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“La théorie, c’est quand on sait tout mais que rien ne fonctionne. 

La pratique c’est quand tout fonctionne mais que personne ne sait pourquoi. 

En science on allie la théorie à la pratique : rien ne fonctionne et personne ne sait pourquoi.” 

Albert Enstein	  	   	  
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Liste	  des	  espèces	  de	  téléostéens	  citées:	  
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Anguilla	  anguilla	   Anguille	  europénne	  
Anguilla	  japonica	   Anguille	  japonaise	  
Callorhinchus	  milii	   Chimère	  éléphant	  
Carassius	  auratus	   Poisson	  rouge	  
Chaetodipterus	  faber	   Platax	  Atlantique	  
Cichlasomas	  dimerus	   inconnu	  
Clarias	  garipinus	   Poisson	  chat	  africain	  
Coho	  salmon	   Saumon	  argenté	  ou	  de	  rivière	  
Coregonus	  clupeaformis	   Grand	  corégone	  
Cyprinus	  carpio	   Carpe	  commune	  
Danio	  rerio	   Poisson-‐zèbre	  
Dicentrarchus	  labrax	   Bar	  commun	  
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Heteropneustes	  fossilis	   Poisson-‐chat	  fossile	  
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Misgurnus	  anguillicaudatus	   Loche	  d’eau	  douce	  
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Oryzias	  latipes	   Médaka	  
Pagellus	  centrodontus	   Daurade	  rose	  
Pagrus	  major	   Daurade	  japonaise	  
Salmo	  salar	   Saumon	  de	  l’Atlantique	  
Solea	  senegalensis	   Sole	  
Sparus	  Aurata	   Daurade	  royale	  
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Abbréviations	  
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1. INTRODUCTION	  GENERALE	  	  
	  

La	   	  reproduction	   représente	   l’ensemble	  des	  processus	  par	   lesquels	   une	   espèce	   se	  

perpétue,	  en	  suscitant	  la	  naissance	  de	  nouveaux	  individus.	  C’est	  une	  activité	  fondamentale	  

partagée	   par	   toutes	   les	   espèces	   vivantes.	  Pour	   assurer	   son	   succès,	   il	   existe	   une	   grande	  

variété	  de	  stratégies	  reproductives	  chez	   les	  vertébrés,	  notamment	  chez	   les	  poissons.	  Par	  

exemple	  l’anguille	  doit	  parcourir	  plusieurs	  milliers	  de	  kilomètres	  pour	  rejoindre	  son	  lieu	  

de	  reproduction,	   tandis	  que	   le	  poisson-‐clown	  est	  un	  hermaphrodite	  successif	  protandre	  :	  

lorsque	  la	  femelle	  disparait,	  le	  mâle	  dominant	  se	  transforme	  en	  femelle	  et	  l’un	  des	  autres	  

mâles	  devient	  le	  nouveau	  dominant.	  	  

Malgré	  la	  diversité	  de	  ces	  comportements,	  les	  mécanismes	  généraux	  de	  contrôle	  de	  

la	  reproduction	  sont	  conservés	  chez	   les	  vertébrés,	  avec	  un	  rôle	  central	  de	   l’axe	  cerveau–

hypophyse-‐gonade	   (figure	   1).	   La	   gonadolibérine,	   produite	   dans	   le	   cerveau,	   stimule	   la	  

production,	  par	  l’hypophyse,	  des	  gonadotropines	  qui,	  libérées	  dans	  la	  circulation	  générale,	  

vont	   agir	   sur	   les	   gonades	   pour	   contrôler	   la	   gamétogénèse	   et	   la	   stéroïdogenèse.	   Le	   rôle	  

inhibiteur	   joué	   parallèlement	   par	   la	   dopamine	   dans	   ce	   contrôle	   neuroendocrine	   de	   la	  

reproduction	   semble	   moins	   universel.	   Il	   n’a	   été	   recherché	   et	   mis	   en	   évidence	   pour	   le	  

moment	  que	  chez	  certains	  vertébrés	  et	  son	  intensité	  varie	  selon	  les	  espèces.	  Néanmoins	  il	  

est	  apparu	  particulièrement	  puissant	  chez	  certains	  téléostéens.	  

Afin	  de	  mieux	  caractériser	   le	  système	  dopaminergique	  responsable	  de	  ce	  contrôle	  

inhibiteur,	   nous	   avons	   choisi	   le	   poisson-‐zèbre	   comme	   organisme	   modèle.	   En	   effet,	   des	  

outils	   moléculaires	   de	   plus	   en	   plus	   nombreux	   sont	   disponibles	   dans	   cette	   espèce	   pour	  

l’identification	  des	  cellules	   (lignées	   rapportrices),	   ou	  pour	   l’étude	  des	  pertes	  de	   fonction	  

(mutants,	   morpholinos,	   CRISPR)	   ce	   qui	   en	   fait	   un	   modèle	   privilégié	   pour	   l’étude	   du	  

développement,	  mais	  aussi	  des	  fonctions	  physiologiques.	  Les	  résultats	  obtenus	  fournissent	  

des	   informations	   clés	   sur	   l’identité	   du	   système	   dopaminergique	   responsable	   de	   cette	  

inhibition,	   sur	   sa	  mise	   en	   place	   tardive	   au	   cours	   du	   développement,	   confortant	   ainsi	   la	  

position	  de	  modèle	  du	  poisson-‐zèbre.	  

Ce	   manuscrit	   est	   divisé	   en	   trois	   parties.	   La	   première	   est	   un	   bref	   résumé	   des	  

connaissances	   bibliographiques	   sur	   la	   physiologie	   de	   la	   reproduction	   des	   vertébrés,	   la	  

seconde	   présente,	   sous	   forme	   d’articles,	   les	   résultats	   de	   mon	   travail	   de	   thèse,	   et	   la	  

troisième	   est	   une	   discussion	   générale	   portant	   sur	   l’ensemble	   de	   ce	   travail	   et	   sur	   les	  

perspectives	  qu’il	  suscite.	  
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Figure	   1	   :	   Schéma	   du	   contrôle	   neuroendocrine	   de	   la	   reproduction	  :	   l’axe	   cerveau-‐
hypophyse-‐gonades.	   	  Les	  différents	  stimuli	  environnementaux	  internes	  et	  externes	  sont	  intégrés	  
au	  niveau	  du	  cerveau	  et	  modulent	  l’activité	  des	  neurones	  à	  gonadolibérine	  (GnRH)	  et	  à	  dopamine	  
(DA).	   Alors	   que	   la	   GnRH	   stimule	   la	   synthèse	   et	   la	   libération	   des	   gonadotropines	   hypophysaires	  
(LH,	   hormone	   lutéinisante	   et	   FSH,	   hormone	   folliculo-‐stimulante),	   qui	   elles-‐même	   stimulent	  
l’activité	   des	   gonades	   (gamétogenèse	   et	   stéroïdogenèse),	   la	   dopamine	   (DA)	   peut	   exercer	   un	  
contrôle	  supplémentaire,	  en	  inhibant	  la	  synthèse	  et	  la	  libération	  des	  gonadotropines	  chez	  certains	  
vertébrés.	  Les	  stéroïdes	  sexuels	  produits	  par	  les	  gonades	  exercent	  quant	  à	  eux,	  des	  rétro-‐contrôles	  
positifs	  et	  négatifs	  aux	  différents	  niveaux	  de	  l’axe	  gonadotrope.	  
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2. LES	  GONADES:	  GAMETOGENESE	  ET	  STEROIDOGENESE	  	  
	  

La	   reproduction	   est	   en	   relation	   directe	   avec	   l’activité	   des	   organes	   reproducteurs	  

que	  sont	  les	  gonades.	  Les	  gonades	  sont	  des	  organes	  pairs	  chez	  la	  plupart	  des	  vertébrés	  :	  les	  

testicules	   chez	   les	  mâles	   et	   les	   ovaires	   chez	   les	   femelles.	   Ils	   assurent	   la	   production	   des	  

gamètes	  (gamétogenèse)	  et	  des	  stéroides	  sexuels	  (steroïdogenèse).	  	  

	  

2.1 La	  gamétogenèse	  
	  

La	   gamétogenèse	   (spermatogenèse	   et	   ovogenèse)	   correspond	   au	   processus	   qui	  

aboutit,	  au	  cours	  de	   la	  vie	  d’un	  organisme,	  à	   la	   formation	  des	  cellules	  reproductrices,	   les	  

gamètes.	  Ces	  gamètes	  sont	  des	  cellules	  haploïdes	  (contenant	  chacune	  un	  seul	  exemplaire	  

des	  chromosomes	  ;	  n	  chromosomes).	  Le	  passage	  de	  cellules	  diploïdes	  (2n	  chromosomes)	  à	  

des	   cellules	   haploïdes	   est	   réalisé	   dans	   les	   gonades,	   lors	   d'une	   division	   cellulaire	  

particulière,	  la	  méiose.	  Ce	  processus	  ainsi	  que	  les	  cellules	  en	  résultant	  sont	  différents	  selon	  

le	  sexe	  de	  l’organisme.	  Nous	  ne	  parlerons	  pas	  ici	  de	  la	  spermatogenèse.	  

L’ovogenèse	   a	   lieu	   dans	   l’ovaire	   et	   consiste	   en	   différentes	   modifications	  

cytologiques	   aboutissant,	   à	   partir	   de	   cellules	   indifférenciées,	   les	   ovogonies	   (2n	  

chromosomes),	   à	   la	   formation	   d’ovocytes	   matures	   (n	   chromosomes)	   qui	   pourront	   être	  

fécondés	  (Selman	  and	  Wallace,	  1989;	  Mellinger,	  2002;	  Patiño	  and	  Sullivan,	  2002).	  	  

	  Les	  gonades	  sont	  composées	  principalement	  de	  deux	  types	  de	  cellules	  :	  les	  cellules	  

germinales	   qui	   vont	   produire	   les	   gamètes	   et	   les	   cellules	   somatiques	   qui	   supportent,	  

nourrissent	   et	   régulent	   le	   développement	   des	   cellules	   germinales	   (Patiño,	   1995).	  	  

L’ovogenèse	  débute	  par	  la	  division	  par	  mitose	  des	  ovogonies,	  des	  cellules	  indifférenciées	  à	  

2n	   chromosomes	   issues	   des	   cellules	   germinales	   primordiales	   ou	   gonocytes,	   pendant	  

l’embryogenèse.	   Alors	   qu’elles	   sont	   en	   nombre	   restreint	   chez	   la	   plupart	   des	   classes	   de	  

vertébrés,	  ce	  qui	  est	  un	  facteur	  limitant	  de	  la	  durée	  de	  reproduction	  chez	  ces	  espèces,	  chez	  

les	   amphibiens	   et	   les	   téléostéens,	   l’ovaire	   contient	   un	   stock	   d’ovogonies	   pouvant	   se	  

renouveler	  par	  divisions	  mitotiques	  dans	  l’ovaire	  adulte	  (Wallace	  and	  Selman,	  1990;	  Tyler	  

and	  Sumpter,	  1996;	  Jalabert,	  2005).	  En	  effet,	   lors	  de	  leur	  division,	  certaines	  cellules	  filles	  

maintiennent	  la	  population	  dans	  l’épithélium	  germinal	  et	  d’autres	  entrent	  en	  méiose	  pour	  

devenir	  des	  ovocytes	  qui	  vont	  migrer	  dans	  la	  lumière	  de	  l’ovaire	  (Hisaoka	  and	  Firlit,	  1962;	  

Jones,	  1978).	  	  



Chapitre	  1	  :	  Introduction	  
	  

	  	  
10	  

	  
	   	  

Dans	   l’ovaire,	   les	  ovogonies	  peuvent	  être	   isolées	  ou,	  plus	   fréquemment,	  elles	  sont	  

regroupées	  en	  cystes	  (Selman	  and	  Wallace,	  1989;	  Tyler	  and	  Sumpter,	  1996;	  Ravaglia	  and	  

Maggese,	  2003),	   entourés	  de	   cellules	   somatiques	   (Higashino	  et	   al.,	   2002).	   Les	  ovogonies	  

vont	   donc	   se	   développer	   dans	   les	   nombreux	   replis	   que	   forment	   les	   tissus	   ovariens,	   et	  

certaines	  d’entre	  elles	  vont	  entrer	  en	  prophase	  de	  première	  division	  méiotique.	  La	  méiose	  

est	   alors	   bloquée	   jusqu’à	   la	   fin	   de	   la	   vitellogenèse,	   qui	   consiste	   en	   l’accumulation	   de	  

réserves	  nutritives	  pour	  le	  futur	  embryon.	  	  

Pendant	   cette	   phase,	   l’ovocyte	   s’entoure	   aussi	   de	   cellules	   somatiques	   qui	   se	  

différencient	   pour	   former	   les	   différents	   feuillets	   cellulaires	   (thèque	   et	   granulosa).	   Cette	  

enveloppe	  folliculaire	  va	  entièrement	  entourer	  l’ovocyte	  en	  croissance,	  le	  nourrissant	  et	  le	  

protégeant	   au	   cours	   de	   son	   développement.	   Cette	   dernière	   est	   séparée	   de	   l’ovocyte	   par	  

une	   couche	   acellulaire	  :	   la	   zona	   radiata.	   L’ovocyte	   et	   ses	   enveloppes	   forment	   alors	   un	  

follicule	  ovarien.	  

