons. Cependant, la nature des composés et les mécanismes complexes 

mis en œuvre n’étant pas entièrement élucidés, il est difficile d’établir un lien de causalité 

entre l’exposition et les effets observés chez les poissons. 

Les travaux menés en laboratoire ont permis de s’affranchir de la complexité de l’analyse 

in situ. Ainsi, de nombreuses études réalisées en conditions contrôlées avec des espèces 

modèles de poissons ont permis de caractériser précisément les effets des PE sur la fonction 

de reproduction (pour revue  Mills and Chichester 2005). 

Les composés PE les plus étudiés sont, de loin, des ceux ayant des effets  œstrogéniques 

(œstrogènes mimétiques), tels que le 17β-œstradiol, le 17α-éthinylœstradiol, le bisphénol A 

ou encore le nonylphénol. Ces composés produisent une très large gamme d’effets parmi 

lesquels l’induction de la vitellogénine chez le poisson mâle, la réduction des capacités de 

reproduction ainsi que l’altération de la gonade et l’apparition de phénomènes d’intersexualité 

(Brion et al. 2004; Metcalfe et al. 2001; Segner et al. 2003). Les PE anti-androgéniques tels 

que le flutamide ou la vinclozoline ont, quant à eux, des effets délétères sur le comportement 

sexuels ainsi que sur les capacités de reproduction (Bayley et al. 2002). Le tableau II 

présente un aperçu non exhaustif des principaux effets des PE observés chez différentes 

espèces modèles de poissons. 
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I.2 Effets neuroendocrines des perturbateurs endocriniens ? 

Comme nous venons de l’évoquer, les effets des perturbateurs endocriniens sur la fonction 

de reproduction ont suscité de nombreuses recherches au cours de ces dernières années. Ces 

études ce sont principalement focalisées sur les organes périphériques, notamment sur la 

sphère gonadique, laissant, pour ainsi dire, inexplorées d’autres cibles potentielles de l’axe 

reproducteur. 

Chez l’ensemble des vertébrés, la fonction gonadique et plus généralement la fonction de 

reproduction sont dépendantes de régulations issues du système nerveux central. Plus 

spécifiquement, le cerveau et l’hypophyse constituent un complexe, l’axe hypothalamo-

hypophysaire, dont la fonction est d’intégrer les informations de différents facteurs externes 

(photopériode, nutrition) et internes (signaux hormonaux, peptidiques) et de les retranscrire 

sous forme de signaux endocriniens afin d’assurer le développement et la régulation de l’axe 

reproducteur. 

Au niveau de l’hypothalamus, de nombreux réseaux neuroendocrines agissent de manière 

coordonnée pour réguler la fonction hypophysaire. Au cœur de ces réseaux, la GnRH 

(Gonadotropin Releasing Hormone) occupe un rôle central. L’hypophyse, quant à elle, intègre 

les informations d’origine hypothalamique et les relaie sous forme de sécrétion des 

gonadotropines FSH et LH. Ces gonadotropines hypophysaires jouent un rôle essentiel dans 

le contrôle des activités gamétogénétiques et endocrines des gonades. Ainsi, l’axe 

reproducteur étant étroitement régulé par des réseaux neuroendocrines, il était possible que 

certains des effets délétères des PE sur la fonction de reproduction soient dûs à leur action sur 

le complexe hypothalamo-hypophysaire. 

Bien que de récentes études sur l’impact des PE suggèrent une action centrale de ces 

composés (Bourguignon et al. 2010; Diamanti-Kandarakis et al. 2009), peu de travaux ce sont 

attachés à étudier les effets neuroendocrines des PE chez les vertébrés. Or, il apparait 

essentiel d’étudier ces effets pour améliorer la connaissance sur les mécanismes d’action 

de ces substances. De plus, la perturbation des réseaux neuroendocrines n’est pour le 

moment pas prise en compte dans la réglementation. Il existe donc un besoin réel 

d’outils et de modèles biologiques pour améliorer les stratégies d’évaluation des dangers 

et des risques des composés PE pour les organismes. 
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Dans la suite de cette synthèse bibliographique nous définirons deux cibles potentielles du 

système nerveux central, la GnRH et l’aromatase, et nous préciserons les données de la 

littérature relatives aux effets des PE sur ces cibles.  
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Figure 2 : La GnRH dans l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique des poissons 

téléostéens.  
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II.   La GnRH dans l’axe hypothalamo-hypophyso-

gonadique des poissons téléostéens 

Chez les poissons téléostéens, comme chez tous les vertébrés, la GnRH (Gonadotropin-

releasing Hormone) constitue l’élément majeur du contrôle de l’axe hypothalamo-hypophyso-

gonadique (Figure 2). Il s’agit d’une neurohormone d’origine peptique synthétisée par des 

neurones localisés au niveau de l’hypothalamus. Contrairement aux tétrapodes, où la GnRH 

accède à l’hypophyse via le système porte hypothalamo-hypophysaire de l’éminence 

médiane, chez les téléostéens les neurones à GnRH innervent directement les cellules 

gonadotropes hypophysaires. C’est à ce niveau que la GnRH est libérée et se fixe sur des 

récepteurs spécifiques à sept domaines transmembranaires (GnRH-R) stimulant ainsi la 

biosynthèse et la libération des hormones gonadotropes FSH  et LH. Ces hormones sont 

libérées dans la circulation générale et agissent sur les gonades en se fixant sur des récepteurs 

spécifiques. A ce niveau, elles régulent la gamétogenèse d’une part mais également la 

synthèse et la sécrétion des peptides gonadiques (inhibine, activine, follistatine) et des 

hormones stéroïdes (androgènes, œstrogènes, progestérone). 

 

II.1 Les variants de la GnRH 

La GnRH a été identifiée pour la première fois chez les mammifères (Amoss et al. 1971; 

Matsuo et al. 1971), il s’agit d’un décapeptide de séquence pGlu-His-Trp-Ser-Tyr-Gly-Leu-

Arg-Pro-Gly-NH2. A la suite de ces travaux pionniers, plusieurs études ont permis 

d’identifier différentes formes, très conservées, de la GnRH à travers le règne animal 

soulignant ainsi son rôle majeur dans la fonction de reproduction (pour revue, Kah et al. 2007; 

Lethimonier et al. 2004). Chez les poissons téléostéens, la GnRH fut identifiée pour la 

première fois chez le saumon kéta, Oncorhynchus keta (Sherwood et al. 1983). 

A ce jour, quatorze variants de la GnRH ont été isolés chez les vertébrés, dont huit chez 

les poissons téléostéens (Tableau III). Ces variants ont d’abord été nommés selon l’espèce 

dans laquelle ils ont été identifiés pour la première fois. Cependant, afin d’éviter les 

confusions, une nouvelle classification a été établie sur la base de l’analyse phylogénétique et 

la distribution neuroanatomique des variants (Fernald and White 1999). 
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Figure 3 : Représentation schématique de l’organisation structurale du gène (A) et du 

précurseur (B) de la GnRH des vertébrés. A : Gène de la GnRH, les exons sont représentés 

par des rectangles et numérotés en chiffres romains. Les lignes grises correspondent aux 

régions introniques. B : Le précurseur prépro-GnRH est constitué du peptide signal, du 

décapeptide GnRH, du site de clivage GRK (Gly-Lys-Arg) et du GAP (GnRH-associated 

peptide). 
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Ainsi, l’ensemble des variants de la GnRH ont été regroupés en trois types de GnRH (GnRH-

1, GnRH-2 et GnRH-3).  

 

Tableau III : Séquences peptidiques des 14 variants de la GnRH identifiés chez les vertébrés. 

 : Variants de GnRH des téléostéens. 

 

Variants 
 

Séquences peptidiques 

 

 
1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 

 mammalian GnRH (mGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser Tyr Gly Leu Arg Pro Gly-NH2 

medaka GnRH (mdGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser Phe Gly Leu Ser Pro Gly-NH2 

seabream GnRH (sbGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser Tyr Gly Leu Ser Pro Gly-NH2 

catfish GnRH (cfGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser His Gly Leu Asn Pro Gly-NH2 

herring GnRH (hrGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser His Gly Leu Ser Pro Gly-NH2 

whitefish GnRH (wfGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser Tyr Gly Met Asn Pro Gly-NH2 

chicken GnRH-II (cGnRH-II) GnRH2 

 
pGlu His Trp Ser His Gly Trp Tyr Pro Gly-NH2 

salmon GnRH (sGnRH) GnRH3 

 
pGlu His Trp Ser Tyr Gly Trp Leu Pro Gly-NH2 

chicken GnRH-I (cGnRH-I) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser Tyr Gly Leu Gln Pro Gly-NH2 

 guinea pig GnRH (gpGnRH) GnRH1 

 
pGlu Tyr Trp Ser Tyr Gly Val Arg Pro Gly-NH2 

 frog GnRH (frGnRH) GnRH1 

 
pGlu His Trp Ser Tyr Gly Leu Trp Pro Gly-NH2 

 dogfish GnRH (dfGnRH) ? 

 
pGlu His Trp Ser His Gly Trp Leu Pro Gly-NH2 

 lamprey GnRH-I (lGnRH-I) ? 

 
pGlu His Tyr Ser Leu Glu Trp Lys Pro Gly-NH2 

 lamprey GnRH-III (lGnRH-III) ? 

 
pGlu His Trp Ser His Asp Trp Lys Pro Gly-NH2 

  

 

II.2 Gènes et structure de la GnRH 

Tous les gènes codant la GnRH possèdent une structure de base commune (Figure 3, A) 

(Seeburg and Adelman 1984).  Il s’agit de quatre exons séparés par trois introns codant pour 

un précurseur appelé prépro-GnRH (Figure 3, B). Le premier exon code pour une partie 5’ 

non traduite, le second pour le peptide signal de la GnRH permettant le transfert de la protéine 

dans le réticulum endoplasmique, ce second exon code également pour le décapeptide de la 

GnRH, le site de clivage protéolytique G-K-R (glycine, lysine, arginine) et la région amino 

terminale du peptide associé à la GnRH (GAP, GnRH-associated peptide). Le troisième exon 

code pour la partie centrale du GAP et le quatrième exon pour la région carboxy terminale du 

GAP ainsi que  la partie 3’ non traduite. Lors de la maturation du  prépro-GnRH, le peptide 

signal est éliminé puis la GnRH est séparée du GAP par clivage au niveau du site G-K-R.  



  

 

 

 

GnRH-3 (sGnRH)

GnRH-2 (cGnRHII)

GnRH-1 (sbGnRH)

GnRH-2 (cGnRHII)

GnRH-3 (sGnRH)
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Oncorhynchusmasou
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Figure 4 : Représentation schématique de la distribution cérébrale des variants de la 

GnRH chez deux espèces de poissons téléostéens (Adapté d'après Lethimonier et al. 

2004). A : Distribution des variants GnRH-2 et GnRH-3  dans le cerveau du saumon 

Oncorhynchus masou. B : Distribution des variants GnRH-1, GnRH-2 et GnRH-3  dans le 

cerveau du bar (Dicentrarchus labrax). 
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Le décapeptide est ensuite modifié par amidation de la glycine C-terminale et cyclisation 

de la glutamine N-terminale en pyroglutamate, ces modifications post-traductionnelles lui 

confèrent une résistance à la dégradation par des protéases. La GnRH et le GAP sont 

concentrés dans des granules de sécrétion et transportés vers les terminaisons axonales pour 

être sécrétés (Rangaraju et al. 1991). 

 

II.3 Distribution et fonction des variants de la GnRH 

Chez les téléostéens, suivant l’espèce, deux ou trois variants de la GnRH sont co-exprimés 

(Amano et al. 1991; Gothilf et al. 1996; Powell et al. 1994). Ces variants sont codés par des 

gènes distincts, résultats probables de la duplication d’un gène ancestral au cours de 

l’évolution (Kah et al. 2007). Ils s’expriment dans des régions cérébrales différentes et 

présentent des fonctions spécifiques.  

Ainsi la GnRH de type 1 correspond aux variants de la GnRH localisés principalement 

dans l’hypothalamus, et est impliquée dans la fonction hypophysiotrope. La GnRH de type 2 

correspond à l’unique variant cGnRH-II. Elle est présente chez tous les vertébrés et s’exprime 

à la frontière entre le diencéphale et le mésencéphale. Son rôle est moins connu même si des 

fonctions dans le comportement sexuel (Volkoff and Peter 1999) et dans la modulation de la 

fonction pinéale (Servili et al. 2010) lui sont attribuées.  

Enfin la GnRH de type 3, présente uniquement chez les téléostéens, correspond à la forme 

sGnRH. La fonction et la distribution neuroanatomique de la GnRH-3 varie suivant les 

espèces. Ainsi chez les espèces à deux variants de GnRH, cette forme remplit la fonction 

hypophysiotrope et s’exprime au niveau du nerf terminal, du télencéphale et de 

l’hypothalamus (Kobayashi et al. 1997; Steven et al. 2003). En revanche, chez les espèces à 

trois variants de GnRH, la GnRH-3 s’exprime principalement au niveau du nerf terminal. 

Dans ce cas la GnRH-3 apparait moins impliquée dans la fonction hypophysiotrope et 

pourrait avoir un rôle dans le comportement sexuel (Yamamoto et al. 1997) et l’olfaction 

(Wirsig-Wiechmann 2001). La Figure 4 présente la distribution neuroanatomique des variants 

de la GnRH du saumon Oncorhynchus masou, espèce à deux variants de GnRH (Figure 4, 

A), et du bar (Dicentrarchus labrax), espèce à trois variants de GnRH (Figure 4, B). 



 

 

 

 

 

A

C

E

B

D

F

 

Figure 5 : Développement des neurones à GnRH-3 chez le poisson zèbre Tg 

GnRH3:EGFP (d'après Abraham et al. 2008). A : A 3 jours post-fécondation (jpf), les 

neurones  sont détectés à proximité des organes olfactifs. B : Les neurones migrent le long du 

nerf terminal (flèche) en direction du télencéphale (5 jpf). C-D : Les neurones atteignent le 

télencéphale (flèches) et poursuivent leur migration ventralement (6 jpf et 8 jpf). E : A 12 jpf, 

les premiers corps cellulaires atteignent la région préoptique et l’hypothalamus (flèche). F : A 

30 jpf la migration est terminée, les neurones forment un continuum de la région olfactive à 

l’hypothalamus. Traits pleins : organes olfactifs ; traits pointillés : bordure de la région 

télencéphalique ; ellipse : région hypothalamique. Echelle : A-B = 50µm ; C-E = 100µm ; F= 

500µm. 
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II.4 Ontogenèse des neurones à GnRH 

Les différentes populations de neurones à GnRH présentent une origine embryologique 

distincte. Les neurones qui expriment la GnRH-2 ont une origine cérébrale. Ils apparaissent au 

niveau du primordium synencéphalique à la transition entre le diencéphale et le mésencéphale 

(González-Martínez et al. 2002; Palevitch et al. 2007; Pandolfi et al. 2002; Parhar et al. 1998; 

White and Fernald 1998).  

En revanche, les neurones qui expriment la GnRH-1 et GnRH-3 ont une origine tout à fait 

différente puisqu’ils apparaissent à l’extérieur du cerveau, au niveau de la placode olfactive. 

Le développement des neurones à GnRH-1 a été largement étudié chez les mammifères (pour 

revue, Wray 2010). Au cours du développement embryonnaire, ces neurones migrent de la 

placode olfactive vers le cerveau antérieur le long du nerf voméronasal et du nerf terminal. Ils 

traversent la lame criblée de l’ethmoïde pour atteindre le télencéphale puis l’aire préoptique et 

l’hypothalamus. Ces neurones, quelque soit leur localisation finale, projettent des axones en 

direction de l’éminence médiane où ils accèdent au système porte hypothalamo-hypophysaire. 

Chez les mammifères, la vitesse de migration de ces neurones est rapide puisqu’elle est 

comprise entre 13 et 20 µm par heure. 

Chez les poissons téléostéens, l’ontogenèse des neurones à GnRH-1 et GnRH-3 a été 

étudiée chez de nombreuses espèces et révèlent un développement  comparable à celui des 

mammifères (Abraham et al. 2008; Amano et al. 1998; Chiba et al. 1994; González-Martínez 

et al. 2002; Okubo et al. 2006; Palevitch et al. 2007; Pandolfi et al. 2002).  

Chez le poisson zèbre, l’utilisation du modèle transgénique exprimant la protéine fluorescente 

EGFP (enhanced green fluorescent protein) sous le contrôle du promoteur de la GnRH-3 (Tg 

GnRH3:EGFP) a récemment permis de décrire la migration des neurones à GnRH-3 

(Abraham et al. 2008; Palevitch et al. 2007). 

Ces neurones sont initialement détectés au niveau des placode olfactives (Figure 5, A), 

puis ils migrent le long du nerf terminal en direction des bulbes olfactifs (Figure 5, B). Les 

corps cellulaire de ces neurones émettent des projections bilatérales vers le télencéphale qui 

s’étendent ensuite ispilatéralement et contralatéralement vers les territoires hypothalamiques 

(Figure 5, C). Les neurones suivent cette voie axonale et atteignent le télencéphale ventral 

(Figure 5 C, D) avant de poursuivre leur migration en direction de la région préoptique et de 

l’hypothalamus caudal (Figure 5 E, F). A la différence des mammifères, ces neurones 

projettent des axones directement dans l’hypophyse.   
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Chez le poisson zèbre, la vitesse de migration des neurones à GnRH-3 est beaucoup plus lente 

que chez les mammifères puisqu’elle atteint au maximum 1µm par heure (Abraham et al. 

2008). 

De nombreuses études, principalement menées chez les mammifères, ont montré que le 

processus de migration des neurones à GnRH est régulé par de multiples facteurs. Parmi ces 

facteurs figurent des neurotransmetteurs et des neuropeptides tels que la cholécystokine, le 

glutamate, le GABA, la sérotonine mais également la GnRH elle-même (Cariboni et al. 2007; 

Tobet and Schwarting 2006; Wray 2010). De nombreux facteurs chimiotactiques tels que la 

nétrine-1, les sémaphorines, la chimiokine SDF-1 et son récepteur CXCR4, participent 

également au processus de migration des neurones à GnRH. On compte aussi des protéines 

d’adhésions (NCAM, anosmine-1), le facteur NELF (nasal embryonic LHRH factor),  des 

facteurs de croissance (FGF) et de nombreux facteurs de transcriptions (Cariboni et al. 2007; 

Tobet and Schwarting 2006; Wray 2010). La plupart de ces facteurs agissent sur les neurones 

à GnRH via des voies de transduction impliquant des cascades de phosphorylations ou des 

canaux calciques voltage-dépendants (Tobet and Schwarting 2006). Ces signaux vont soit 

réguler la transcription de gènes, soit induire des changements au niveau du cytosquelette qui 

sont à la base des mouvements de migration cellulaire (Tobet and Schwarting 2006). 

Chez les poissons téléostéens il existe pour le moment peu d’information sur les facteurs 

qui régulent la migration des neurones à GnRH. Chez le poisson zèbre, de récentes études 

d’invalidations partielles de gènes (par knock-down) ont permis de montrer que le facteur 

NELF, la protéine d’adhésion anosmine-1a ainsi que la chimiokine cxc112a et son récepteur 

cxcr4b sont impliqués dans la migration des neurones à GnRH-3 (Palevitch et al. 2009; 

Palevitch et al. 2010; Whitlock et al. 2005). De même, la GnRH-3 elle-même a été identifié 

comme un facteur autocrine important pour la migration (Abraham et al. 2008). 

La mutation ou l’invalidation de certains gènes codant pour ces facteurs impliqués dans la 

migration des neurones à GnRH altère le développement du système GnRH et par conséquent 

perturbe la fonction de reproduction. Chez l’Homme, le syndrome de Kallmann correspond à 

un défaut de migration des neurones à GnRH. A ce jour, cinq gènes responsables de ce 

syndrome ont été identifiés parmi lesquels le gène KAL1 codant pour l’anosmine-1 (Soussi-

Yanicostas et al. 1996). Chez le poisson zèbre et le médaka, l’invalidation partielle des gènes 

orthologues du gène KAL1, (kal1a et kal1.1 respectivement) se traduit également par un 

défaut de migration des neurones à GnRH (Okubo et al. 2006; Whitlock et al. 2005).  
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Chez l’Homme, le syndrome de Kallmann se traduit par un désordre de la fonction 

gonadique lié à une déficience en gonadotropines (hypogonadisme hypogonadotrope) 

(Schwanzel-Fukuda et al. 1989). Ainsi, le processus de migration des neurones à GnRH 

est une étape critique du développement embryonnaire dont dépend l’avenir 

reproducteur de l’individu. 

 

II.5 Les récepteurs de la GnRH 

Les effets biologiques de la GnRH sur les tissus cibles sont médiés par des récepteurs 

spécifiques à la GnRH : les GnRH-Rs. Le premier GnRH-R a été cloné chez la souris sur une 

lignée cellulaire gonadotrope (Reinhart et al. 1992; Tsutsumi et al. 1992) puis ce récepteur a 

été identifié chez de nombreuses autres espèces de vertébrés. La présence de plusieurs formes 

de la GnRH laissait préfigurer l’existence de plusieurs formes de GnRH-Rs au sein d’une 

même espèce. Ainsi chez les téléostéens, deux formes de récepteurs de la GnRH ont été 

identifiés chez le poisson rouge, Carassius auratus (Illing et al. 1999) et le poisson-chat 

africain, Clarias gariepinus (Bogerd et al. 2002), trois chez le médaka, Orysias  latipes 

(Okubo et al. 2003) et le tilapia, Oreochromis niloticus (Parhar et al. 2005), quatre chez le 

poisson zèbre, Danio rerio (Tello et al. 2008) et même cinq chez le bar, Dicentrarchus labrax 

(Moncaut et al. 2005).  

Les récepteurs de la GnRH appartiennent à la superfamille des récepteurs à sept domaines 

transmembranaires couplés aux protéines G et ils présentent une structure de base commune : 

un domaine N-terminal extracellulaire, sept domaines transmembranaires en hélice α reliés 

par des boucles hydrophiles intra et extracellulaires, un domaine C-terminal cytoplasmique. 

L’interaction hormone-récepteur est assurée par le domaine extracellulaire et les régions  

transmembranaires.  

Comme pour les variants de la GnRH, les GnRH-Rs ont été classés selon des critères 

phylogénétiques et structuraux. Ainsi, l’ensemble de ces récepteurs a été regroupé en deux 

principaux types : le type I correspondant aux récepteurs dépourvus de queue C-terminale 

intracytoplasmique et le type II regroupant les récepteurs dotés d’une queue C-terminale 

(Guilgur et al. 2006; Kah et al. 2007). Ces GnRH-Rs possèdent des affinités variables pour les 

ligands GnRHs avec, de manière surprenante, une plus forte affinité pour la GnRH de type 2 

dont le rôle, rappelons-le, ne semble pas lié à la fonction hypophysiotrope (pour revue, Kah et 

al. 2007). 
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Chez les téléostéens, les GnRH-Rs s’expriment principalement dans le cerveau et 

l’hypophyse. Au niveau hypophysaire, ces récepteurs s’expriment dans les cellules 

gonadotropes mais ils ont également été mis en évidence dans les cellules lactotropes, 

somatotropes, thyréotropes, corticotropes, mélanotropes et somato-lactotropes (Illing et al. 

1999; Pandolfi et al. 2005). De plus, la distribution tissulaire des GnRH-Rs ne se limite pas au 

système nerveux central et à l’hypophyse. Ainsi, ces récepteurs s’expriment également dans 

les gonades (Bogerd et al. 2002; Tello et al. 2008) mais aussi au niveau des branchies, des 

reins (Jodo et al. 2003; Moncaut et al. 2005) et des yeux (Madigou et al. 2000; Tello et al. 

2008). Cette expression étendue des récepteurs à la GnRH laisse entrevoir un rôle plus large 

de la GnRH que sa seule implication dans la régulation de l’axe hypothalamo-hypophyso-

gonadique. 

 

II.6 Régulations de la synthèse et de la sécrétion de la GnRH 

L’activité des neurones à GnRH est régulée par de nombreux facteurs excitateurs et 

inhibiteurs. Chez les téléostéens, ces mécanismes de régulation sont loin d’être aussi bien 

élucidés que chez les mammifères mais un certain nombre de facteurs ont été identifiés, 

notamment grâce à des études réalisées chez le poisson rouge, Carassius auratus (pour revue, 

Trudeau 1997). 

Les neurones à GnRH sont en grande partie régulés par des rétrocontrôles exercés par les 

stéroïdes gonadiques. Chez le poisson, plusieurs travaux ont mis en évidence l’existence de 

ces rétrocontrôles pouvant être positifs ou négatifs suivant le statut reproducteur des 

individus. En ce qui concerne le rétrocontrôle négatif, une étude chez la truite arc-en-ciel 

(Oncorhynchus mykiss) en phase de prévitellogenèse a montré que l’œstradiol diminue 

l’expression des ARN messagers codant pour la GnRH (Vacher et al. 2002). Plus récemment, 

une étude similaire a mis en évidence que l’œstradiol mais également la testostérone régulent 

négativement l’expression du gène sGnRH chez la truite arc-en-ciel (Vetillard et al. 2006). De 

même, chez le mâle tilapia (Oreochromis niloticus), la testostérone diminue l’expression des 

ARN messagers de GnRH dans l’aire préoptique (Soga et al. 1998).  

 Chez plusieurs espèces de poissons, ces stéroïdes ont également un effet stimulateur sur 

l’expression de la GnRH (Amano et al. 1994; Breton and Sambroni 1996; Dubois et al. 1998; 

Trudeau 1997) supportant ainsi l’existence de rétrocontrôles positifs sur les neurones à 

GnRH.  
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Ces régulations par les hormones stéroïdes ne semblent pas s’exercer directement sur les 

neurones à GnRH. En effet, les récepteurs aux hormones stéroïdes, notamment les récepteurs 

nucléaires des œstrogènes, ne s’expriment pas dans les neurones à GnRH (Navas et al. 1995). 

Ainsi les rétrocontrôles exercés par des stéroïdes gonadiques impliquent des niveaux de 

régulation intermédiaires, sensibles aux stéroïdes. Des neurones de types peptidergiques, 

aminergiques et gabaergique ont été identifiés comme acteurs clés dans la transmission de 

l’information stéroïdienne aux neurones à GnRH (Peng et al. 1994; Trudeau et al. 1993a; 

Trudeau et al. 1993b). 

Les régulations directes qui s’exercent sur les neurones à GnRH sont médiées 

principalement par des neuropeptides et des neurotransmetteurs. Chez les poissons, la 

dopamine (DA) est le seul neurotransmetteur connu pour exercer un effet inhibiteur sur la 

sécrétion de LH basale et induite par la GnRH (Trudeau 1997). Chez le poisson rouge, la DA 

inhibe la libération de la GnRH à la fois au niveau de l’hypothalamus en agissant sur les corps 

cellulaires des neurones à GnRH via les récepteurs D1 et également au niveau de l’hypophyse 

via les récepteurs D2 présents sur les terminaisons nerveuses à GnRH (Yu and Peter 1990; Yu 

and Peter 1992). La DA module également la sensibilité hypophysaire à la GnRH en régulant 

négativement la synthèse des récepteurs à la GnRH (Levavi-Sivan et al. 2004) et la capacité 

de liaison de la GnRH à ses récepteurs (De Leeuw et al. 1989). La DA est également capable 

d’inhiber l’action stimulatrice de certains facteurs tel que le GABA (Trudeau 1997) ou le 

neuropeptide Y (Peng et al. 1993a). Il a été montré que les hormones stéroïdes régulent 

positivement l’activité de la dopamine (Trudeau et al. 1993b). La DA semble donc constituer 

un médiateur clé du rétrocontrôle négatif des hormones stéroïdes. 

Contrairement à la dopamine, de nombreux neurotransmetteurs et neuropeptides sont 

connus pour stimuler le système GnRH chez les téléostéens. Ainsi, parmi les 

neurotransmetteurs excitateurs, la noradrénaline, en plus de stimuler directement la libération 

de LH par les cellules hypophysaires (Chang et al. 1991; Linard et al. 1995; Senthilkumaran 

and Joy 1996), agit sur les neurones à GnRH hypothalamiques en stimulant la libération de la 

GnRH via les récepteurs α-1-like (Yu and Peter 1992; Yu et al. 1991).  

De la même façon, la sérotonine (5-hydroxytryptamine, 5HT) a un effet stimulateur sur la 

sécrétion de GnRH au niveau de l’hypothalamus et de l’hypophyse chez le poisson rouge, 

Carassius auratus (Yu et al. 1991) et uniquement au niveau hypothalamique chez la dorade 

japonaise, Pagrus major (Senthilkumaran et al. 2001). Ces effets stimulateurs de la 5HT 
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semblent médiés par les récepteurs 5-HT2 car ils sont inhibés en présence de kétansérine, 

antagoniste des récepteurs 5-HT2 (Senthilkumaran et al. 2001).  

Le glutamate et ses dérivés sont également connus pour leur action stimulatrice. Chez la 

truite arc-en ciel, une étude a montré que le glutamate stimule la libération de la LH via la 

stimulation de la libération de la GnRH (Flett et al. 1994). L’action du glutamate sur les 

neurones à GnRH passe visiblement par les récepteurs NMDA. 

Le neuropeptide Y (NPY) a été identifié depuis longtemps comme étant impliqué dans la 

régulation la libération de la LH (Breton et al. 1989; Kah et al. 1989). Chez le poisson rouge 

(Carassius auratus), in vitro, le NPY stimule la production de LH en agissant à la fois 

directement sur les cellules gonadotropes hypophysaires et indirectement en stimulant la 

libération de la GnRH (Peng et al. 1993a). Cette stimulation des neurones à GnRH fait 

vraisemblablement intervenir les récepteurs de type Y2 et s’exerce à la fois au niveau des 

corps cellulaires hypothalamiques et des terminaisons nerveuses hypophysaires (Peng et al. 

1993a). De la même manière, une étude in vitro menée chez la dorade japonaise (Pagrus 

major) a montré l’effet stimulateur du NPY sur libération de la GnRH au niveau de 

l’hypothalamus et de l’hypophyse (Senthilkumaran et al. 2001). Il est intéressant de noter que 

l’action du NPY semble dépendante de l’environnement stéroïdien (Breton et al. 1989; Peng 

et al. 1993b). Chez le poisson rouge par exemple, elle est potentialisée par la testostérone et 

l’œstradiol (Peng et al. 1993b). De même, un traitement préalable avec ces deux hormones 

stéroïdes induit une augmentation du niveau d'expression des ARNm codants pour le NPY 

dans les neurones préoptiques (Peng et al. 1994). Ces dernières données suggèrent une 

implication du NPY dans la transmission du rétrocontrôle positif des hormones stéroïdes.  

De la même façon, le GABA, acide γ-aminobutyrique, est connu pour stimuler la 

libération hypophysaire de LH chez plusieurs espèces de téléostéens (Kah et al. 1992; Khan 

and Thomas 1999; Trudeau et al. 1993a). Chez le poisson rouge, cette stimulation est associée 

à une augmentation de la libération de la GnRH (Kah et al. 1992). Une autre étude réalisée 

chez la dorade japonaise a montré que, in vitro, le GABA stimule la libération de la sbGnRH 

au niveau hypothalamique (Senthilkumaran et al. 2001). Chez la truite arc-en-ciel, le GABA a 

une action stimulatrice sur la sécrétion de LH mais également de FSH qui serait en partie liée 

à une potentialisation des effets de la sGnRH (Mananos et al. 1999). De façon intéressante, il 

semblerait que l’action stimulatrice du GABA passe également par la diminution de l’effet 

inhibiteur de la dopamine (Trudeau et al. 1993a). Les effets du GABA sont variables selon 
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l’espèce, le statut reproducteur des poissons mais également l’environnement stéroïdien (Kah 

et al. 1992; Mananos et al. 1999; Trudeau et al. 1993a). A titre d’exemple, chez le poisson 

rouge en régression gonadique, la testostérone et la progestérone diminuent le niveau de 

synthèse hypophysaire du GABA et l’œstradiol l’augmente (Trudeau et al. 1993a). Le GABA, 

de par cette sensibilité aux stéroïdes, semble donc, lui aussi, participer à la transmission des 

rétrocontrôles stéroïdiens. 

Chez les mammifères, de nombreux autres facteurs impliqués dans la régulation des 

neurones à GnRH ont été identifiés. Parmi eux, des neurotransmetteurs (Dudas and 

Merchenthaler 2006), des neuropeptides dont la GnRH elle-même (Depaolo et al. 1987), des 

composés gazeux tel que le monoxyde d’azote (Prevot et al. 1999). De manière intéressante, 

les cellules gliales (astrocytes, tanycytes) jouent également un rôle important dans la 

régulation de la  GnRH. Ces cellules, sensibles aux hormones stéroïdes, libèrent des facteurs 

(TGFs, FGF, IGF-I, prostaglandines) qui régulent l’activité des neurones à GnRH (Garcia-

Segura and McCarthy 2004; Prevot 2002). Chez les téléostéens, l’implication de ces différents 

facteurs dans la régulation de l’activité des neurones à GnRH reste à déterminer. 

Récemment, un nouvel acteur clé dans la régulation de la GnRH a été identifié : il s’agit 

du peptide Kiss (Kisspeptine) et de son récepteur GPR54. Chez les mammifères, il est 

maintenant clairement établi que la voie de signalisation Kiss/GPR54 joue un rôle majeur 

dans l’initiation de la puberté et la fonction de reproduction en régulant la libération de la 

GnRH (pour revue, Roa et al. 2008). Plusieurs peptides Kiss ont été identifiés chez les 

mammifères et ils sont tous issus d’un précurseur codé par le gène Kiss1. Ce gène s’exprime 

principalement dans des neurones hypothalamiques au niveau de l’aire préoptique et du noyau 

arqué (Kinoshita et al. 2005; Smith et al. 2005). L’expression de Kiss est fortement régulée 

par les hormones stéroïdes, notamment par l’œstradiol (pour revue, Smith et al. 2006). Les 

récepteurs des œstrogènes s’expriment dans les neurones Kiss (Franceschini et al. 2006) et de 

manière intéressante le récepteur GPR54 s’exprime à la surface des neurones à GnRH (Irwig 

et al. 2004; Messager et al. 2005). L’ensemble de ces données démontre clairement que le 

Kiss est un acteur important dans la transmission du signal œstrogénique aux neurones à 

GnRH.  

 



  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Les régulations de la GnRH chez les poissons téléostéens (Adapté d’après 

Trudeau et al. 1997). 5HT : 5-hydroxytryptamine, 5HT2 : récepteur de la 5-

hydroxytryptamine de type 2, NA : noradrénaline, α1 : récepteur noradrénergique de type 

alpha-1, NPY : neuropeptide Y, Y2 : récepteur du neuropeptide Y de type 2, GABA, acide γ-

aminobutyrique, D1 : récepteur de la dopamine de type 1, KISS : Kisspeptine, GPR54 : 

récepteur du kisspeptine (récepteur couplé aux protéines G). 
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Chez les poissons téléostéens, le Kiss a été identifié chez plusieurs espèces telles que le 

poisson zèbre (Biran et al. 2008; van Aerle et al. 2008), le médaka (Kanda et al. 2008), le bar 

(Felip et al. 2009) et plus récemmment, le poisson rouge (Yang et al. 2010). 

Contrairement aux mammifères, deux gènes Kiss ont été mis en évidence chez les 

poissons (Felip et al. 2009; Kitahashi et al. 2009) le gène Kiss1 codant pour un peptide 

identique à celui des mammifère et le gène Kiss2, résultat de la duplication du gène Kiss, 

spécifique des vertébrés non-placentaires. L’implication de ces deux Kiss dans le contrôle de 

la fonction de reproduction a été récemment mise en évidence chez le bar (Felip et al. 2009). 

Cependant, le lien entre le système Kiss et le système GnRH n’est pas encore démontré même 

si la présence de GRP54 sur les neurones à GnRH suggère de potentielles interactions (Parhar 

et al. 2004).  

L’activité des neurones à GnRH est donc finement régulée par de nombreux réseaux 

du système nerveux central (Figure 6). Ces régulations, qu’elles soient directes ou 

indirectes, sont cruciales pour assurer le fonctionnement et l’équilibre de l’axe 

reproducteur.  

 

II.7 Perturbateurs endocriniens et GnRH 

En raison de la place centrale du système à GnRH dans le contrôle de l’axe hypothalamo-

hypophyso-gonadique et étant donné les importantes régulations auxquelles sont soumis le 

développement et l’activité des neurones à GnRH, notamment par les hormones stéroïdes 

sexuelles, le système à GnRH apparait comme une cible potentielle des perturbateurs 

endocriniens. Cependant, l’étude des effets des composés PE sur les neurones à GnRH n’a fait 

l’objet que de peu de travaux jusqu’à très récemment. Ainsi cette problématique est-elle peu 

documentée chez les vertébrés, notamment chez les poissons téléostéens. 

Des travaux in vitro, menés sur la lignée de neurones à GnRH hypothalamique GT1-7 ont 

montré que les PCBs Aroclor 1221 et Aroclor 1254 (Dickerson et al. 2009; Gore et al. 2002), 

les pesticides organochlorés tels que le méthoxychlore et le chlorpyrifos (Gore 2002) et les 

phyto-œstrogènes (Bowe et al. 2003) affectent l’expression du gène de la GnRH, la libération 

du peptide et également la morphologie des cellules GT1-7. De même, des études réalisées 

sur des modèles de culture d’explants hypothalamiques de rat ont montrés que le DDT et le 

bisphénol A stimulent  la fréquence de la libération pulsatile de la GnRH (Rasier et al. 2008; 

Rasier et al. 2007). 



 

 

 

 

 

Tableau IV : Effets des perturbateurs endocriniens sur le système à GnRH chez différentes 

espèces de mammifères, oiseaux et poissons. 

 

Composés Espèces  Exposition Effets Références 

     
EQ; GEN Rat Néonatale 

activation des neurones à GnRH dans 

l'aire préoptique                                               

(Bateman and 

Patisaul 2008) 

DDT Rat Néonatale 
fréquence de sécrétion pulsatile de 

GnRH                                 

(Rasier et al. 

2007) 

BPA Rat Néonatale 
fréquence de sécrétion pulsatile de 

GnRH                                 

(Fernandez et al. 

2009) 

COU Rat Adulte 
fréquence de sécrétion pulsatile de 

GnRH                                 

(McGarvey et al. 

2001) 

BPA; MXC Mouton  Fœtale ARNm GnRH                         

(Mahoney and 

Padmanabhan 

2010) 

MIX Mouton  Fœtale 
ARNm GnRH dans l'hypothalamus               

 ARNm GnRH-R                                               

(Bellingham et 

al. 2010) 

TCDD Rat Fœtale 

du contenu hypothalamique en GnRH                                  

 libération de GnRH                                    

(explants hypothalamiques)                                             

(Clements et al. 

2009) 

VIN Lapin Fœtale 
nombre de neurones GnRH-1 dans               

l' OVLT                                               

(Bisenius et al. 

2006) 

     PCB-126; 

VIN 
Caille Embryonnaire 

 du contenu hypothalamique en 

GnRH chez le jeune                                           

(Ottinger et al. 

2009) 

MXC Caille Embryonnaire 
 du contenu hypothalamique en 

GnRH chez le jeune et l'adulte                                           

(Ottinger et al. 

2009) 

     
PCB  

Tambour 

brésilien 
Adulte du contenu hypothalamique en GnRH 

(Khan and 

Thomas 2001) 

NP Truite Juvénile ARNm GnRH dans l'hypothalamus                                       
(Vetillard and 

Bailhache 2006) 

 

EQ: Equol; GE: Génistéine; DDT: Dichlorodiphényltrichloroéthane ; BPA: Bisphénol A; COU : 

Coumestrol ; MXC : Méthoxychlore ; TCDD : Tétrachlorodibenzo-para-dioxine ; VIN : 

Vinclozoline ; NP : 4-n-Nonylphénol ; MIX : mixture de composés présents dans des boues 

d’épuration ; PCB : Aroclor 1254. OVLT : organe vasculaire de la lame terminale.  

Tambour brésilien, Micropogonias undulatus ; Truite arc-en-ciel, Oncorhynchus mykiss. 
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In vivo, les effets des PE sur le système à GnRH ont été étudiés chez différentes espèces 

de mammifères, d’oiseaux et de poissons (Tableau IV). 

Chez les mammifères, des travaux ont montré que des composés PE tels que des phyto-

œstrogènes, des contaminants industriels, des pesticides et des fongicides, sont capables 

d’altérer l’activation des neurones à GnRH (Bateman and Patisaul 2008), la libération de la 

GnRH (Clements et al. 2009; Fernandez et al. 2009; McGarvey et al. 2001; Rasier et al. 

2007), l’expression du gène de la GnRH (Bellingham et al. 2010; Mahoney and Padmanabhan 

2010), mais également le nombre de neurones à GnRH (Bisenius et al. 2006). 

 Chez les oiseaux, des études réalisées chez la caille du Japon ont montré que l’exposition 

embryonnaire à des composés PE tels que la vinclozoline, le PCB-126 et le méthoxychlore 

affectent de manière significative le contenu hypothalamique en GnRH chez le jeune et 

parfois même chez l’adulte (Ottinger et al. 2009).  

Chez les poissons téléostéens, les travaux portant sur l’effet des PE sur le système à 

GnRH sont rares. Une étude menée chez le tambour brésilien à montré que l’exposition à 

l’aroclor 1254 induit une diminution du contenu hypothalamique en GnRH ainsi qu’une 

réduction des récepteurs à GnRH hypophysaire (Khan and Thomas 2001). 

 

L’ensemble ces travaux montre clairement que le système à GnRH est une cible des 

perturbateurs endocriniens. Dans la plupart des études in vivo, les expositions aux PE ont 

été menés au cours de stades précoces (embryonnaire, fœtal, néonatal). Ces stades constituent 

vraisemblablement des fenêtres critiques d’exposition. Cependant, chez les poissons ces 

périodes développementales n’ont pas été explorées et pourraient s’avérer sensibles 

notamment pour les espèces ovipares qui sont particulièrement vulnérables aux changements 

environnementaux. L’étude des effets des PE sur les neurones à GnRH constitue donc un 

champ d’investigation important qu’il était urgent d’approfondir, notamment  chez les 

poissons téléostéens. 



  

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Représentation schématique du complexe enzymatique cytochrome P450 

aromatase et  NADPH cytochrome P450 réductase (Adapté d’après Conley et  

Hinshelwood, 2001). Le complexe enzymatique permet la  conversion de  la testostérone et 

de l’androstènedione en œstradiol et œstrone respectivement. Réductase : NADPH 

cytochrome P450 réductase ; P450 arom : cytochrome P450 aromatase ;  NADPH : 

nicotinamide adénine dinucléotide phosphate ; e- : électrons issus de la réduction du NADPH 

; FMN:    flavine mononucléotide ;  FAD: flavine adénine dinucléotide; Fe : Fer ;  O2 ; 

oxygène. 

 



Synthèse bibliographique 

  

22 

 

III.   L’aromatase chez les poissons téléostéens 

III.1 Le complexe enzymatique 

L'aromatase est une enzyme clé de la stéroïdogenèse chez les vertébrés puisqu’elle 

catalyse l’étape finale de la biosynthèse des œstrogènes à partir des androgènes (Conley and 

Hinshelwood 2001; Lephart 1996). Il s’agit d’une enzyme appartenant à la superfamille des 

cytochromes  P450 qui forme un complexe enzymatique associant le cytochrome P450 

aromatase et une flavoprotéine ubiquiste, la NADPH-cytochrome P450 réductase (Figure 7). 

Ce complexe enzymatique est situé dans le réticulum endoplasmique des cellules 

stéroïdogènes. L’aromatisation résulte de la transformation du noyau A des androgènes C19 

(testostérone, androstènedione) en une structure phénolique caractéristique des œstrogènes 

C18 (œstradiol, œstrone). Cette réaction irréversible implique trois oxydations successives au 

niveau du carbone 19 des androgènes qui aboutissent à l’élimination du radical méthyle et au 

réarrangement phénolique du cycle A. Dans cette réaction, la NADPH cytochrome P450 

réductase assure le transfert des électrons issus du NADPH au cytochrome P450 aromatase. 

III.2 Gènes, structures, et régulations de l’aromatase 

Chez la plupart des vertébrés supérieurs, l’aromatase est le produit d’un seul gène, 

cyp19a1 qui s’exprime dans différents tissus, notamment la gonade et le cerveau, par l’emploi 

de promoteurs tissus-spécifiques (Bulun et al. 2003; Golovine et al. 2003). Le porc constitue 

une exception taxonomique puisque trois gènes paralogues de l’aromatase ont été décrits chez 

cet animal (Conley et al. 1997; Graddy et al. 2000). 

Chez les poissons téléostéens, en revanche, deux gènes cyp19a1 codant deux formes 

distinctes d’aromatase ont été mis en évidence chez de nombreuses espèces (pour revue, 

Cheshenko et al. 2008), à l’exception possible de certaines espèces d’anguilles (Ijiri et al. 

2003; Tzchori et al. 2004). La présence de ces deux gènes est vraisemblablement liée à la 

duplication "3R" qui s’est produite dans le génome des poissons téléostéens à la fin du 

Dévonien, il y a 320 millions d’années (Meyer and Van de Peer 2005). 
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Figure 8 : Représentation schématique de la structure des gènes cyp19a1a et cyp19a1a 

du poisson zèbre. D’après Zhang et al. (2008). Les exons sont représentés par des rectangles 

bleus foncés (exons traduits) et bleus clairs (exons non traduits) et numérotés en chiffres 

romains. Les lignes grises correspondent aux régions introniques. 
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Figure 9 : Schéma des régions promotrices des gènes de l’aromatase du poisson zèbre. 

D’après Kazeto et al. (2003). AhR: site de liaison pour le récepteur aux aryl hydrocarbones ; 

CRE: élément de réponses à l’AMP cyclique ; ERE: élément de réponse aux œstrogènes ; 

PPAR/RXR : site de liaison pour l’hétérodimère récepteurs α des proliférateurs de 

peroxysomes (PPARα) et récepteur α de l'acide rétinoïque 9-cis (RXRα) ; SF-1 : site de 

liaison pour le facteur stéroïdogénique 1 ; TATA : boîte TATA. 
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Le gène cyp19a1a code l’aromatase A dont l’expression est majoritairement gonadique, 

et le gène cyp19a1b code l’aromatase B qui est, quant à elle, exprimée principalement dans le 

cerveau. La structure des gènes codant les aromatases A et B est bien conservée parmi les 

poissons. En effet, la comparaison des gènes cyp19a1a et cyp19a1b du poisson zèbre, du 

tilapia du Nil, et de l’anguille Monopterus albus met en évidence d’importantes similarités 

structurales (Zhang et al. 2008). La Figure 8 représente la structure des gènes cyp19a1a et 

cyp19a1b du poisson zèbre. Le gène cyp19a1a est composé de 9 exons séparés par 8 introns. 

Le gène cyp19a1b est lui constitué de 10 exons, dont le premier est non codant, et de 9 

introns. 

Au sein d’une même espèce, les séquences peptidiques de l’aromatase A et de 

l’aromatase B présentent une homologie d’environ 60% (Blazquez and Piferrer 2004; Chiang 

et al. 2001b; Kishida and Callard 2001), soulignant l’évolution indépendante des gènes codant 

pour ces deux enzymes. De manière intéressante, la comparaison de ces séquences 

peptidiques entre différentes espèces révèle de plus fortes homologies. Ainsi, il y a  88% 

d’identité entre l’aromatase B du poisson zèbre et celle du poisson rouge (Kishida and Callard 

2001). Ces homologies sont liées, en partie, à la forte conservation de certains domaines tels 

que la région de l’hélice I ou le domaine de liaison à l’hème.  

Les régions promotrices des gènes cyp19a1a et cyp19a1b ont été étudiées chez plusieurs 

espèces de poissons, et révèlent différents sites putatifs de fixation pour des facteurs de 

transcription. Selon les études et les espèces considérées la nature de ces sites de fixation  est 

variable (Chang et al. 2005; Kazeto et al. 2001; Kuhl et al. 2005; Nocillado et al. 2007; 

Piferrer and Blazquez 2005; Tong and Chung 2003; Wong et al. 2006).  

La Figure 9 représente les régions promotrices des deux gènes de l’aromatase du poisson 

zèbre selon Kazeto et al. (2003). La région promotrice du gène cyp19a1a contient un site de 

liaison pour le facteur stéroïdogénique 1 (SF-1), un site de liaison pour le récepteur aux aryl 

hydrocarbones (AhR) et des éléments de réponses à l’AMP cyclique (CRE). Le promoteur du 

gène cyp19a1b contient un élément de réponse aux œstrogènes (ERE) ainsi que des demi-

ERE, un site de liaison pour l’AhR, un CRE et également un site de liaison pour le 

récepteurs α des proliférateurs de peroxysomes (PPARα) et le récepteur α de l'acide rétinoïque 

9-cis (RXRα).  

Chez le médaka, la région promotrice du gène cyp19a1b contient des éléments de réponse 

putatifs pour des facteurs impliqués dans le développement cérébral (NBRE), dans le 

déterminisme sexuel (SRY/SOX) et également des sites putatifs de liaison pour les facteurs  
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SF-1 et LRH-1, tous deux membres de la super-famille des récepteurs nucléaires orphelins 5A 

(Kuhl et al. 2005; Ohmuro-Matsuyama et al. 2007). 

Les régions promotrices des gènes cyp19a1a et cyp19a1b présentent donc des sites de 

fixation pour des facteurs de transcription de natures différentes laissant présumer des 

régulations différentielles de l’expression de ces deux gènes. Cependant, la fonctionnalité des 

sites putatifs de liaison des facteurs de transcription présents dans les régions promotrices des 

gènes cyp19a1a et cyp19a1b est peu documentée.  

Chez le médaka, des travaux suggèrent l’implication du facteur SF-1 dans la régulation de 

la transcription de l’aromatase dans les follicules ovariens (Watanabe et al. 1999). De même, 

le facteur LRH-1 semble impliqué dans la régulation de l’expression du gène cyp19a1b 

(Ohmuro-Matsuyama et al. 2007). Les sites de liaisons pour ces facteurs sont donc 

vraisemblablement fonctionnels. 

Chez le poisson zèbre, une étude a démontré que les éléments de réponse putatifs à l’AhR 

présents dans les régions promotrices des gènes cyp19a1a et cyp19a1b ne sont pas 

fonctionnels (Cheshenko et al. 2007). En revanche, plusieurs travaux ont permis d’établir que 

l’élément de réponse aux œstrogènes (ERE) situé dans le promoteur du gène cyp19a1b est 

fonctionnel. En effet, des études in vivo ont montré que l’exposition d’embryons ou de larves 

de poisson zèbre à des œstrogènes induit une augmentation de l’expression du gène cyp19a1b 

(Hinfray et al. 2006; Kishida and Callard 2001; Menuet et al. 2005). Cette induction est 

bloquée par un antagoniste pur des récepteurs des œstrogènes, l’ICI 182-780, ce qui suggère 

l’implication des récepteurs des œstrogènes dans la régulation du gène cyp19a1b (Hinfray et 

al. 2006; Kishida and Callard 2001; Menuet et al. 2005). De manière intéressante, l’exposition 

à des androgènes aromatisables produit des effets comparables à ceux des œstrogènes 

(Mouriec et al. 2009a; Trant et al. 2001). D’autres travaux ont également montré l’effet 

inducteur des œstrogènes sur l’expression du gène cyp19a1b au stade adulte chez le poisson 

zèbre mâle (Kallivretaki et al. 2006) et le vairon tête-de-boule mâle (Halm et al. 2002). Bien 

que des disparités liées à l’espèce, au sexe ou au stade de développement existent, 

l’exposition aux œstrogènes induit, de manière générale, une surexpression du gène 

cyp19a1b.  

Chez le poisson zèbre, l’utilisation de modèles in vitro avec gène rapporteur à permis de 

montrer que la mutation ou la délétion des régions du promoteur du gène cyp19a1b contenant 

les ERE et ½ ERE abolit l’induction de l'expression du gène rapporteur par les œstrogènes 
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confirmant ainsi la fonctionnalité de ces éléments de réponse (Menuet et al. 2005). Ces 

derniers travaux ont également mis en évidence que l’inductibilité du gène est dépendante 

d’un contexte cellulaire spécifique. En effet, l’induction du gène rapporteur n’est observée 

que dans des lignées de cellules neurogliales (Le Page et al. 2006; Menuet et al. 2005).  Des 

travaux de délétion et de mutagenèse dirigée ont permis de montrer l’existence d’un élément 

de réponse spécifique des cellules gliales, le GxRE (élément de réponse au facteur glial x), 

dont la présence est nécessaire pour l’induction de l’expression du gène rapporteur par les 

œstrogènes(Le Page et al. 2008). Cet élément de réponse serait un site de fixation pour un 

facteur spécifique des cellules gliales qui agirait en synergie avec les récepteurs ER conférant 

au gène cyp19a1b une grande sensibilité aux œstrogènes (le page 2008). 

 

Ces approches complémentaires in vivo et in vitro démontrent que le gène cyp19a1b est 

soumis à d’importantes régulations œstrogéniques qui nécessitent la coopération de 

facteurs présents dans un contexte cellulaire bien spécifique. 

 

III.3 Distribution tissulaire et cellulaire de l’aromatase 

Chez la plupart des vertébrés, l’aromatase est exprimée principalement dans les gonades 

et le cerveau. Chez l’Homme, cette expression s’étend à la peau, à l’os, au placenta, au tractus 

digestif mais également aux tissus adipeux et vasculaires (Simpson et al. 2002; Simpson et al. 

1994).  

Chez les téléostéens, les deux isoformes de l’aromatase présentent une expression 

préférentiellement gonadique pour l’aromatase A et cérébrale pour l’aromatase B (Callard and 

Tchoudakova 1997; Chiang et al. 2001a; Kishida and Callard 2001). Cependant, comme chez 

l’Homme, la distribution tissulaire de ces isoformes ne se restreint pas à ces deux sites. Ainsi, 

chez certaines espèces, l’aromatase A s’exprime également dans le cerveau, l’hypophyse et 

occasionnellement dans des tissus tels que les branchies, les yeux, les reins, l’intestin, la rate 

(Chang et al. 2005; Kobayashi et al. 2010; Wong et al. 2006). De même, la distribution de 

l’aromatase B s’étend à l’hypophyse, aux gonades et, dans une moindre mesure, à de 

nombreux autres tissus (Blazquez and Piferrer 2004; Chang et al. 2005; Goto-Kazeto et al. 

2004). 

Dans l’ovaire, l’activité de l’aromatase est principalement liée à l’expression du gène 

cyp19a1a. Ce gène s’exprime essentiellement dans les cellules de la thèque et de granulosa 
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des ovocytes vitellogéniques (Chiang et al. 2001a; Goto-Kazeto et al. 2004; Kobayashi et al. 

2010; Rodriguez-Mari et al. 2005). A ce niveau, l’aromatase permet la conversion des 

androgènes, produits par les cellules de la thèque, en œstrogènes. Ces œstrogènes jouent un 

rôle important dans la différenciation sexuelle (Guiguen et al. 2010), la vitellogénèse et plus 

généralement dans la régulation de l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique.  

Au niveau testiculaire, l’expression du gène cyp19a1a à été mise en évidence par des 

techniques de PCR chez plusieurs espèces de poisson (Barney et al. 2008; Blazquez and 

Piferrer 2004; Chang et al. 2005; Choi et al. 2005; Fenske and Segner 2004; Patil and 

Gunasekera 2008; Trant et al. 2001). Cependant, à ce jour,  l’expression protéique de 

l’aromatase A n’a pas été mise en évidence dans le testicule (Kobayashi et al. 1998; 

Kobayashi et al. 2010). Différentes études s’accordent à suggérer que l’inhibition de 

l’expression du gène cyp19a1a chez le mâle soit à l’origine de la différenciation testiculaire 

(pour revue, Guiguen et al. 2010). 

Chez le poisson zèbre, plusieurs études ont montré que l’expression testiculaire du gène 

cyp19a1b est supérieure à celle du gène cyp19a1a (Chang et al. 2005; Sawyer et al. 2006). De 

manière intéressante, des travaux issus de notre laboratoire ont récemment mis en évidence 

l’expression protéique de l’aromatase B dans le testicule de poisson zèbre (Hinfray et al., 

données non publiés). Ces données suggèrent une implication de l’aromatase B dans la 

fonction testiculaire qu’il sera intéressant d’approfondir. 

Au niveau du cerveau, l’activité de l’aromatase est essentiellement liée à l’expression du 

gène cyp19a1b. De manière intéressante, les poissons téléostéens présentent une activité 

aromatase dans le cerveau 100 à 1000 fois plus importante que les mammifères, leur conférant 

ainsi une capacité exceptionnelle à convertir les androgènes cérébraux en œstrogènes 

(Pasmanik and Callard 1985). 

L’autre différence majeure des téléostéens par rapport aux tétrapodes est la nature des 

cellules qui expriment l’aromatase dans le cerveau. Chez les mammifères et les oiseaux, cette 

enzyme s’exprime dans les neurones au niveau des corps cellulaires, des axones et des 

terminaisons nerveuses (Balthazart and Ball 1998; Peterson et al. 2005). Ces neurones sont 

localisés principalement dans le cerveau antérieur, dans des zones impliquées dans la 

régulation de la fonction de reproduction et du comportement sexuel (Balthazart and Ball 

1998). De manière intéressante, dans certaines situations, cette expression peut s’étendre aux 

cellules gliales. Ainsi dans des conditions physiopathologiques, telles que des lésions 



Synthèse bibliographique 

  

27 

 

cérébrales, l’expression de l’aromatase est observée dans les astrocytes à proximité de la 

lésion chez les mammifères (Garcia-Segura et al. 1999) et dans la glie radiaire et les 

astrocytes entourant la lésion chez les oiseaux (Peterson et al. 2004; Peterson et al. 2001). De 

même, au cours du développement embryonnaire, l’expression de l’aromatase a été mise en 

évidence dans les cellules gliales radiaires du cortex de souris (Martinez-Cerdeno et al. 2006).   