	  

2.1.1 Vitellogenèse	  :	  le	  développement	  ovocytaire	  en	  deux	  principales	  étapes	  :	  la	  pré-‐
vitellogenèse	  et	  la	  vitellogenèse	  exogène	  	  
	  

Les	  processus	  de	  folliculogenèse	  regroupent	  l’ensemble	  des	  processus	  par	  lesquels	  

un	  follicule	  primordial	  se	  développe	  pour	  atteindre	  l’ovulation	  ou	  régresse	  par	  apoptose.	  

Chez	  les	  vertébrés	  ovipares,	  la	  croissance	  ovocytaire	  est	  essentiellement	  due	  au	  processus	  

de	   vitellogenèse	   qui	   consiste	   en	   l’accumulation	   de	   réserves	   nutritives	   pour	   le	   futur	  

embryon.	  

Les	   ovocytes	   primaires	   ainsi	   formés	   subissent	   alors	   une	   phase	   d’accroissement	  

cytoplasmique	   et	   de	   différenciation	   sans	   division	   (Wallace	   and	   Selman,	   1990).	   La	  

vitellogenèse	   qui	   peut	   être	   découpée	   en	   deux	   phases	  :	   une	   pré-‐vitellogenèse	   (ou	  

vitellogenèse	   endogène)	   et	   la	   vitellogenèse	   proprement	   dite	   (ou	   vitellogenèse	   exogène	  ;	  

(Legendre	  and	  Jalabert,	  1988;	  Polzonetti-‐Magni	  et	  al.,	  2004)).	  

Durant	   la	   première	   partie	   de	   cette	   phase	   d’accroissement	   qu’est	   la	   pré-‐

vitellogenèse,	   l’équipement	  métabolique	   nécessaire	   à	   l’accumulation	   de	   réserves	   et	   à	   la	  

croissance	  de	   l’ovocyte	  se	  met	  en	  place.	  Le	  noyau	  de	   l’ovocyte,	   localisé	  centralement,	  est	  

alors	   gros	   et	   les	   nucléoles	   sont	   localisés	   à	   sa	   périphérie.	   Dans	   le	   cytoplasme,	   on	   peut	  

distinguer	  de	  nombreuses	  gouttelettes	  lipidiques	  (vitellogenèse	  précoce).	  	  
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Figure	  2	  :	  Schéma	  de	  la	  régulation	  hormonale	  de	  la	  croissance	  ovocytaire	  (Sebert,	  2007).	  
Abréviations	  :	  GtH	  :	  gonadotropine,	  T	  :	  Testosterone,	  E2	  :	  Oestradiol,	  Vtg	  :	  Vitellogénine	  

	  

	  

Après	   ces	   premières	   modifications,	   la	   synthèse	   par	   le	   foie	   sous	   l’action	   de	  

l’œstradiol,	  d’une	  lipoglycophosphoprotéine,	  la	  vitellogénine	  (Vtg),	  marque	  le	  début	  de	  la	  

seconde	  partie	  de	  cette	  phase	  d’accroissement	  :	  la	  vitellogenèse	  proprement	  dite.	  Une	  fois	  

synthétisée,	   la	   Vtg	   rejoint	   la	   circulation	   sanguine,	   traverse	   la	   paroi	   folliculaire	   et	   est	  

incorporée	  par	   l’ovocyte	  en	  croissance	  par	  un	  mécanisme	  d’endocytose	  faisant	  suite	  à	  sa	  

fixation	  à	  un	  récepteur.	  La	  Vtg	  est	  alors	  stockée	  comme	  nutriment	  pour	  l’embryon	  (figure	  

2).	   Des	   granules	   de	   vitellus	   vont	   commencer	   à	   être	   visibles	   dans	   l’ooplasme	   (mi-‐

vitellogenèse)	   puis	   vont	   peu	   à	   peu	   repousser	   les	   gouttelettes	   lipidiques,	   observables	  

durant	   la	  pré-‐vitellogenèse,	   vers	   la	  périphérie	  de	   la	   cellule	   (vitellogenèse	   tardive).	   Selon	  

les	  espèces,	  il	  y	  a	  ou	  non	  formation	  d’un	  globule	  de	  vitellus	  homogène	  formé	  par	  la	  fusion	  

des	   granules	   vitellins,	   laissant	   un	   fin	   espace	   ooplasmique	   en	   périphérie.	   Lors	   de	   ce	  

processus,	   le	   nombre	   de	   cellules	   folliculaires	   augmente	   et	   la	   zona	   radiata	   s’épaissit.	   La	  

durée	   et	   l’amplitude	   du	   processus	   de	   vitellogenèse	   varient	   fortement	   en	   fonction	   des	  

espèces	  (Legendre	  and	  Jalabert,	  1988;	  Polzonetti-‐Magni	  et	  al.,	  2004).	  

A	  la	  fin	  de	  cette	  longue	  période	  d’accroissement,	  la	  vitellogenèse	  ralentit,	  l’ovocyte	  

est	   alors	   mature,	   le	   noyau	   migre	   vers	   le	   micropyle	   (orifice	   percé	   dans	   la	   membrane	  

ovocytaire	  permettant	   la	  pénétration	  du	   spermatozoïde),	   et	   sa	  membrane	   se	  désintègre.	  
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Un	  signal	  hormonal	  provoque	  la	  reprise	  de	  la	  méiose	  (maturation	  ovocytaire).	  Le	  noyau	  se	  

brise	   alors	   et	   la	   moitié	   du	   matériel	   chromosomique	   est	   perdu	   lors	   de	   l’expulsion	   du	  

premier	  globule	  polaire	  (Patiño	  and	  Sullivan,	  2002).	  L’ovocyte	  secondaire	  ainsi	  formé	  est	  

bloqué	   en	  métaphase	   de	   seconde	   division.	   Chez	   certaines	   espèces,	   on	   observe	   alors	   un	  

phénomène	  d’hydratation	  qui	  entraine	  une	  importante	  augmentation	  du	  volume	  cellulaire	  

assurant	   la	   flottaison	   des	   œufs	   pélagiques.	   Enfin,	   sous	   l’action	   d’enzymes,	   l’ovocyte	   se	  

détache	  du	   follicule	   (ovulation)	   et,	   après	  un	  délai	   variable	   selon	   les	   espèces,	   la	  ponte	   se	  

produit	   et	   l’œuf	   peut	   être	   fécondé,	   c’est	   alors	   que	   la	   méiose	   s’achèvera	   (Legendre	   and	  

Jalabert,	  1988).	  

Si	  cette	  description	  générale	  de	  l’ovogenèse	  s’applique	  à	  l’ensemble	  des	  téléostéens	  

ovipares,	  la	  dynamique	  de	  développement	  des	  follicules	  ovariens	  présente	  néanmoins	  une	  

extrême	  diversité.	  La	  dynamique	  du	  développement	  ovocytaire	  ainsi	  que	  le	  nombre	  et	  les	  

caractéristiques	  (forme,	  taille)	  des	  ovocytes	  produits	  varient	  fortement	  selon	  les	  espèces.	  	  

Classiquement,	   ce	   développement	   est	   découpé	   en	   stades,	   définis	   par	   différents	  

évènements	  de	  l’ovogenèse.	  Chez	  le	  poisson	  zèbre	  (Danio	  rerio)	  femelle	  par	  exemple,	  cinq	  

stades	   de	   croissance	   ovocytaire	   sont	   définis	   (figure	   3),	   basés	   sur	   des	   critères	  

morphologiques,	  des	  événements	  physiologiques	  et	  biochimiques	  (Selman	  et	  al.,	  1993).	  

Durant	   le	   stade	   I	   (oocytes	   primaires	   en	   croissance),	   les	   ovocytes	   primaires,	   sont	  

relativement	   petits	   et	   rond	   (Hisaoka	   and	   Firlit,	   1962)).	   Au	   stade	   II	   (stade	   alvéolaire	  

cortical),	   les	   oocytes	   se	   distinguent	   par	   l’apparition	   d’alvéoles	   corticales	   (vésicules	  

membranaires	  contenant	  des	  protéines	  et	  des	  carbohydrates)	  	  de	  taille	  variables	  et	  d’une	  

enveloppe	  vitelline	  (zona	  radiata)	  qui	  devient	  proéminente.	  	  

Les	  jeunes	  follicules	  deviennent	  de	  plus	  en	  plus	  opaques	  et	  de	  plus	  en	  plus	  gros	  lors	  

de	  l'étape	  III	  (vitellogenèse),	  et	  la	  vésicule	  germinale	  est	  obscurcie.	  Durant	  cette	  phase	  de	  

croissance	   importante,	   la	   taille	   de	   l'ovocyte	   augmente,	   principalement	   due	   à	  

l'accumulation	  par	  endocytose	  de	  la	  vitellogénine	  (Selman	  and	  Wallace,	  1989;	  Patiño	  and	  

Sullivan,	   2002;	   Jalabert,	   2005),	   qui	   est	   transformée	   en	   protéine	   du	   jaune,	   et	   accumulée	  

dans	  les	  granules	  vitellins.	  	  

Le	   stade	   IV	   (maturation	  oocytaire)	   correspond	  à	   la	  phase	  où	   la	   taille	  des	  oocytes	  

augmente	   peu,	   et	   ils	   deviennent	   transparents,	   Cette	   maturation	   doit	   se	   produire	  

immédiatement	   avant	   l'ovulation	   pendant	   la	   nuit	   chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   qui	   fraie	  

normalement	   en	   tout	   début	   de	   journée.	   Avant	   l'ovulation,	   les	   cellules	   folliculaires	   se	  

rétractent	  de	  l'ovocyte.	  	  Les	  ovocytes	  de	  stade	  V	  (œufs	  matures),	  translucides	  et	  d’environ	  
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0,75mm	   de	   diamètre,	   sont	   ovulés	   dans	   la	   lumière	   de	   l’ovaire	   et	   sont	   capables	   d’être	  

fertilisés.	  	  

Cependant,	   même	   si	   la	   maturation	   ovocytaire	   suit	   un	   modèle	   similaire	   chez	   la	  

plupart	   des	   téléostéens,	   le	   nombre	   de	   stades	   et	   de	   sous-‐stades	   ovocytaires	   peut	   varier	  

considérablement	  selon	   les	  espèces	  mais	  également	  en	   fonction	  de	  différents	  critères	  de	  

classification	  utilisés	  par	  les	  auteurs.	  

	  

	  

	  

	  
Figure	   3	   :	   Maturation	   ovocytaire	   chez	   le	   poisson-‐zèbre	   d’après	   (Çakıcı	   and	   Üçüncü,	  
2007).Chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  la	  maturation	  ovocytaire	  se	  divise	  en	  cinq	  stades	  basés	  sur	  des	  
critères	   morphologiques,	   des	   événements	   physiologiques	   et	   biochimiques	   (Selman	   et	   al.,	  
1993).	   (A)	   Stade	   I,	   oocytes	   primaires	   en	   croissance	  (barre	   d’échelle	  :30	   µm);	   (B)	   Stade	   II,	  
stade	   alvéolaire	   cortical	  (barre	   d’échelle	  :50	   µm);	   (C)	   Stade	   III,	   vitellogenèse	  (barre	  
d’échelle	  :50	   µm)	   ;	   (D)	   Stade	   IV,	   maturation	   oocytaire	  (barre	   d’échelle	  :50	   µm);	   Stade	   V,	  
œufs	  matures	  (non	  représenté).	  
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2.1.2 Dynamique	  du	  développement	  ovocytaire	  dans	  les	  ovaires	  
	  

En	  s’appuyant	  à	   la	   fois	  sur	   le	  schéma	  de	  développement	  des	   follicules	  ovariens	  et	  

sur	  le	  comportement	  de	  ponte	  des	  poissons,	  trois	  types	  d’ovaires	  ont	  été	  définis	  (Wallace	  

and	  Selman,	  1981;	  Nagahama,	  1983)	  :	  

Les	  ovaires	  totalement	  synchrones	  	  se	  caractérisent	  par	  la	  présence	  d’ovocytes	  tous	  

au	   même	   stade	   de	   développement.	   On	   les	   trouve	   chez	   les	   téléostéens	   qui	   ne	   pondent	  

qu’une	  fois	  avant	  de	  mourir.	  	  

Les	   ovaires	   synchrones	   par	   groupe	   possèdent	   deux	   populations	   d’ovocytes.	   Une	  

première	   population	   de	   gros	   ovocytes	   relativement	   synchrones,	   et	   une	   autre	   plus	  

hétérogène	  de	  petits	  ovocytes,	  parmi	   lesquels,	   les	  premiers	  sont	  recrutés.	  Ce	  schéma	  est	  

généralement	   caractéristique	  des	   téléostéens	  n’ayant	  qu’une	  ponte	  annuelle,	   totale,	   avec	  

une	  saison	  de	  reproduction	  relativement	  courte.	  	  

Enfin,	  les	  ovaires	  asynchrones	  se	  caractérisent	  par	  la	  présence	  d’ovocytes	  à	  tous	  les	  

stades,	   sans	  population	  dominante.	  Ce	  schéma	  se	   trouve	  chez	   les	  espèces	  qui	  pratiquent	  

des	  pontes	  fractionnées	  pendant	  une	  saison	  de	  reproduction	  longue	  (Thomé	  et	  al.,	  2005),	  

ce	  qui	  est	  le	  cas	  pour	  le	  poisson-‐zèbre	  (Kimmel	  et	  al.,	  1995).	  

	  

2.2 La	  stéroïdogenèse	  
	  

Bien	   que	   le	   cerveau	   et	   les	   glandes	   surrénales	   en	   sécrètent	   de	   petites	   quantités	  

d’hormones	   sexuelles,	   les	   gonades	   en	   sont	   la	   source	   principale.	   Fabriqués	   à	   partir	   du	  

cholestérol	   par	   les	   testicules	   des	   mâles	   et	   les	   ovaires	   des	   femelles,	   ces	   stéroïdes	  

gonadiques	  contrôlent	  les	  cycles	  et	  les	  comportements	  reproducteurs.	  