Chez les poissons téléostéens, l’utilisation de techniques d’hybridation in situ et 

d’immunohistochimie a permis de décrire l’expression de l’aromatase cérébrale chez le 

poisson crapaud, Porichthys notatus (Forlano et al. 2001), la truite, Oncorhynchus mykiss 

(Menuet et al. 2003), le poisson zèbre (Goto-Kazeto et al. 2004; Menuet et al. 2005), le 

pejerrey, Odontesthes bonariensis (Strobl-Mazzulla et al. 2005) et la girelle verte, 

Thalassoma bifasciatum (Marsh et al. 2006). Chez ces poissons, l’aromatase B s’exprime 

dans des cellules qui possèdent les caractéristiques morphologiques spécifiques des cellules 

gliales radiaires, à savoir un petit noyau de forme ovale, un corps cellulaire situé en bordure 

de ventricule, un prolongement cytoplasmique court adjacent au ventricule et un long 

prolongement qui s’étend à la périphérie du cerveau et se termine par un « pied » (Bentivoglio 

and Mazzarello 1999; Rakic 2003). Chez le poisson crapaud, cependant, l’aromatase B 

s’exprime également dans les neurones ganglionnaires du système auditif périphérique 

(Forlano et al. 2005). Néanmoins, cette expression neuronale de l’aromatase B semble 

constituer une exception liée à des stratégies de reproduction propres à cette espèce. Ainsi 

chez les poissons téléostéens, à la différence des vertébrés supérieurs, l’aromatase cérébrale 

est exprimée de manière quasi exclusive dans les cellules gliales radiaires. 

D’un point de vue neuroanatomique, l’aromatase B s’exprime principalement dans le 

cerveau antérieur, notamment dans les zones périventriculaires au niveau des bulbes olfactifs, 

du télencéphale, de l’aire préoptique, de l’hypothalamus médiobasal et caudal (Forlano et al. 

2001; Goto-Kazeto et al. 2004; Marsh et al. 2006; Menuet et al. 2003; Menuet et al. 2005). 

L’aromatase B s’exprime également de manière intense dans l’hypophyse, dans des cellules 

dont la nature reste à déterminer (Goto-Kazeto et al. 2004; Menuet et al. 2003). Ainsi, à 

l’instar des mammifères et des oiseaux, chez les poissons l’aromatase cérébrale s’exprime 

dans des régions impliquées dans la régulation de la fonction de reproduction ce qui suggère 

un rôle de cette enzyme dans l’axe reproducteur. 
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III.4 Expression de l’aromatase B au cours du développement 

Chez les poissons, l’expression de l’aromatase est très précoce au cours du 

développement embryonnaire. Chez le poisson zèbre, les ARN messagers des gènes cyp19a1a 

et cyp19a1b sont même détectés dans les œufs non fécondés, ce qui suggère l’existence d’un 

transfert maternel de ces transcrits (Kishida and Callard 2001). C’est entre 12 heures et 24 

heures post-fécondation (hpf) que l’expression embryonnaire des gènes cyp19a1a et 

cyp19a1b débute (Kishida and Callard 2001). Entre 24hpf et 48hpf, l’expression du gène 

cyp19a1b augmente intensément (Kishida and Callard 2001; Mouriec et al. 2009b). De 

manière intéressante, cette importante augmentation de l’expression du gène cyp19a1b est 

corrélée avec une forte  augmentation  des  ARNm des trois formes des récepteurs des 

œstrogènes (zfERs) (Mouriec et al. 2009b). L’utilisation d’un antagoniste pur de ces zfERs 

(ICI 182-780) inhibe l’induction du gène cyp19a1b soulignant l’implication des zfERs, 

notamment la forme zfERβ, dans l’expression de l’aromatase B (Mouriec et al. 2009b). Ces 

travaux mettent ainsi en évidence l’existence d’une régulation œstrogénique précoce du gène 

cyp19a1b. 

 Au cours du développement, l’expression du gène cyp19a1b est variable suivant les 

individus et peut être classée en deux populations suggérant la présence d’un dimorphisme 

sexuel (Trant et al. 2001). Cette différence est cependant transitoire puisqu’elle disparaît à 

partir de 30 jours post-fécondation (Kallivretaki et al. 2007). 

L’utilisation de technique d’immunohistochimie n’a pas permis de mettre en évidence 

d’expression protéique de l’aromatase B dans les stades précoces du développement (Menuet 

et al. 2005). Il est possible que l’ARNm ne soit pas traduit mais il est également probable que 

la méthode utilisée pour détecter l’expression de la protéine ne soit pas suffisamment sensible. 

L’amélioration des techniques d’immunohistochimie pourrait donc contribuer à caractériser 

l’expression précoce de l’aromatase B. 

III.5 Rôles de l’aromatase cérébrale 

Chez l’ensemble des vertébrés, l’aromatase cérébrale semble impliquée dans de 

nombreuses fonctions telles que la différenciation sexuelle, le contrôle de la fonction de 

reproduction, le comportement mais également la neurogenèse. Ces rôles de l’aromatase sont 

inévitablement liés aux rôles des œstrogènes qu’elle produit localement. Chez les vertébrés 
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supérieurs les connaissances sur ce sujet sont abondantes, en revanche, chez les téléostéens 

elles sont plus éparses et de nombreuses questions restent à élucider (Diotel et al. 2010).  

III.5.1   Différenciation sexuelle 

Comme nous l’évoquions précédemment, l’aromatase joue un rôle majeur dans la 

différenciation sexuelle au niveau gonadique. De manière intéressante, au niveau du système 

nerveux central, l’aromatase participe également à la différenciation sexuelle. Chez les 

mammifères, il est maintenant admis qu’au cours du développement embryonnaire, les 

hormones stéroïdes exercent des effets organisationnels qui engagent le cerveau, de façon 

irréversible, dans une voie de différenciation de type mâle ou femelle. Chez les rongeurs par 

exemple, les androgènes sécrétés par les testicules fœtaux sont convertis en œstrogènes par 

l’aromatase cérébrale. Ces œstrogènes, produits localement, sont impliqués dans l’initiation 

des processus de masculinisation et de déféminisation du cerveau (Lephart 1996). 

Chez les oiseaux, les mécanismes de différenciation sexuelle du cerveau ne sont pas 

similaires, puisque ce sont les œstrogènes gonadiques qui sont responsables de la 

démasculinisation du cerveau femelle (Balthazart and Adkins-Regan 2002). Cependant, chez 

les oiseaux chanteurs, il est probable que l’aromatisation de la testostérone en œstrogènes 

participe à la masculinisation du cerveau en organisant de manière spécifique les structures 

cérébrales responsables du chant des mâles (Fusani and Gahr 2006).  

L’aromatase joue donc un rôle clé dans certains mécanismes de différenciation sexuelle du 

cerveau des vertébrés supérieurs. Ce dimorphisme sexuel de certaines structures cérébrales est 

à la base des différences comportementales entre mâles et femelles mais également de leur 

sensibilité différentielle aux hormones gonadiques observées au stade adulte.   

Chez les poissons téléostéens, des processus de sexualisation du cerveau semblent exister 

mais ils ne sont pas comparables à la situation des vertébrés supérieurs. En effet, à la 

différence des mammifères où la différenciation sexuelle cérébrale est irréversible, chez les 

poissons, la présence de multiples stratégies reproductives (gonochorisme, hermaphrodismes) 

suppose une certaine plasticité de ce phénomène de sexualisation du cerveau. Il est donc 

possible qu’à l’exemple de la gonade bipotentielle, certains téléostéens possèdent un cerveau 

sexuellement bipotentiel (Kobayashi et al. 2002). Cependant, l’implication de l’aromatase 

cérébrale dans la sexualisation du cerveau des poissons est loin d’être élucidée.  

Une étude récente menée chez le pagre tête noire (Acanthopagrus schlegeli) suggère 

l’implication du gène cyp19a1b dans la différenciation sexuelle (Tomy et al. 2007). En 
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revanche, chez le poisson zèbre, il a été montré que l’expression du gène cyp19a1b n’est pas 

sexuellement dimorphique au cours de la différenciation sexuelle, il semble donc que ce gène 

ne soit pas impliqué dans ce processus (Kallivretaki et al. 2007).  

III.5.2   Comportement sexuel 

Chez les mammifères et les oiseaux, l’implication de l’aromatase dans le contrôle du 

comportement reproducteur est clairement établie. Au cours du développement embryonnaire, 

les processus de différenciation sexuelle du cerveau liés à l’action de l’aromatase que nous 

évoquions précédemment sont largement impliqués la mise en place du comportement sexuel 

(Balthazart et al. 2009; Lephart 1996). Au stade adulte, l’aromatisation des androgènes 

testiculaires induit la formation d’œstrogènes au niveau du cerveau qui sont à la base d’effets 

activationnels (génomiques) ou plus rapides (non génomiques) impliqués dans le contrôle du 

comportement reproducteur (Balthazart et al. 2009). Plusieurs études ont montré que les 

inhibiteurs de l’aromatase (ATD, Fadrozole, Vorozole) diminuent voire bloquent les effets 

activateurs de la testostérone sur le comportement sexuel mâle (pour revue, Balthazart et al. 

2004). De même, les modèles expérimentaux de souris déficientes en aromatase 

(ArKO) présentent d’importantes anomalies du comportement sexuel (Bakker et al. 2004; 

Honda et al. 1998). 

Chez les poissons, plusieurs études s’accordent à suggérer l’implication de l’aromatase 

cérébrale dans le comportement reproducteur (pour revue, Munakata and Kobayashi 2010). A 

titre d’exemple, chez le poisson crapaud une étude a montré que les niveaux d’activité de 

l’aromatase cérébrale sont corrélés avec les tactiques reproductrices des mâles (Schlinger et 

al. 1999). Ainsi chez les mâle de type 1, l’activité de l’aromatase est faible ce qui semble 

favoriser l’action de la testostérone sur les structures cérébrales qui contrôlent le chant 

caractéristique de ces mâles. En revanche, chez les mâles de type 2 et les femelles, l’activité 

de l’aromatase est plus importante, prévenant ainsi les effets de la testostérone. Plus 

récemment, une étude réalisée chez le guppy (Poecilia reticulata) à mis en évidence que la 

diminution de l’activité de l’aromatase cérébrale après une exposition au fadrozole produit 

une réduction de certains comportements de cour chez les mâles (Hallgren et al. 2006).   

III.5.3   Régulations neuroendocrines de l’axe hypothalamo-hypophysaire 

L’implication des hormones stéroïdes gonadiques dans le contrôle central de la fonction 

de reproduction n’est plus à démontrer. En effet, ces hormones exercent des rétrocontrôles 
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importants sur le complexe hypothalamo-hypophysaire qui sont essentiels dans la régulation 

de l’axe reproducteur. De manière intéressante, la production centrale de neuroestrogènes, via 

l’aromatisation des androgènes, semble également contribuer à ces régulations 

neuroendocrines. Chez la plupart des vertébrés, l’aromatase s’exprime dans des régions 

cérébrales qui sont impliquées dans le contrôle de la fonction de reproduction telles que l’aire 

préotique et l’hypothalamus. 

Chez les mammifères, plusieurs études suggèrent l’implication de l’aromatase cérébrale 

dans la régulation de la sécrétion des gonadotropines.  Chez le singe rhésus, l’inhibition de 

l’activité de l'aromatase par l’ATD a un effet stimulateur sur la sécrétion de LH et de 

testostérone (Ellinwood et al. 1984). De plus, une étude de microdissection par « punching », 

menée chez ce primate, a montré que l’activité de l’aromatase est corrélée positivement avec 

les concentrations en GnRH dans l’hypothalamus médiobasal (Roselli et al. 1987). Il semble 

donc que l’aromatase cérébrale soit impliquée dans la transmission du rétrocontrôle négatif 

des androgènes, via leur conversion en œstrogènes, régulant ainsi la sécrétion de la LH et le 

maintien d’un niveau normal de testostérone chez le mâle. Chez le mouton, l’infusion 

intracérébroventriculaire de fadrozole induit une augmentation de la pulsatilité de la LH chez 

le mâle confirmant ainsi le rôle important de l’aromatisation centrale dans le rétrocontrôle 

négatif de la testostérone (Sharma et al. 1999).  

Chez les poissons, l’aromatase cérébrale semble également impliquée dans la régulation 

de l’axe reproducteur. Chez le poisson zèbre et la barbue de rivière (Ictalurus punctatus) les 

niveaux de transcrits du gène cyp19a1b varient considérablement au cours du cycle 

reproducteur (Kazeto et al. 2003). De même chez le poisson rouge, le bar  (Dicentrarchus 

labrax) et le pagre tête noire, le niveau d’activité de l’aromatase B augmente dans le cerveaux 

lors de la saison de reproduction (González and Piferrer 2003; Lee et al. 2000; Pasmanik and 

Callard 1988). L’ensemble de ces données supporte l’existence d’un lien entre l’aromatase 

cérébrale et la fonction de reproduction.  

De manière intéressante, l’expression de l’aromatase B est importante dans les régions 

hypothalamiques où sont localisés les neurones à GnRH. Ces régions sont également riches en 

récepteurs des œstrogènes (Menuet et al. 2003), suggérant une action possible des 

neuroestrogènes sur les circuits neuroendocriniens régulant la fonction de reproduction. Chez 

le poisson-chat africain immature (Clarias gariepinus), la testostérone induit une 

augmentation du nombre de neurones à GnRH 1 alors qu’un androgène non aromatisable, le 

11β-hydroxy-androstenedione OHA, n’a pas d’effet comparable (Dubois et al. 1998). 
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Figure 10 : Représentation schématique des zones de prolifération et de neurogenèse 

dans le cerveau adulte des vertébrés. D’après Kaslin et al. (2008). A : cerveau de souris ; 

B : cerveau d’oiseaux chanteur ; C : cerveau de poisson zèbre. 
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De même, chez le mâle adulte, la testostérone et l’œstradiol augmentent la quantité de 

GnRH-1 dans le cerveau alors que l’OHA n’a pas d’effet (Dubois et al. 2001). Chez ce 

poisson, une autre étude a montré que la testostérone produit une augmentation du niveau  

hypophysaire de LH alors que la 11-kétotestostérone, androgène non aromatisable, n’a aucun 

effet (Cavaco et al. 2001). Ces données suggèrent que l’action stimulatrice de la testostérone 

sur la production de GnRH 1 et de LH passe par son aromatisation en œstrogènes. 

Récemment, une étude chez le saumon de l’Atlantique (Salmo salar) a montré que 

l’utilisation d’inhibiteur de l’aromatase abolit les effets stimulateurs de la testostérone sur la 

production de LH (Antonopoulou et al. 2009). 

Ainsi, comme chez les mammifères, il semble que chez les poissons une partie des 

rétrocontrôles exercés par les androgènes sur l’axe hypothalamo-hypophysaire soit liés à leur 

aromatisation. La nature du lien qui existe entre l’aromatase cérébrale et les circuits 

neuroendocriniens qui contrôlent la reproduction, notamment le système GnRH, reste 

cependant à déterminer. 

 

III.5.4   Neurogenèse 

En quelques années, plusieurs découvertes ont contribué à l’effondrement du dogme qui 

définissait le cerveau adulte comme incapable de générer de nouveaux neurones (Altman and 

Das 1965; Kaplan 1981; Reynolds and Weiss 1992). Plus récemment, l’émergence de 

nouvelles techniques pour étudier la prolifération cellulaire, telles que le marquage à la Brdu 

ou l’immunohistochimie du PCNA, a favorisé considérablement l’avancée des recherches sur 

la neurogenèse adulte.  

Chez les mammifères, il est maintenant admis que dans le cerveau adulte il existe des 

territoires de prolifération neuronale (pour revue, Lindsey and Tropepe 2006). A ce jour, deux 

aires télencéphaliques de neurogenèse ont été mise en évidence, la zone sous-ventriculaire qui 

borde les ventricules latéraux et la zone sous-granulaire du gyrus denté de l’hippocampe 

(Figure 10, A). Les cellules issues de la zone sous-ventriculaire migrent et intègrent les 

bulbes olfactifs où elles se différencient en interneurones granulaires et périglomérulaires, 

alors que les cellules formées dans la zone sous-granulaire restent au niveau de l’hippocampe 

se différencient en neurones granulaires.  
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Chez les oiseaux, la neurogenèse adulte est, quant à elle, restreinte à la zone sous-

ventriculaire des ventricules latéraux (Figure 10, B) (Alvarez-Buylla et al. 1990; Goldman 

and Nottebohm 1983). Dans cette région, l’activité neurogénique est importante et les cellules 

nouvellement générées s’étendent dans le télencéphale. La nature et la fonction des ces 

nouveaux neurones n’est pour le moment pas clairement définie.  

Le cerveau des poissons téléostéens contraste considérablement avec celui des 

mammifères et des oiseaux puisque l’activité de prolifération à l’âge adulte ne se limite pas à 

une ou deux régions mais elle s’étend à de nombreux territoires cérébraux (Figure 10, C) 

(Adolf et al. 2006a; Ekstrom et al. 2001; Grandel et al. 2006; Kuroyanagi et al. 2010; Zupanc 

et al. 2005). Chez le poisson zèbre par exemple, 16 régions distinctes de prolifération ont été 

mises en évidence (Grandel et al. 2006). Ces régions sont situées principalement dans des 

zones périventriculaires du cerveau antérieur au niveau des bulbes olfactifs, du télencéphale, 

du thalamus, de la région préoptique et de l’hypothalamus. Des territoires de prolifération ont 

également été mis en évidence dans le cervelet, le rhombencéphale et la moelle épinière. 

Comme chez les vertébrés supérieurs, la plupart des cellules générées dans ces zones 

prolifératives se différencient en neurones (Adolf et al. 2006b; Grandel et al. 2006; Zupanc 

2006; Zupanc 2001).  

L’utilisation de marqueurs cellulaires associés à des marqueurs de prolifération à permis 

de définir la nature des cellules progénitrices de ces neurones. Ainsi, ces cellules ont été 

identifiées comme étant des cellules gliales radiaires. Chez les mammifères, les cellules 

gliales radiaires sont depuis longtemps connues  pour leur rôle essentiel dans la neurogenèse 

embryonnaire. En effet, en plus de constituer un support de migration pour les nouveaux 

neurones, il est maintenant admis qu’elles sont des cellules progénitrices neuronale (Götz and 

Barde 2005; Malatesta et al. 2000; Mori et al. 2005; Noctor et al. 2001). Chez les 

mammifères, ces cellules se différencient en astrocytes à la fin de la période de neurogenèse 

embryonnaire. En revanche, dans le cerveau des oiseaux et des poissons, ces cellules gliales 

radiaires persistent à l’âge adulte (Alvarez-Buylla et al. 1987; Onteniente et al. 1983).  

De manière intéressante, chez les poissons, la plupart des cellules gliales radiaires 

identifiées comme progénitrices expriment l’aromatase B (Pellegrini et al. 2007). Ces cellules 

ont donc une capacité à produire localement des œstrogènes dans le cerveau. Or, chez les 

mammifères, les œstrogènes, en plus de leur rôle dans la régulation de la fonction de 
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reproduction, sont maintenant connus pour leur rôles neurotrophiques et neuroprotecteurs 

(Garcia-Segura et al. 2001; Suzuki et al. 2006).  

De plus, l’aromatase semble impliquée dans les mécanismes de réparation du tissu 

nerveux. En effet, à la suite d’une lésion cérébrale, l’expression de l’aromatase a été mise en 

évidence dans les astrocytes avoisinants la lésion chez les mammifères (Garcia-Segura et al. 

1999) et dans la glie radiaire et les astrocytes à proximité de la lésion chez les oiseaux 

(Peterson et al. 2007; Peterson et al. 2004). Parallèlement à cette expression de l’aromatase, 

une augmentation de la prolifération cellulaire est observée ce qui laisse supposer l’existence 

d’un lien entre l’expression de l’aromatase et l’activité de neurogenèse réparatrice. 

Ainsi, l’ensemble de ces données suggère l’implication de l’aromatase cérébrale, et des 

œstrogènes localement produits, dans la prodigieuse capacité de neurogenèse observée dans le 

cerveau des poissons téléostéens adultes. 

 

III.6 Perturbateurs endocriniens et Aromatase B 

Comme nous l’avons évoqué précédemment, le gène cyp19a1b est régulé positivement 

par les œstrogènes en raison, notamment, de la présence d’un élément de réponse aux 

œstrogènes (ERE) fonctionnel situé dans la région promotrice du gène (Menuet et al. 2005). 

Ainsi, dès les stades précoces du développement embryonnaire le gène cyp19a1b présente une 

sensibilité accrue aux œstrogènes. Ce gène apparait donc comme une cible probable des 

composés perturbateurs endocriniens.  

Chez le poisson zèbre, l’utilisation de modèles in vitro avec gène rapporteur a permis de 

montrer que l’œstradiol, l’éthinylœstradiol, l’œstrone, la génistéine et l’α-zearalénol sont 

capables d’induire l’expression du gène rapporteur cyp19a1b-luciférase (Le Page et al. 2006). 

De manière intéressante, des composés de type androgéniques, aromatisables (testostérone) et 

non aromatisables (dihydrotestostérone, DHT), régulent également positivement l’expression 

du gène rapporteur (Mouriec et al. 2009a). Il semblerait, dans le cas de la DHT, que 

l’induction du gène rapporteur soit liée à sa conversion en β-diol qui présente une forte 

affinité pour les récepteurs œstrogéniques (Mouriec et al. 2009a).  

Ainsi, ces travaux in vitro montrent que les effets des composés PE sur l’induction de 

l’expression de l’aromatase sont liés à leur interaction avec les récepteurs œstrogéniques qui 

régulent la transcription du gène via l’élément de réponse ERE. 



 

 

 

 

Tableau V : Effets de composés perturbateurs endocriniens sur l’expression du gène 

cyp19a1b, l’expression de la protéine aromatase B et l’activité enzymatique de l’aromatase 

cérébrale chez différentes espèces de poissons. 

 

Composés Espèces  Exposition Effets Références 

     
E2 Poisson zèbre LVR ARNm cyp19a1b                             

(Cheshenko et al. 2007; 

Hinfray et al. 2006; 

Menuet et al. 2005) 

    LVR expression de la protéine AroB                           
(Cheshenko et al. 2007; 

Menuet et al. 2005) 

EE2 Poisson zèbre LVR  ARNm cyp19a1b                             
(Kazeto et al. 2003; 

Kazeto et al. 2004) 

  Médaka A  Activité aromatase cérébrale                          (Contractor et al. 2004) 

  Chevaine  A  Activité aromatase cérébrale                          (Hinfray et al. 2010) 

NP Poisson zèbre LVR ARNm cyp19a1b                             
(Kazeto et al. 2003; 

Kazeto et al. 2004) 

GEN, ZEA Poisson zèbre LVR ARNm cyp19a1b                             (Le Page et al. 2006) 

T, DHT Poisson zèbre EMBR 
expression du gène cyp19a1b 

et de la protéine AroB                           
(Mouriec et al. 2009a) 

FLU Poisson zèbre A  Activité aromatase cérébrale                          (Andersen et al. 2003) 

FAD Tête-de-boule A  Activité aromatase cérébrale                                             (Ankley et al. 2002) 

  Médaka A  expression du gène cyp19a1b                                             (Zhang et al. 2008) 

ATD Poisson zèbre A  Activité aromatase cérébrale                                             (Hinfray et al. 2006) 

  Poisson rouge A  expression du gène cyp19a1b                                             (Gelinas et al. 1998) 

 

E2: œstradiol ;  EE2: éthinylœstradiol ;  NP: Para-nonylphénol ; GEN: génistéine ; ZEA: α- 

zearalénol ; T: testostérone ; DHT: dihydrotestostérone ; FLU: flutamide ; FAD :fadrozole ; ATD : 

androstatrienedione. A: stade adulte ; LVR: stade larvaire ; EMBR: stade embryionnaire. 

Espèces de poissons : Poisson zèbre (Danio rerio) ; Médaka (Oryzias latipes) ; Tête-de-boule 

(Pimephales promela) ; Chevaine : Leuciscus cephalus Poisson rouge ; Carassius auratus. 

 

 



Synthèse bibliographique 

   

35 

 

De nombreuses études, menées in vivo, ont également démontré que l’aromatase B est 

incontestablement une cible de PE. Le tableau V présente, de manière non exhaustive, 

quelques exemples de composés pouvant affecter l’expression et/ou l’activité de l’aromatase 

cérébrale chez différentes espèces de poissons. 

De manière générale les composés œstrogène-mimétiques tels que l’œstradiol, 

l’éthinylœstradiol, le para-nonylphenol ou encore la génistéine induisent l’expression du gène 

cyp19a1b et parfois de la protéine aromatase B dans les stades précoces du développement 

(Cheshenko et al. 2007; Hinfray et al. 2006; Kazeto et al. 2003; Kazeto et al. 2004; Le Page et 

al. 2006; Menuet et al. 2005). L’effet de ces composés implique vraisemblablement les 

récepteurs œstrogéniques car la co-exposition de l’œstradiol avec un antagoniste pur de ces 

récepteurs, l’ICI 182-780, abolit la surexpression de l’aromatase B (Hinfray et al. 2006; 

Menuet et al. 2005).  

Les composés de type androgéniques sont également capables d’induire l’expression du 

gène cyp19a1b et de la protéine aromatase B chez l’embryon de poisson zèbre (Mouriec et al. 

2009a). L’effet de ces composés passe très certainement par leur métabolisation en composés 

capables d’agir sur les récepteurs œstrogéniques (Mouriec et al. 2009a). 

Au stade adulte, les œstrogène-mimétiques sont capable d’induire l’activité enzymatique 

de l’aromatase cérébrale (Contractor et al. 2004; Hinfray et al. 2010). En revanche cette 

activité enzymatique est inhibée par l’androstatrienedione ou le fadrozole (Ankley et al. 2002; 

Hinfray et al. 2006). Ces deux molécules inhibent également l’expression du gène cyp19a1b 

chez le poisson rouge et le médaka (Gelinas et al. 1998; Zhang et al. 2008).  

La présence d’éléments de réponse putatifs à l’AhR dans la région promotrice du gène 

cyp19a1b laissait présumer une action possible des PE de type dioxine. Cependant 

l’exposition de larve de poissons zèbre à la TCDD n’a pas d’effets sur l’expression du gène 

cyp19a1b (Cheshenko et al. 2007). De plus, des travaux in vitro ont montré que les éléments 

de réponses à l’AhR n’étaient pas fonctionnels (Cheshenko et al. 2007).  

En revanche, in vivo, la TCDD a un effet inhibiteur de l’induction de l’expression de 

cyp19a1b par l’œstradiol. En effet l’œstradiol seul induit classiquement l’expression de ce 

gène, mais la co-exposition TCDD-œstradiol réduit l’expression du gène cyp19a1b induite par 

l’œstradiol. Il semblerait que cet effet inhibiteur soit lié à des interactions négatives des 

récepteurs AhR sur les voies de signalisation des récepteurs des œstrogènes (Cheshenko et al. 

2007). 
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L’ensemble de ces données montre que l’aromatase cérébrale est une cible avérée des 

composés PE chez les poissons notamment au cours des stades précoces du 

développement. L’aromatase constitue donc un marqueur biologique fiable de l’exposition 

des poissons aux PE, en particulier aux xéno-œstrogènes. 

D’un point de vu fonctionnel, la perturbation de l’expression de l’aromatase B entraîne 

très probablement des modifications de la production centrale d’œstrogènes. Or, comme nous 

l’avons précédemment évoqué, ces œstrogènes sont impliqués dans de nombreux processus 

physiologiques liés, notamment, à la fonction de reproduction. Ainsi, la perturbation de 

l’expression de l’aromatase cérébrale, et in fine la perturbation de la synthèse d’œstrogènes, 

est susceptible d’affecter l’ensemble de l’axe gonadotrope.  
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L’impact des perturbateurs endocriniens sur la fonction de reproduction des organismes 

n’est maintenant plus à démontrer. Bien que la plupart des études sur les effets des PE se 

soient focalisées sur les organes périphériques, de nombreux arguments suggèrent que les 

circuits centraux impliqués dans le développement et la régulation de la fonction de 

reproduction sont des cibles potentielles des PE.  

Ce travail de thèse s’inscrit dans la problématique générale de l’étude des effets 

neuroendocrines des PE chez le poisson. Plus spécifiquement notre travail s’est organisé 

autour d’une question centrale : 

Le système à GnRH est-il une cible des PE œstrogènes mimétiques                                     

chez le poisson zèbre (Danio rerio)? 