Les	  gonades	  produisent	  et	  sécrètent	  trois	  grandes	  catégories	  d’hormones	  stéroïdes	  

(figure	   4)	  :	   les	   androgènes,	   les	   œstrogènes	   et	   les	   progestines.	   Ces	   trois	   catégories	   se	  

trouvent	  chez	  les	  mâles	  et	  les	  femelles	  en	  différentes	  proportions.	  	  

Les	  androgènes	  déclenchent	  la	  formation	  et	  la	  maturation	  du	  système	  reproducteur	  

mâle	  et	  en	  assurent	  le	  fonctionnement	  (Nagahama,	  1994).	  

Les	   œstrogènes,	   dont	   le	   plus	   important	   est	   l’œstradiol,	   sont	   responsables	   du	  

fonctionnement	  du	  système	  reproducteur	  femelle	  et	  de	  l’apparition	  des	  caractères	  sexuels	  

secondaires	  femelles.	  	  
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Chez	  les	  mammifères,	  les	  fonctions	  de	  progestines,	  dont	  fait	  partie	  la	  progestérone,	  

ont	  surtout	  trait	  à	  la	  mise	  en	  place	  de	  la	  phase	  sécrétoire	  du	  cycle	  utérin	  et	  à	  l’adaptation	  

du	  l’utérus,	  qui	  assure	  la	  croissance	  et	  le	  développement	  de	  l’embryon	  (Nagahama,	  1994).	  

Les	  stéoïdes	  sexuels	  jouent	  un	  rôle	  déterminant	  dans	  le	  développement	  gonadique	  

en	   agissant	   localement	   ou	   en	   effectuant	   des	   rétrocontrôles	   positifs	   	   ou	   négatifs	   sur	   le	  

cerveau	   et	   l’hypophyse.	   Leur	   synthèse	   se	   trouve	   sous	   la	   dépendance	  des	   stimulines	   que	  

sont	  les	  gonadotropines	  adénohypophysaires	  (GtHs).	  	  	  

	  

	  

	  
Figure	  4	  :	  Stéroïdogenèse:	  la	  voie	  de	  synthèse	  des	  stéroides	  sexuels.	  L’enzyme	  aromatase	  est	  
responsable	  de	  la	  conversion	  des	  androgènes	  en	  oestrogènes.	  
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3. L’HYPOPHYSE	  ET	  LES	  GONADOTROPINES	  
	  

Chez	  tous	  les	  vertébrés,	  l’activité	  et	  la	  fonction	  des	  gonades	  sont	  sous	  la	  stimulation	  

directe	  des	  gonadotropines,	  ou	  hormones	  gonadotropes,	  que	  sont	   l’hormone	  lutéinisante	  

(LH)	   et	   l’hormone	   folliculo-‐stimulante	   (FSH),	   synthétisées	  par	   l’hypophyse.	  Ce	   sont	   elles	  

qui,	   en	   période	   de	   maturation	   sexuelle,	   stimulent	   les	   gonades	   pour	   la	   production	   de	  

gamètes	  et	  de	  stéroïdes	  sexuels	  (Gharib	  et	  al.,	  1990;	  Swanson	  et	  al.,	  2003).	  	  

	  

3.1 L’hypophyse	  :	  lieu	  de	  synthèse	  et	  de	  secrétion	  des	  	  gonadotropines	  
	  

Initialement	  caractérisées	  chez	  les	  mammifères,	   les	  gonadotropines	  appartiennent	  

à	   la	   famille	   des	   hormones	   glycoprotéiques.	   Cette	   famille	   comprend	   trois	   hormones	  

hypophysaires	  :	   l’hormone	   lutéinisante	   (LH),	   l’hormone	   folliculo-‐stimulante	   (FSH),	   la	  

thyréotropine	   (TSH)	   et	   pour	   certaines	   espèces	   (primates,	   équidés)	   une	   hormone	  

placentaire,	   la	  choriogonadotropine	  (hCG).	  Ces	  hormones	  sont	  constituées	  de	  deux	  sous-‐

unité	   distinctes	  :	   une	   sous-‐unité	   α	   commune	   (glycoprotéine	   α,	   GPα)	   et	   une	   sous-‐unité	   β	  

conférant	  la	  spécificité	  hormonale	  (Combarnous	  et	  al.,	  2001).	  

La	   synthèse	   des	   gonadotropines	   a	   lieu	   dans	   l’hypophyse,	   aussi	   appelée	   glande	  

pituitaire.	   L’hypophyse	   est	   une	   invention	   des	   vertébrés.	   C’est	   un	   organe	   endocrine	   clé	  

situé	  dans	  une	   logette	  osseuse	  sous	   l'hypothalamus,	   juste	  derrière	   le	  chiasma	  optique	  et	  

produisant	   huit	   à	   dix	   hormones	   qui	   contrôlent	   l’homéostasie	   de	   toute	   une	   panoplie	   de	  

processus	   physiologiques,	   dont	   la	   reproduction.	   Elle	   est	   principalement	   constituée	   d’un	  

tissu	   nerveux	  :	   la	   neurohypophyse	   (NH	   ou	   pars	   nervosa	  :	   PN)	   et	   d’un	   tissu	   glandulaire	  :	  

l’adénohypophyse	  (AH),	  qui	  forment	  chez	  les	  tétrapodes	  deux	  lobes	  séparés.	  	  

La	   neurohypophyse,	   se	   compose	   essentiellement	   de	   faisceaux	   de	   fibres	  

neurosécrétrices	   originaires	   de	   différentes	   parties	   du	   cerveau,	   notamment	  

l’hypothalamus,	   secrétant,	   dans	   la	   circulation	   générale,	   différents	   peptides	   tels	   la	  

vasopressine	  et	  l'ocytocine	  (appelée	  parfois	  isotocine	  chez	  les	  poissons	  téléostéens).	  	  

L’adénohypophyse,	   représente	   la	   partie	   glandulaire	   de	   l’hypophyse.	   Elle	   contient	  

différents	  types	  cellulaires	  qui	  synthétisent	  et	  sécrètent	  les	  deux	  gonadotropines,	  ainsi	  que	  

six	   autres	   hormones	  :	   la	   prolactine	   (PRL),	   la	   corticotropine	   (ACTH),	   la	  thyréotropine	  

(TSH),	   l’hormone	  de	   croissance	   (GH),	   l’hormone	  mélanotrope	   (MSH)	   et	   la	   somatolactine	  

(Slmt)	   (Yeung	   et	   al.,	   2006).	   Chez	   les	   poissons	   téléostéens,	   comme	   chez	   les	  mammifères,	  

l'adénohypophyse	  est	  souvent	  divisée	  en	  deux	  :	   la	  pars	  distalis	  (PD)	  et	   la	  pars	  intermedia	  
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(PI).	  Chez	  les	  téléostéens	  la	  PD	  est	  elle-‐même	  souvent	  divisée	  en	  deux	  parties	  :	  la	  rostralis	  

pars	   distalis	   (RPD)	   et	   la	   proximalis	   pars	   distalis	   (PPD)	   qui	   contient	   les	   cellules	  

gonadotropes	  (Olivereau	  and	  Ball,	  1964)	  (figure	  5).	  	  

	  

	  

	  
Figure	   5	   :	   Schémas	   d’une	   hypophyse	   de	   mammifère	   (a)	   et	   de	   poisson	   (b),	   mettant	   en	  
évidence	  les	  principales	  différences	  morphologiques:	  les	  mammifères	  ont	  une	  PN	  et	  une	  PD	  
bien	  développées,	  alors	  que	  la	  PI	  est	  petite	  ou	  absente	  au	  stade	  adulte.	  Chez	  les	  	  téléostéens,	  
la	   PI	   constitue	   une	   grande	   partie	   de	   l'hypophyse,	   tandis	   que	   la	   PN	   est	  moins	   prononcée,	  
avec	  des	  protubérances	  en	  forme	  de	  doigts.	  Une	  répartition	  cloisonnée	  des	  différents	  types	  
cellulaires	  endocrines	  est	  maintenue	  dans	  le	  stade	  adulte	  chez	  les	  poissons,	  alors	  que	  ceci	  
est	   limité	   au	   stade	   embryonnaire	   chez	   les	   mammifères.	   En	   raison	   de	   la	   formation	   de	   la	  
poche	   de	   Rathke,	   la	   PI	   et	   	   la	   PD	   sont	   séparées	   par	   une	   fente	   (AC),	   par	   opposition	   aux	  
poissons	  chez	  lesquels	   la	  séparation	  des	  deux	  parties	  est	  plus	  diffuse.	   	  Chez	  la	  plupart	  des	  
mammifères	   on	   retrouve	   un	   type	   de	   cellule	   gonadotrope	   situé	   tout	   au	   long	   de	   la	   partie	  
ventrale	   de	   la	   PD.	   Les	   téléostéens	   ont	   deux	   types	   de	   cellules	   gonadotropes,	   chacun	  
produisant	  principalement	   soit	   la	  FSH	  soit	   la	  LH	   (dans	   les	   régions	  en	  vert	  plein,	   la	  LH	  est	  
prédominante,	  les	  espaces	  en	  damier	  vert	  sont	  les	  zones	  où	  les	  deux	  types	  de	  cellules	  sont	  
trouvés,	   mais	   avec	   une	   prédominance	   de	   la	   FSH).	   Adapté	   de	   (Weltzien	   et	   al.,	   2004)	   et	  
(Weltzien	  et	  al.,	  2014).	  

	  
Alors	   que	   chez	   les	   mammifères,	   la	   neurohypophyse	   et	   l’adénohypophyse	  

représentent	   respectivement	   les	   lobes	   posterieur	   et	   antérieur	   de	   l’hypophyse,	   chez	   les	  

poissons	   téléostéens,	   la	   neurohypophyse	   est	   positionnée	   dorsalement	   par	   rapport	   à	  

l’adénohypophyse	   (Pogoda	   and	   Hammerschmidt,	   2007).	   Et	   contrairement	   aux	  

mammifères	   chez	   lesquels	   les	   cellules	   ne	   forment	   pas	   des	  masses	   spécialisées,	   chez	   les	  

téléostéens,	   les	   cellules	   d'un	   type	   cellulaire	   donné	   sont	   souvent	   regroupées	   dans	   une	  

région	  spécifique	  de	  la	  glande,	  avec	  une	  grande	  variabilité	  dans	  l’espace	  et	  dans	  le	  temps	  

selon	   les	   étapes	   physiologiques.	   Il	   y	   a	   en	   effet	   un	   certain	   niveau	   de	   plasticité	   dans	   la	  

localisation	  d'un	  type	  cellulaire	  donné	  en	  fonction	  du	  stade	  physiologique.	  Par	  exemple,	  les	  
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cellules	   gonadotropes	   chez	   les	   perciformes	   et	   les	   salmonidés	   ont	   tendance	   à	   envahir	   la	  

périphérie	  de	  la	  pars	  intermedia	  au	  cours	  de	  la	  maturation	  sexuelle.	  	  

Parmi	   les	   cellules	   endocrines	   de	   l’hypophyse,	   les	   cellules	   gonadotropes	   sont	   les	  

dernières	  à	  se	  développer	  et	  à	  devenir	  fonctionnelles	  (pour	  revue	  (Weltzien	  et	  al.,	  2014)	  

Chez	   les	   mammifères,	   ces	   cellules	   sont	   généralement	   dites	   «	  bihormonales	  »	   car	   elles	  

produisent	  à	  la	  fois	  la	  LH	  et	  la	  FSH,	  mais	  des	  cellules	  «	  monohormonales	  »,	  sécrétant	  l’une	  

des	  deux	  GtHs,	  peuvent	  parfois	  être	  identifiées	  (Counis	  et	  al.,	  2001).	  	  

Chez	  les	  téléostéens,	  il	  a	  été	  démontré	  que	  les	  deux	  GtHs	  étaient	  produites	  par	  des	  

cellules	  différentes	  dans	  la	  proximalis	  pars	  distalis	  (Kanda	  et	  al.,	  2011)	  (salmonidés	  :	  truite	  

arc-‐en-‐ciel,	   Oncorhynchus	   mykiss	   (Nozaki	   et	   al.,	   1990a;	   Nozaki	   et	   al.,	   1990b),	   saumon	  

atlantique,	  Salmo	  salar	  (Olivereau,	  1976);	   fondulidés	  :	  Choquemort,	  Fundulus	  heteroclitus	  

(Shimizu	  et	  al.,	  2003);	  l’Anguille,	  Anguilla	  anguilla	  (Schmitz	  et	  al.,	  2005);	  Danio	  rerio	  (So	  et	  

al.,	   2005)).	  même	   s’il	   est	   parfois	   signalé	   chez	   des	   téléostéens	   des	   cellules	   gonadotropes	  

synthétisant	  les	  deux	  hormones	  (Pilar	  Garcia	  Hernandez	  et	  al.,	  2002;	  Weltzien	  et	  al.,	  2014)	  

et	   chez	   des	   mammifères	   des	   cellules	   gonadotropes	   qui	   ne	   synthétisent	   qu’une	   seule	  

hormone	   (Pope	   et	   al.,	   2006).	   Aussi,	   contrairement	   aux	   mammifères	   chez	   lesquels	   la	  

distribution	  compartimentée	  des	  types	  de	  cellules	  endocrines,	  qui	  reflète	  la	  structuration	  

initiale	   de	   l'ébauche	   de	   l’adénohypophyse,	   est	   limitée	   à	   la	   phase	   embryonnaire,	   chez	   la	  

plupart	   des	   espèces	   de	   poissons,	   cette	   organisation	   est	   maintenue	   au	   stade	   adulte	  

(Weltzien	  et	  al.,	  2004;	  Pogoda	  and	  Hammerschmidt,	  2007).	  	  