Pour répondre à cette question, nos objectifs ont consisté à : 

-  étudier précisément le système à GnRH du poisson zèbre aux stades adulte et embryo-

larvaire chez des poissons non contaminés et exposés à des xéno-œstrogènes afin 

d’évaluer  l’effet de ces composés sur ce circuit central aux stades adulte et embryo-

larvaire.  

- étudier l’effet des xéno-œstrogènes sur l’expression protéique de l’aromatase B, 

l’enzyme clé de la biosynthèse des œstrogènes connue pour être œstrogèno-régulée. 

- déterminer les mécanismes impliqués dans les effets induits par les xéno-œstrogènes 

notamment en s’interrogeant sur l’implication des récepteurs des œstrogènes  

 

L’intention de ce travail était à la fois d’apporter des connaissances nouvelles sur ces 

réseaux centraux et également de déterminer leur sensibilité vis-à-vis des composés PE 

œstrogènes mimétiques afin de définir la pertinence d’étudier ces cibles du système nerveux 

central dans la compréhension des modes d’action des PE ainsi que dans le contexte de 

l’évaluation des dangers des substances chimiques chez le poisson.  

Les choix méthodologiques qui ont été fait pour mener à bien ce travail sont explicités ci-

après. 
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I.   Modèle biologique : le poisson zèbre (Danio rerio) 

I.1 Généralités 

Le poisson zèbre Danio rerio est un vertébré Téléostéen de la famille des Cyprinidés, la 

plus grande famille de poisson d’eau douce. C’est un poisson tropical dont l’habitat naturel se 

situe dans les régions nord-est de l’Inde. 

Le poisson zèbre est maintenant largement utilisé en tant qu’espèce modèle de vertébré 

dans de nombreux domaines tels que la génétique, la biologie du développement et également 

dans le domaine médical (cancérologie, pharmacologie, toxicologie). En effet, il présente de 

nombreux avantages qui en font un excellent modèle de laboratoire. C’est un poisson qui 

s’élève facilement et de façon peu encombrante du fait de sa petite taille (4-5 cm de long). Il 

possède un cycle de vie court et atteint sa maturité sexuelle en deux à trois mois. De plus, 

c’est un animal ovipare à reproduction externe dont les embryons ont l’avantage de posséder 

un chorion transparent. Les processus du développement embryonnaire précoce sont ainsi 

beaucoup plus accessibles chez le poisson zèbre que chez la souris, par exemple, dont le 

développement est intra-utérin. Les femelles poisson zèbre présentent un cycle reproducteur 

asynchrone et continu qui assure une production d’œufs permanente au sein d’un élevage. De 

plus, le nombre d’œufs produits par femelle est important offrant ainsi la possibilité de mener 

des expérimentations sur de grands effectifs. Par ailleurs, le séquençage du génome du 

poisson zèbre est en passe d’être terminé et de nombreuses informations de séquences sont 

d’ores et déjà disponibles facilitant ainsi l’étude des gènes et de leur expression.  

Le poisson zèbre est recommandé dans les tests réglementaires d’écotoxicité aquatique. 

De plus, c’est une espèce modèle reconnue dans le contexte de la perturbation endocrinienne 

(Segner 2009). En effet, il est utilisé à la fois pour le criblage des substances à activité 

endocrine mais également pour l’identification de  leurs effets et l’étude de leurs mécanismes 

d’action à différents niveaux d’organisation biologique (Segner 2009).  

Il subsiste certaines lacunes concernant la biologie et la physiologie de la reproduction du 

poisson zèbre, mais l’amélioration constante des connaissances physiologiques sur ce modèle 

participe à consolider son statut d’espèce modèle de vertébré. 



 

 

 

Tableaux VI : Caractéristiques principales du 17α-éthinylœstradiol et du Nonylphénol. 

Composé Formule chimique
Numéro

de CAS

Masse 

molaire 

(g/mol)

Log de 

Kow

Potentiel

œstrogénique 

relatif à l’œstradiol

Données 

environnementales

17α-

Ethinylestradiol  

(EE2)

57-63-6 296,40 3,67

1,39 - 5
(Cosnefroy et  al.  2009, 

Pillon et  al.  2005, Legler

et  al.  2002)

Eaux de surfaces 

0 ng/l - 15 ng/l 
(Cargouet et al. 2004; Desbrow et 

al. 1998)

Bioaccumulation

1,4-1,6 ng/g (poisson)           
(Al Ansari et al., 2010)

Nonylphénol  

(NP)
104-40-5 220,35 5,71

9E-4  - 5,3E-5
(Cosnefroy et  al.  2009, 

Pillon et  al.  2005, Legler

et  al.  2002)

Eaux de surfaces

0  µg/l - 10 µg/l 
(Soares et al. 2008) 

Bioaccumulation

0,03 – 1,59 mg/kg (poisson) 
(Ahel 1993)

 

 Log Kow : coefficient de partage ; Potentiel œstrogénique relatif à l’œstradiol : EC50 œstradiol / EC50 composé  
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I.2 Le poisson zèbre sauvage et lignée transgénique cyp19a1b-GFP 

A l’INERIS nous disposons, depuis plusieurs années, d’un élevage de poisson zèbre de 

souche AB. La maîtrise de la reproduction de cette espèce nous permet de mener des 

expérimentations à des stades de développement bien précis en conditions contrôlées. 

Nous disposons également, depuis peu, d’un modèle de poisson zèbre transgénique 

cyp19a1b-GFP développé par l’équipe du professeur Chung (Tong et al. 2009). La lignée a 

été obtenue par micro-injection, au stade 1-2 cellules, d’une construction de 4 kilobases 

mettant l’expression de la protéine GFP (Green Fluorescent Protein) sous le contrôle d’une 

partie du promoteur du gène cyp19a1b contenant l’élément de réponse aux œstrogènes et 

l’exon I. Cette lignée de poisson zèbre transgénique a été caractérisée et validée (Tong et al. 

2009) et constitue un excellent modèle notamment pour l’étude in vivo des régulations 

œstrogéniques du gène cyp19a1b.  

II.   Choix des molécules 

Dans le cadre de ce travail de thèse nous avons choisi d’étudier les effets de composés 

œstrogènes mimétiques. Ces substances sont des perturbateurs endocriniens capables 

d’interférer avec la signalisation œstrogénique endogène et de nombreux travaux ont montré 

qu’elles avaient des effets délétères sur la fonction de reproduction des organismes (Brion et 

al. 2004; Lange et al. 2008; Nash et al. 2004; Schafers et al. 2007). De plus les substances 

œstrogènes mimétiques constituent une classe de PE largement répandue dans 

l’environnement aquatique. 

Nous avons plus spécifiquement sélectionné deux xéno-œstrogènes modèles présentant 

des affinités différentes pour les récepteurs des œstrogènes (ER) :  

- Le 17α-éthinylœstradiol, un œstrogène de synthèse de forte affinité pour les ERs 

- Le nonylphénol, un alkylphénol de faible affinité pour les ERs 

Les caractéristiques de ces deux composés sont présentées synthétiquement dans le tableau 

VI et développées dans les paragraphes ci-après.  
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II.1 Le 17α-éthinylœstradiol 

Le 17α-éthinylœstradiol (EE2) est une hormone stéroïde de synthèse utilisé 

principalement dans les contraceptifs hormonaux mais également dans l’hormonothérapie 

substitutive. 

Une fois excrété, l’EE2 n’est pas éliminé dans les stations d’épuration. Ce composé est 

donc évacué dans les effluents des stations d’épuration et libéré dans le milieu aquatique. 

L’EE2 a été mesuré dans  les eaux de surfaces à des concentrations comprises entre 0 ng/l et 

15 ng/l (Cargouet et al. 2004; Desbrow et al. 1998; Ternes et al. 1999) et pouvant atteindre 

exceptionnellement des concentrations supérieures à 40 ng/l (Ternes et al. 1999).  De plus, 

plusieurs travaux suggèrent que l’EE2 est capable de se bioaccumuler dans les organismes 

(Al-Ansari et al. 2010; Lai et al. 2002). 

In vitro, l’EE2 est plus puissant que l’œstradiol pour activer les récepteurs des œstrogènes 

dans différent modèle cellulaires mammifères et poissons (Cosnefroy et al. 2009; Legler et al. 

2002). In vivo, de très nombreux travaux ont montré les effets délétères de faibles 

concentrations d’EE2 sur le développement et la reproduction des poissons. Ainsi l’exposition 

à l’EE2 est capable d’induire la production de vitellogénine chez les mâles et les juvéniles, 

d’altérer la différenciation sexuelle, de retarder le développement gonadique mais également 

de perturber la fertilité des poissons (Lange et al. 2008; Nash et al. 2004; Schafers et al. 2007; 

Segner et al. 2003; Xu et al. 2008). Récemment, des travaux chez le poisson zèbre ont montré 

l’effet inducteur de l’EE2 sur l’expression du gène cyp19a1b codant pour l’aromatase B 

(Hinfray et al. 2006; Kazeto et al. 2004). 

Ainsi l’EE2 est largement présent dans l’environnement aquatique, à des concentrations 

relativement faibles mais qui sont suffisantes pour perturber le développement et la 

reproduction des organismes à différents niveaux incluant le système nerveux central.  

II.2 Le nonylphénol 

Le nonylphénol (NP) est un alkylphénol polyéthoxylé qui appartient à une famille de 

composés chimiques largement utilisés dans les peintures, les résines, les produits 

phytopharmaceutiques (biocides) et les détergents. Il représente l’un des agents actifs de 

surface (surfactants) les plus couramment utilisés. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Schéma de la démarche expérimentale générale 

Exposition 
(Contamination de l’eau)

GnRH
Anticorps anti GnRH BB8

(Breton et al. 1986)

Aromatase B
Anticorps anti-AroB  

(Menuet et al. 2005)

Observations et acquisitions d’images (z-stack)
Microscope à fluorescence Zeiss AxioImager Z.1 équipé d’un ApoTome

Analyses neuroanatomiques et morphométriques
 analyse d’image (logiciel AxioVision)

Poissons 

non contaminés 

Poisson zèbre sauvage (souche AB)

Poisson zèbre transgénique (cyp19a1b-GFP)

Prélèvement échantillons

(cerveau / larve entière)

Inclusions  & coupes cryostat 

Immunomarquages

Traitement statistique des données
(logiciel Anastats software)
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Les activités anthropiques sont les seules responsables de la présence du NP dans 

l’environnement. Au niveau des écosystèmes aquatiques le nonylphénol est présent dans les 

eaux de surfaces (rivière, lac, océan) à des concentrations comprises entre < 1 µg/l  et 15 µg/l 

(pour revue, Soares et al. 2008) et de manière exceptionnelle à des concentrations atteignant 

600 µg/l (Sole et al. 2000). Le NP est également présent dans les sédiments en quantité 

importante comprises entre <1 mg/kg et 50 mg/kg (pour revue, Soares et al. 2008). Au-delà de 

l’environnement aquatique, le nonylphénol est également présent dans le sol et dans l’air 

(Dachs et al. 1999; Soares et al. 2008). De manière inquiétante, plusieurs études ont montré 

que ce composé était capable de se bioaccumuler à de fortes concentrations dans les 

organismes aquatiques (Ahel et al. 1993; Soares et al. 2008).   

De nombreux travaux in vitro ont démontré la capacité du nonylphénol à se fixer sur le 

récepteur des œstrogènes et d’induire des effets œstrogéniques dans différents modèles 

cellulaire mammifères et poissons (Cosnefroy et al. 2009; Legler et al. 2002; Soares et al. 

2008). En comparaison avec l’œstradiol ou l’EE2, le nonylphénol est un composé de faible 

œstrogénicité. In vivo, le NP induit la production de la vitellogénine chez le poisson mâle, 

altère la morphologie gonadique,  la production d’œufs et la fertilité (Jobling et al. 1996; 

Kinnberg et al. 2000; Soares et al. 2008). Des études récentes ont montré que, comme l’EE2, 

le NP est capable d’induire l’expression du gène cyp19a1b chez la larve de poisson zèbre 

(Hinfray et al. 2008; Kazeto et al. 2004).  

Le NP est donc très présent dans le milieu aquatique et bien que faiblement œstrogénique,  

ce composé  est capable de perturber la physiologie des organismes à différents niveaux 

incluant le système nerveux central. 

III.   Démarche expérimentale 

III.1 Démarche expérimentale générale 

La démarche expérimentale générale que nous avons adoptée est présentée très 

synthétiquement dans la figure 11. Cette approche a été entreprise à l’occasion de différentes 

expérimentations qui sont résumées dans le tableau VII et qui soulignent la structuration de 

notre démarche et des travaux présentés dans la partie « Résultats » de ce manuscrit.



 

 

Tableau VII : Récapitulatif de l’ensemble des expérimentations et des paramètres biologiques étudiés au cours des travaux présentés 

dans la partie « Résultats ». 

 

  

Chapitre 1 

 

Chapitre 2 

 

Chapitre 3 

Stade de 
développement 

 

Adulte 

 

Embryon/Larve 
Embryon/Larve                      
cyp191ab-GFP 

 

Embryon/Larve Embryon/Larve 

Conditions 
d'expositions 

  

EE2                                              
1nM 

  

EE2                                                                          
0,02 /0,1 /0,5nM 

EE2                                        
0,02 /0,1 /0,5nM 

  

EE2 0,5nM                                                                            
NP 0,125/ 0,25/ 0,5 µM 

EE2 0,5nM/ NP 0,5 µM                            
± ICI 182-780 1µM 

Durée 
d'exposition 

 

7 jours 

 

1 - 30 jpf                                                                                               
(Prélèvement  5, 10, 20 jpf) 

1-5 jpf 

 

0- 7 jpf 0-5 jpf 

Paramètres 
biologiques 

  

GnRH  

  

GnRH AroB GnRH/GFP 

  

GnRH AroB GnRH AroB 

Analyses 

  

Distribution, 
nombre et 
taille des 

neurones à 
GnRH-ir 

  

Distribution, 
nombre et 
taille des 

neurones à 
GnRH-ir 

Expression 
cérébrale et 

hypophysaire 

Etude des 
relations neuro-                    

anatomiques 
GnRH/GFP 

  

Nombre de 
neurones à 

GnRH-ir 

Expression 
cérébrale et 

hypophysaire 

Nombre de 
neurones à 

GnRH-ir 

Expression 
cérébrale et 

hypophysaire 
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Les réseaux neuroendocrines étant très régionalisés il a été très important d’utiliser une 

approche expérimentale permettant de tenir compte de la distribution de ces systèmes dans le 

cerveau. Ainsi, pour réaliser ce travail nous avons utilisé l'immunohistochimie, qui constitue 

la technique la plus couramment utilisée dans les études de neuroanatomie puisqu’elle apporte 

à la fois des données spatiales et quantitatives lorsqu’elle est couplée à des analyses 

morphométriques. Plus spécifiquement, nous avons opté pour l’immunofluorescence qui est 

l’une des techniques les plus sensibles dans les méthodes d'immunohistochimie. 

 

III.2 Etude du système à GnRH 

L’analyse de l’effet de substances œstrogènes-mimétiques sur le système à GnRH exige 

une bonne connaissance de ce réseau neuroendocrine. Ainsi la première étape de ce travail a 

été de caractériser la distribution neuroanatomique du système GnRH chez le poisson zèbre 

adulte mâle et femelle. Ensuite, une  courte exposition à l’EE2 (1 nM) a été réalisée chez le 

poisson zèbre mâle afin de définir l’effet potentiel de ce xéno-œstrogène sur le système GnRH 

de l’adulte.   

Dans un second temps, nous avons étudié précisément l’ontogenèse des neurones à 

GnRH au cours du développement précoce de poisson zèbre (entre 1 et 30 jpf) et nous avons 

évalué l’effet de l’exposition à l’EE2 (0.02 nM, 0.1nM et 0.5nM) sur le développement de ces 

neurones. Plus spécifiquement nous avons étudié l’effet de l’EE2 sur le nombre et la taille de 

ces neurones, mais également sur leur profil de migration. 

Nous avons ensuite comparé l’effet de l’exposition à l’EE2 (0.5 nM) et au nonylphénol 

(0.125 µM, 0.25 µM, 0.5 µM) sur le nombre de neurones à GnRH dans les stades précoces du 

développement (entre 0 et 7 jpf) afin d’évaluer les effets de composés présentant des 

œstrogénicités différentes. 

 Enfin, dans l’optique d’étudier l’implication des récepteurs des œstrogènes dans les 

effets des xéno-œstrogènes sur le système à GnRH nous avons réalisé des co-expositions avec 

un agoniste pur des récepteurs des œstrogènes, l’ICI 182-780. 
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III.3  Etude de l’expression de l’aromatase B 

L’aromatase B est une cible avérée des xéno-œstrogènes (Cheshenko et al. 2007; Hinfray 

et al. 2008; Kazeto et al. 2004) c’est pour cela que nous avons étudié son expression en 

parallèle de tous nos travaux d’exposition à l’EE2 et au NP. L’induction de l’expression de 

l’aromatase B est en effet un indicateur fiable de la perturbation de la signalisation 

œstrogénique au niveau du système nerveux central. 

Au-delà de sa simple utilisation comme biomarqueur d’exposition à des xéno-œstrogènes, 

nous avons étudié l’expression de l’aromatase B dans l’ensemble du cerveau du poisson zèbre 

au cours du développement embryo-larvaire (entre 1 et 30 dpf) puis nous avons analysé l’effet 

de l’exposition de concentrations croissantes d’EE2 (0.02 nM, 0.1nM et 0.5nM) sur cette 

expression.  

Enfin, nous avons utilisé le modèle de poisson zèbre cyp19a1b-GFP afin d’étudier les 

relations neuroanatomiques entre les cellules gliales radiaires qui expriment la GFP et les 

neurones à GnRH en condition contrôle et exposé à l’EE2. 



 

 

 

RESULTATS 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Chapitre I                                                                 

Caractérisation neuroanatomique du système                           

à GnRH du poisson zèbre 

 

 

 

 

 

 



Chapitre I : Caractérisation neuroanatomique du système à GnRH du poisson zèbre 

 

44 

 

Contexte 

Le système à GnRH a été largement étudié chez les vertébrés en raison de sa place 

centrale dans l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique. Chez les téléostéens, selon l’espèce 

considérée, deux ou trois formes de GnRH sont exprimées dans des populations neuronales 

distinctes. Chez le poisson zèbre, deux variants de la GnRH ont été caractérisés, la GnRH-2 

(chicken GnRH-II) et la GnRH-3 (salmon GnRH). La distribution de l’expression des gènes 

codant pour ces variants de la GnRH a été déterminée par hybridation in situ (Steven et al. 

2003). Hormis cette étude, les données relatives à la caractérisation  neuroanatomique du 

système à GnRH chez cette espèce étaient inexistantes. Enfin, les effets potentiels de 

traitements hormonaux sur ce réseau neuroendocrine n’étaient pas renseignés.   

Objectifs et démarche expérimentale  

Dans ce contexte,  la première étape de ce travail a eu pour objectifs (i) d’acquérir, à 

l’aide de marquages immunohistochimiques, des données neuroanatomiques précises sur le 

système à GnRH chez le poisson zèbre adultes mâle et femelle et (ii) d’évaluer les effets 

d’une exposition à un œstrogène sur le système à GnRH.  

Résultats principaux 

Ce travail a fait l’objet d’un manuscrit (Article 1) rédigé en anglais et présenté ci-après. 

 

Neuroanatomical characterization of the GnRH systems in the zebrafish (Danio 

rerio) and study of potential effect of 17α-ethinylestradiol 

Mélanie Vosges, Olivier Kah, Benjamin Piccini, Jean-Marc Porcher and François Brion 

 

Afin de répondre à ces objectifs, une analyse comparative a été préalablement menée afin 

de sélectionner un anticorps permettant d’étudier par  immunohistochimie l’expression de la 

GnRH dans le cerveau du poisson zèbre. Parmi les trois anticorps testés
1
, seul l’anticorps anti-

sGnRH BB8 (Breton et al. 1986) s’est avéré adapté à notre étude en termes de sensibilité et de 

                                                 
1  Anticorps polyclonal anti-GnRH commercial (SIGMA, Réf. : G8294), 

   Anticorps polyclonal anti-2-10 GnRH (N°19900) généreusement fourni par A. Duittoz (INRA, Nouzilly),  

   Anticorps polyclonal anti-sGnRH (BB8) généreusement fourni par l’INRA SCRIBE, Rennes. 



 

 

 

 

 

 

A B

C D

 

Figure 12 : Immunodétection de la GnRH (rouge) sur  coupes sagittales de cerveaux de 

poisson zèbre adulte. A: Immunomarquage non spécifique au niveau des bulbes olfactifs 

avec l’anticorps polyclonal anti-GnRH commercial SIGMA (x200). B: Immunomarquage 

spécifique avec l’anticorps polyclonal anti-GnRH 19900 au niveau du bulbe olfactif (x200). 

C, D: Immunomarquages spécifiques et sensibles avec l’anticorps polyclonal anti-GnRH BB8 

au niveau du bulbe olfactif (C ; x400) et du faisceau olfactif médian (D ; x200). Bleu : 

Immunomarquage DAPI. 
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spécificité (Figure 12), Cet anticorps a donc été sélectionné pour mener l’ensemble des 

analyses immunohistochimiques.  

La caractérisation neuroanatomique du système à GnRH du poisson zèbre a été réalisée 

chez des poissons adultes mâles et femelles. Tout d’abord la distribution de l’expression de la  

GnRH a été analysée dans l’ensemble du cerveau, révélant la présence de neurones GnRH-

immunoréactifs (ir) au niveau des bulbes olfactifs, du télencéphale ventral et de l’aire 

préoptique. Dans la région mésencéphalique, une population de larges corps cellulaires 

GnRH-ir a également été mise en évidence. De nombreuses fibres immunoréactives, issues de 

l’ensemble des corps cellulaires GnRH-ir, ont été observées essentiellement au niveau du 

cerveau antérieur. L’ensemble de ces données nous a permis de réaliser une cartographie 

précise de la répartition de l’expression de la GnRH dans le cerveau de poisson zèbre. 

En outre, l’analyse morphométrique des neurones à GnRH-ir a permis d’acquérir des 

données quantitatives originales sur leur nombre moyen et sur leur surface moyenne en 

fonction des régions cérébrales et du sexe des poissons. De manière intéressante, quelque soit 

le paramètre étudié (distribution, nombre, taille), aucun dimorphisme sexuel n’a été mis en 

évidence.  

Enfin, nous montrons qu’une exposition de 7 jours à 1 nM d’EE2 n’affecte aucun des 

paramètres morphométriques analysés (distribution, taille et nombre moyens de neurones à 

GnRH-ir) chez le poisson zèbre adulte mâle, démontrant la relative insensibilité du système à 

GnRH sur les paramètres étudiés dans nos conditions expérimentales.  

Conclusions  

L’ensemble des résultats de ce premier chapitre nous a permis d’acquérir des 

informations nouvelles sur le système à GnRH du poisson zèbre adulte. Cette étape de 

caractérisation nous est apparue pré-requise pour entreprendre l’étude de la perturbation de ce 

système neuroendocrinien. En raison de l’absence d’effet significatif de l’EE2 sur les 

caractéristiques neuroanatomiques et morphométriques du système à GnRH au stade adulte, 

nos travaux se sont orientés vers l’étude des stades précoces de développement durant 

lesquels le système à GnRH se met en place.  
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Abstract 

 

In vertebrates, gonadotropin-releasing hormone (GnRH) is the key factor controlling the 

activity of the reproductive axis. In the present study, we characterized, by mean of 

immunohistochemistry, the neuroanatomical distribution of GnRH systems in the brain of a 

model fish species, the zebrafish (Danio rerio). GnRH-immunoreactive (GnRH-ir) neurons 

were found in olfactory bulb, the ventral telencephalon, the preoptic area and the ventral 

periventricular hypothalamus. In the midbrain, large GnRH-ir cell bodies were observed at the 

level of the medial longitudinal fascicle. All these GnRH-ir cell bodies projected fibers 

primarily in the forebrain and the midbrain. Additionally, morphometric parameters of GnRH 

neurons were investigated in both male and female to determine whether sex differences exist. 

Our results indicate that the distribution, the number and the size of GnRH-immunoreactive 

(GnRH-ir) neurons are not sexually dimorphic.  

The development and functioning of GnRH neurons are finely tuned by a series of factors, 

notably sex steroids. Given the lack of information on their potential effect in the zebrafish, 

we explored the effect of short-term exposure of adult zebrafish to the potent synthetic 

estrogen EE2. We report that neither the distribution pattern of GnRH-ir neurons nor the 

GnRH-ir neuronal number and size are affected by EE2 under our experimental conditions.  

Cumulatively, these results provide an improved understanding of the GnRH systems and 

its sensitivity to an estrogenic compound in adult zebrafish. 
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1. Introduction 

In vertebrates, reproductive function is under endocrine control of the hypothalamic-

pituitary-gonadal (HPG) axis. The gonadotropin-releasing hormone (GnRH) is a decapeptide 

neurohormone which exerts a key role in the HPG axis by controlling synthesis and release of 

the pituitary gonadotropins LH (luteinizing hormone) and FSH (follicle-stimulating 

hormone). In turn, these two hormones regulated gametogenesis and steroidogenesis in the 

gonads.  In agreement with its pivotal role in the reproductive axis, the GnRH has been highly 

conserved throughout evolution (Kah et al., 2007). In teleost fish, depending on the species, 

two or three different variants of GnRH are expressed in the brain (Gothilf et al., 1995; 

Powell et al., 1994). In zebrafish (Danio rerio), a popular teleost model, two GnRH variants 

have been identified (Powell et al., 1996) and characterized (Steven et al., 2003): GnRH2 

(corresponding to the chicken GnRH-II variant) that is synthesized in large neurons of the 

synencephalon and GnRH3, corresponding to the salmon GnRH variant which is expressed in 

a continuum of neurons extending from the olfactory bulbs to the anterior hypothalamus (Kah 

et al., 1986; Lethimonier et al., 2004). The GnRH3 decapeptide corresponds to the 

hypophysiotrophic variant that controls gonadotropins release (Steven et al., 2003), while the 

function of GnRH2 is less clear although in fish its roles in sexual behavior (Volkoff and 

Peter, 1999) and in modulation of pineal function (Servili et al., 2010) are documented.  

The zebrafish GnRH systems have been well characterized by in situ hybridization 

techniques (Steven et al., 2003) and also by the transgenic GnRH3: EGFP zebrafish line 

(Abraham et al., 2009) but information about spatial and quantitative expression of GnRH 

network at the protein level are lacking. Moreover, little is known about sex differences in 

GnRH neuronal population in the brain of zebrafish.   
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The activity of GnRH neurons is subject to complex regulations which imply a series of 

internal and external factors, among them important feedbacks from gonadal sex steroids 

(Herbison, 2009). However data on the effect of estrogens on GnRH system have not reported 

in the zebrafish.  

In light of this context, the present study aimed to characterize, by 

immunohistochemistry, the neuroanatomical distribution of GnRH systems in the brain of 

zebrafish. In addition, morphometric parameters of GnRH neurons were investigated in both 

male and female to determine whether sex differences exist. Finally, the effect of a short-term 

exposure to a synthetic estrogen, 17α-ethinylestradiol, on the GnRH neuronal population was 

investigated in male zebrafish. Together, results from this study should provide an improved 

understanding of the GnRH systems and its potential vulnerability to a synthetic estrogen in 

zebrafish. 
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2. Materials and methods 

2.1   Animals maintenance 

All animal protocols in this study were approved by the ethical committee of the National 

Institute of Industrial Environment and Risks. Sexually mature wild type male and female 

zebrafish (Danio rerio, AB strain) were used for this study.  Fish were raised in a recirculated 

water system at 27°C under a controlled photoperiod (14h light/ 10h dark cycle). They were 

fed daily with TetraMin fish flake and live brine shrimp (Artemia spp.; Ocean Nutrition).  

 

2.2   Male short-term exposure to 17α-ethinylestradiol 

Adult male zebrafish were exposed for 7 days to 17α-ethinylestradiol (EE2, Sigma-

Aldrich) at nominal concentrations of 1nM or to solvent control (DMSO; 0.0005 % v/v). 

Exposures were performed in 4-L tanks under semi-static conditions with a total renewal of 

the water every day. The temperature in the tanks was maintained at 27°C and the water was 

permanently aerated.  

 

2.3   Immunohistochemistry 

2.3.1 Tissue processing 

Animals were euthanized in tricaine methane sulfonate (MS222; Sigma-Aldrich. France). 

Brains were collected and fixed 48h at 4°C in 4% paraformaldehyde in saline phosphate 

buffer (PBS). After rinsing in PBS, samples were successively transferred to 10%, 20% and 
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30 % sucrose-PBS solution at 4°C. Brains were then embedded in O.C.T compound (Tissue 

Tek. Sakura Finetek). Frozen-sections of the entire brain were performed at a thickness of 

12µm and stored at -20°C until used. 