	  

3.2 Rôles	  des	  gonadotropines	  
	  

Chez	   les	   mammifères,	   la	   LH	   et	   la	   FSH	   régulent	   des	   processus	   différents.	   La	   LH	  

stimule	   la	   production	   de	   stéroïdes	   sexuels	   (androgènes	   chez	   le	   mâle,	   et	   androgènes	   et	  

progestagènes	  chez	  la	  femelle)	  ainsi	  que	  l’induction	  de	  l’ovulation	  et	  le	  maintien	  du	  corps	  

jaune	   chez	   la	   femelle.	   La	   FSH,	   elle,	   stimule,	   chez	   la	   femelle,	   la	   croissance	   du	   follicule	  

ovarien	   et	   l’activité	   aromatase	   (enzyme	   catalysant	   la	   conversion	   de	   la	   testostérone	   en	  

œstradiol)	  et,	  chez	  le	  mâle,	  la	  spermatogenèse.	  	  

Chez	   les	   poissons	   téléostéens,	   des	   études	   récentes	   ont	   suggéré	   que	   les	   fonctions	  

attribuées	   à	   la	  LH	  et	   la	  FSH	  ne	   sont	  pas	   aussi	  bien	  définies	  que	   chez	   les	  mammifères	   et	  

semblent	  dépendre	  de	  l’espèce	  considérée.	  	  
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Chez	  le	  poisson-‐rouge,	  Carassius	  auratus,	  il	  a	  été	  rapporté	  que	  les	  sous-‐unités	  β	  de	  

la	   LH	   et	   de	   la	   FSH	   sont	   exprimées	   de	   façon	   similaire	   durant	   l’ovogenèse,	   et	   qu	  ‘elles	  

seraient	  toutes	  deux	  impliquées	  dans	  le	  contrôle	  du	  développement	  ovarien	  (Yoshiura	  et	  

al.,	   1997).	   Chez	   la	   daurade	   royale	   (sparus	   aurata	   (Gothilf	   et	   al.,	   1997))	   et	   la	   truite,	  

Oncorhynchus	   mykiss	   (Sambroni	   et	   al.,	   2013),	   l’expression	   de	   LHβ	   et	   FSHβ	   augmente	  

parallèlement	  au	  moment	  de	  la	  saison	  de	  reproduction,	  suggérant	  que	  les	  deux	  hormones	  

joueraient	  un	  rôle	  similaire	  (Gothilf	  et	  al.,	  1997).	  	  

En	   revanche	   chez	   la	   truite,	  Onchorynchus	  mykiss	   (Prat	   et	   al.,	   1996),	   il	   a	   aussi	   été	  

rapporté	   que	   la	   LH	   et	   la	   FSH	   sont	   sécrétées	   selon	   des	   profils	   différents	   au	   cours	   de	   la	  

gamétogenèse,	   suggérant	  des	   fonctions	  différentes	  comme	  chez	   les	  mammifères.	  Dans	   la	  

même	   ligne,	   chez	  deux	  poissons-‐chat	   (Clarias	  gariepinus	   (Bogerd	   et	   al.,	   2001)	  ;	   Ictalurus	  

punctatus	  (Liu	  et	  al.,	  2001))	  et	  chez	  l’anguille	  (Anguilla	  japonica	  (Yoshiura	  et	  al.,	  1999)	  et	  

Anguilla	   anguilla	   (Schmitz	   et	   al.,	   2005)),	   il	   a	   été	   observé	   que	   la	   LH	   et	   la	   FSH	   étaient	  

exprimées	  de	  façon	  différente	  durant	  le	  cycle	  reproducteur	  (Kumar	  and	  Trant,	  2004).	  De	  

même,	  chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  il	  apparaît	  que	  la	  FSH	  et	  la	  LH	  jouent	  bien	  des	  rôles	  différents	  

dans	  l’ovogenèse	  :	  la	  phase	  de	  croissance	  de	  l’ovocyte	  étant	  sous	  contrôle	  de	  la	  FSH	  et	  les	  

dernières	   étapes	   de	   la	  maturation	   ovocytaire	   essentiellement	   sous	   le	   contrôle	   de	   la	   LH	  

(Clelland	  and	  Peng,	  2009).	  Le	  fait	  que	  l’expression	  des	  récepteurs	  de	  la	  FSH	  augmente	  dans	  

le	  follicule	  en	  croissance	  contrairement	  à	  celle	  du	  récepteur	  de	  la	  LH	  qui	  n’augmente	  que	  

peu	   de	   temps	   avant	   la	   maturation	   de	   l’ovocyte	   (Kwok	   et	   al.,	   2005),	   soutient	   cette	  

affirmation.	  
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4. LE	  CERVEAU	  ET	  LE	  CONTROLE	  DES	  GONADOTROPINES	  
	  

4.1 Le	  système	  GnRH,	  principal	  stimulateur	  des	  gonadotropines	  
	  

Chez	   les	  téléostéens,	  comme	  chez	   les	  autres	  vertébrés,	   l'expression	  et	   la	  sécrétion	  

des	   gonadotropines	   hypophysaires	   sont	   régulées	   par	   une	   grande	   variété	   de	   facteurs	  

neuroendocrines.	  Même	  si	  la	  synthèse	  et	  la	  sécretion	  des	  gonadotropines	  sont	  soumises	  à	  

des	  boucles	  de	   rétrocontrôles	  positifs	   et	  négatifs	  par	   les	   stéroïdes	   gonadiques	   (Shupnik,	  

1996;	   Breton	   et	   al.,	   1997;	   Dickey	   and	   Swanson,	   1998),	   ou	   bien	   sont	   influencées	   par	  

certains	  facteurs	  paracrines	  au	  sein	  de	  l'hypophyse	  elle-‐même	  (Denef,	  2008;	  Levavi-‐Sivan	  

et	   al.,	   2010;	   Clarke,	   2011;	   Aroua	   et	   al.,	   2012),	   cette	   régulation	   se	   fait	   en	  majeure	   partie	  

sous	  le	  contrôle	  de	  facteurs	  cérébraux	  (Zohar	  et	  al.,	  2010),	  dont	  la	  gonadolibérine	  (GnRH)	  

se	  trouve	  être	  le	  principal.	  	  

	  

4.1.1 Les	  différentes	  formes	  de	  GnRH	  et	  leurs	  distribution	  
	  

Dans	   les	   années	   soixante-‐dix,	   deux	   groupes	   de	   recherche	   rapportaient	  

simultanément	  l'isolement	  d’un	  facteur	  hypothalamique	  porcin	  et	  ovin	  de	  sécrétion	  de	  la	  

LH	  (Amoss	  et	  al.,	  1971;	  Matsuo	  et	  al.,	  1971).	  Ce	  décapeptide	  a	  d’abord	  été	  nommé	  LHRH	  

(pour	  Luteinizing	  Hormone	  Releasing	  Hormone)	  et	  sa	  structure	  primaire	  a	  été	   identifiée	  

comme	  étant	  :	  pGlu-‐His-‐Trp-‐Ser-‐Tyr-‐Gly-‐Leu-‐Arg-‐Pro-‐Gly-‐NH2	  (Burgus	  et	  al.,	  1972).	  Il	  est	  	  

issu	   d’un	   long	   précurseur	  :	   le	   pré-‐proGnRH,	   composé	   d’un	   peptide	   signal,	   du	   peptide	  

biologiquement	  actif,	  d’un	  tripeptide	  de	  clivage	  et	  d’un	  peptide	  associé	  (GnRH-‐associated	  

Peptide,	  GAP).	  

Plus	  tard,	  il	  est	  devenu	  évident	  que	  ce	  décapeptide	  stimulait	  également	  la	  libération	  

de	  la	  FSH	  et	  donc	  le	  nom	  de	  LHRH	  a	  été	  remplacé	  par	  GnRH	  (pour	  hormone	  de	  libération	  

des	   gonadotropines,	   de	   l’anglais	   gonadotropin-‐releasing	   hormone),	   qui	   est	   maintenant	  

largement	  utilisé.	  Après	  des	  études	  montrant	  que	  ce	   facteur	  hypothalamique	  stimulait	   la	  

libération	   des	   hormones	   gonadotropes	   hypophysaires	   chez	   la	   carpe,	   Cyprinus	   carpio	  

(Breton	   et	   al.,	   1971),	   la	   première	   GnRH	   de	   poisson,	   la	   sGnRH	   (saumon)	   fut	   alors	  

découverte	   chez	   un	   salmonidé	  :	   le	   saumon	   keta,	   Oncorhynchus	   keta	   (Sherwood	   et	   al.,	  

1983).	  	  
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Depuis	  lors,	  les	  recherches	  portant	  sur	  la	  GnRH	  chez	  les	  poissons	  téléostéens	  n’ont	  

cessé	   d’augmenter,	   poussées	   par	   la	   possibilité	   de	   découvrir	   de	   potentielles	   applications	  

importantes	  pour	  l’aquaculture	  (Zohar	  and	  Mylonas,	  2001).	  	  

Chez	   les	   vertébrés,	   quinze	   variantes	   de	   la	   GnRH	   ont	   été	   identifiées.	   Il	   apparaît	  

maintenant	  que	  chaque	  espèce	  de	  vertébré	  exprime	  deux	  ou	  trois	  formes	  de	  la	  GnRH	  dans	  

de	  multiples	  tissus	  et	  que	  les	  GnRHs	  exercent	  des	  actions	  pléiotropes	  par	  l'intermédiaire	  

de	   plusieurs	   classes	   de	   récepteurs	   (Morgan	   and	   Millar,	   2004;	   Kah	   et	   al.,	   2007).	   Ces	  

différentes	   variantes	   sont	   rassemblées	   en	   trois	   groupes	   de	   GnRH,	   codées	   par	   des	   gènes	  

différents	  mais	  de	  structure	  conservée	  (4	  exons,	  3	  introns	  ;	  (Alestrom	  et	  al.,	  1992;	  Chow	  et	  

al.,	  1998)	  :	  

	  

Ø Le	   type	   1	  :	   GnRH-‐1	   comprenant	  :	   mGnRH,	   gpGnRH,	   efGnRH,	   frGnRH,	   sbGnRH,	  

mdGnRH,	  hgGnRH,	  wfGnRH,	  pjGnRH*)	  

Ø Le	   type	   2	  :	   GnRH-‐2	   (cGnRH-‐H*)	   est	   exprimée	   chez	   les	   tétrapodes	   et	   tous	   les	  

téléostéens	  étudiés	  à	  ce	  jour.	  

Ø Le	  type	  3	  :	  GnRH-‐3	  (sGnRH*)	  est	  présente	  uniquement	  chez	  certains	  téléostéens.	  

	  

*Note	  :	  	  

	  Type	  1	  :	  mGnRH	  :	  mammalian	  GnRH,	  pjGnRH	  :	  pejerey	  GnRH,	  sbGnRH	  :	  sea	  bream	  GnRH,	  

cfGnRH	  :	   catfish	   GnRH,	   hgGnRH	  :	   herring	   GnRH,	   wfGnRH	  :	   whitefish	   GnRH	  ;	   mdGnRH	  :	  

médaka	  GnRH	  

Type	  2	  :	  cGnRH-‐II	  :	  chicken	  GnRH-‐II	  ;	  	  

Type	  3	  :sGnRH	  :	  salmon	  GnRH	  

Bien	   d’autres	   GnRH	   ont	   été	   décrites	   et	   nommées	   sans	   toujours	   savoir	   vraiment	   à	   quel	  

groupe	   elles	   appartiennent	  :	   frGnRH	  :	   frog	   GnRH,	   gpGnRH	  :	   guinea	   pig	   GnRH,	   dogfish	  

GnRH,	  lamprey	  GnRH-‐I,	  lamprey	  GnRH-‐III,	  cGnRH-‐I	  :	  chicken	  GnRH-‐I	  

	  

	  

Alors	  que	   la	  présence	  de	   la	  GnRH	  a	   été	  démontrée	  dans	  des	   tissus	  périphériques	  

comme	  les	  gonades	  (Lin	  and	  Peter,	  1996;	  Yu	  et	  al.,	  1998;	  von	  Schalburg	  et	  al.,	  1999)	  où	  elle	  

stimulerait	  la	  maturation	  ovocytaire	  (Pati	  and	  Habibi,	  2000),	  c’est	  dans	  le	  cerveau	  qu’elle	  a	  

été	   initialement	   mise	   en	   évidence.	   Depuis,	   une	   quantité	   considérable	   de	   travail	   a	   été	  

consacrée	   à	   l'identification	   et	   la	   localisation	   des	   neurones	   exprimant	   la	   GnRH	   dans	   le	  

cerveau	   des	   poissons	   (figure	   6)	   par	   immunohistochimie	   ou,	   plus	   récemment,	   par	  
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hybridation	  in	  situ	  et	  par	  transgénèse	  (Guilgur	  et	  al.,	  2006;	  Kah	  et	  al.,	  2007;	  Abraham	  et	  al.,	  

2008;	  Okubo	  and	  Nagahama,	  2008).	  

Selon	   les	   espèces,	   deux	   ou	   trois	   de	   ces	   formes	   sont	   exprimées	   dans	   des	   régions	  

cérébrales	  différentes	  (Lethimonier	  et	  al.,	  2004)	  :	  

	  

Ø La	   GnRH-‐1	   est	   exprimé	   par	   des	   neurones	   localisés	   dans	   le	   cerveau	   antérieur	  

(bulbes	  olfactifs,	  télencéphale	  et	  diencéphale).	  	  

Ø La	   GnRH-‐2	   est	   exprimé	   dans	   des	   neurones	   localisés	   dans	   le	   mésencéphale	  

rostral.	  	  

Ø La	   GnRH-‐3	   n’est	   quant	   à	   lui	   présent	   que	   chez	   certains	   téléostéens,	   et	   il	   est	  

exprimé	   dans	   le	   cerveau	   antérieur	   (Gonzalez-‐Martinez	   et	   al.,	   2001;	   Gonzalez-‐

Martinez	  et	  al.,	  2002b;	  Gonzalez-‐Martinez	  et	  al.,	  2002a).	  	  

	  

	  
Figure	   6	   :	   Organisation	   schématique	   des	   systèmes	   à	   GnRH	   chez	   les	   téléostéens,	   (d’après	  
(Lethimonier	  et	  al.,	  2004)	  xGnRH	  >yGnRH	   indique	   l’abondance	  relative	  des	   fibres	  à	  GnRH	  
innervant	  l’hypophyse.	  
	  
	  

Lorsqu’ils	   sont	   tous	  deux	  présents,	   l’expression	  de	   la	  GnRH-‐3	  recouvre	  celle	  de	   la	  

GnRH-‐I	  dans	  les	  bulbes	  olfactifs,	   le	  télencéphale	  ventral	  et	   l’aire	  préoptique	  (White	  et	  al.,	  

1995;	   Gothilf	   et	   al.,	   1996).	   Cette	   observation	   a	   été	   faite	   chez	   différentes	   espèces	   de	  

téléostéens,	   y	   compris	   	   chez	   le	   grand	   corégone,	   Coregonus	   dupeaformis	   (Vickers	   et	   al.,	  
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2004),	   Cichlasoma	   dimerus	   (Pandolfi	   et	   al.,	   2005),	   le	   tambour	   brésilien,	  Micropogonias	  

undulatus	   (Mohamed	   et	   al.,	   2005)	   et	   le	   médaka,	   Oryzias	   latipes	   (Okubo	   et	   al.,	   2006),	  

suggérant	  que	  ce	  chevauchement	  etait	  la	  règle	  et	  non	  l'exception.	  Et	  lorsque	  seul	  la	  GnRH-‐

3	  et	  la	  GnRH-‐2	  sont	  exprimés	  comme	  c’est	  le	  cas	  chez	  le	  poisson-‐	  zèbre	  (Torgersen	  et	  al.,	  

2002;	   Steven	   et	   al.,	   2003),	   ces	   deux	   formes	   sont	   sécrétées	   par	   des	   neurones	   dont	   la	  

distribution	   est	   similaire	   à	   celle	   qui	   peut	   être	   observée	   chez	   les	   autres	   téléostéens	  

(Montero	  et	  al.,	  1994).	  	  

	  

4.1.2 Origine	  et	  rôle	  de	  la	  GnRH	  hypophysiotrope	  
	  

Les	   neurones	   à	   GnRH	   impliqués	   dans	   la	   régulation	   des	   GtHs	   projettent,	   soit	  

directement	   dans	   l’hypophyse	   antérieure	   chez	   les	   poissons	   téléostéens,	   soit	   vers	  

l’éminence	   médiane,	   organe	   neurohémal	   des	   mammifères	   (figure	   7).	   En	   effet,	   chez	   les	  

poissons,	  l’hypophyse	  est	  reliée	  à	  l’hypothalamus	  par	  une	  courte	  tige	  constituée	  de	  fibres	  

neuro-‐sécrétrices	   provenant	   du	   cerveau.	   Ce	   sont	   en	   fait	   les	   axones	   originaires	   des	  

neurones	   localisés	   dans	   le	   cerveau,	   et	   qui	   envoient	   leurs	   projections	   à	   l’hypophyse.	   Les	  

différentes	   cellules	  de	   l’adénohypophyse	   reçoivent	  donc	  une	   innervation	  qui	   est	  plus	  ou	  

moins	  directe	  en	  fonction	  des	  espèces	  de	  poissons	  (Pogoda	  and	  Hammerschmidt,	  2007)	  .	  

Chez	   certaines	   espèces,	   de	   vrais	   contacts	   synaptiques	   neuroendocrines	   peuvent	  

être	   observés.	   Ainsi,	   l'innervation	   hypophysaire	   des	   téléostéens	   doit	   être	   considérée	  

comme	  l'équivalent	  fonctionnel	  de	  l'innervation	  de	  l'éminence	  médiane	  chez	  les	  vertébrés	  

terrestres.	  	  

	  

	  
Figure	  7	  :	  Schémas	  du	  contrôle	  de	  la	  synthèse	  et	  de	  la	  libération	  de	  l'hormone	  lutéinisante	  
(LH)	  par	   les	  neurones	  à	  gonadolibérine	  (GnRH)	  via	   le	  système	  porte	  chez	   les	  mammifères	  
(A)	  ou	  directement	  chez	  les	  téléostéens	  (B)	  (Sebert,	  2007).	  
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Chez	   les	   téléostéens,	   les	   premières	   tentatives	   pour	   caractériser	   les	   cellules	   du	  

cerveau	  envoyant	  des	  axones	  sur	  l’hypophyse	  ont	  utilisé	  des	  approches	  pharmacologiques	  

(Kah	   et	   al.,	   1983)	   ou	   des	   lésions	   électrolytiques	   (Kah	   et	   al.,	   1987a).	   Plus	   récemment,	   la	  

distribution	   des	   cellules	   projettant	   directement	   dans	   l'hypophyse	   (neurones	  

hypophysiotropes)	   a	   été	   étudiée	   en	   utilisant	   des	   techniques	   de	  marquage	   par	   transport	  

rétrograde	   d’un	   fluorophore	   (Fryer	   and	   Maler,	   1981;	   Rao	   et	   al.,	   1993).	   En	   particulier,	  

l'introduction	   de	   colorants	   fluorescents,	   comme	   le	   DiI	   (1-‐10-‐dioctadécyl-‐3,	   3,30,	   30	  

tétramethylin-‐docarbocyanine),	  qui	  sont	  transportés	  le	  long	  des	  membranes	  des	  cellules,	  a	  

permis	   d’effectuer	   de	   tels	   traçages	   rétrogrades	   dans	   différentes	   espèces	   (Johnston	   and	  

Maler,	  1992;	  Anglade	  et	  al.,	  1993;	  Rao	  et	  al.,	  1993;	  Holmqvist	  and	  Ekstrom,	  1995;	  Weltzien	  

et	  al.,	  2006).	  	  

Chez	   certaines	   espèces,	   telles	   que	   les	   salmonidés	   ou	   les	   anguilles,	   la	  

neurohypophyse	   est	   anatomiquement	   séparée	   de	   l'adénohypophyse	   par	   une	   double	  

membrane	  basale	  sur	  laquelle	  les	  terminaisons	  neurosécrétrices	  sont	  apposées	  (Abraham,	  

1974;	   Kaul	   and	   Vollrath,	   1974).	   L’hypothèse	   est	   que	   les	   produits	   neurosécrétés	   sont	  

libérés	   et	   diffusent	   au	   sein	   des	   espaces	   inter-‐cellulaires	   pour	   atteindre	   leurs	   récépteurs	  

sur	   leurs	   cellules	   cibles.	   Chez	   d'autres	   espèces,	   telles	   que	   les	   cyprinidés,	   la	   membrane	  

basale	   est	   interrompue	   à	   certains	   endroits	   et	   les	   fibres	   nerveuses	   envahissent	  

l'adénohypophyse.	  En	  général,	   il	  y	  a	  une	  bonne	  correspondance	  entre	   la	  distribution	  des	  

fibres	  nerveuses	  impliquées	  dans	  le	  contrôle	  d'un	  type	  cellulaire	  donné	  et	   la	  distribution	  

de	  ce	  type	  de	  cellules	  au	  sein	  de	  l'hypophyse.	  Chez	  le	  poisson	  rouge	  (Anglade	  et	  al.,	  1993)	  

ainsi	   que	   chez	   le	   poisson-‐chat	   (Dubois	   et	   al.,	   2000),	   les	   fibres	   des	   neurones	   GnRH	   sont	  

surtout	  présentes	  dans	  la	  PPD	  où	  sont	  situées	  les	  cellules	  gonadotropes.	  	  

Alors	  qu’une	  seule	  forme	  de	  GnRH	  existe	  chez	  les	  mammifères,	  plusieurs	  formes	  de	  

ce	   peptide	   existent	   chez	   les	   téléostéens.	   L’étude	   des	   projections	   axonales	   menée	   chez	  

certains	   d’entre	   eux	   qui	   possèdent	   les	   3	   formes	   de	   GnRH,	   tels	   que	   le	   bar	   commun,	  

Dicentrarchus	   labrax,	   a	   fourni	   des	   informations	   sans	   ambiguïté	   et	   détaillées	   sur	   la	  

répartition	   des	   fibres	   immuno-‐réactives	   pour	   les	   différentes	   formes	   exprimées	   dans	   le	  

cerveau	  (Gonzalez-‐Martinez	  et	  al.,	  2002b).	  Ainsi,	  dans	  cette	  espèce,	  il	  a	  été	  démontré	  que	  

les	  neurones	  à	  GnRH-‐1,	  représentent	  la	  principale	  source	  de	  GnRH	  innervant	  l’hypophyse	  

(Montero	   et	   al.,	   1996),	   en	   projetant	   sur	   la	   PPD,	   ainsi	   qu’à	   la	   frontière	   de	   la	   PI,	   où	   les	  

cellules	  gonadotropes	  et	  des	  récepteurs	  de	  la	  GnRH	  ont	  également	  été	  trouvés	  (Gonzalez-‐

Martinez	  et	  al.,	  2004).	  Il	  convient	  de	  noter	  que	  les	  formes	  de	  la	  GnRH-‐1	  chez	  les	  poissons	  
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sont	   orthologues	   au	   gène	  GnRH-‐1	   des	   tétrapodes,	   lequel	   est	   exprimé	   dans	   les	   neurones	  

hypophysiotropes	  (Lethimonier	  et	  al.,	  2004;	  Kah	  et	  al.,	  2007).	  	  

Ces	  résultats	  physiologiques	  corroborent	  l’idée	  que	  la	  GnRH-‐1	  joue	  un	  rôle	  majeur	  

dans	   la	   stimulation	   de	   la	   sécrétion	   des	   gonadotropines	   chez	   des	   espèces	   	   exprimant	   les	  

trois	  formes	  de	  GnRH	  (comme	  les	  perciformes).	  Cependant,	  il	  a	  été	  observé	  que	  les	  axones	  

des	   cellules	   exprimant	   la	   GnRH-‐3	   atteignent	   également	   l'hypophyse	   chez	   cette	   espèce,	  

cette	   innervation	   étant	   cependant	   plus	   faible	   comparée	   aux	   projections	   de	   la	   GnRH-‐1.	  

Lorsqu’il	  est	  exprimé,	   le	  type	  3	  (GnRH-‐3)	  remplirait,	  en	  association	  ou	  non	  avec	  la	  GnRH	  

de	  type	  1,	  la	  même	  fonction	  que	  la	  GnRH	  de	  type	  1	  exprimée	  seule	  (Oka,	  2002).	  

Aujourd’hui,	   l'émergence	  de	   lignées	  transgéniques	  de	  médaka	  et	  de	  poisson-‐zèbre	  

chez	   lequels	   les	   neurones	   à	   GnRH	   expriment	   des	   protéines	   rapportrices	   fluorescentes	  

fournissent	  un	  outil	  utile	  pour	  l'étude	  de	  l'endocrinologie	  de	  la	  reproduction	  et	  a	  apporté	  

de	   nouvelles	   techniques	   hautement	   sensibles	   pour	   visualiser	   ces	   neurones	  

hypophysiotropes	  et	   leur	  développement	  (Okubo	  et	  al.,	  2006;	  Abraham	  et	  al.,	  2008).	  Les	  

données	   de	   ces	   études	   ont	   fourni	   une	   vision	   très	   précise	   de	   toute	   la	   population	   de	  

neurones	  hypophysiotropes.	  Par	  exemple,	   chez	   le	  poisson	  rouge,	   l’anguille	  et	   le	  poisson-‐

zèbre,	  les	  études	  ont	  établi	  que	  la	  majeure	  partie	  de	  l'innervation	  hypophysaire	  avait	  pour	  

origine	  la	  région	  préoptique	  et	  l'hypothalamus	  médiobasal,	  qui	  sont	  chez	  les	  vertébrés,	  les	  

principales	  régions	  de	  contrôle	  de	  la	  fonction	  de	  reproduction	  (Johnston	  and	  Maler,	  1992;	  

Anglade	   et	   al.,	   1993;	   Mananos	   et	   al.,	   1999).	   Toutefois,	   un	   certain	   nombre	   de	   neurones	  

hypophysiotropes	   ont	   été	   également	   trouvés	   dans	   d’autres	   régions	   telles	   que	   les	   bulbes	  

olfactifs,	   le	   télencéphale	   ventral,	   le	   noyau	   suprachiasmatique,	   le	   thalamus,	   ou	   le	  

tegmentum	  mésencéphalique	  (Johnston	  and	  Maler,	  1992;	  Anglade	  et	  al.,	  1993).	  