2.3.2 Antibodies 

The GnRH antibody, BB8, (Breton et al., 1986) used for this study was raised in rabbit 

against sGnRH, BB8 was used at a dilution of 1:2000.  Alexa Fluor 594-conjugated goat anti-

rabbit IgG (1:200, Invitrogen. France) was used as secondary antibody to detect GnRH 

immunoreactivity. To control the specificity of the staining, sections were processed without 

the primary antibody. 

2.3.3 Immunofluorescence staining 

Frozen sections were rinsed 2 times in PBS for 5 minutes at room temperature and then 

they were incubated for 1 hour in a PBS solution containing 0.2% Triton X-100 and 0.5% 

milk powder. Incubation with the primary antibody BB8 was performed overnight in 0.5% 

milk powder in PBS. Sections were then washed three times in PBS solution containing 0.2% 

Triton X-100 (10min/wash) before being incubated for 2h with the secondary antibody. The 

sections were washed in PBS (3x10min) and coverslipped using Vectashield mounting 

medium with 4'.6-diamidino-2-phenylindole (DAPI; Vector Laboratories). 

2.3.4 Analysis 

GnRH immunostaining was analyzed on each brain section of fish using a Zeiss 

AxioImager.Z1 fluorescence microscope combined with an ApoTome (Zeiss GmbH, 

Göttingen, Germany). Every field containing GnRH-immunopositive neurons was 

photographed with 40x and 63x objectives. Series of optical sections along the z-axis were 

acquired at 0.3-0.5µm intervals and projected in a single image (maximum-intensity 
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projection).  These digitized images were then used to determine the total number of GnRH 

cell bodies by manually counting every nucleated GnRH-ir neurons. The GnRH soma area 

was quantified by analyzing the perimeter of GnRH-immunoreactive neurons (25 neurons 

randomly selected per fish) with the outline spline tool of the Axiovision Imaging software. 

All these morphometric data were blindly performed without a priori knowledge of the 

specimen identity. Neuroanatomical localization and nomenclature of brain nuclei follows 

that of Wullimann et al. (1996). 

 

2.4   Statistical analysis 

The total number of GnRH-ir cell bodies as well as the surface of GnRH-ir soma were 

expressed as means ± standard error of the mean (S.E.M) of n independent observations. Data 

were statistically analyzed using the Mann-Whitney U-test (Anastats software). A p value of 

less than 0.05 was considered to be statistically significant. 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Figure 1: Distribution of GnRH-immunoreactive structures on representative transverse 

sections of the brain of zebrafish taken from the atlas by Wullimann et al. (1996). See 

Annex 1 for nomenclature of brain nuclei.  



 

 

 

 

 

 

 

Figure 2: Microphotographs of GnRH-immunoreactive structures on brain cross 

sections of adult zebrafish. A: Section at the level of the ventral olfactory bulbs (OB) 

showing a cluster of GnRH-ir cell bodies. B: GnRH-ir perikarya in the ventral telencephalon.  

C: Cross section at the level of preoptic area illustrating a characteristic bipolar GnRH-ir 

neuron surrounded by varicose fibers. D: Transversal section at the level of the midbrain 

tegmentum showing a group of large GnRH-ir neurons in the nucleus of the medial 

longitudinal fascicle (nMLF). Red: GnRH immunostaining. Blue: DAPI. Scale bar = 20µm 
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3. Results 

3.1   Neuroanatomical distribution of GnRH systems 

GnRH immunoreactivity was examined in the entire brain of male (n=10) and female 

(n=10) zebrafish. The distribution of GnRH-immunoreactive (ir) cell bodies and fibers is 

schematically represented on figure 1. Dense clusters of GnRH-ir cell bodies were identified 

in the ventromedial part of the olfactory bulbs (Fig. 1A and Fig. 2A) and formed a continuum 

of labeled cells along the terminal nerve. These GnRH-ir cells consisted of spherical or ovoid-

shaped perikarya. More caudally, GnRH-ir cell bodies were detected in the ventral 

telencephalic area (Fig.1B and Fig. 2B), in the preoptic area (POA) at the level of the 

parvocellular preoptic nucleus (Fig. 1C and Fig. 2C) and in the ventral periventricular 

hypothalamus (Fig. 1D). At these levels, the GnRH-ir cells were smaller with fusiform-

shaped soma.  In the midbrain tegmentum, a population of large GnRH-ir perikarya was 

found at the level of the medial longitudinal fascicle (Fig. 1F and G and Fig. 2D). 

All these GnRH-ir cell bodies projected varicose fibers mainly in the forebrain and the 

midbrain forming a dense network. GnRH-ir fibers were found in the ventral part of olfactory 

bulbs and in the telencephalon, at this level some fibers get into the optic tectum. More 

posteriorly, the preoptic area and the mediobasal hypothalamus were abundantly innervated 

by GnRH-ir fibers. In the forebrain, some of these fibers were organized in intense bundles 

connecting the different brain regions. Further caudally, scattered GnRH-ir fibers innervated 

the hindbrain especially in the facial lobe. This distribution pattern revealed no inter-

individual or inter-sexual difference. 



 

 

 

 

Table I : Average number of GnRH-ir cells bodies in the terminal nerve, the ventral 

telencephalon/ preoptic area (POA), the midbrain tegmentum and average soma size of POA 

GnRH-ir cells (µm²) in whole sectioned brains of adult male (n=4) and female (n=4) 

zebrafish. The values are expressed as means ± SEM. 

 

 

        

 

  

 

Average number of cell bodies 

 

Average cell 

soma size (µm²) 

  
Terminal 

Nerve 

Ventral 

Telencephalon 

& Preoptic Area 

Midbrain 

Tegmentum 
Total 

 

Preoptic Area 

Male 76 ± 6,65 115,25 ± 18,57 17,75 ±2,95 209 ± 22,2 

 

43,08 ± 1,3 

Female 72 ± 6,9 167,25 ± 17,44 23,50 ± 3,57 262,75 ± 21,3 

 

43,18 ± 2,2 

        

 

 

Table II: Average number of GnRH-ir cells bodies in the terminal nerve, the ventral 

telencephalon/ preoptic area (POA), the midbrain tegmentum and average soma size of POA 

GnRH-ir cells (µm²) whole sectioned brains of zebrafish control (n=4) and exposed to 1nM of 

EE2 (n=4). The values are expressed as means ± SEM. 

 

 

        

 

  

 

Average number of GnRH-ir cell bodies 

 

Average cell 

soma size (µm²) 

  
Terminal 

Nerve 

Ventral 

Telencephalon 

& Preoptic Area 

Midbrain 

Tegmentum 
Total 

 

Preoptic Area 

Control 76 ± 6,9 115,25 ± 18,57 17,75 ± 2,95 209 ± 22,2 

 

43,09 ± 1,3 

EE2 1nM 70,25 ± 7,56 115 ± 16,48 21,75 ± 2,95 204,5 ± 16,2 

 

44,03 ± 0,5 
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3.2    Quantitative characterization of GnRH systems 

Quantitative analysis of the GnRH-ir cell bodies was performed in the entire brain of 

male (n=4) and female (n=4) zebrafish. The total number of GnRH-ir perikarya was 

thoroughly analyzed (Table I) and revealed no significant difference between male (209 

±22.2) and female (262.7±21.3). To avoid omitting subtle differences in the number of cell 

bodies, the three main regions of location of GnRH-ir neurons (terminal nerve, ventral 

telencephalon/preoptic area and midbrain tegmentum) have been analyzed separately (Table 

I). Whatever the region, no sexual dimorphism was observed in number of GnRH-ir neurons.  

Similarly, the GnRH-ir cell bodie size was analyzed in the POA (Table I) and revealed no 

difference between male (43.08 ± 2.58 µm²) and female (43.18± 3.87 µm²). 

 

3.3   Short-term exposure to 17α-ethinylestradiol in male zebrafish 

GnRH immunoreactivity was investigated in the whole brain of male zebrafish control 

(n=4) and exposed to 1nM of EE2 (n=4) during 7 days. There were no apparent difference in 

the distribution pattern of GnRH-ir cell bodies between control and EE2-exposed fish. In all 

fish, GnRH-ir cells were found in the locations previously described (Fig. 1). 

Quantitative analysis revealed no change in the number of GnRH-ir neurons between control 

and EE2-exposed fish, and this, whatever the brain region observed (Table II). Likewise, the 

study of GnRH-ir cell bodie size showed no difference between control and EE2-exposed fish 

(Table II). 
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4. Discussion 

In the present study, we characterized the distribution of GnRH systems using an antibody 

which recognize the two forms of zebrafish GnRHs (GnRH3 and GnRH2). This 

neuroanatomical distribution of GnRH neurons is in agreement with these previously 

described in zebrafish by means of in situ hybridization (Steven et al., 2003). According to 

this study, GnRH-ir cells identified in the olfactory bulbs, the terminal nerve, the ventral 

telencephalon until the hypothalamus corresponds to GnRH3-expressing neurons, while the 

population of large GnRH-ir cells found in the midbrain tegmentum corresponds to GnRH2-

expressing neurons. However, in our study no cell bodies were observed in the facial lobe 

structure which contrasts with previously reported data by Steven et al. (2003) and also 

Abraham et al. (2009) in the transgenic GnRH3: EGFP zebrafish line. The reason for this 

discrepancy remains unknown.  

The distribution of GnRH-ir neurons was studied in male and female and revealed no sexually 

dimorphic pattern. In addition to the neuroanatomical distribution of GnRH-ir neurons, a 

relevant aspect of this study is to provide a quantitative analysis of GnRH-ir cell bodies in 

both male and female zebrafish. The number of GnRH-ir cell bodies was quantified and 

showed no difference between male and female whatever the population of GnRH-ir neurons 

considered. Similarly, the analysis of the size of POA GnRH-ir cell bodies revealed no inter-

sexual difference. In several other teleost fish, the sexual dimorphism of GnRH neurons has 

been studied and revealed differences according to the species studied and their reproductive 

strategies. In several sex-changing fish, such as the protandrous dusky anemonefish 

(Amphiprion melanopus),the protogynous ballan wrasse (Latrus berggylta) and the bluehead 

wrasse (Thalassoma bifasciatum), the number and/or the size of GnRH-containing neurons 

was shown to significantly differ between male and female especially in the POA (Elofsson et 
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al., 1997; Elofsson et al., 1999; Grober and Bass, 1991). Conversely, in the cichlid fish 

Cichlasoma dimerus, a gonochoristic species, no inter-sexual differences in term of GnRH 

neurons number or soma size was found (Pandolfi et al., 2005) which is consistent with the 

absence of GnRH sexual dimorphism found in our study in zebrafish. However, in another 

gonochoristic fish species, the goldfish (Carassius auratus), sex differences were evidenced 

concerning the size of GnRH cell bodies in POA while no sexual dimorphism was revealed 

regarding the number of GnRH cells (Parhar et al., 2001). All together, these data indicate that 

anatomical differences of GnRH neurons exists in fish and is most obvious in sex-changing 

species in which the GnRH neuronal plasticity is correlated with their sexual plasticity (Foran 

and Bass, 1999). 

In this study we also reported that a short-term exposure of male zebrafish to the synthetic 

estrogen EE2 had no effect either on the distribution pattern of GnRH-ir neurons or on the 

number and size (in POA) of GnRH-ir neurons. Studies on the effect of natural or synthetic 

estrogens on GnRH system are scarce in fish and no data are available for the zebrafish. In the 

goldfish, estradiol treatment in ovariectomized female had no effect on the number and the 

size of GnRH-ir cell bodies (Parhar et al., 2001). Similarly, in the juvenile rainbow trout 

(Oncorhynchus mykiss), sGnRH genes expression was unaffected by short-term exposure to 

estradiol (Vetillard and Bailhache, 2005). However, long-term implantation of triploid 

rainbow trout with estradiol resulted in an increase in sGnRH peptide contents in the brain 

(Breton and Sambroni, 1996). In the catfish (Clarias gariepinus), male exposure to 1µg/L of 

EE2 for 21 days resulted in a decrease of catfish GnRH (cfGnRH) immunoreactivity 

associated with a decrease of cfGnRH transcripts in POA (Swapna and Senthilkumaran, 

2009). In other vertebrate groups, it has been shown that estradiol treatment of male leopard 

frog (Rana pipiens) for 20 days significantly enlarged GnRH soma size without affecting the 

total number of GnRH neurons in the forebrain (Tsai and Jones, 2005) while in mammals, 
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neonatal exposure of mouse to high level of 17α-estradiol (10 mg/day for 14 days) caused an 

increase in the number of GnRH-ir neurons in males (Grober et al., 1998). Taken together, 

these data show that estrogenic compounds have the capability to induce changes on GnRH 

neurons but such changes are not systematically observed and the nature and the intensity of 

effects appear dependent on the experimental conditions used (e.g., concentration and 

duration of exposure, developmental stage). The lack of significant changes of GnRH neurons 

in the POA found in our study following EE2 exposure may relies on the exceptionally high 

capacity of the fish brain to synthesize neuro-estrogens in the entire brain due to high 

aromatase activity (Pellegrini et al., 2005). Assuming this, the GnRH system during early 

developmental stages of fish should be more sensitive to hormonal changes compared to adult 

fish and further investigation are needed to explore the sensitivity of the GnRH system to 

steroidal treatment during early development of fish.  

In summary, the present study provides neuroanatomical and quantitative information about 

GnRH systems in the brain of male and female zebrafish. Our results indicate that the 

distribution, the number and the size of GnRH-ir neurons are not sexually dimorphic. We also 

report the absence of effect of short-term exposure of male zebrafish to EE2 on GnRH-ir 

neurons distribution, number and size. All together, these results improve our understanding 

of the GnRH system in a vertebrate model species. 
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Annex 1 

 

Nomenclature of zebrafish brain nuclei taken from the atlas by Wullimann et al. (1996) : 

A, anterior thalamic nucleus; APN, accessory pretectal nucleus; ATN, anterior tuberal 

nucleus; CCe, corpus cerebelli; Chab, habenular commissure; Chor, horizontal commissure; 

CM, corpus mamillare; CP, central posterior thalamic nucleus; CPN, central pretectal nucleus; 

Cpop, postoptic commissure; Cpost, posterior commissure; D, dorsal telencephalic area; Dc, 

central zone of dorsal telencephalic area; Dl, lateral zone of dorsal telencephalic area; Dm, 

medial zone of dorsal telencephalic area; DOT, dorsomedial optic tract; Dp, posterior zone of 

dorsal telencephalic area; DP, dorsal posterior thalamic nucleus; DTN, dorsal tegmental 

nucleus; ECL, external cellular layer of olfactory bulb; EG, eminentia granularis ; ENv, 

entopenduncular nucleus, ventral part; FR, fasciculus retroflexus; GL, glomerular layer of 

olfactory bulb; Had, dorsal habenular nucleus; Hav, ventral habenular nucleus; Hc, caudal 

zone of periventricular hypothalamus; Hd, dorsal zone of periventricular hypothalamus; Hv, 

ventral zone of periventricular hypothalamus; ICL, internal cellular layer of olfactory bulb; 

IL, inferior lobe; LH, lateral hypothalamic nucleus; LLF, lateral longitudinal fascicle; LR, 

lateral recess of diencephalic nucleus; MLF, medial longitudinal fascicle; NIII, oculomotor 

nucleus; NMLF, nucleus of medial longitudinal fascicle; NLV, nucleus lateralis valvulae ; 

PG, preglomerular nucleus; PGa, anterior preglomerular nucleus; PGl, lateral preglomerular 

nucleus; PP, periventricular pretectal nucleus; PO, posterior pretectal nucleus; PPa, 

parvocellular preoptic nucleus, anterior part; PPp, parvocellular preoptic nucleus, posterior 

part; PR, posterior recess of diencephalic ventricle; PSp, parvocellular superficial pretectal 

nucleus; PTN, posterior tuberal nucleus ; R, rostrolateral nucleus; RF, reticular formation; SC, 

suprachiasmatic nucleus; SD, saccus dorsalis; SO, secondary octaval population; TeO, tectum 

opticum; TL, torus longitudinalis; TLa, torus lateralis; TPp, periventricular nucleus of 

posterior tuberculum; TS, torus semicircularis; V, ventral telencephalic area ; V3, third 

ventricle; VII, sensory root of the facial nerve; VIII, octaval nerve; VCe, valvula cerebelli; 

Vd, dorsal nucleus of ventral telencephalic area; VL, ventrolateral thalamic nucleus;  VM, 

ventromedial thalamic nucleus; VOT, ventrolateral optic tract; Vp, postcommissural nucleus 

of ventral telencephalic area; Vv, ventral nucleus of dorsal telencephalic area; ZL, zona 

limitans. 
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Contexte 

Dans le chapitre I, nous avons montré qu’une exposition de courte durée à un composé 

œstrogénique, le 17α-éthinylœstradiol, n’affectait pas la distribution et les paramètres 

morphométriques des neurones à GnRH-ir du poisson zèbre au stade adulte. Dans le contexte 

de la perturbation endocrinienne, l’étude de la sensibilité des poissons aux composés 

œstrogéniques en fonction de leur stade de développement (i.e., embryonnaire, larvaire, 

juvéniles, adultes) a fait l’objet de différents travaux (Brion et al. 2004; Maack and Segner 

2004; Schafers et al. 2007). Ces études montrent d’une part que la nature et l’intensité des 

effets d’une exposition à des composés œstrogéniques sont dépendants du stade de 

développement et d’autre part que les stades précoces du développement sont les plus  

sensibles aux composés œstrogéniques. C’est au cours des premiers stades de développement 

que le système à GnRH se met en place chez l’ensemble de vertébrés.  L’ontogenèse du 

système à GnRH hypophysiotrope est un processus complexe au cours duquel les neurones à 

GnRH, issus de la région olfactive, migrent jusqu’à l’hypothalamus. Le développement de ces 

neurones est soumis à d’importantes régulations qui le rendent potentiellement sensible aux 

PE. 

Objectifs et démarche expérimentale 

A la lumière de l’ensemble de ces données, il nous est donc paru nécessaire d’explorer les 

effets potentiels d’une exposition précoce à des composés œstrogéniques sur le système à 

GnRH. Aussi, l’objectif de ce second chapitre a-t-il consisté à étudier l’effet de l’exposition 

au 17α-éthinylœstradiol (EE2) sur l’ontogenèse des neurones à GnRH au cours du 

développement précoce du poisson zèbre. Parallèlement, nous nous sommes intéressés à 

l’expression de l’aromatase cérébrale (AroB), codée par le gène cyp19a1b, qui est l’enzyme 

clé de la biosynthèse des œstrogènes et dont les régulations par les œstrogènes eux-mêmes 

sont maintenant bien connues (Le Page et al. 2006; Menuet et al. 2005).  

Résultats principaux 

Ces travaux ont fait l’objet d’une publication dans le journal Aquatic Toxicology 

présentée ci-après. 
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17α-ethinylestradiol disrupts the ontogeny of the forebrain GnRH system and the 

expression of brain aromatase during early development of zebrafish  

Mélanie Vosges, Yann Le Page, Bon-chu Chung, Yves Combarnous, Jean-Marc Porcher
 

Olivier Kah
 
and François Brion, Aquatic Toxicology, 2010, 99(4) :479-491. 

 

Tout d’abord, nous confirmons que les neurones à GnRH sont d’abord détectés à 

proximité de la région olfactive et migrent, au cours du développement, en direction de 

l’hypothalamus. Pour la première fois, nous montrons également que l’exposition à l’EE2 

(0,02nM, 0,1nM et 0,5nM) au cours du développement embryo-larvaire perturbe l’ontogenèse 

du système GnRH en induisant une augmentation du nombre de neurones à GnRH-ir dès les 

stades précoces, cette augmentation étant dépendante de la concentration d’exposition. De 

même, une réduction de la taille des neurones à GnRH-ir  et une perturbation de leur profil de 

migration ont été mis en évidence chez les larves exposées à l’EE2. 

 L’expression de l’AroB a été analysée par immunohistochimie durant le 

développement de larves contrôles et exposées à l’EE2 (0,02nM, 0,1nM et 0,5nM). Cette 

étude apporte une description détaillée de l’expression spatio-temporelle de l’AroB au cours 

du développement dans le cerveau et l’hypophyse du poisson zèbre. Nous montrons d’abord 

que l’EE2 induit massivement l’expression de l’AroB dans les cellules gliales radiaires. Les 

inductions sont dépendantes du temps et de la concentration en EE2. De manière très 

significative, elles s’observent pour des concentrations d’EE2 très faibles (0.02 nM) et des 

temps d’exposition très court (5 jpf), confirmant ainsi l’extrême sensibilité de l’AroB aux 

xéno-œstrogènes. Nous montrons par ailleurs une expression très précoce de l’aromatase B au 

niveau de l’hypophyse qui n’est pas perturbée par l’éthinylœstradiol suggérant l’existence 

d’un promoteur hypophysaire spécifique de l’aromatase B.  

 Enfin, l’utilisation du modèle de poisson zèbre transgénique exprimant la GFP sous le 

contrôle du promoteur de l’AroB (cyp19a1b-GFP) nous a permis d’étudier les interactions 

entre les cellules AroB-GFP et les neurones à GnRH-ir. Nous avons montré l’absence de 

relations entre les deux réseaux neuroendocrines chez les larves transgéniques contrôles (5 

jpf) et l’apparition de relations de proximité étroites suite à l’exposition à l’EE2 (5 jpf). 
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Figure 13 : Expression de la GnRH (rouge) et de la GFP (vert) chez des poissons zèbres 

transgéniques cyp19a1b-GFP à différents stades du développement et au stade adulte. A 

5 jpf ,12 jpf et 27 jpf aucune relation n’est  mise en évidence entre les neurones à GnRH-ir et 

les cellules gliales radiaire exprimant la GFP.  Au stade adulte, les neurones à GnRH-ir situés 

dans le bulbe olfactifs sont entourés de prolongements radiaires GFP-positifs. Les lignes 

pointillées indiquent les yeux. Echelle = 20µm. 
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Des expérimentations complémentaires qui ne sont pas présentées dans l’article 2 ont été 

menées afin d’étudier l’évolution des relations entre les neurones à GnRH et les cellules 

gliales radiaire exprimant la GFP chez des poissons zèbres transgéniques cyp19a1b-GFP non 

exposés (Figure 13). Nous avons ainsi montré qu’aucune relation de proximité n’est observée 

dans les stades de vie précoces (3 jpf -non présenté- et 5 jpf,  Figure 13) et plus tardifs (12 

jpf et 27 jpf, Figure 13). En revanche, au stade adulte les neurones à GnRH-ir sont très 

souvent entourés de prolongements radiaires GFP-positifs notamment les neurones situés dans 

les bulbes olfactifs (Adulte, Figure 13). Ainsi, au cours du développement normal des 

poissons, des relations étroites semblent se mettre en place progressivement entre les cellules 

gliales exprimant l’aromatase B et les neurones GnRH suggérant l’existence de lien 

fonctionnel qu’il s’agirait de déterminer. Au regard des données acquises chez les embryons 

et les larves exposées à l’EE2, il apparait que ces relations se mettent en place très 

précocement puisqu’elles sont observées dès 5 jpf. L’existence d’un lien entre la 

surexpression de l’AroB chez les larves exposées à l’EE2 et la perturbation du développement 

des neurones à GnRH constitue un des mécanismes possible qui sous-tend les effets de l’EE2 

sur le développement des neurones à GnRH. 

Conclusions  

Nous avons démontré que de faibles concentrations d’EE2 affectent l’ontogenèse du 

système à GnRH mais également l’expression de l’AroB au cours du développement du 

poisson zèbre. Ainsi, nous montrons qu’un composé œstrogénique de synthèse, largement 

répandu dans l’environnement, est capable de perturber le développement et l’expression de 

réseaux neuroendocrines clés chez une espèce modèle de vertébrés. 
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Article 2: 17α-ethinylestradiol disrupts the ontogeny of the forebrain GnRH system and the expression of brain aromatase during 
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early development of zebrafish 
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Contexte  

Dans le chapitre précédent, nous avons montré pour la première fois que l’ontogenèse du 

système à GnRH du poisson zèbre était affectée par une exposition précoce à des 

concentrations faibles d’EE2. En outre, nous avons montré que l’EE2 induisait l’expression 

de l’aromatase B illustrant l’extrême sensibilité du gène cyp19a1b aux œstrogènes.  

Objectifs et démarche expérimentale 

Pour aller plus loin, nous avons cherché à répondre à deux questions :  

- La perturbation du développement du système à GnRH se limite-t-elle à l’EE2 ou peut-elle 

être induite par des xénobiotiques de plus faible affinité pour les récepteurs des œstrogènes ?  

- Les récepteurs des œstrogènes sont-ils impliqués dans les effets induits par les xéno-

œstrogènes sur l’ontogenèse du système à GnRH ?  

Pour y répondre, nous avons choisi d’étudier les effets d’une exposition embryonnaire à 

l’EE2 et au nonylphénol (NP), seul ou associé à l’ICI 182-780 un antagoniste pur des ERs, sur 

le nombre de neurones GnRH. Parallèlement, l’expression de l’aromatase B a été suivi par 

immunohistochimie. 

Résultats principaux 

Ces travaux sont présentés ci-après dans un manuscrit rédigé en anglais qui a été soumis 

au journal Reproductive Toxicology. 

 

17α-Ethinylestradiol and Nonylphenol affect the development of forebrain GnRH 

neurons through an estrogen receptors-dependent pathway 

Mélanie Vosges, Olivier Kah, Nathalie Hinfray, Edith Chadili, Yves Combarnous,    

Jean-Marc Porcher
 
and François Brion 

Nous montrons tout d’abord que l’expression de la protéine aromatase B est induite dans 

les cellules gliales radiaires par l’EE2 et le NP de manière concentration-dépendante. Les 

inductions de l’aromatase B sont inhibées dans le cas de co-expositions à l’ICI confirmant que 

l’expression de l’aromatase B est ER-dépendante. D’autre part, ces données indiquent que 
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dans nos conditions expérimentales, les traitements aux xéno-œstrogènes et à l’antagoniste 

des ERs sont efficaces pour perturber la signalisation œstrogéniques dans le cerveau des 

poissons.  

Chez ces mêmes individus, nous confirmons que l’exposition entre 0 et 7 jpf à l’EE2 0,5 

nM induit une augmentation du nombre de neurones à GnRH-ir dans le cerveau antérieur et 

montrons que le NP induit de manière concentrations-dépendante des effets similaires à ceux 

de l’EE2. Une seconde expérimentation, nous a permis d’une part de confirmer les effets 

induits par l’EE2 et le NP sur le nombre de neurones à GnRH et d’autre part de mettre en 

évidence l’implication de récepteurs des œstrogènes fonctionnels dans les effets médiés par 

ces composés, puisque la co-exposition avec l’ICI bloque totalement l’augmentation du 

nombre de neurones GnRH. 

Conclusions 

L’ensemble de ces résultats montre que l’exposition précoce de poisson zèbre à des 

composés de natures et de structures différentes présentant une forte ou une faible affinité 

pour les récepteurs des œstrogènes, perturbent, via les ERs, l’ontogenèse et l’expression de 

circuits neuroendocrines clés impliqués dans le développement et la fonction de reproduction 

des poissons. Etant donné le nombre important de substances œstrogènes mimétiques 

présentes dans l’environnement aquatique, ces résultats soulèvent la question de leurs effets 

potentiels, éventuellement additifs voire synergiques, sur ces circuits neuroendocrines. Il sera 

important à l’avenir notamment dans une perspective d’évaluation du danger et des risques 

écotoxicologiques des perturbateurs endocriniens de prendre en compte ces effets centraux.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14 : Immunodétection du PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen) dans le 

cerveau d’une larve de poisson zèbre contrôle de 5 jpf.  Coupe coronale (x200). Olf, region 

olfactive; Tel, région télencéphalique; ac, commissure antérieure; Di, région diencéphalique; 

Hr, hypothalamus rostral; Hc, hypothalamus caudal. Les lignes pointillées indiquent les yeux. 

Bleu: immunomarquage Hoechst. Echelle = 20 µm.  
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Figure 15 : Immunodétection du PCNA (vert) et de la GnRH (rouge) dans le cerveau 

d’une larve de poisson zèbre contrôle de 5 jpf. Projection d'intensité maximale  (400x ; 

section optiques = 0.35µm). Olf, région olfactive; Tel, région télencéphalique. Echelle = 20 

µm. 

Olf

ac

Tel

Di

Hr

Hc



Chapitre III : La perturbation du système à GnRH implique des récepteurs ERs  
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Données expérimentales supplémentaires   

Les données acquises posent aussi la question des mécanismes qui sous-tendent 

l’augmentation du nombre de neurones à GnRH. Etant donné le rôle suspecté des œstrogènes 

dans la neurogenèse, nous avons entrepris des travaux complémentaires afin d’étudier la 

prolifération dans le cerveau antérieur des larves de poissons zèbres témoins et exposées de 0 

à 5 jpf à l’EE2 (0.5nM) ou au NP (0.5µM). Pour cela, nous avons réalisé des marquages 

immunohistochimiques en utilisant le marqueur de prolifération cellulaire PCNA 

(Proliferating Cell Nuclear Antigen).  