Grâce	   à	   ces	   techniques,	   il	   a	   récemment	   été	   mis	   en	   evidence	   que	   les	   neurones	   à	  

GnRH	  de	  type	  2	  projettent	  aussi	  sur	   l’hypophyse	  chez	   le	  poisson-‐zèbre	  (Xia	  et	  al.,	  2014).	  

Son	   rôle	  dans	   le	   contrôle	  des	   comportements	   sexuels	   (Maney	  et	   al.,	   1997;	  Temple	  et	   al.,	  

2003;	   Barnett	   et	   al.,	   2006)	   ainsi	   que	   dans	   la	   prise	   alimentaire	   et	   les	   processus	   de	  

regulation	  liés	  à	  la	  nutrition	  (Kauffman	  and	  Rissman,	  2004;	  Bhatnagar	  et	  al.,	  2006;	  Lenard	  

and	  Berthoud,	  2008;	  Xia	  et	  al.,	  2014)	  ont	  été	  bien	  décrits.	  Les	  nouvelles	  données	  de	  (Xia	  et	  

al.,	   2014),	   suggèrent	   que	   la	   GnRH2	   pourrait	   également	   participer	   à	   la	   régulation	   de	   la	  

synthèse	  ou	  de	  la	  sécrétion	  des	  gonadotropines.	  	  

La	   GnRH	   représente	   donc	   le	   facteur	  majeur	   de	   stimulation	   de	   la	   production	   des	  

gonadotropines	   assurant	   ainsi	   l’initiation	   de	   la	   puberté	   et	   l’alternance,	   chez	   les	   espèces	  

saisonnières,	  des	  périodes	  de	  repos	  et	  d’activité	  sexuelle.	  Il	  a	  été	  démontré	  chez	  certaines	  



Chapitre	  1	  :	  Introduction	  
	  

	  	  
26	  

	  
	   	  

espèces	   de	   poissons	   téléostéens	   que	   la	   sensibilité	   des	   cellules	   gonadotropes	   à	   la	   GnRH	  

augmentait	   au	   cours	   du	   développement	   des	   gonades	   (Oncorynchus	   mykiss	   (Weil	   and	  

Marcuzzi,	   1990a,	   b)).	   Cette	   modulation	   de	   l’action	   de	   la	   GnRH	   au	   cours	   du	   cycle	  

reproducteur	   a	   été	   bien	   étudiée	   chez	   les	   salmonidés.	   Ainsi,	   durant	   les	   phases	   de	  

maturation	  et	  de	  pré-‐ponte,	  la	  GnRH	  stimule	  la	  synthèse	  de	  la	  FSH	  et,	  en	  association	  avec	  

de	  l’oestradiol,	  celle	  de	  la	  LH.	  En	  revanche	  ,	  en	  période	  de	  ponte,	  la	  GnRH	  ne	  stimule	  que	  

l’expression	  de	  GPα	  et	  de	  LHβ	  (Ando	  and	  Urano,	  2005).	  L’importance	  de	  la	  GnRH	  dans	  la	  

stimulation	   des	   gonadotropines	   (LH,	   FSH)	   a	   notamment	   été	   démontrée	   par	   l’étude	  

d’individus	  atteints	  d’hypogonadisme	  (Seeburg	  et	  al.,	  1989;	  Cadman	  et	  al.,	  2007).	  

	  

4.1.3 Le	  contrôle	  de	  la	  synthèse	  et	  de	  la	  sécrétion	  de	  la	  GnRH	  
	  

Chez	   les	  mammifères,	   la	  GnRH	  est	  sécrétée	  de	  façon	  pulsatile	  grâce	  à	   la	   libération	  

synchrone	   de	   quanta	   de	   GnRH	   par	   plusieurs	   neurones	   (Levine	   and	   Ramirez,	   1982).	   La	  

pulsatilité	  est	  un	  élément	  important	  du	  contrôle	  des	  gonadotropines.	  En	  effet,	  alors	  que	  la	  

libération	   pulsatile	   de	   GnRH	   entraîne	   une	   libération	   de	   LHβ	   (Crowley	   and	   McArthur;	  

Belchetz),	  l’administration	  continue	  de	  GnRH	  provoque	  une	  rapide	  et	  forte	  diminution	  de	  

l’expression	   de	   LHβ	   et	   une	   diminution	   plus	   modérée	   de	   celle	   de	   FSHβ	   tandis	   que	  

l’expression	  de	  GPα	  reste	  à	  peu	  près	  constante	  (Lalloz	  et	  al.,	  1988;	  Rodin	  et	  al.,	  1989).	  Il	  a	  

de	   plus	   été	   démontré	   que	   la	   fréquence	   des	   pulses	   de	   GnRH	   était	   responsable	   de	   la	  

régulation	  différentielle	  de	  LH	  et	  FSH.	  De	  faibles	  fréquences	  vont	  favoriser	  l’expression	  de	  

FSHβ	  et	  inversement,	  de	  fortes	  fréquences,	  comme	  durant	  la	  période	  pré-‐ovulatoire,	  vont	  

stimuler	   l’expression	  de	  LHβ	   (Dalkin	   et	   al.,	   1989;	  Haisenleder	   et	   al.,	   1991;	  Burger	   et	   al.,	  

2002).	   Cette	   action	   différentielle	   résulterait	   partiellement	   du	   nombre	   de	   récepteurs	   à	  

GnRH	  présents	  sur	  les	  cellules	  gonadotropes	  (Counis	  et	  al.,	  2001).	  	  

	   Chez	  les	  téléostéens,	   la	  question	  d’une	  libération	  pulsatile	  de	  la	  GnRH	  a	  été	  posée.	  

En	   effet,	   chez	   le	   poisson-‐rouge,	   l’administration	   continue	   de	   GnRH	   n’entraine	   pas	   de	  

libération	   de	   LH	   (Khakoo	   et	   al.,	   1994),	   une	   situation	   également	   observée	   chez	   les	  

mammifères,	  et	  qui	   suggère	  une	  activité	  pulsatile	  des	  neurones	  à	  GnRH.	  Cependant	  chez	  

d’autres	  espèces	  de	   téléostéens,	  notamment	  aquacoles,	  un	   traitement	   continu	  à	   la	  GnRH	  

peut	  être	  utilisé	  pour	  stimuler	  la	  production	  de	  LH	  et	  induire	  l’ovulation	  ou	  la	  spermiation	  

(Zohar	  and	  Mylonas,	  2001).	  Il	  est	  possible	  que,	  chez	  ces	  espèces,	  les	  cellules	  gonadotropes	  
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répondent	   toutefois	   à	   la	   rythmicité	   de	   sécrétion	   de	   la	   GnRH,	  mais	   que,	   par	   rapport	   aux	  

cellules	  gonadotropes	  des	  mammifères,	  elles	  y	  soient	  moins	  sensibles.	  	  

	  

4.1.3.1 Le	  système	  KISS/GPR54	  
	  

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	  (Roa	  et	  al.,	  2008).	  	  

Des	   études	   phylogénétiques	   récentes	   ont	   identifié	   deux	   gènes	   codant	   des	  

kisspeptines	   et	   des	   récepteurs	   kisspeptin	   chez	   différents	   groupes	   de	   vertébrés,	   dont	   les	  

poissons,	   les	   amphibiens	   et	   les	   monotrèmes	   (Felip	   et	   al.,	   2009;	   Lee	   et	   al.,	   2009).	   C’est	  

notamment	   le	   cas	   chez	   la	   lamproie,	   le	   poisson-‐zèbre,	   le	   médaka,	   le	   loup	   de	   mer,	   et	   le	  

poisson	   rouge	   (Biran	   et	   al.,	   2008;	   Kanda	   et	   al.,	   2008;	   Felip	   et	   al.,	   2009;	   Kitahashi	   et	   al.,	  

2009;	  Lee	  et	  al.,	  2009;	  Li	  et	  al.,	  2009;	  Grone	  et	  al.,	  2010).	  Chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  une	  étude	  

récente	  décrit	  l'organisation	  des	  deux	  systèmes	  Kiss	  (kiss1	  et	  kiss2)	  dans	  le	  cerveau,	  ainsi	  

que	  la	  distribution	  des	  récepteurs	  correspondants	  (kiss1r	  et	  kiss2r),	  et	  les	  sites	  potentiels	  

d'interactions	  avec	  les	  systèmes	  GnRH	  (figure	  8).	  Dans	  cette	  espèce,	   il	  semblerait	  que	  ce	  

soit	   le	  Kiss2	  qui	  soit	   le	  plus	   impliqué	  dans	   le	  contrôle	  neuroendocrine	  de	   la	  reproducion	  

(Parhar	  et	  al.,	  2004;	  Servili	  et	  al.,	  2011).	  

	  

	  
Figure	  8	   :	   Schémas	  de	   la	  distribution	  des	   sytèmes	  kiss	  dans	   le	   cerveau	  d'un	   téléostéen:	   le	  
poisson-‐zèbre	  (Servili	  et	  al.,	  2011)	  

	  
Plusieurs	   populations	   de	   cellules	   exprimant	   kiss2	   ont	   été	   trouvées	   dans	  

l’hypothalamus	  du	  	  poisson-‐zèbre.	  Les	  travaux	  de	  l’équipe	  d’O.	  Kah	  (Servili	  et	  al.,	  2011)	  ont	  
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mis	   en	   évidence	   que	   les	   neurones	   à	   GnRH	   qui	   sont	   situés	   le	   long	   d'un	   continuum	   qui	  

s'étend	   des	   bulbes	   olfactifs	   à	   l'hypothalamus	   antérieur	   (Kah	   et	   al.,	   1986b;	   Steven	   et	   al.,	  

2003;	  Abraham	  et	  al.,	  2009;	  Zohar	  et	  al.,	  2010),	  reçoivent	  des	  fibres	  des	  neurones	  Kiss2.	  De	  

plus,	  chez	  un	  autre	  téléostéen,	  le	  bar	  européen,	  les	  récepteurs	  kiss2r	  ont	  été	  détectés	  sur	  

les	  neurones	  GnRH1,	  homologue	  aux	  neurones	  à	  GnRH3	  chez	   le	  poisson-‐zèbre	  (Servili	  et	  

al.,	  2011).	  Ainsi,	  comme	  il	  a	  déjà	  été	  suggéré	  chez	  le	  tilapia,	  Oreochromis	  niloticus	  (Parhar	  

et	  al.,	  2004),	   les	  neurones	  à	  GnRH	  sont	   susceptibles	  d'être	   la	   cible	  du	  kiss2	  agissant	  par	  

l'intermédiaire	  des	  récepteurs	  kiss2r.	  

	  

4.1.3.2 Les	  autres	  facteurs	  contrôlant	  la	  GnRH	  
	  

De	  nombreux	  autres	  facteurs	  excitateurs	  et	  inhibiteurs	  influencent	  la	  reproduction	  

via	   la	   GnRH	   même	   si	   souvent	   les	   situations	   physiologiques	   dans	   lesquelles	   ils	  

interviennent	  réellement	  ou	  les	  mécanismes	  mis	  en	  jeu	  	  ne	  sont	  toujours	  pas	  bien	  élucidés.	  

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).	  	  

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.	  

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

principalement	  par	  des	  neuropeptides	  et	  des	  neurotransmetteurs	  comme	  c’est	  le	  cas	  chez	  

les	  mammifères	  (Zohar	  et	  al.,	  2010).	  

Le	  neuropeptide	  Y	  
	  

Le	  neuropeptide	  Y	  (NPY),	  un	  peptide	  consituté	  de	  36	  acides	  aminés	  de	  la	  famille	  des	  

peptides	  pancréatiques,	  est	  fortement	  impliqué	  dans	  la	  régulation	  de	  la	  nutrition	  chez	  lez	  

mammifères	  et	  les	  poissons.	  	  

Le	  NPY	  est	  surtout	  efficace	  pour	  stimuler	  la	  GH	  chez	  Carassius	  auratus	  (Peng	  et	  al.,	  

1993a).	  Toutefois,	   le	  NPY	  est	   également	   impliqué	  dans	   la	   régulation	  de	   la	   libération	  des	  

gonadotropines	   (Breton	   et	   al.,	   1989;	   Kah	   et	   al.,	   1989;	   Breton	   et	   al.,	   1991;	   Peng	   et	   al.,	  

1993b)	   et	   pourrait	   être	   l'un	   des	   facteurs	   qui	   relient	   croissance,	   alimentation	   et	  

reproduction.	   En	   effet,	   de	   nombreuses	   espèces	   de	   poissons	   téléostéens	   réduisent	   leur	  

consommation	  de	  nourriture	  pendant	   la	  période	  de	  reproduction,	  et	   il	  a	  été	  observé	  que	  
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l'expression	  de	  NPY	  dans	   les	   zones	   hypophysiotropes	   préoptiques	   augmente	  pendant	   le	  

jeûne	  (Silverstein	  et	  al.,	  1998).	  

Chez	   Carassius	   auratus,	   le	   NPY	   serait	   capable	   de	   libérer	   la	   GnRH	   à	   partir	   des	  

terminaisons	  des	  neurones	  à	  GnRH	  dans	  l'hypophyse	  (Peng	  et	  al.,	  1993c;	  Trudeau,	  1997).	  

Le	  glutamate	  et	  le	  GABA	  
	  

Le	   glutamate	   (un	   neurotransmetteur	   excitateur)	   et	   ses	   dérivés	   sont	   également	  

connus	  pour	   leur	  action	  stimulatrice	   sur	   les	  neurones	  à	  GnRH	  chez	  Oncorhynchus	  mykiss	  

par	  exemple	  (Flett	  et	  al.,	  1994).	  	  

L’acide	  γ-‐aminobutyrique	  (GABA)	  est	  un	  neurotransmetteur	   inhibiteur	  dérivé	  du	  

glutamate	  qui	  est	  très	  abondant	  dans	  le	  cerveau	  de	  tous	  les	  vertébrés.	  Après	  la	  découverte	  

d’une	  importante	  innervation	  GABAergique	  de	  l’hypophyse	  chez	  Carassius	  auratus	  (Kah	  et	  

al.,	   1987b),	   les	   effets	   du	   GABA	   ont	   été	   explorés	   principalement	   chez	   cette	   espèce	   (pour	  

revue	   (Popesku	   et	   al.,	   2008)),	   et	   dans	   une	   moindre	   mesure	   chez	   Oncorhynchus	  mykiss.	  	  

Initialement,	   il	   a	   été	  montré	   que	   le	   GABA	   stimulait	   la	   sécrétion	   de	   la	   LH	   chez	  Carassius	  

auratus	  en	  stimulant	  la	  libération	  de	  la	  GnRH	  (Kah	  et	  al.,	  1992;	  Sloley	  et	  al.,	  1992),	  et	  aussi	  

par	   une	   action	   hypophysaire	   directe.	   Chez	   Oncorhynchus	   mykiss,	   le	   GABA	   a	   une	   action	  

stimulante	   sur	   la	   FSH	   et	   la	   LH,	   avec	   une	   intensité	   dépendante	   du	   sexe	   et	   du	   stade	   de	  

reproduction	   des	   poissons.	   Dans	   cette	   espèce,	   l'action	   stimulatrice	   du	   GABA	   peut	   être	  

exercée,	  au	  moins	  en	  partie,	  directement	  sur	   les	  cellules	  gonadotropes	  qui	  reçoivent	  une	  

innervation	  lourde	  par	  des	  fibres	  GABAergiques	  (Mananos	  et	  al.,	  1999).	  Le	  GABA	  stimule	  

de	   cette	   facon	   la	   secretion	   des	   gonadotropines	   à	   la	   fois	   basale	   et	   induite	   par	   la	   GnRH,	  

(Mananos	  et	  al.,	  1999).	  	  

Les	  catécholamines	  
	  

Parmi	   les	   neurotransmetteurs	   principalement	   excitateurs,	   on	   retrouve	   de	  

nombreuses	   catéecholamines	   et	   leurs	   dérivés.	   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	  hypothalamiques	  à	  GnRH	  

en	   stimulant	   sa	   libération	   (Yu	   et	   al.,	   1991;	   Yu	   and	   Peter,	   1992).	   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	  (Yu	  et	  al.,	  1991;	  Senthilkumaran	  et	  al.,	  2001).	  

La	   mélatonine	   pourrait,	   elle	   aussi,	   agir	   sur	   le	   système	   à	   GnRH	   hypophysiotrope	   en	  
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l’activant	  (Khan	  and	  Thomas,	  1996)	  ou	   l’inhibant	  (Amano	  et	  al.,	  2004),	  selon	   les	  espèces	  

étudiées.	  Le	  rôle	  particulier	  de	  la	  dopamine	  sera	  evoqué	  dans	  un	  prochain	  paragraphe.	  

La	  GnIH	  
	  

L’hormone	   inhibitrice	   des	   gonadotropines	   (GnIH)	   est	   un	   dodécapeptide,	  

récemment	  identifié	  chez	  les	  oiseaux,	  qui	  appartient	  à	  la	  famille	  des	  peptides	  LPXRF-‐amide	  

(Tsutsui	   et	   al.,	   2007).	   Ce	   peptide	   est	   principalement	   exprimé	   dans	   les	   régions	  

hypothalamique	   et	   septale	   de	   ces	   animaux	   et	   il	   inhibe	   la	   synthèse	   et	   la	   libération	   de	  

gonadotropines	   agissant	   principalement	   au	   niveau	   de	   l'hypophyse	   (Yin	   et	   al.,	   2005;	  

Tsutsui	   and	  Ukena,	  2006;	  Tsutsui	   et	   al.,	   2007).	  Cependant,	   le	  GnIH	  semble	  aussi	   exercer	  

des	  actions	  de	  neuromodulation	  sur	   les	   cellules	  de	   la	  GnRH	  grâce	  à	  une	   innervation	  des	  

neurones	  GnRH	  préoptiques	  (Bentley	  et	  al.,	  2006;	  Bentley	  et	  al.,	  2008).	  La	  synthèse	  et	   la	  

sécrétion	  de	  GnIH	  hypothalamique	  est	  modulée	  par	   la	  mélatonine,	   ce	  qui	   suggère	  que	   la	  

GnIH	   pourrait	   être	   impliquée	   dans	   la	   transduction	   de	   l'information	   photopériodique	   à	  

d'autres	  centres	  endocriniens	  impliqués	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  reproduction	  (Tsutsui	  et	  al.,	  

2007).	  	  

La	   présence	   de	   cellules	   à	   GnIH	   dans	   	   l'hypothalamus	   semble	   être	   une	  

caractéristique	  conservée	  durant	  l’évolution	  des	  vertébrés.	  L’existence	  d'un	  peptide	  de	  la	  

famille	  LPXRF-‐amide	  a	  été	  récemment	  été	  décrit	  chez	  les	  poissons	  téléostéens	  (Sawada	  et	  

al.,	  2002;	  Osugi	  et	  al.,	  2006;	  Tsutsui	  et	  al.,	  2007).	  Cependant,	  meême	  si	  des	  fibres	  ont	  été	  

observées	  dans	  le	  télencephale	  ventral	  et	  l’hypophyse	  chez	  Carassius	  auratus	   	  (Sawada	  et	  

al.,	  2002),	  il	  n’a	  pas	  été	  retrouvé	  de	  récepteur	  	  pour	  ce	  peptide,	  ni	  dans	  la	  région	  contenant	  

les	  neurones	  à	  GnRH	  hypophysiotropes	  ni	  dans	  les	  cellules	  gonadotropes,	  ce	  qui	  suggère	  

chez	   cette	   espèce,	   une	   régulation	   indirecte	   des	   gonadotropines	   par	   la	   GnIH	   (Qi	   et	   al.,	  

2013).	  

	  

4.1.3.3 Les	  stéroides	  gonadiques	  
	  

Comme	   mentionné	   plus	   haut,	   il	   existe	   une	   communication	   permanente	   entre	   le	  

complexe	  Cerveau-‐Hypophyse	  et	  la	  périphérie	  de	  l'organisme,	  notamment	  les	  gonades.	  Ce	  

dialogue	  permet	  à	  l'activité	  des	  différentes	  composantes	  de	  l'axe	  hypothalamo-‐hypophyso-‐

gonadique	  d’être	  synchronisée	  lors	  de	  toutes	  les	  étapes	  du	  cycle	  de	  vie.	  D'une	  importance	  

particulière,	  les	  stéroïdes	  sexuels	  produits	  par	  les	  gonades,	  sont	  utilisés	  par	  le	  cerveau	  et	  

l'hypophyse	   comme	   indicateurs	   de	   l'état	   sexuel.	   Les	   stéroïdes	   sexuels	   modulent	   donc	  



Chapitre	  1	  :	  Introduction	  
	  

	  	  
31	  

	  
	   	  

l'activité	   des	   systèmes	   neuronaux	   qui	   influent	   l'axe	   de	   la	   reproduction.	   Ils	   affectent	   en	  

particulier	   l'expression	  des	  neuropeptides	  et	  des	  neurotransmetteurs,	   ainsi	  que	  de	   leurs	  

récepteurs	  correspondants	  dans	  le	  cerveau	  et	  l'hypophyse.	  Les	  neurones	  à	  GnRH	  sont	  en	  

grande	  partie	  régulés	  par	  des	  rétrocontrôles	  exercés	  par	  les	  stéroïdes	  gonadiques.	  

	  En	   ce	   qui	   concerne	   le	   rétrocontrôle	   négatif,	   plusieurs	   études	   ont	   montré	   que	  

l’oestradiol	   et	   la	   testostérone	   diminuaient	   l’expression	   des	   ARN	  messagers	   de	   la	   GnRH	  

dans	   l’aire	  préoptique	  (Soga	  et	  al.,	  1998;	  Vacher	  et	  al.,	  2002;	  Vetillard	  et	  al.,	  2006).	  Chez	  

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

l’expression	  de	  la	  GnRH	  (Amano	  et	  al.,	  1994;	  Breton	  and	  Sambroni,	  1996;	  Trudeau,	  1997;	  

Dubois	  et	  al.,	  1998)	  supportant	  ainsi	  l’existence	  de	  rétrocontrôles	  positifs	  sur	  les	  neurones	  

à	  GnRH.	  	  

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	   oestrogènes,	   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	   (KISS	   notamment),	   GABAergiques	   et	   surtout	  

dopaminergiques	   ont	   été	   identifiés	   comme	   acteurs	   clés	   dans	   la	   transmission	   de	  

l’information	   stéroïdienne	   aux	   neurones	   à	   GnRH	   (Trudeau	   et	   al.,	   1993b;	   Trudeau	   et	   al.,	  

1993a;	  Peng	  et	  al.,	  1994).	  	  

	  

4.1.3.4 Régulation	  paracrine	  de	  la	  sécrétion	  de	  la	  GnRH	  
	  

A	   côté	   des	   mécanismes	   de	   régulation	   transynaptiques,	   il	   existe	   chez	   les	  

mammifères	   des	   interactions	   entre	   les	   cellules	   à	   GnRH	   et	   des	   cellules	   non-‐neuronales	  

telles	   que	   des	   astrocytes	   et	   des	   cellules	   épendymogliales,	   les	   tanycytes,	   	   qui	   peuvent	  

réguler	   la	   secrétion	   de	   GnRH	   (Prevot	   et	   al.,	   2010).	   Ces	   cellules	   gliales,	   sensibles	   aux	  

hormones	  stéroïdes,	  libèrent	  des	  facteurs	  (TGFs,	  FGF,	  IGF-‐I,	  prostaglandines)	  qui	  régulent	  

l’activité	  des	  neurones	  à	  GnRH	  (Prevot,	  2002;	  Garcia-‐Segura	  and	  McCarthy,	  2004).	  Aussi,	  

de	  récentes	  études	  menées	  chez	  la	  souris	  montrent	  que	  certains	  neurones	  à	  GnRH,	  de	  par	  

leurs	   projections	   dendritiques	   (Barry	   et	   al.,	   1973;	   Gross,	   1976),	   ont	   un	   accès	   direct	   aux	  

informations	  périphériques	   (homéostasie),	   en	   étant	   exposés	   aux	  molécules	   transportées	  

par	   le	   sang	   (Herde	  et	  al.,	  2011),	   leur	  permettant	  de	  moduler	   rapidement	   la	   sécrétion	  de	  
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GnRH	   selon	   la	   composition	   du	   plasma.	   Chez	   les	   téléostéens,	   ce	   type	   de	   régulation	   n’a	  

jamais	  été	  étudié.	  	  

	  

4.1.4 Les	  récepteurs	  de	  la	  GnRH	  
	  

	  La	   GnRH	   agit	   sur	   les	   cellules	   gonadotropes	   hypophysaires	   en	   se	   liant	   à	   des	  

récepteurs	   spécifiques	   de	   haute	   affinité	  :	   les	   GnRH-‐Rs.	   Les	   récepteurs	   de	   la	   GnRH	  

appartiennent	   à	   la	   superfamille	   des	   récepteurs	   à	   sept	   domaines	   transmembranaires	  

couplés	  aux	  protéines	  G	  (GPCR,	  G	  protein-‐coupled	  receptor)	  et	  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	  

et,	   pour	   certains	   d’entre	   eux,	   un	   domaine	   C-‐terminal	   cytoplasmique.	   L’interaction	  

hormone-‐récepteur	   est	   assurée	   par	   le	   domaine	   extracellulaire	   et	   les	   régions	  

transmembranaires.	  	  

Depuis	   la	   découverte	   chez	   la	   souris	   du	   premier	   GnRH-‐R	   sur	   une	   lignée	   cellulaire	  

gonadotrope	  (Reinhart	  et	  al.,	  1992;	  Tsutsumi	  et	  al.,	  1992),	  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	  identifiées	  chez	  

Carassius	  auratus	  (Illing	  et	  al.,	  1999)	  et	  le	  poisson-‐chat	  africain,	  Clarias	  gariepinus	  (Bogerd	  

et	  al.,	  2002),	  trois	  chez	  Oryzias	  latipes	  (Okubo	  et	  al.,	  2003)	  et	  Oreochromis	  niloticus	  (Parhar	  

et	   al.,	   2005),	   quatre	   chez	   le	   poisson	   zèbre	   (Tello	   et	   al.,	   2008)	   et	   même	   cinq	   chez	  

Dicentrarchus	  labrax	  (Moncaut	  et	  al.,	  2005).	  	  

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	   terminaison	   C-‐

terminale	  intra-‐cytoplasmique	  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	  est	  le	  moins	  connu.	  

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,	  
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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.	  	  