Dans l’ensemble des groupes, de nombreuses cellules PCNA-ir ont été mises en évidence 

dans les régions périventriculaires soulignant l’existence d’une activité proliférative dans le 

cerveau post-embryonnaire du poisson zèbre. Cependant aucune différence manifeste de 

distribution n’a été mise en évidence entre les groupes expérimentaux. La figure 14 

représente l’immunomarquage au PCNA dans le cerveau d’une larve contrôle. Des cellules 

PCNA-ir ont été détectées au niveau de la région télencéphalique (sous-pallium), de la région 

diencéphalique (région préoptique) mais également dans la région mésencéphalique et plus 

caudalement dans plusieurs régions hypothalamiques. De manière intéressante, des cellules 

PCNA-ir ont également été mise en évidence dans la région olfactive indiquant une activité de 

prolifération cellulaire dans la région d’origine des neurones à GnRH.  

Nous avons ensuite réalisé des doubles marquages immunohistochimiques GnRH et 

PCNA, afin de détecter l’éventuelle prolifération des cellules GnRH-ir. Cependant, bien que 

les corps cellulaires GnRH-ir soient très souvent observés à proximité de cellules en 

prolifération dans la région olfactive (Figure 15), aucune cellule GnRH-ir n’a été co-marqué 

avec le PCNA, quelque soit le groupe considéré. Ces données suggèrent que l’ensemble des 

cellules GnRH-immunoréactives sont des cellules post-mitotiques. Il est d’ailleurs probable 

que, si prolifération il y a, les précurseurs des neurones à GnRH ne soient pas identifiables par 

notre approche expérimentale. Ainsi, il est impossible de conclure quant à l’effet prolifératif 

des xéno-œstrogènes sur les neurones à GnRH. D’autres expérimentations sont en cours afin 

de tester cette hypothèse en utilisant le BrdU (Bromo-déoxy-uridine) qui permet de marquer 

les cellules en prolifération puis d’en étudier le devenir.  
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Abstract 

To date, most studies on reproductive effects of endocrine disrupting chemicals (EDCs) 

have focused primarily on the gonads and peripheral organs. However, there is growing 

evidence that neuroendocrine circuits controlling development and reproduction are also 

targeted by EDCs. We have previously demonstrated that early exposure of zebrafish (Danio 

rerio) to low concentrations of the synthetic EDC 17α-ethinylestradiol (EE2) disrupt the 

development of forebrain GnRH neurons, notably by increasing the number of GnRH-

immunoreactive (ir) neurons. The objectives of the present study were to determine whether 

the weak estrogenic compound, nonylphenol (NP), could elicit effects similar to EE2 and to 

what extent the estrogen receptors are involved in mediating these effects. Using 

immunohistochemistry, we investigated the effect of early exposure of zebrafish to EE2 

(0.5 nM) and to graded concentrations of NP (0.125, 0.25, 0.5 µM) in the development of 

forebrain GnRH system. We confirm that EE2 exposure induces an increase in the number of 

GnRH-ir neurons and we demonstrate that NP is able to produce similar effects in a 

concentration-dependent manner. The effects of both NP and EE2 were shown to be blocked 

by the estrogen receptors (ERs) antagonist ICI 182-780, demonstrating the involvement of 

functional ERs in the EE2 and NP-mediated increase in the number of GnRH-ir neurons. In 

parallel, inducing effects of EE2 and NP were shown on the expression of the ER-regulated 

brain cytochrome P450 aromatase B (AroB) protein.  

Together, these data demonstrate that both strong and weak estrogenic compounds acting 

through ERs, disrupt the ontogeny of the GnRH neuroendocrine network that is essential for 

the development and regulation of reproduction. Our results highlight the need to consider 

neuroendocrine networks as critical and sensitive endpoints in the field of endocrine 

disruption. 
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1.   Introduction 

Endocrine disrupting chemicals (EDCs) are known to interfere with the endocrine system 

leading to adverse effects on the development and the reproductive health of organisms 

(Colborn et al. 1993; Kavlock et al. 1996; Vos et al. 2000). To date, most of studies dedicated 

to the actions of EDCs on the reproductive axis were focused on their effects on the gonads 

and peripheral tissues (for review see, Hotchkiss et al. 2008). However, there is emerging 

evidence that neuroendocrine circuits controlling development and reproduction could be 

targeted by EDCs (Bourguignon et al. 2010; Diamanti-Kandarakis et al. 2009; Dickerson and 

Gore 2007). Among these neuroendocrine networks, the gonadotropin-releasing hormone 

(GnRH) system appeared as a critical target. Indeed, GnRH is the key factor controlling the 

activity of the reproductive axis in vertebrates. The development and the activity of GnRH 

neurons are finely tuned by a series of factors, notably sex steroids, making these neurons 

prime targets for EDCs.  

We have recently shown that the ontogeny of forebrain GnRH neurons is affected by the 

synthetic estrogen 17α-ethinylestradiol (EE2) during zebrafish early life stages (Vosges et al. 

2010). Notably, we demonstrated an increase in the number of GnRH-ir neurons and GnRH 

fibers immunoreactivity that occurred in early life stage and at low concentrations of EE2. We 

also showed a dramatic concentration-dependent effect of EE2 on the ER-regulated brain 

aromatase (AroB) protein expression in radial glial cells of developing zebrafish brain, 

illustrating the extreme sensitivity of the AroB protein to exogenous estrogen.  

Based on these results, we sought to determine whether disruption of GnRH ontogeny 

was restricted to the synthetic estrogen EE2 or could be induced by xenobiotics with much 

weaker estrogenic activity. The underlying assumption relies on the possible involvement of 

estrogen receptors in mediating estrogen-induced effects on GnRH system. For that purpose, 
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we first analyzed, by immunohistochemistry, the effect of the alkylphenolic compound, 

nonylphenol (NP), in comparison with EE2, on the number of forebrain GnRH neurons 

during zebrafish early life stages. NP is a breakdown product of alkylphenol polyethoxylates 

(APEs), an important class of non-ionic surfactants that are widely used in detergent 

formulations and plastic products for industrial and domestic use (Giger et al. 1984). NP is a 

widespread contaminant of aquatic environments (David et al. 2009; Soares et al. 2008) and is 

considered as a model endocrine disrupting compound, known to act as an agonist on 

estrogen receptors, thereby modifying the expression of estrogen-dependent genes in vitro and 

in vivo in various biological models, including fish (Goksoyr 2006; Soares et al. 2008). 

In order to determine the involvement of the estrogen receptor (ER) pathway in the disruption 

of GnRH neurons development induced by xenoestrogens, the pure ER antagonist ICI 182-

780 was used. To ensure the effectiveness of our (co)-exposures experiments, expression of 

the ER-regulated brain aromatase AroB protein was analyzed in parallel by means of 

immunohistochemistry in the entire brain of fish.  
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2.   Materials and methods 

2.1  Animals and egg production 

All animal protocols in this study were approved by the ethical committee of the National 

Institute of Industrial Environment and Risks. Sexually mature male and female zebrafish 

(Danio rerio, AB strain) were used as breeding stocks. The fish were raised in a recirculated 

water system at 27°C under a controlled photoperiod (14h light/ 10h dark cycle). They were 

fed twice daily with TetraMin fish flake and live brine shrimp (Artemia spp.; Ocean 

Nutrition). For breeding, a spawning tray was placed in each aquarium (sex ratio: 1 female: 2 

males) and spawning of fish was stimulated by light. The following morning, eggs were 

collected, cleaned and randomly distributed into experimental groups. 

2.2  Exposure to chemicals  

2.2.1 Experiment 1 :  Zebrafish exposure to xenoestrogens from 0 to 7dpf 

Zebrafish eggs of 0 dpf were exposed to 0.5 nM of 17α-Ethinylestradiol (EE2, Sigma-Aldrich, 

France), to 0.125 µM, 0.25 µM and 0.5 µM of a nonylphenol mixture (NP, Fluka, France), or 

to solvent control (DMSO; 0.01 % v/v) for 7 days. Each experimental group consisted of 15 

embryos (in duplicate) in 100ml of water. Zebrafish embryos were kept in an incubator at 

28°C, under semi-static conditions with 50% of daily water renewal. 

2.2.2 Experiment 2:  Zebrafish exposure to xenoestrogens and pure ER antagonist alone or 

in combination from 0 to 5dpf 

Zebrafish eggs were exposed from 0 dpf to 5 dpf  to 0.5 nM of EE2, 0.5 µM of NP, 1 µM of 

the pure estrogen receptor antagonist ICI 182-780 ( ICI, Sigma-Aldrich, France), 0.5 nM of 

EE2 with 1 µM of ICI, 0.5 µM of NP with 1 µM of ICI or to solvent control (DMSO; 0.01 % 
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v/v). Each experimental group consisted of 15 embryos (in duplicate) in 100ml of water. 

Zebrafish embryos were kept at 28°C, under semi-static conditions with 50% of daily water 

renewal. 

2.3  Tissue processing 

At the end of the each exposure period, zebrafish larvae were euthanized and fixed 24h in 4% 

paraformaldehyde in saline phosphate buffer (PBS) at 4°C. After rinsing in PBS, samples 

were successively transferred to 10%, 20% and 30 % sucrose-PBS solution at 4°C and they 

were then embedded in Neg-50 cryo-compound (Microm Microtech, France). Frozen-sections 

of larvae were performed at a thickness of 12µm. 

2.4   Immunohistochemistry 

2.4.1 Antibodies 

The GnRH antibody BB8 (Breton et al. 1986) used for this study was raised in rabbit against 

salmon GnRH. BB8 was used at a dilution of 1:2000. The purified aromatase B (AroB) 

antibody (Menuet et al. 2005) was raised in rabbit against zebrafish AroB and was used at a 

1:300 dilution. AlexaFluor 594-conjugated goat antiŔrabbit IgG (1:200; Invitrogen, France) 

was used as secondary antibody. To ascertain staining specificity, control sections were 

processed without the primary antibody.  

2.4.2 Immunofluorescence staining 

Frozen sections were rinsed 2 times in PBS for 5 minutes at room temperature. After rinsing, 

they were incubated for 1 hour in a PBS solution containing 0.2% triton X-100 and 0.5% milk 

powder. Incubation with the primary antibody was performed overnight in 0.5% milk powder 

in PBS. Sections were then washed three times during 10 minutes in PBS solution containing 
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0.2% triton X-100 before being incubated for 2h with the secondary AlexaFluor 594-

conjugated antibody. After rinsing the sections in PBS (3x10min), nuclear staining was 

performed using 3 µg/ml Hoechst 33342 (Invitrogen, France) in PBS for 5 min. Finally the 

slides were rinsed in PBS for 10 minutes and coverslipped using a fluorescence mounting 

medium (DAKO, France).  

2.4.3 Analysis 

Immunofluorescence staining were observed using a Zeiss AxioImager.Z1 fluorescence 

microscope combined with an ApoTome (Zeiss GmbH, Göttingen, Germany). Micrographs 

were analyzed using the Axiovision Imaging software. For 40x objective, series of optical 

sections along the z-axis were acquired at 0.35 µm intervals and projected in a single image 

(maximum-intensity projection). Neuroanatomical localization and nomenclature of brain 

nuclei followed that of Mueller and Wullimann (2005). 

Brain aromatase (AroB) immunohistochemistry 

AroB labeling was observed on the entire brain of 3 larvae per exposure conditions and 

microphotographs were captured using the 20x objective. Localization of AroB-

immunopositive structures was compared between experimental groups.  

GnRH immunohistochemistry 

GnRH immunostaining was analyzed on the entire brain of 8 to 10 larvae per exposure 

conditions. Every field containing GnRH-immunopositive neurons was photographed with 

40x objective. These digitized images were then used to determine the total number of GnRH 

cell bodies by manually counting every nucleated GnRH-ir neurons for each larva. This 

analysis was blindly performed without a priori knowledge of the specimen identity. 
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2.5   Statistical analysis 

The total number of GnRH-ir cell bodies was expressed as means ± standard error of the 

mean (SEM) of n independent observations. Data were statistically analyzed using the 

Kruskal-Wallis non-parametric test followed by the post hoc Dunn's test for multiple 

comparisons (Anastats software). A p value of less than 0.05 was considered to be statistically 

significant. 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : AroB expression (red) in the brain of 7 dpf-old zebrafish from control and 

treated groups with either EE2 0.5 nM, NP 0.125 µM, NP 0.25µM or NP 0. 5µM. 

Microphotographs of transverse sections at the level of the rostral hypothalamus (200x 

magnification). TeO, tectum opticum; Hr, rostral hypothalamus. Dotted lines indicate eyes. 

Blue: Hoechst staining. Scale bars = 20 µm.  
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3.   Results 

3.1  Experiment 1: Effects of xenoestrogens during zebrafish early development 

Xenoestrogens up-regulate brain aromatase (AroB) expression 

The AroB expression was explored by immunohistochemistry in the brain of zebrafish larvae 

exposed from 0 dpf to 7 dpf to NP and EE2. In all experimental groups, including control 

group, a strong AroB immunoreactivity was observed in the pituitary (data not shown). In the 

brain, the analysis of AroB immunoreactivity revealed significant differences among 

experimental group. Figure 1 shows representative microphotographs of AroB expression in 

the rostral hypothalamus of 7 dpf zebrafish larvae. In control larvae, a faint immunoreactivity 

was observed in a few cytoplasmic extensions (Fig. 1, Control). By contrast, the exposure of 

fish to 0.5 nM EE2 resulted in a dramatic AroB immunoreactivity in radial glial cells (Fig. 1, 

EE2). The developmental exposure of zebrafish to NP induced a concentration-dependent up-

regulation of AroB expression in radial glial cells (Fig. 1, NP 0.125 µM; NP 0.25 µM; NP 

0.5 µM). Indeed, the exposure of zebrafish to 0.125 µM of NP produced a slight increase of 

AroB immunoreactivity as compared to the control group, whereas exposure to 0.25 µM and 

0.5 µM of NP induced a strong AroB immunoreactivity in radial glial cells. AroB 

immunoreactivity was weaker in NP- treated groups as compared to EE2-exposed fish. 

Xenoestrogens affect the number of forebrain GnRH-ir neurons 

Quantitative analysis of the total number of forebrain GnRH-immunoreactive (ir) neurons was 

performed in the entire brain of zebrafish larvae exposed from 0 to 7 dpf to EE2 (0.5nM) or  

NP (0.125µM; 0.25µM ;0.5µM). In control larvae, the average number of GnRH-ir cell 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2: Effect of EE2 and NP exposure on forebrain GnRH-ir cell number in zebrafish 

larvae exposed from 0 dpf to 7 dpf. Values are expressed as means ± S.E.M (n = 8-10 larvae 

per treatment group). ** p< 0.05 compared with control group (Kruskal-Wallis nonparametric 

test with post hoc Dunn's test for multiple comparisons).  
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Figure 3: AroB expression (red) in the brain of 5 dpf zebrafish control or treated with 

ICI 1µM (ICI), NP 0.5µM (NP), NP 0.5µM + ICI (NP+ICI), EE2 0.5 nM(EE2) or EE2 

0.5 nM + ICI 1µM (EE2+ICI). Microphotographs of transverse sections at the level of the 

rostral hypothalamus (200x magnifications). TeO, tectum opticum; Hr, rostral hypothalamus. 

Dotted lines indicate eyes. Blue: Hoechst staining. Scale bars = 20 µm.  
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bodies in the forebrain was 33.7±0.9 (n=10; Fig. 2). The larvae exposed to 0.125 µM of NP 

showed no differences with the control group (32.3±1.4, n=8, Fig. 2). Similarly, in the group 

of 0.25 µM NP-treated larvae, the number of GnRH-ir cell bodies did not differ significantly 

from the control group (37.6±2.5, n=8), although there was a clear tendency towards an 

increase. By contrast, the groups of larvae exposed to 0.5 µM  NP and 0.5 nM EE2 displayed 

a significant higher number of GnRH-ir neurons (40.3 ±1.7 and 42.3 ±1.1 respectively, n=10; 

Fig. 2) as compared to the control group. 

 

3.2  Experiment 2: Effect of xenoestrogens, alone or in combination with the pure ER 

antagonist ICI 182-780 during zebrafish early development 

The up-regulation of AroB expression by xenoestrogens is ER-dependent 

Using immunohistochemistry, AroB expression was investigated in the brain of zebrafish 

larvae exposed from 0 dpf to 5 dpf to EE2 0.5nM and NP 0.5µM, alone or in combination 

with the pure ER antagonist ICI 182-780. In control larvae, as well as in 1µM of ICI exposed-

larvae, the AroB immunoreactivity in the rostral hypothalamus was restricted to few 

cytoplasmic extensions (Fig. 3, Control; ICI). By contrast, zebrafish larvae exposed to 

xenoestrogens showed a strong AroB immunoreactivity in radial glial cells (Fig. 3, NP; EE2), 

with a higher staining in fish exposed to 0.5nM of EE2, confirming the results of the first 

experiment. In larvae exposed to NP (0.5 µM) or EE2 (0.5 nM) in combination with ICI (1 

µM), only a few AroB-positive cells were observed in the rostral hypothalamus (Fig. 3, 

NP+ICI, EE2+ICI). This contrasts significantly with the strong AroB immunoreactivity seen 

in larvae exposed to NP or EE2 alone (Fig. 3, NP; EE2). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4: Number of forebrain GnRH-ir cells in zebrafish larvae exposed from 0 dpf to 

5 dpf to DMSO (control), ICI 1µM (ICI), EE2 0.5 nM (EE2),  EE2 0.5 nM + ICI 1µM 

(EE2+ICI), NP 0.5µM (NP) or NP 0.5µM + ICI 1µM(NP+ICI). Values are expressed as 

means ± S.E.M (n = 10 larvae per treatment group).* p< 0.05 compared with control group 

(Kruskal-Wallis nonparametric test with post hoc Dunn's test for multiple comparisons); # p< 

0.05( Mann Whitney U-test).  
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The increase in number of forebrain GnRH-ir neurons induced by xenoestrogens involves   

ER signalling pathway 

As reported above (see experiment 1 , Fig. 2), early exposure of zebrafish embryos to NP and 

EE2 resulted in a significant increase in the number of forebrain GnRH-ir cells bodies (Fig. 

4). To investigate the involvement of estrogen receptor signalling pathway in these effects, 

zebrafish embryos were exposed to NP (0.5µM) or EE2 (0.5nM), alone or in combination 

with the pure ER antagonist, ICI 182-780 (1µM), from 0 dpf to 5 dpf. In control larvae, the 

number of GnRH-ir cell bodies was 33.3 ±1.1 (n=10, Fig. 4). The exposure of larvae to 1µM 

of ICI alone had no effect on the number of GnRH-ir neurons (33.4 ±1.6; n=10 Fig. 4). In 

contrast, the larvae exposed to 0.5 nM of EE2 and 0.5 µM of NP showed a significantly 

higher number of GnRH-ir cell bodies (43 ±0.9 and 39.3 ± 1.5 respectively, p<0.05; n=10 

Fig. 4) as compared to the control larvae. Interestingly, exposure of larvae to EE2 (0.5nM) or 

NP (0.5µM) in combination with ICI (1µM) resulted in a number of GnRH-ir neurons similar 

to that of control group (32.9 ± 2 and 33.6 ± 1.2 respectively; n=10 Fig. 4). These results 

indicate that the ER antagonist, ICI, totally blocked the effect induced by NP and EE2 on the 

number GnRH-ir neurons. 
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4.   Discussion 

The purpose of the present study was to investigate the effect of two xenoestrogens on key 

neuroendocrine networks, GnRH and brain aromatase, controlling development and 

reproduction in vertebrates. Using immunohistochemistry, we demonstrated that EE2, as well 

as the weak estrogenic compound nonylphenol (NP), affect the ontogeny of the forebrain 

GnRH system and the expression of the brain aromatase during zebrafish early development. 

In addition, we showed that the effects observed involved functional estrogen receptor (ER). 

To our knowledge, our results demonstrate for the first time in fish or any other vertebrates 

that EE2 and NP are able to disrupt GnRH ontogeny through an ER-dependent mechanism 

during embryogenesis. Even though the concentrations of EE2 (0.5nM ≈ 150 ng/L) and NP 

(0.125-0.5µM ≈  27.5-110µg/L) used to trigger increase GnRH-ir neurons number and brain 

AroB expression are higher than concentrations generally found in aquatic environments, it is 

important to consider that, high concentrations of NP, of up to 644µg/l have been measured 

locally in surface water of some rivers (Sole et al. 2000). In addition, long chronic exposure of 

fish to NP can result in high concentrations in tissues since NP bioaccumulate in fish (Soares 

et al. 2008). Regarding EE2, a recent study on the benthic fish Moxostoma macrolepidotum 

suggests that this pharmaceutical EDC bioconcentrates in fish (Al-Ansari et al. 2010). 

Altogether, results from this study point out that xenoestrogens can induce significant effect 

on neuroendocrine circuits and emphasize the relevance of considering central networks in 

hazard and risk assessment of EDCs in fish. Given the widespread contamination of aquatic 

environments by xenoestrogens, these results raise the question of their putative effect in wild 

fish.  
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Xenoestrogens up-regulate AroB expression through estrogen receptor pathway 

 In the present work we showed that NP and EE2 up-regulated the expression of AroB in the 

brain of zebrafish larvae. The induction of AroB expression by NP was shown to be 

concentration-dependent. Moreover, we confirmed that EE2 exposure triggered a dramatic 

up-regulation of AroB expression in radial glial cells. These data agree with previous studies 

demonstrating that both NP and EE2 enhanced cyp19a1b gene expression in zebrafish larvae 

(Hinfray et al. 2008; Kazeto et al. 2004) in juvenile atlantic salmon, Salmo salar (Meucci and 

Arukwe 2006) and in the hermaphroditic fish, Rivulus marmoratus (Lee et al. 2006). 

Interestingly, the up-regulation of AroB expression in the brain of NP-treated fish was shown 

to be significantly lower than in EE2-exposed larvae confirming the weak estrogenic activity 

of NP compared to EE2.  

The estrogen-dependent regulation of AroB expression was shown to involve functional ERs 

and the binding of liganded-ER on estrogen-responsive elements located in the promoter 

region of the cyp19a1b gene (Le Page et al. 2006; Menuet et al. 2005). To confirm the 

implication of ERs in the up-regulation of AroB expression by EE2 and NP, zebrafish 

embryos were co-exposed to EE2 or NP and the ER pure antagonist ICI 182-780. As 

expected, the co-treatment with ICI resulted in a strong reduction of AroB expression as 

compared with xenoestrogens exposure alone. Thus, although the AroB immunoreactivity 

was not entirely suppressed, our results confirmed that xenoestrogens effects on AroB 

expression are mediated through estrogen receptors. 

Overall, these results highlighted that ER signalling pathway is targeted by xenoestrogens at 

the central level during zebrafish early development. Therefore, other central processes 

depending on ER signalling may be disrupted by xenoestrogens.  
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Xenoestrogens increase the number of GnRH-ir neurons through estrogen receptor 

pathway 

We previously reported that low concentrations of EE2 disrupt the ontogeny of forebrain 

GnRH neurons during zebrafish early development, notably by increasing the number of 

GnRH-ir neurons (Vosges et al. 2010). In the present study, we further confirmed our 

previous data on the ability of EE2 to affect the number of GnRH-ir neurons since zebrafish 

exposure to 0.5 nM of EE2 from 0 dpf to 5dpf, or from 0 dpf to 7dpf, resulted in higher 

number GnRH-ir neurons compared with the control group. Interestingly, we found in the 

present study that the number of GnRH-ir neurons in control larvae was similar from an 

experiment to another but was higher than previously reported (Vosges et al. 2010). The 

reason for this difference remains not fully understood but may rely on subtle changes in 

experimental conditions. Further studies are needed to address the potential influence of 

abiotic factors (e.g., temperature, photoperiod) on GnRH neurons number in zebrafish. 

In addition to EE2, we investigated the effect of NP, a widespread estrogenic EDC which 

is known to produce adverse reproductive effects (Soares et al. 2008). We showed that NP 

exposure increased the number of GnRH-ir neurons in a concentration-dependent manner 

with a significant effect at 0.5 µM of NP. These results highlight that the disruption of 

forebrain GnRH ontogeny in zebrafish is not restricted to EE2 but can also be induced by 

other xenoestrogen with a much weaker estrogenic activity.  

To unravel the mechanisms underlying the effects of NP and EE2 on the ontogeny of 

GnRH neurons, we investigated the involvement of estrogen receptor signalling pathway 

using the ER antagonist ICI 182-780. The exposure of zebrafish embryo to NP or EE2 in 

combination with ICI was shown to significantly inhibit the increase in the number of GnRH-

ir neurons induced by xenoestrogens alone. These findings demonstrate that functional ERs 

are involved in the effects of NP and EE2 on GnRH development.  
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In the zebrafish, three estrogen receptors have been characterized (ERα, ERβ1 and ERβ2) 

(Menuet et al. 2002)  and both NP and EE2 have been shown to bind and activate these ERs 

in vitro (Cosnefroy et al. in prep.; Legler et al. 2002). Spatiotemporal expression of zebrafish 

ERs was recently investigated during the development and revealed that the three ERs are 

expressed in early steps of development (Mouriec et al. 2009). Interestingly, whole-mount in 

situ hybridization showed that ERβ1 and ERβ2 are early expressed in developing 

neuroendocrine regions, whilst ERα mRNAs are not detected in the brain before two weeks 

post fertilization (Mouriec et al. 2009). Taken together with our results, these data suggest that 

the effects of xenoestrogens on the development of GnRH neurons are mediated by ERβs. 

 Whether these effects are direct on GnRH neurons or indirect remains to be determined. 

To date, ERs have not been found in teleost GnRH neurons (Navas et al. 1995), supporting 

the hypothesis that estrogen action is indirectly conveyed to GnRH neurons through other 

ERs-bearing cells. However, the GnRH promoter of the Atlantic salmon (Salmo salar) was 

found to contain estrogen response element (ERE)-like motifs suggesting potential direct 

estrogen regulation of the GnRH gene (Klungland et al. 1993).  

In mammals, GnRH neurons were shown to express ERβ transcripts in prepubertal and 

adult mice (Herbison and Pape 2001). In addition, membrane-located receptors were found to 

mediate rapid action of estrogens on GnRH neurons (Abe et al. 2008; Noel et al. 2009). 

Together these data support direct effects of estrogens on GnRH neurons. On the other hand, 

several lines of evidence indicate that estrogens action on GnRH neurons is indirectly 

mediated though ERs-expressing neurons, glia and endothelial cells (Herbison 2008; Petersen 

et al. 2003; Prevot 2002). Recently, Kisspeptin neurons have been found critical to mediate 

estrogen action on GnRH neurons (for review, see Colledge 2009). Interestingly, Kisspeptins 

have been identified in several teleost fish, including zebrafish, encoded by two paralogous 

genes (Felip et al. 2009; Kitahashi et al. 2009; Lee et al. 2009). However, the relationships 
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between Kisspeptin and GnRH neurons remain unclear in fish even if the presence of the Kiss 

receptor GPR54 in GnRH neurons suggests potential interactions (Parhar et al. 2004). 

Therefore, in the present study, the effects of the xenoestrogens EE2 and NP on GnRH 

neurons may involve direct as well as indirect action that need to be investigated. Anyway, 

the increase in the number of GnRH-ir neurons, after EE2 and NP exposures, raises the 

question of the mechanisms underlying the effects of xenoestrogens on GnRH neuronal 

development during zebrafish embryogenesis.  

It is now well accepted that estrogens exert neurotrophic and neuroprotective functions 

that are critical for neuronal fate (Behl 2002; Brann et al. 2007; Garcia-Segura et al. 2001). In 

vivo, estradiol was shown to promote neuronal progenitor proliferation in rodent but these 

effects were dependent on several parameters including age, sex and estradiol levels (for 

review, see Galea 2008). In vitro studies, demonstrated that 17β estradiol (E2) significantly 

increases the proliferation of rodent embryonic neural stem cells and human neural progenitor 

cells (Brännvall et al. 2002; Wang et al. 2008). In addition, E2 was shown to enhance 

neuronal differentiation (Brännvall et al. 2002). Interestingly, the estrogen mimic, bisphenol 

A, was also found to increase embryonic neural stem cells proliferation in rodent (Okada et al. 

2008), highlighting the capacity of environmental contaminant to affect neuronal proliferation 

during early life stage. 

Estrogens effects on neurogenesis were shown to involve ERs (Brännvall et al. 2002; 

Wang et al. 2008), and more specifically the ERβ (Wang et al. 2008). Consistent with this, 

alterations of neurogenesis and neuronal migration have been reported in ERβ knockout mice 

(Wang et al. 2003). 

Together, these studies supported that estrogens enhance neurogenesis through ERs 

pathway, which is in agreement with a proliferative effect of xenoestrogens on GnRH neurons 

during zebrafish development as found in this study. Interestingly, in sheep, the potential 
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effect of estradiol on proliferation of GnRH neurons was suggested in vitro following 

treatments of GnRH culture by E2 antagonist causing a marked decrease in GnRH neurons 

proliferation (Agca et al. 2008).  

In addition to promote neurogenesis, there is clear evidence of neuroprotective properties 

of estrogens (Behl 2002; Brann et al. 2007; Garcia-Segura et al. 2001). Indeed, estrogens are 

well known for acting as a neuroprotective factor under brain repair conditions (Dubal et al. 

1998; Suzuki et al. 2009). Estradiol has also been reported to enhance neuronal survival 

(Ormerod et al. 2004), and to prevent neuronal apoptosis through ERs signalling (Linford and 

Dorsa 2002). Thus, in the present study, the increase in number of GnRH-ir neurons induced 

by EE2 and NP may reflect a protective effect of xenoestrogens on GnRH neurons during 

zebrafish early development.  

In teleost fish, the roles of estrogens in neurogenesis and/or neuroprotection are poorly 

documented. However, increasing evidence suggests that local production of estrogens 

through brain aromatase (AroB) could be involved in neurogenesis (Diotel et al. 2010; 

Mouriec et al. 2008; Pellegrini et al. 2005). In fish, AroB expression is restricted to radial 

glial cells that are known to be progenitor cells playing a critical role in neurogenesis 

(Pellegrini et al. 2007). Interestingly, in the present study we showed that EE2 and NP 

strongly stimulated AroB expression in radial glial cells. Moreover, we previously 

demonstrated that EE2 exposure induced close associations between GnRH-ir neurons and 

radial glial cells expressing AroB-GFP in transgenic zebrafish cyp19a1b-GFP (Vosges et al. 

2010). Together, these data strongly suggest functional link between the up-regulation of 

AroB expression in radial glial cells and the increase in the number of GnRH-ir neurons that 

we reported after xenoestrogens exposure. Extensive investigations will be required to 

disclose the mechanisms linking AroB and GnRH disruption during zebrafish development. 
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In summary, our study demonstrates that short-term embryonic exposure to weak or 

potent xenoestrogens disrupts the ontogeny of key central networks involved in the 

development and the regulation of reproductive function of fish. We demonstrated for the first 

time the implication of estrogen receptors signalling in mediating these effects. Given the 

great number of compounds in the aquatic environment that possess estrogenic activities, it 

appears relevant to consider their potential effects at the central level to improve our 

understanding on their endocrine disrupting effect in fish as well as in other vertebrate model. 

Our results also highlight the need to consider neuroendocrine networks as critical and 

sensitive endpoints that could be use to improve the hazard and the risk assessment of EDCs. 
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Ce travail de thèse s’est inscrit dans la problématique générale de l’étude des effets des 

perturbateurs endocriniens sur la reproduction chez les poissons. Durant ces deux dernières 

décennies, de nombreux travaux ont été menés pour étudier les mécanismes d’actions des PE 

et en évaluer le risque pour les populations. Ces travaux,  principalement axés sur les organes 

périphériques, n’ont pas pris en compte l’impact potentiel des PE sur les circuits 

neuroendocrines impliqués dans le développement et la reproduction.  

Cette thèse s’est inscrite dans une démarche originale visant à étudier les effets 

neuroendocrines de perturbateurs endocriniens. Plus spécifiquement, il s’agissait d’évaluer 

l’impact potentiel des xéno-œstrogènes sur le système à GnRH chez le poisson zèbre (Danio 

rerio). Parallèlement, nous avons étudié l’expression de l’aromatase B, codée par le gène 

cyp19a1b, qui est une cible centrale avérée des composés œstrogènes mimétiques (Cheshenko 

et al. 2007; Hinfray et al. 2006; Kazeto et al. 2004). Nos travaux se sont structurés autour 

d’axes complémentaires. Nous nous sommes d’une part attachés à obtenir une cartographie 

générale de la distribution de l’expression de la GnRH (Article 1) et d’autre part  à acquérir 

des connaissances précises sur l’ontogenèse des neurones à GnRH et l’expression de 

l’aromatase B (Article 2). Nous avons en particulier apporté des données quantitatives qui, à 

notre connaissance, sont originales chez cette espèce. 

Cette étape de caractérisation du système GnRH chez des poissons non contaminés était 

indispensable pour appréhender les effets des xéno-œstrogènes dont nous montrons qu’ils 

affectent la mise en place du système GnRH au cours du développement précoce (Articles 2, 

et 3) selon un mécanisme qui implique des récepteurs des œstrogènes fonctionnels (Article 3). 

L’étude de la perturbation de l’expression de l’aromatase au cours du développement précoce 

du poisson nous a permis de confirmer l’extrême sensibilité de l’induction de l’aromatase B 

dans le cas d’une exposition aux xéno-œstrogènes et l’intérêt de cette variable comme 

marqueur biologique des xéno-œstrogènes (Article 2 et Article 3).  

Ce dernier chapitre a pour objectif de replacer les résultats présentés et discutés dans les 

différents manuscrits du chapitre « Résultats » dans la problématique générale de cette thèse 

et également de discuter la démarche méthodologique, en soulignant les points qui 

mériteraient d’être approfondis. 
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I.   Caractérisation neuroanatomique du système à GnRH  par 

immunohistochimie 

L’approche par immunohistochimie que nous avons menée pour étudier le système à 

GnRH du poisson zèbre a l’avantage d’apporter des informations spatiales mais également 

quantitatives sur ce réseau neuroendocrine.  

L’anticorps anti-GnRH BB8 que nous avons utilisé pour nos travaux reconnait les deux 

formes de GnRH du poisson zèbre. En effet, selon les travaux d’hybridation in situ de Steven 

et al. (2003) les neurones immunoréactifs détectés dans les bulbes olfactifs, l’aire préoptique 

et l’hypothalamus sont des neurones à GnRH-3, alors que les corps cellulaires immunoréactifs 

identifiés dans le mésencéphale sont des neurones à GnRH-2. Le manque de spécificité de 

l’anticorps BB8, reconnaissant à la fois la GnRH-2 et la GnRH-3, est très certainement lié à la 

forte homologie qu’il existe entre les séquences peptidiques de ces deux formes de GnRH 

(voir Tableau III). Cependant, notre volonté était d’étudier plus particulièrement la GnRH-3 

qui correspond à la forme hypophysiotrope de la GnRH chez le poisson zèbre. Ainsi, notre 

première intention a été de produire un anticorps permettant de d’identifier les neurones à 

GnRH hypophysiotropes.  

Notre stratégie a consisté à développer un anticorps dirigé contre le fragment GAP 

(GnRH associated peptide) du précurseur de la GnRH-3 dont la séquence peptidique diffère 

fortement de celle de la GnRH-2. Cependant, malgré nos efforts expérimentaux de 

caractérisation, cet anticorps n’a pas permis de révéler la GnRH-3 du poisson zèbre. Nous 

avons donc poursuivis notre étude en utilisant l’anticorps BB8 qui,  malgré son manque de 

spécificité au regard de la GnRH-3, nous a permis d’effectuer une caractérisation générale du 

système à GnRH chez le poisson zèbre adulte. De plus, au cours des stades précoces du 

développement, les neurones qui expriment la GnRH-2 et la GnRH-3 ont des origines 

embryologiques bien distinctes permettant de les différencier (Palevitch et al. 2007). Ainsi, 

seuls les neurones issus de la région olfactive, connus pour exprimer la GnRH-3, ont été 

considérés. 

Chez le poisson zèbre adulte, le travail de caractérisation du système à GnRH réalisé au 

cours de cette thèse a permis d’apporter de nouvelles connaissances neuroanatomiques mais 

également morphométriques. Nous avons ainsi montré que les neurones à GnRH sont peu 
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nombreux et très dispersés principalement dans le cerveau antérieur. Nous avons également 

démontré pour la première fois l’absence de dimorphisme sexuel dans la distribution, le 

nombre et la taille des neurones à GnRH.   

Nous avons également apporté des informations sur l’ontogenèse du système à GnRH au 

cours du développement embryo-larvaire du poisson zèbre confirmant que les neurones à 

GnRH-ir sont d’abord détectés à proximité de la région olfactive et migrent, au cours de 

développement, en direction de l’hypothalamus. Ces données sont en accord avec les travaux 

menés sur le poisson zèbre transgénique GnRH3:EGFP (Abraham et al. 2008; Palevitch et al. 

2007). Cependant, contrairement à ce qui est décrit chez le modèle transgénique, dans notre 

étude aucun corps cellulaire GnRH-ir  n’est détecté dans la région hypothalamique à 30 jpf. Il 

existe donc une différence de vitesse de la migration des neurones à GnRH qui peut être liée à 

la souche de poisson zèbre utilisée dans ces travaux mais également à des conditions 

expérimentales différentes. 

Au cours de nos travaux nous avons également observé une variation du nombre de 

neurones à GnRH-ir dans les groupes contrôles de 5 jpf. Il est possible que de légères 

modifications apportées aux conditions expérimentales soient à l’origine de ces variations. 

L’influence de facteurs externes sur le développement des neurones à GnRH reste donc à 

considérer.  

Chez les mammifères et les oiseaux la photopériode est capable de modifier l’expression 

de la GnRH (Bernard et al. 1999; Kawamoto et al. 2000; Kuenzel and Golden 2006; Porkka-

Heiskanen et al. 1997). Chez le poulet par exemple, une photopériode longue est associée à 

une augmentation du nombre de neurones à GnRH-1 (Kuenzel and Golden 2006). La 

température est également capable de moduler l’expression de la GnRH chez le hamster 

(Kawamoto et al. 2000).  

Chez les téléostéens, plusieurs études ont montré l’influence de la photopériode sur 

l’expression de la GnRH (Amano et al. 1999; Choi et al. 2010; Fiszbein et al. 2010; Miranda 

et al. 2009). Par exemple, chez le pejerrey, Odontesthes bonariensis, une photopériode longue 

augmente l’expression de la GnRH alors que la température est sans effet (Miranda et al. 

2009). 

Ainsi, chez l’ensemble des vertébrés, des facteurs externes sont capables de modifier 

l’expression de la GnRH. Cependant, l’influence de ces facteurs sur l’ontogenèse des 

neurones à GnRH reste à déterminer.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Expression de la GFP et immunoréactivité de l’aromatase B chez le poisson 

zèbre transgénique cyp19a1b-GFP âgé de 3 jpf. Coupe transversale au niveau de 

l’hypophyse (x400). Hy : hypophyse, Hc : hypothalamus caudal. Echelle = 20µm 
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II.   Expression de l’aromatase B au cours du développement 

Dans ce travail nous avons apporté une description précise de l’expression de l’aromatase B 

au cours du développement du poisson zèbre. Nous avons montré que, dans les stades 

précoces du développement, l’expression de l’AroB dans le cerveau antérieur est restreinte à 

quelques fibres immunoréactives. En revanche, une expression intense de l’AroB a été mise 

en évidence au niveau de l’hypophyse. Nous avons montré que cette expression hypophysaire 

n’était pas modulée par l’exposition à un composé œstrogénique contrairement à ce qui est 

observé dans le cerveau. Ces données suggèrent l’existence d’une régulation différentielle de 

l’expression de l’AroB entre le cerveau et l’hypophyse. 

De manière intéressante, nous avons récemment observé que les poissons transgéniques 

cyp19a1b-GFP, qui expriment la GFP sous le contrôle d’une partie du promoteur du gène 

cyp19a1b contenant notamment l’élément de réponse aux œstrogènes (ERE), ne présentent 

pas d’expression hypophysaire de la GFP dans les stades précoces du développement (Figure 

16). Il n’est donc pas exclu qu’à l’instar des mammifères et des oiseaux, chez lesquels 

l’expression du gène unique cyp19a1 est sous le contrôle de plusieurs promoteurs 

alternatifs tissu-spécifiques (Conley and Hinshelwood 2001), chez le poisson zèbre il existe 

un promoteur du gène cyp19a1b spécifique des cellules hypophysaires. Des études futures 

seront nécessaires pour étudier cette hypothèse mais également pour déterminer la 

signification physiologique de cette expression hypophysaire précoce chez la larve.  

III.   Le système à GnRH et l’aromatase B sont des cibles 

sensibles des PE 

Un résultat très significatif de ce travail de thèse réside dans le fait que nous montrons 

clairement, et à l’occasion d’expérimentations indépendantes, que le 17α-éthinylœstradiol 

(EE2) mais également le nonylphénol (NP) affectent l’ontogenèse des neurones à GnRH du 

cerveau antérieur et l’expression de l’aromatase cérébrale (AroB) au cours du développement 

précoce du poisson zèbre.  

Il s’agit là de données originales et pertinentes par rapport à la question initialement 

posée dans le cadre de ce projet de thèse et du programme ANR dédié à l’étude des effets 
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neuroendocrines des perturbateurs endocriniens (ANR NEED). De manière intéressante, de 

récents travaux, menés dans le cadre de NEED, ont montré que chez la souris l’exposition in 

utero à l’EE2 (0,01, 0,1 ou 1 µg/kg/j) au cours de l’ontogenèse des neurones à GnRH-1 induit 

une augmentation concentration-dépendante du nombre de neurones à GnRH-1(Pillon et al. 

soumis). Les résultats obtenus dans le modèle murin confortent ceux décrit chez le poisson 

zèbre exposé à l’EE2 (Article 2). Ils suggèrent que le poisson zèbre constitue un modèle de 

vertébré qui s’avère très utile pour poser la question des effets centraux des composés 

œstrogènes mimétiques chez les vertébrés supérieurs. En effet, l'étude des processus du 

développement du système à GnRH hypophysiotrope est extrêmement difficile à mener chez 

les espèces vivipares (Abraham et al. 2010). En ce sens, ces données militent pour la conduite 

d’expérimentations futures qui permettront de comparer les réponses biologiques dans 

différents modèles de vertébrés.  

Au delà de la question de la transposition des données d’un modèle à un autre, nos 

résultats montrent que l’aromatase B et le système à GnRH constituent des cibles sensibles 

des xéno-œstrogènes au cours du développement du cerveau des poissons zèbres. Ainsi, 

l’expression de l’aromatase B est-elle induite par des concentrations très faibles d’EE2 

(0.02nM  6 ng/l) qui sont proches des concentrations généralement relevées dans 

l’environnement  comprises entre  0 et 15 ng/l (Cargouet et al. 2004; Desbrow et al. 1998; 

Ternes et al. 1999). De plus, des travaux complémentaires, menés récemment dans notre 

laboratoire, ont montré que l’exposition d’embryons de poissons zèbre entre 0 jpf et 3 jpf à 4 

pM d’EE2 (  1 ng/l) est également capable d’induire l’expression de l’AroB. Ces dernières 

données soulignent l’extrême sensibilité de l’AroB aux xéno-œstrogènes et confirment que 

l’AroB est un marqueur biologique pertinent  de l’exposition aux composés œstrogéniques.  

En revanche, les concentrations d’EE2 (0.5nM  150 ng/L) et de NP (0.5 µM  110 

µg/L) capables d’induire une augmentation du nombre de neurones à GnRH sont bien 

supérieures aux concentrations généralement détectées dans les milieux aquatiques. Il 

convient cependant de rappeler que localement d’importantes concentrations d’EE2 et de NP 

ont été mesurées dans les eaux de surface de certains fleuves (Sole et al. 2000; Ternes et al. 

1999). De plus, de récentes études suggèrent que ces deux xéno-œstrogènes sont susceptibles 

de se bioaccumuler dans les organismes aquatiques (Al-Ansari et al. 2010; Soares et al. 2008).  
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Au-delà des concentrations utilisées dans notre étude, nous montrons que des composés 

d’œstrogénicité différentes sont capables d’affecter des réseaux centraux clés très tôt au cours 

du développement.  

Etant donné le nombre important de composés chimiques capables d’agir en tant 

qu’agonistes sur les récepteurs des œstrogènes et leurs occurrences dans l’environnement 

aquatique, nos résultats soulèvent la question de leurs effets potentiels sur les populations de 

poissons. Ce point est d’autant plus important à soulever qu’il est aujourd’hui clairement 

admis que les composés œstrogènes mimétiques peuvent agir de manière additive. Ainsi, a-t-il 

été démontré que l’induction de la vitellogénine, une protéine hépatique œstrogèno-régulée, 

suivait le modèle de concentration/addition dans le cas d’une exposition à une mixture binaire 

d’EE2 et de NP (Thorpe et al. 2001). Plus récemment, l’effet additif de  stéroïdes naturels, de 

synthèse et de phyto-oestrogènes sur l’activation du promoteur du gène cyp19a1b de poisson 

zèbre dans les cellules gliales U251-MG a été démontré (Le Page et al. 2006). Ces données 

obtenues in vitro et in vivo sur l’expression de gènes ER-régulés dans différents contextes 

cellulaires (contexte neuroglial et hépatique) confirment qu’en raison de l’additivité des 

effets, des réponses œstrogéniques peuvent être induites même si les composés, considérés 

séparément, sont présents à des niveaux très faibles et sans effet.  

Dans le contexte de notre étude, il s’agirait donc de déterminer si l’additivité des effets 

s’observe aussi sur l’expression in vivo de l’aromatase cérébrale et sur le nombre de neurones 

à GnRH afin d’évaluer le danger que représente les composés œstrogènes mimétiques de 

l’environnement sur ces cibles neuroendocrines.  

IV.   Les effets des xéno-œstrogènes sur les circuits 

neuroendocrines sont dépendants du stade de développement 

Chez les poissons, l’inductibilité du gène cyp19a1b en fonction du stade de 

développement est démontré. Ainsi, pour des temps d’exposition égaux, les concentrations en 

xéno-œstrogènes nécessaires pour induire l’expression du cyp19a1b chez les embryons et les 

larves sont moins importantes comparativement aux adultes. De même, les taux d’inductions 

sont aussi beaucoup plus marqués lorsque les poissons sont exposés au stade embryonnaire ou 

larvaire comparativement aux adultes (Hinfray et al. 2006).  
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S’agissant des effets des xéno-œstrogènes sur le système GnRH chez le poisson, 

l’influence du stade de développement n’était pas renseignée à notre connaissance. Dans le 

cadre de ce travail, nous montrons que l’exposition de poissons zèbre adultes durant 7 jours à 

1nM d’EE2 n’induit pas d’effet significatif sur les paramètres neuroanatomiques et 

morphométriques mesurés (Article 1), alors qu’une concentration de 0.5nM induit des effets 

significatifs sur le nombre de neurones dès 5 jours post-fécondation (Article 2 et Article 3) 

démontrant ainsi la plus grande sensibilité du système à GnRH chez les embryons. 

 De manière intéressante, l’analyse de la cinétique des effets de l’EE2 entre 5 et 20 jpf 

indique que l’augmentation du nombre de neurone à GnRH-ir est moins marquée à 10 jpf qu’à 

5 jpf pour ne plus être significative à 20 jpf. Ces résultats démontrent qu’il existe, très tôt au 

cours du développement, une période particulièrement sensible durant laquelle les xéno-

œstrogènes induisent précocement une augmentation du nombre de neurones à GnRH (Article 

2 et Article 3). Au-delà de cette période, la sensibilité aux œstrogènes diminue s’agissant de 

l’augmentation du nombre de neurones. Les raisons de cette moindre sensibilité qui se traduit 

par une absence d’effet significatif à 20 jpf ne sont pas connues. Il est certain qu’une 

meilleure compréhension des mécanismes qui sous-tendent cet effet sont indispensables (voir 

paragraphe suivant « Mécanismes d’actions de la perturbation du système à GnRH et de 

l’aromatase B par les xéno-œstrogènes »). Néanmoins, nos données permettent de dire que la 

phase d’embryogenèse constitue une période critique du développement durant laquelle les 

circuits neuroendocrines étudiés présentent une sensibilité exacerbée aux xéno-œstrogènes.  

V.   Mécanismes d’actions de la perturbation du système à GnRH 

et de l’aromatase B par les xéno-œstrogènes 

Nous avons montré que la surexpression de l’AroB et l’augmentation du nombre de 

neurones à GnRH-ir induites par l’EE2 et le NP impliquent des récepteurs des œstrogènes 

(ERs) fonctionnels.  

L’implication des ERs dans la régulation de l’expression de l’aromatase cérébrale par les 

(xéno-)œstrogènes a été démontrée chez le poisson zèbre et les mécanismes d’action 

moléculaires sont aujourd’hui bien caractérisés (Le Page et al. 2008; Le Page et al. 2006; 

Menuet et al. 2005). 



 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Représentation schématique de la régulation du gène cyp19a1b par 

l’œstradiol dans les cellules gliales radiaires. Adapté d’après Mouriec et al. (2008). AhR: 

site de liaison pour le récepteur aux aryl hydrocarbones ; CRE: élément de réponses à l’AMP 

cyclique ; ERE: élément de réponse aux œstrogènes ; GxRE: élément de réponse au facteur 

glial-spécifique (Gx) ; TATA : boîte TATA ; E2 : œstradiol;  T : testostérone ; X : xéno-

œstrogènes. 
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Ils sont schématiquement résumés sur la figure 17. Ainsi, la régulation positive de 

l’expression du gène cyp19a1b dans les cellules gliales radiaires implique la coopération entre 

les ERs et un facteur spécifique des cellules gliales radiaires, le facteur Gx (non identifié à ce 

jour), qui se fixe sur un élément de réponse appelé GxRE situé en amont de l’élément de 

réponse aux œstrogènes (ERE).  

En revanche, l’implication des ERs dans les effets induits par les xéno-œstrogènes sur le 

système à GnRH apporte un nouvel élément de compréhension de l’action de ces substances 

sur le système GnRH.  

Qu’il s’agisse de l’aromatase B ou du système GnRH, ces résultats soulèvent des 

questions qu’il s’agirait de prendre en compte dans la suite de ce travail.  

V.1 Quelle(s) sous-forme(s) des récepteurs des œstrogènes est (sont) 

impliquée(s) dans les effets médiés par les xéno-œstrogènes ? 

Si chez les mammifères ce sont seulement deux formes des récepteurs des œstrogènes 

(ERα et ERβ) qui ont été caractérisées, ce sont trois formes (ERα, ERβ1 et ERβ2) qui ont été 

identifiées et caractérisées chez diverses espèces de téléostéens tels que le poisson rouge 

(Marlatt et al. 2008) et le poisson zèbre (Menuet et al. 2002). Ces récepteurs sont exprimés et 

régulés de manière tissu- (et sexe-) spécifique par les œstrogènes que ce soit dans le cerveau 

ou le foie suggérant que les sous-types des récepteurs ERs jouent des rôles différents dans la 

modulation de gènes œstrogèno-régulés au niveau du système nerveux central et du foie des 

poissons (Marlatt et al. 2010; Menuet et al. 2004).  

Très récemment, l’expression spatio-temporelle des zfERs a été étudiée au cours du 

développement précoce du poisson zèbre et montre que les trois formes des zfERs sont 

exprimées très tôt (Mouriec et al. 2009b) . Le suivi de l’expression de l’aromatase B chez le 

poisson zèbre au cours de l’embryogenèse indique que cette expression est temporellement 

corrélée à celles des récepteurs ERs (Mouriec et al. 2009b). De manière intéressante, l'étude 

par hybridation in toto a montré que les zfERβ1 et zfERβ2 sont exprimés précocement dans 

des régions neuroendocrines, tandis que les ARNm zfERα ne sont pas détectés dans le 

cerveau avant 14 jours post-fécondation (Mouriec et al. 2009b). L'ensemble de ces données 

suggère que les effets de l’EE2 et du NP sur le développement des neurones à GnRH et 

l’expression de l’aromatase B sont médiés par les zfERβ.  
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Dans le contexte de la perturbation endocrinienne, la question de l’implication des sous-

formes des récepteurs zfERs est importante à considérer notamment si l’on souhaite 

correctement appréhender le danger des molécules à l’aide de la mesure de l’induction de 

l’aromatase chez l’embryon de poisson (voir section VII. « Impact des PE sur l’aromatase B 

et le GnRH : quelles implications dans l’évaluation du risque des PE ? »).  

La sélectivité de certains xéno-œstrogènes vis-à-vis des différents sous-types du 

récepteurs des œstrogènes humain (hERα et hERβ) a été mise en évidence (e.g. Molina-

Molina et al. 2008), mais peu d’informations sont disponibles pour les différentes sous-formes 

des ERs chez le poisson zèbre. Néanmoins, dans les cellules gliale U251-MG co-transfectées 

avec les trois formes des zfERs et le gène rapporteur de la luciférase sous le contrôle du 

promoteur du gène cyp19a1b, il a été démontré que les récepteurs zfERβ pouvaient être plus 

sensibles à certains xéno-œstrogènes comme l’EE2 comparativement aux zfERα (Le Page et 

al. 2006). A l’aide de modèles cellulaires nouvellement établis au laboratoire, la sélectivité de 

certains xéno-œstrogènes vis-à-vis des zfERβs a pu être évaluée dans des lignées cellulaires 

ZFL (Zebrafish liver cell) de type gène rapporteur exprimant stablement les trois sous-formes 

du récepteurs des œstrogènes du poisson zèbre (Cosnefroy et al. in prep.). C’est le cas par 

exemple de l’EE2, confirmant les données de Le Page et al. (2006), et de certains dérivées de 

la benzophénone, utilisés en tant que filtre anti-UV. De manière très intéressante, des dérivées 

de la benzophénone présentant une forte affinité pour le zfERβ2 et une faible affinité pour les 

zfERβ1 et ZfERα ce sont avérés être particulièrement actifs pour induire l’expression in vivo 

de l’aromatase B chez le poisson zèbre, suggérant un rôle préférentiel de cette sous-forme 

dans la régulation de l’expression du gène cyp19a1b du poisson zèbre.  

Dans la suite de ce travail, il conviendra par conséquent de définir plus spécifiquement la 

ou les sous-type(s) des zfER impliqué(s) dans les effets des xéno-œstrogènes en utilisant, par 

exemple, une approche d’invalidation transitoire par la méthode des morpholinos antisens. 

V.2 Les effets des xéno-œstrogènes s’exercent-ils directement ou sont-ils 

indirects ? 

L’implication des récepteurs ERs dans les effets induits par les xéno-œstrogènes sur le 

système à GnRH soulève une question essentielle : ces effets s’exercent-ils directement sur les 

neurones à GnRH ou sont-ils indirects ? 
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Chez les mammifères, l’expression de transcrit du récepteur ERß a été mise en évidence 

dans les neurones à GnRH de souris prépubères et adultes (Herbison and Pape 2001). De plus, 

des récepteurs membranaires, capables de médier l’action rapide des œstrogènes, ont été 

identifiés sur les neurones à GnRH (Abe et al. 2008; Noel et al. 2009). Ces données 

soutiennent une possible action directe des xéno-œstrogènes sur les neurones à GnRH. 

Cependant, chez les téléostéens, bien que le promoteur du gène de la GnRH du saumon 

atlantique (Salmo salar) contienne un élément de réponse ERE-like (Klungland et al. 1993), 

les ERs n’ont pas été identifiés dans les neurones à GnRH (Navas et al. 1995) suggérant une 

action indirecte des œstrogènes par l’intermédiaire de cellules possédant des ERs. De 

nombreuses études ont montré que des neurones, mais également de cellules gliales et 

endothéliales sont capables de transmettre l’information œstrogéniques aux neurones à GnRH 

(Herbison 2008; Petersen et al. 2003; Prevot 2002).  

Parmi ces réseaux neuroendocrines, on peut notamment citer les neurones à NPY, les 

neurones GABAergiques et également les neurones dopaminergiques qui sont autant de 

candidats dans la médiation des effets des xéno-oestrogènes aux neurones à GnRH.  

Les neurones à kisspeptine (Kiss), récemment identifiés, ont également une place cruciale 

dans la transmission de l’information œstrogénique aux neurones à GnRH chez les 

mammifères (pour revue, voir Colledge 2009). Chez les téléostéens le Kiss a été identifié très 

récemment chez plusieurs espèces dont le poisson zèbre (Biran et al. 2008; van Aerle et al. 

2008). De plus, le récepteur de Kiss, GPR54, a été identifié sur les neurones à GnRH (Parhar 

et al. 2004) suggérant un lien fonctionnel étroit entre les deux réseaux neuroendocrines. 

Au début de cette thèse, nous avions entrepris des travaux pour caractériser le système 

Kiss du poisson zèbre et ses relations neuroanatomiques avec le système à GnRH par 

immunohistochimie. Ces travaux avaient été rendus possibles grâce un anticorps polyclonal 

anti-Kiss10 généré chez le lapin contre le décapeptide Kiss de souris
2 

dont l’identité avec la 

séquence peptidique du Kiss du poisson zèbre atteint 90%. Seules de rares relations de 

proximité entre les neurones à GnRH et les neurones à Kiss ont été mises en évidence (Voir 

Annexe 1). Entre-temps, un second gène Kiss (Kiss 2), moins conservé que le Kiss 1, a été 

mis en évidence chez les téléostéens (Felip et al. 2009; Kitahashi et al. 2009; Lee et al. 2006). 

Il apparait que le Kiss 2 est plus impliqué dans la régulation de la fonction hypophysiotrope 

que son homologue Kiss 1 (Felip et al. 2009). Ainsi nos travaux préliminaires n’ont pas été 

                                                 
2 Anticorps anti-Kiss10 fournis généreusement par A. Caraty (INRA, Nouzilly) 



Discussion générale  

115 

 

poursuivis, faute d’outils adaptés. Le développement d’anticorps Kiss spécifiques du poisson 

zèbre, permettra d’étudier précisément les relations neuroanatomiques entre les deux systèmes 

Kiss et le système à GnRH-3 et ainsi d’étudier les conséquences de l’exposition à des 

composés œstrogènes mimétiques sur ces éventuelles relations.  

V.3 Quels sont les mécanismes impliqués dans l'augmentation du nombre 

de neurones à GnRH-ir ? 

De nombreuses études in vitro et in vivo, menées chez les mammifères, ont montré que 

les (xéno-) œstrogènes augmentent la prolifération des cellules progénitrices neuronales mais 

également la différenciation neuronale (Brännvall et al. 2002; Galea 2008; Okada et al. 2008; 

Wang et al. 2008). De manière intéressante, une récente étude de culture in vitro d’explants de 

placode olfactive d’embryon ovin montre que l’exposition à un antagoniste œstrogénique 

entraine une réduction de la prolifération des neurones à GnRH-1 (Agca et al. 2008). 

L’ensemble de ces données soulignent l’implication des œstrogènes dans le processus de 

neurogenèse. Ainsi, l’augmentation du nombre de neurones à GnRH-ir observée dans notre 

étude est peut être liée à un effet prolifératifs des xéno-œstrogènes. Nos travaux préliminaires 

menés avec le marqueur de prolifération cellulaire PCNA n’ont pas permis de vérifier cette 

hypothèse, cependant une étude avec le marqueur de prolifération BrdU est en cours et 

permettra certainement d’apporter des éléments de réponse. 

Par ailleurs, les œstrogènes sont également connus pour exercer des effets 

neuroprotecteurs (Behl 2002; Brann et al. 2007; Garcia-Segura et al. 2001). Par exemple, 

l’œstradiol favorise la survie neuronale (Ormerod et al. 2004) et prévient l’apoptose neuronale 

(Linford and Dorsa 2002). Il n’est donc pas exclu que l’augmentation du nombre de neurones 

à GnRH-ir que nous avons observée soit liée à un effet neuroprotecteur des xéno-œstrogènes. 

Chez les poissons téléostéens, le rôle des œstrogènes dans la neurogenèse et la 

neuroprotection est pour le moment peu documenté. Cependant, plusieurs travaux tendent à 

suggérer que les œstrogènes synthétisés localement via l’aromatase B sont impliqués dans le 

processus de neurogenèse (Diotel et al. 2010; Mouriec et al. 2008; Pellegrini et al. 2005). De 

manière intéressante, l’expression de l’aromatase B, chez ces espèces, est restreinte aux 

cellules gliales radiaires qui sont des cellules progénitrices neuronales (Pellegrini et al. 2007). 

Or dans notre étude nous avons montré que l’EE2 et le NP stimulent l’expression de 

l’aromatase B dans les cellules gliales radiaires. De plus, chez le poisson zèbre transgénique 
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cyp19a1b-GFP nous montrons que l’exposition à l’EE2 induit la mise en place de relations de 

proximité entre les prolongements des cellules gliales radiaires exprimant la GFP et les 

neurones à GnRH-ir. L’ensemble de ces données suggèrent l’existence d’un lien entre la 

surexpression de l’aromatase B dans les cellules gliales radiaires.et l’augmentation du nombre 

de neurones à GnRH observées chez les larves exposées aux xéno-œstrogènes. Des travaux 

supplémentaires seront nécessaires pour étudier précisément la nature de ce lien. 

VI.   Conséquences fonctionnelles des effets centraux des xéno-

œstrogènes 

Dans le cadre de cette thèse, les conséquences de la perturbation du développement des 

neurones à GnRH et de l’expression de l’aromatase B sur la physiologie et la reproduction des 

poissons n’ont pu être abordées. Il est cependant important de déterminer les conséquences 

éventuelles des perturbations que nous avons pu mesurer sur la physiologie de la 

reproduction. Ces questions sont relativement délicates à appréhender mais essentielles si l’on 

souhaite pouvoir utiliser efficacement ces variables dans le cadre d’une démarche 

d’évaluation du risque des substances chimiques (Ankley et al. 2005).  

VI.1 Conséquences fonctionnelles de la perturbation du développement 

des neurones à GnRH 

Le système à GnRH tient une place cruciale dans la fonction de reproduction chez les 

vertébrés (Voir section II. de la Synthèse Bibliographique). La perturbation de l’ontogenèse 

des neurones à GnRH par les xéno-œstrogènes pose donc la question des conséquences sur la 

physiologie reproductive des individus. 

De nombreux travaux ont montré les effets délétères de l’exposition précoce à des 

composés œstrogènes mimétiques sur la fonction de reproduction des poissons (Brion et al. 

2004; Lange et al. 2008; Nash et al. 2004; Schafers et al. 2007). Une étude menée dans notre 

laboratoire a montré que l’exposition précoce de poissons zèbres à de faibles concentrations 

d’EE2 altère le développement gonadique, la majorité des individus présentant des gonades 

indifférenciées (Brion et al., 2008 communication orale SETAC).  Dans une étude similaire, il 

a été montré que cet arrêt du développement gonadique était réversible lorsque les poissons 
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étaient replacés en eau claire mais qu’il se manifestait par un retard très significatif dans l’âge 

de première ponte des poissons exposés à l’éthinylœstradiol comparativement aux groupes 

contrôles (Schafers et al. 2007). Bien que les mécanismes qui sous tendent les effets de l’EE2 

puissent faire intervenir une action directe sur la gonade en modulant par exemple 

l’expression d’enzymes de la stéroïdogenèse gonadique (Filby et al. 2007), il n’est pas exclu 

que ces effets soient liés, du moins en partie, à un impact sur les circuits neuroendocrines qui 

régulent la fonction de reproduction, notamment le système à GnRH. 

A l’heure actuelle, peu de données sont disponibles sur les conséquences de la 

perturbation du développement des neurones à GnRH sur la physiologie des individus. 

Cependant, plusieurs exemples en condition pathologiques ou expérimentales apportent des 

éléments de compréhension. 

Chez l’Homme, le syndrome de Kallmann est associé à un défaut de migration des 

neurones à GnRH et se traduit par une déficience en gonadotropines ayant pour conséquence 

un désordre de la fonction gonadique (Schwanzel-Fukuda et al. 1989). De même, plusieurs 

modèles expérimentaux de souris invalidés pour des gènes impliqués dans le syndrome de 

Kallmann présentent des défauts de migration des neurones à GnRH aux conséquences 

délétères sur la fonction de reproduction (Chung and Tsai 2010; Matsumoto et al. 2006; 

Pitteloud et al. 2007). Par exemple, les souris invalidées pour le gène de la prokinéticine-2 

présentent une hypoplasie des organes reproducteurs, un défaut de spermatogenèse ou de 

folliculogénèse et des taux circulant d’hormones gonadotrope réduits (Pitteloud et al. 2007).  

La migration inappropriée des neurones à GnRH hypophysiotrope affecte donc 

sévèrement le devenir reproducteur des organismes. Ainsi, les modifications du profil de 

migration des neurones à GnRH observées dans notre étude suite à l’exposition à l’EE2 sont 

susceptibles d’avoir des conséquences délétères sur la fonction de reproduction. 

Chez le poisson, peu d’études ce sont intéressées  aux conséquences physiologiques de la 

perturbation du développement des neurones à GnRH. Chez le médaka, l’invalidation 

transitoire du gène Kal1.2, orthologue du gène Kal1 impliqué dans le syndrome de Kallmann, 

produit une perturbation de la migration des neurones à GnRH, mais compte tenu de la 

technique utilisée les conséquences physiologiques chez l’adulte n’ont pu être étudiées 

(Okubo et al. 2006). La mise en place d’invalidation totale de gènes, qui est pour le moment 

difficile à mener chez les poissons, permettra à l’avenir d’étudier plus précisément ces 

conséquences. 
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Chez le poisson zèbre, une étude tout à fait originale a montré que l’ablation des neurones 

à GnRH-3 dans la région olfactive au cours du développement précoce se traduit un 

développement ovocytaire anormal et une stérilité (Abraham et al. 2010). L’ablation 

unilatérale des neurones à GnRH-3 produit quant à elle un développement ovocytaire normal 

mais une réduction significative de la fécondité chez la femelle. De manière surprenante, 

l’ablation unilatérale des neurones à GnRH-3 induit une augmentation considérable du taux 

de femelle par rapport aux mâles et l’ablation totale des neurones à GnRH-3 se traduit par une 

population entièrement femelle de poissons (Abraham et al. 2010). Ces observations 

suggèrent une implication de la GnRH-3 dans le déterminisme sexuel du poisson zèbre. Ainsi, 

dans notre étude, l’augmentation du nombre de neurones à GnRH observée chez les larves 

exposées aux xéno-œstrogènes est susceptible d’avoir également des conséquences sur le 

déterminisme sexuel. 

L’ensemble de ces études montrent d’une part que les xéno-œstrogènes affectent la 

reproduction des poissons et d’autre part que la perturbation du développement du système à 

GnRH à des conséquences délétères sur la physiologie reproductive des individus. Le lien qui 

existe entre ces deux observations reste cependant à élucider. 

VI.2 Conséquences fonctionnelles de la perturbation de l’expression de 

l’aromatase B 

L’aromatase cérébrale est impliquée dans de nombreuses fonctions physiologiques telles 

que la différenciation sexuelle, le contrôle de la fonction de reproduction, le comportement 

mais également la neurogenèse (Voir section III.5 de la Synthèse Bibliographique). Les rôles 

de l’aromatase cérébrale sont intimement liés aux rôles des œstrogènes qu’elle produit 

localement. Ainsi, la perturbation de l’expression de l’aromatase cérébrale, et in fine la 

perturbation de la synthèse d’œstrogènes, est susceptible d’affecter de nombreux processus 

physiologiques. Cependant, le rôle de l’aromatase cérébrale et des œstrogènes au cours du 

développement du cerveau ne sont que peu documentés chez les téléostéens. 

Sexualisation du cerveau 

Chez les mammifères et les oiseaux l’aromatase semble jouer un rôle clé dans certains 

mécanismes de différenciation sexuelle du cerveau (Fusani and Gahr 2006; Lephart 1996). Il 

est donc possible que la surexpression de l’aromatase B que nous avons mise en évidence 

suite à l’exposition précoce aux xéno-œstrogènes ait des conséquences sur le processus de



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18 : Représentation schématique des rôles présumés des œstrogènes dans les 

processus de neurogenèse et impact potentiel des xéno-œstrogènes.  Adapté d’après  

Mouriec et al. (2008). V : ventricule, E2 : œstradiol 
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sexualisation du cerveau des poissons. Cependant, chez les téléostéens l’implication de 

l’aromatase B dans la différenciation sexuelle cérébrale au cours du développement reste à 

élucider.  

L’étude des niveaux d’expression cérébraux de l’aromatase B couplées à l’analyse du 

dimorphisme sexuel de certaines régions cérébrales impliquées dans la reproduction (i.e. aire 

préoptique) en conditions contrôle et exposées à des xéno-œstrogènes pourrait constituer une 

approche expérimentale intéressante pour déterminer l’implication de l’enzyme dans la 

sexualisation du cerveau et les conséquences d’une perturbation. 

 

Neurogenèse 

Plusieurs études s’accordent à suggérer l’implication de l’aromatase cérébrale, et des  

œstrogènes localement produits, dans la neurogenèse chez les téléostéens (Diotel et al. 2010; 

Mouriec et al. 2008; Pellegrini et al. 2005). La figure 18 présente schématiquement les rôles 

potentiels des œstrogènes synthétisés dans le cerveau les processus de neurogenèse. 

Ainsi l’induction de l’expression de l’aromatase B observée dans notre étude à la suite 

d’expositions précoces aux xéno-œstrogènes est susceptible d’affecter la prolifération 

cellulaire, la migration, l’apoptose et la différenciation neuronale. Ainsi les xéno-œstrogènes 

en perturbant l’expression de l’aromatase B peuvent potentiellement affecter le 

développement de nombreux réseaux neuroendocrines. Il n’est donc pas exclu que 

l’augmentation du nombre de neurones à GnRH-ir observée dans notre étude chez les larves 

exposées à l’EE2 et au NP soit liée à la perturbation de l’expression de l’aromatase B.  

Des travaux futurs s’efforceront de vérifier cette hypothèse en étudiant d’une part la 

prolifération des précurseurs des neurones à GnRH chez des embryons exposés aux xéno-

œstrogènes et d’autre part l’effet de la modulation de l’activité de l’aromatase sur cette 

prolifération. 
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VII.   Impact des PE sur l’aromatase B et le GnRH : quelles 

implications dans l’évaluation du risque des PE ?  

Nous venons de voir que des xéno-œstrogènes étaient capables d’affecter très tôt au cours 

du développement du poisson l’ontogenèse de cibles neuroendocrines impliquées dans la 

reproduction et le développement. Ces résultats soulèvent de nombreuses questions qui sont 

autant de perspectives de recherche.  

Dans cette partie, il nous a semblé intéressant de discuter la place de ces données dans le 

contexte de l’évaluation du danger et des risques des perturbateurs endocriniens telle qu’elle 

est actuellement envisagée au niveau international.  

La conception actuelle de la stratégie d’évaluation des PE en toxicologie et 

écotoxicologie repose sur 5 niveaux (ou Tiers) dans lesquels les tests mis en jeux présentent 

une complexité biologique croissante depuis des tests simples, in silico et in vitro, jusqu’aux 

essais in vivo sur plusieurs générations (Knacker et al. 2010). Les tests in vitro et in vivo de 

screening (Tier 2 et 3) visent à apporter des informations sur le potentiel PE d’une substance 

chimique en se basant sur leur mode d’action vis-à-vis du système endocrinien (e.g. 

interaction avec les récepteurs ER, AR, effets sur la stéroïdogenèse). Chez le poisson, deux 

types de tests in vivo ont été validés ou sont en cours de validation. Il s’agit du “Fish 

Screening Assays” (test de screening in vivo, Tier 3) et du Fish Sexual Development test (test 

de confirmation, Tier 4) qui visent entre autre à détecter le potentiel œstrogénique des 

composés chimiques via la mesure de l’induction de la vitellogénine.  

Ainsi, la conception des stratégies actuelles d’évaluation des risques des PE ne prend pas 

en compte leurs effets potentiels au niveau du système nerveux central. En effet, les tests in 

vivo chez le poisson sont lourds à mettre en œuvre, notamment en raison de la durée 

d’exposition et ne semblent pas appropriés au screening d’un grand nombre de substances 

chimiques. Il existe donc des manques qu’il s’agirait de combler, notamment en développant 

des tests in vivo adaptés au screening d’un grand nombre de molécules.  

Or, nous avons montré que le système à GnRH et l’aromatase B sont des cibles 

neuroendocrines sensibles de PE œstrogènes mimétiques et de plus que les effets de l’EE2 et 

du NP sur l’ontogenèse du système à GnRH et l’expression de l’aromatase B sont spécifiques 

d’un mode d’action impliquant les récepteurs ER fonctionnels. Nos travaux révèlent  en outre 

sdes effets précoces survenant après seulement 120 h d’exposition au stade 



 

 

 

Figure 19 : Effets de différents composés à activité œstrogénique sur l’expression de la 

GFP chez des poissons zèbres cyp19a1b-GFP exposés entre 0 et 5 jpf. D’après Brion et al. 

- Annexe 3 -.Tel : télencéphale, POA : aire préoptique, LH : lobe inférieur de l’hypothalamus. 

CTRL: contrôle DMSO , EE2: 17α-éthinylœstradiol, E2: 17β-œstradiol, E1: estrone, E3: 

estriol, DES: diéthystilbestrol, HEX: hexestrol, GEN: génisteine, α-ZEA: α-zéaralenol, α-

ZEE: α-zéaralanol, β-ZEE: β-zéaralanol, BPA: bisphénol A, 4-t-PP: 4-t-pentylphénol, 4-t-OP, 

4-t octylphénol, NPmix: mélange de nonylphénol, Testo: testostérone, DHT: 

dihydotestostérone, o,p’DDT: 1,1,1-trichloro-2-(2-chlorophenyl)-2-4-chlorophenyl)ethane, 

MXC: méthoxychlore, HPTE 2,2-bis(p-hydroxyphényl)-1,1,1-trichloroethane. 
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embryonnaire. Ainsi ces mesures chez l’embryon semblent appropriées pour développer des 

tests à court terme et peu encombrants pour détecter le potentiel œstrogénique de composés 

chimiques. Néanmoins, il faut concéder que l’analyse par immunohistochimie couplée à la 

microscopie constitue une approche expérimentale lourde et relativement longue. Pour pallier 

ces inconvénients, les modèles de poissons zèbres transgéniques exprimant la GFP peuvent 

constituer une alternative expérimentale intéressante.  

Le modèle de poisson zèbre transgénique cyp19a1b-GFP, a d’ailleurs fait l’objet de 

récents travaux qui ont permis de développer un test biologique d’évaluation des composés 

œstrogéniques (Brion et al. in prep ; Annexe 3). La figure 19 présente l’effet de différents 

composés sur l’expression de la GFP chez des poissons zèbres cyp19a1b-GFP exposés entre 0 

et 5 jpf. Ce test in vivo présente l’avantage d’être spécifique, rapide, et très sensible. A titre 

d’exemple, la concentration d’EE2 la plus faible induisant un effet significatif est de 5 pM, ce 

qui est très proche de la concentration d’EE2 la plus faible qui est capable d’induire 

l’expression la protéine aromatase B dans la lignée sauvage (Article 2). Etant donné les 

capacités métaboliques des larves, ce test permet aussi de détecter des composés pro-

œstrogéniques, c’est -à-dire nécessitant une activation métabolique préalable. C’est le cas du 

métoxychlore qui ne présente pas d’affinité pour le récepteur ER mais dont la métabolisation 

conduit à la formation de métabolites dont l’HPTE qui sont œstrogéniques.  

A l’exemple du modèle transgénique cyp19a1b-GFP, l’utilisation d’un modèle de poisson 

zèbre GnRH-3-GFP pourrai faciliter l’évaluation des effets œstrogéniques de composés PE 

sur cette cible neuroendocrine. Ce modèle, décrit dans la littérature comme un outil pertinent 

pour l’étude de la perturbation de l’ontogenèse du système à GnRH (Abraham et al. 2009; 

Palevitch et al. 2007), a été récemment développé dans le laboratoire du Professeur Chung
3
. 

L’étape préalable de caractérisation et de validation de ce modèle est en cours (Kah et Le 

Page, communication personnelle). Il est donc envisageable de développer une approche 

expérimentale d’évaluation comparable à celle mise en place avec le poisson cyp19a1b-GFP. 

Cependant, il convient de noter qu’à la différence de l’aromatase B, les connaissances sur les 

mécanismes d’action des PE sur le système à GnRH chez le poisson au cours du 

développement n’ont pas acquis toute la maturité nécessaire pour entreprendre dès maintenant 

une démarche de validation de test basée sur ces mesures et de nombreux travaux de 

recherche restent à entreprendre. Dans ce contexte, l’utilisation du modèle GnRH-3-GFP 

s’avérerait particulièrement pertinente.  

                                                 
3 Institut de Biologie moléculaire Academia  Sinica, Taipei, Taiwan 
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Les perturbateurs endocriniens sont des molécules aux modes d’actions complexes qui 

sont capables d’agir sur des étapes très variéesde la régulation endocrine provoquant ainsi des 

effets délétères sur le développement et la reproduction des organismes. Jusqu’à maintenant, 

la plupart des études consacrées aux effets des PE sur la fonction de reproduction ce sont 

focalisées sur leurs effets sur les gonades et les tissus périphériques. Cependant, il apparait 

que les circuits neuroendocrines impliqués dans le développement et la régulation de la 

fonction de reproduction sont des cibles potentielles des PE. 

Dans le cadre de ce travail nous nous sommes attachés à étudier l’effet de composés 

œstrogènes mimétiques modèles, le 17α-éthinylœstradiol et le nonylphénol, sur des circuits 

centraux impliqués dans le développement et la fonction de reproduction : le système à GnRH 

et l’aromatase B.  

Notre travail s’est structuré autour d’axes complémentaires et a permis d’acquérir des 

résultats significatifs par rapport à la problématique générale des effets neuroendocrines des  

PE: 

- (i) En tout premier lieu, nos travaux ont permis d’apporter des connaissances 

nouvelles sur le système à GnRH du poisson zèbre en réalisant une cartographie 

détaillée de la distribution neuroanatomique du système à GnRH mais également en 

apportant des données quantitatives sur ce circuit central chez le poisson adulte. 

 

- (ii) L’analyse spatiale et temporelle des neurones à GnRH et de l’expression de 

l’aromatase B a permis de définir précisément l’ontogenèse des neurones à GnRH du 

cerveau antérieur et l’expression de l’aromatase B dans le cerveau et l’hypophyse au 

cours du développement précoce du poisson zèbre. 

 

- (iii) Outre l’acquisition de connaissances précises de ces réseaux chez des poissons 

non contaminés, nous montrons, pour la première fois, que le17α-éthinylœstradiol et le 

nonylphénol affectent l’ontogenèse du système à GnRH ainsi que l’expression de 

l’aromatase B dans les stades précoces du développement du poisson zèbre. Il est 

remarquable de noter que ces effets ont été observés à des concentrations faibles et des 

temps d’exposition très courts.  
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- (iv) Enfin, nous  démontrons que les effets induits par les xéno-œstrogènes sur les 

neurones à GnRH et l’expression de l’aromatase B sont médiés par des récepteurs des 

œstrogènes fonctionnels. Sur la base de ces données, il est raisonnable de penser que 

d’autres contaminants œstrogènes mimétiques de l’environnement aquatique sont 

capables d’induire des effets similaires à ceux décrits pour le 17α-éthinylœstradiol et 

le nonylphénol. 

 

Globalement, l’objectif que nous nous étions fixé de définir si l’exposition aux PE avait 

un impact sur des cibles neuroendocrines, choisies en fonction de leur implication dans le 

développement et la régulation de l’axe reproducteur a été atteint puisque nous montrons que 

les xéno-œstrogènes d’affinité variable pour les récepteurs des œstrogènes affectent des 

circuits centraux impliqués dans le développement et la fonction de reproduction, i.e. le 

système GnRH et l’aromatase B.  

Cependant, ces résultats soulèvent d’importantes questions qui n’ont pu être abordées 

dans le cadre de ce travail et qui sont autant de perspectives de recherche dans le domaine de 

l’(éco)-toxicologie.  

D’une part, il sera important de s’attacher à définir les mécanismes qui sous-tendent les 

effets des xéno-œstrogènes notamment sur l’ontogenèse des neurones à GnRH. Il sera ainsi 

nécessaire de déterminer si l’augmentation du nombre de neurones à GnRH-ir dans les stades 

précoces est liée à un effet prolifératif des xéno-œstrogènes et/ou  à un effet neuroprotecteur.  

D’autre part il s’agirait  de définir précisément l’implication de la ou des sous-forme(s) 

des ER qui sont impliquée(s) dans les effets induits par les œstrogènes mimétiques ce qui 

parait pertinent sachant la sélectivité de composés œstrogènes mimétiques pour certaines 

sous-formes des récepteurs ER de poisson.  

Il convient aussi de rappeler que le système à GnRH est finement régulé par de nombreux 

réseaux neuroendocrines impliquant des neurotransmetteurs et des neuropeptides. Parmi ces 

facteurs régulateurs on peut notamment citer la dopamine, la sérotonine, le GABA  le 

neuropeptide Y ou encore le Kiss. Il n’est pas du tout exclu que les effets des xéno-

œstrogènes sur les neurones à GnRH observés chez le poisson zèbre soient indirectement liés 

à la perturbation de ces circuits régulateurs. De récentes études démontrent en effet que des 

composés PE tels que les polychlorobiphényls (PCB), les hydrocarbures aromatiques 

polycycliques ou encore des composés pharmaceutiques tels que des antidépresseurs 
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(fluoxétine) perturbent les circuits sérotoninergiques et/ou dopaminergiques chez le poisson 

(Gesto et al. 2009; Khan and Thomas 2001; Mennigen et al. 2008). De même, chez les 

mammifères de récents travaux ont montré que les phyto-œstrogènes affectent le 

développement du système Kiss (Losa et al. in press). Ainsi, la mise en place d’une approche 

intégrative qui inclurait l’ensemble de ces réseaux centraux permettrait de mieux appréhender 

les effets neuroendocrines des PE. En ce sens, l’utilisation et le développement de modèles 

biologiques transgéniques constituent des outils important dans cette perspective.  

Enfin, les conséquences physiologiques de la perturbation du développement du système 

à GnRH et de l’expression de l’aromatase B par les xéno-œstrogènes, notamment sur la 

fonction de reproduction, n’ont pas été abordées dans le cadre de ce travail et il conviendra de 

travailler dans ce sens pour correctement interpréter les effets observés aux niveaux 

moléculaires et cellulaires en termes d’effets avérés sur la reproduction des individus.  

Il faut donc constater que les champs d’investigations sont vastes ce qui souligne la 

nécessité d’étudier plus avant les effets neuroendocrines des perturbateurs endocriniens. Cette 

question est essentielle pour améliorer la compréhension de l’impact de ces composés sur la 

fonction de reproduction des vertébrés. Dans cette optique, le poisson apparait comme un 

modèle biologique pertinent pour étudier les effets neuroendocrines des PE qui constituent 

une problématique émergente dans le domaine de la perturbation endocrinienne.  
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Mélanie VOSGES 

Effets neuroendocrines des perturbateurs 

endocriniens chez le poisson zèbre (Danio rerio): 

Etude du système à GnRH 

 

 

Résumé 

A ce jour, les effets des perturbateurs endocriniens (PE) sur les circuits neuroendocrines contrôlant la fonction 

de reproduction ont fait l’objet de très peu de travaux. Chez les vertébrés, l’élément majeur du contrôle central 

de la fonction de reproduction est la GnRH (Gonadotropin-Releasing Hormone). Le développement et 

l’activité des neurones à GnRH sont finement régulés, notamment par les hormones stéroïdes, ce qui les rend 

potentiellement sensibles aux PE. L’objectif de ce travail était d'étudier les effets neuroendocrines des xéno-

œstrogènes chez le poisson zèbre (Danio rerio). Nous montrons que le 17α-éthinylestradiol (EE2) et le 

nonylphénol (NP) perturbent l'ontogenèse du système à GnRH au cours du développement précoce. De plus, 

nous démontrons que ces effets impliquent des récepteurs des œstrogènes. Parallèlement, nous mettons en 

évidence l’effet inducteur de l’EE2 et du NP sur l'expression de l’aromatase cérébrale, l’enzyme de synthèse 

des œstrogènes. L’ensemble de ces données souligne la nécessité de considérer les réseaux neuroendocrines 

comme des variables critiques et sensibles dans le domaine de la perturbation endocrinienne. 

Mots clés: Gonadotropin-releasing-hormone (GnRH), aromatase B, pertubateurs endocriniens, poisson zèbre 

(Danio rerio). 

 

Abstract 

Until now, studies dedicated to the actions of endocrine disrupting chemicals (EDCs) on the reproductive axis 

have focused on the gonads and peripheral organs leaving virtually unexplored their actions on neuroendocrine 

circuits controlling reproduction. In vertebrates, gonadotropin-releasing hormone (GnRH) is the key factor 

controlling the activity of the reproductive axis. The development and functioning of GnRH neurons are finely 

tuned, notably by sex steroids, making these neurons potential targets of EDCs. The aim of this work was to 

explore the neuroendocrine effects of xenoestrogens in the zebrafish (Danio rerio). We show that 17α-

ethinylestradiol (EE2) and nonylphenol (NP) disrupts the ontogeny of GnRH system during zebrafish early life 

stage. Moreover, we demonstrate that these effects involve functional estrogens receptors. In parallel, we report 

the inducing effects of EE2 and NP on the expression of brain aromatase protein, the enzyme responsible 

for estrogen biosynthesis. Altogether, these results highlight the need to consider neuroendocrine networks as 

critical and sensitive endpoints in the field of endocrine disruption. 

Keywords: Gonadotropin-releasing-hormone (GnRH), aromatase B, endocrine disrupting chemicals, zebrafish 

(Danio rerio). 

 

 