	  

4.2 La	  dopamine,	  neuromédiateur	  inhibiteur	  de	  la	  secrétion	  des	  gonadotropines	  	  
	  

Alors	   que	   chez	   tous	   les	   vertébrés	   le	   contrôle	   central	   des	   gonadotropines	  

hypophysaires	   est	   essentiellement	   de	   type	   stimulateur	   et	   que	   la	   gonadolibérine	   (GnRH)	  

est	  considérée	  comme	  l‘acteur	  majeur	  de	  cette	  régulation,	  chez	  certains	  autres,	   les	  effets	  

stimulants	  du	  GnRH	  sont	  contre-‐balancés	  par	   les	  effets	   inhibiteurs	  de	   la	  dopamine	  (DA),	  

qui	   affectent	   la	   synthèse	   et	   la	   sécretion	   des	   gonadotropines.	   C’est	   chez	   un	   poisson	  

téléostéen,	   le	   poisson-‐rouge,	   que	   ce	   double	   contrôle	   (stimulateur-‐inhibiteur)	   de	   la	  

reproduction	  par	  le	  GnRH	  et	  la	  DA	  a	  été	  été	  mis	  en	  évidence	  pour	  la	  première	  fois	  (Peter	  

and	  Paulencu,	  1980;	  Chang	  and	  Peter,	  1983).	  Il	  a	  été	  retrouvé	  ensuite	  chez	  de	  nombreux	  

autres	   téléostéens	   et	   c’est	   chez	   eux	   qu’il	   a	   été	   le	   plus	   étudié	   (pour	   revue	   (Dufour	   et	   al.,	  

2010;	  Zohar	  et	  al.,	  2010).	  	  

L’action	   inhibitrice	  de	   la	  DA	  sur	   la	   reproduction	  n’est	   toutefois	  pas	  restreinte	  aux	  

seuls	   téléostéens,	   puisqu’il	   a	   été	   mis	   en	   évidence	   chez	   des	   représentants	   de	   toutes	   les	  

classes	   de	   vertébrés	  (amphibiens	   (Sotowska-‐Brochocka	   et	   al.,	   1994),	   oiseaux	   (Halawani	  

and	  Burke,	  1976;	  Sharp	  et	  al.,	  1989;	  Contijoch	  et	  al.,	  1992),	  et	  mammifères	  (Dailey	  et	  al.,	  

1978;	  Huseman	  et	  al.,	  1980;	  Brango	  et	  al.,	  1990;	  Goodman	  et	  al.,	  1996;	  Lehman	  et	  al.,	  1996;	  

Liu	   and	   Herbison,	   2013)	   (pour	   revues	   (Pasqualini	   et	   al.,	   2004;	   Dufour	   et	   al.,	   2005)).	  

Cependant	   cette	  voie	   inhibitrice	   a	   été	  mise	  en	  œuvre	  de	   facon	  différentielle	   au	   cours	  de	  

l’évolution	  des	  vertébrés	  et	   son	   importance	   fonctionnelle	  varie	  beaucoup	  d’une	  espèce	  à	  

l’autre.	  
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4.2.1 La	  dopamine	  :	  voie	  de	  biosynthèse	  et	  transport	  	  
	  

La	  DA	  est	  le	  composé	  le	  plus	  simple	  de	  la	  famille	  des	  catécholamines	  (CAs).	  Elle	  est	  

constituée	  d'un	  noyau	  catéchol	  (2-‐hydroxyphénol)	  et	  d'une	  chaîne	  latérale	  éthylamine.	  La	  

DA	  est	  dérivée	  de	  la	  tyrosine	  (figure	  9),	  un	  acide	  aminé	  aromatique	  capté	  dans	  le	  milieu	  

extracellulaire	   par	   un	   système	   de	   transport	   actif.	   La	   biosynthèse	   de	   la	   dopamine	   est	  

réalisée	   en	   deux	   étapes.	   La	   première	   étape,	   limitante,	   est	   catalysée	   par	   la	   tyrosine	  

hydroxylase	   [TH;	   une	   hydroxylase	   d’acides	   aminés	   aromatiques	   (AAAH)]	   qui	   est	   codée	  

chez	  tous	  les	  vertébrés,	  excepté	  les	  mammifères	  placentaires,	  par	  deux	  gènes	  paralogues,	  

th1	   et	   th2.	   Cette	   étape	   permet	   la	   transformation	   de	   la	   tyrosine	   en	   L-‐dopa	  

(dihydroxyphénylalanine).	   La	   L-‐dopa	   est	   ensuite	   décarboxylée	   en	   DA	   par	   une	  

décarboxylase	  spécifique	  des	  acides	  aminés	  aromatiques	  (AADC).	  	  

La	   dopamine	   est	   aussi	   un	   précurseur	   de	   deux	   autres	   catécholamines,	   la	  

noradrénaline	   et	   l'adrénaline.	   La	   noradrénaline	   est	   produite	   par	   l'action	   de	   l'enzyme	  

dopamine	   β-‐hydroxylase	   (DBH).	   La	   synthèse	   de	   l’adrénaline	   nécessite	   une	   étape	  

supplémentaire,	   catalysée	   par	   la	   phényléthanolamine-‐N-‐méthyl	   transférase	   (PNMT).	   Les	  

catécholamines	   font	   partie	   d’une	   catégorie	   plus	   large	   de	   neurotransmetteurs,	   les	  

monoamines,	   qui	   ont	   été	   initialement	   définis	   par	   leur	   propriété	   d'être	   dégradés	   par	   les	  

oxydases	   spécifiques	  des	  monoamines	   (MAO).	   Les	  monoamines	   comprennent	   également	  

les	  indolamines	  (par	  exemple,	  la	  sérotonine,	  la	  mélatonine)	  et	  les	  amines	  trace	  (tyramine,	  

octopamine),	  ces	  derniers	  étant	  présents	  en	  faible	  quantité	  chez	  les	  vertébrés.	  	  
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Figure	  9	  :	  Voie	  de	  biosynthèse	  de	  la	  dopamine	  et	  des	  autres	  catécholamines	  

	  
	  
	  

La	   DA	   synthétisée	   est	   ensuite	   stockée	   dans	   des	   vésicules	   synaptiques	   par	   les	  

transporteurs	  vésiculaires	  des	  monoamines	  (vMAT2).	  Elle	  est	  libérée	  par	  les	  terminaisons	  

nerveuses	  ou	   les	  dendrites	   lors	  de	   la	  dépolarisation	  neuronale	  (figure	  10).	   Sa	   libération	  

extracellulaire	  est	  suivie	  par	  sa	  recapture	  par	  le	  transporteur	  de	  la	  dopamine	  :	  le	  DAT	  (ou	  

slc6a3),	  situé	  dans	  la	  membrane	  plasmique	  des	  terminaisons	  nerveuses,	  afin	  de	  mettre	  fin	  

à	  la	  neurotransmission.	  La	  DA	  est	  ensuite	  dégradée	  à	  l'intérieur	  des	  cellules	  par	  les	  MAO	  et	  

des	  catéchol-‐O-‐méthyl	  transférases	  (COMT).	  	  
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Figure	  10	  :	  Libération	  de	  la	  DA	  dans	  la	  fente	  synaptique	  [(adapté	  de	  (Youdim	  et	  al.,	  2006)	  et	  
(Yamamoto	  and	  Vernier,	  2011)]	  

	  
	  

La	  plupart	  des	  composants	  moléculaires	  du	  système	  dopaminergique,	   tels	  que	   les	  

enzymes	  de	  biosynthèse,	   les	  transporteurs	  et	   les	  récepteurs,	  sont	  partagés	  avec	  ceux	  des	  

autres	   systèmes	   monoaminergiques,	   suggérant	   l'origine	   commune	   de	   ces	   systèmes.	   Le	  

transporteur	  DAT	  a	  par	  exemple,	  la	  capacité	  de	  transporter	  la	  DA	  et	  la	  noradrénaline,	  avec	  

une	  affinité	  plus	  faible	  pour	  cette	  dernière.	  Mais	  le	  DAT	  n’est	  pas	  une	  exception,	  un	  grand	  

nombre	  des	  composants	  moléculaires	  utilisés	  dans	   la	  neurotransmission	  de	   la	  dopamine	  

sont	  partagés	  avec	  les	  autres	  neurones	  monoaminergiques.	  C'est	  le	  cas	  de	  l’AADC,	  VMAT2,	  

et	  de	  la	  MAO,	  par	  exemple.	  

Les	   neurones	   dopaminergiques	   du	   système	   nerveux	   central	   sont	   donc	   définis	  

comme	   des	   cellules	   utilisant	   la	   DA	   comme	   neurotransmetteur.	   Selon	   cette	   définition,	  

l'expression	  conjointe	  de	   la	  TH,	  de	   la	  AADC,	  de	  VMAT2	  et	  de	  DAT,	  ou	  au	  moins	   certains	  

d’entre	   eux	   dans	   un	  même	   groupe	   de	   neurones,	   est	   considérée	   comme	   essentielle	   pour	  

qu’une	  cellule	  DA	  soit	  fonctionnelle.	  
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4.2.2 Distribution	  et	  développement	  des	  neurones	  dopaminergiques	  
	  

4.2.2.1 Distribution	  des	  neurones	  dopaminergiques	  dans	  le	  cerveau	  
	  

Les	   systèmes	   dopaminergiques	   ont	   été	   initialement	   étudiés	   chez	   des	   organismes	  

modèles	  mammifères,	  à	  cause	  de	  leur	  implication	  dans	  des	  maladies	  humaines	  telle	  que	  la	  

maladie	  de	  Parkinson	   (Hornykiewicz,	   1962).	  Aujourd’hui,	   la	  dopamine	   est	   	   connue	  pour	  

être	  impliquée	  dans	  de	  nombreuses	  fonctions	  	  cérébrales,	  telles	  que	  la	  perception	  visuelle	  

et	   olfactive	   (Hsia	   et	   al.,	   1999),	   la	   programation	   sensori-‐motrice	   (Zigmond	   and	   Stricker,	  

1989),	  la	  motivation	  (Schultz,	  2002)	  l'apprentissage	  et	  la	  mémoire	  (Goldman-‐Rakic,	  1998),	  

les	   processus	   affectifs	   et	   émotionnels	   (Cox	   et	   al.,	   1978;	   Cantello	   et	   al.,	   1989;	   Diehl	   and	  

Gershon,	  1992;	  Fochtmann	  and	  Fink,	  1992),	  le	  contrôle	  de	  la	  température	  corporelle	  (Cox	  

et	  al.,	  1978),	  ainsi	  que	  de	  la	  prise	  alimentaire	  (Heffner	  et	  al.,	  1977),	  pour	  ne	  citer	  que	  les	  

principales.	   La	   DA	   agit	   aussi	   comme	   une	   neurohormone	   en	   contrôlant	   la	   secrétion	   des	  

hormones	  anté-‐hypophysaires	  (Tuomisto	  and	  Mannisto,	  1985),	  La	  très	   large	  distribution	  

des	  cellules	  DAergiques	  et	   leurs	  projections	  dans	   le	  système	  nerveux	  central	   illustre	  son	  

implication	   dans	   ces	   fonctions	   centrales	   très	   variées.	   Certaines	   de	   ces	   fonctions	   sont	  

conservées	  parmi	   les	  différents	   groupes	  de	   vertébrés.	   Chez	   les	   téléostéens	  par	   exemple,	  

quelques	  études	  ont	  rapporté	  que	  la	  DA	  est	  aussi	  impliquée	  dans	  le	  contrôle	  de	  fonctions	  

telles	  que	  la	  locomotion	  (Mok	  and	  Munro,	  1998),	  les	  comportements	  agressif	  et	  dominant	  

(pour	   revue,	   (Winberg	   et	   al.,	   1993),	   la	   reproduction	   (pour	   revues,	   (Dufour	   et	   al.,	   2005;	  

Dufour	  et	  al.,	  2010).	  Cependant,	  d'autres	  ne	  le	  sont	  pas	  et	  cela	  se	  reflète	  dans	  les	  aspects	  

anatomiques	  des	  systèmes	  dopaminergiques.	  

La	   localisation	   chez	   les	   vertébrés,	   des	   neurotransmetteurs	  monoaminergiques	   tel	  

que	   la	   DA	   a	   d’abord	   été	   mise	   en	   évidence	   par	   détection	   histochimique	   de	   l’enzyme	  

responsable	  de	  la	  dégradation	  des	  catécholamines	  :	  la	  MAO	  (Koelle	  and	  Valk	  Ade	  T,	  1954)	  

Il	   fut	   ensuite	   découvert	   une	   nouvelle	   méthode	   induisant	   la	   fluorescence	   grâce	   au	  

formaldéhyde	  (formaldehyde-‐induced	  fluorescence:FIF	  (Eranko,	  1955;	  Falck	  et	  al.,	  1982)).	  

Cette	   méthode	   a	   révélé	   la	   présence	   de	   différentes	   populations	   catécholaminergiques	   et	  

indolaminergiques	  dans	   le	   cerveau.	  Douze	  groupes	  de	   cellules	   catécholaminergiques	  ont	  

ainsi	  pu	  être	  décrits	  chez	   le	  rat	  (Dahlstrom	  and	  Fuxe,	  1964),	  et	  ont	  été	  nommés	  A1-‐A12,	  

avec	  A1	  le	  groupe	  localisé	  dans	  la	  région	  la	  plus	  caudale	  du	  cerveau.	  

La	  distinction	  entre	  les	  différents	  types	  de	  neurones	  catécholaminergique	  a	  ensuite	  

été	  faite	  par	  la	  présence	  ou	  non,	  des	  enzymes	  impliqués	  dans	  la	  voie	  de	  biosynthèse.	  Les	  
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cellules	   exprimant	   uniquement	   la	   tyrosine	   hydroxylase	   (TH)	   et	   non	   la	   décarboxylase	  

d’acides	  aminés	  aromatiques	  (AADC)	  sont	  considérées	  comme	  dopaminergiques	  (Smeets	  

and	   Reiner,	   1994)	  ;	   les	   neurones	   coexprimant	   la	   TH,	   AADC	   et	   la	   dopamine	   beta-‐

hydroxylase	   (DBH)	   sont	   par	   définition	   noradrénergiques,	   alors	   que	   les	   neurones	  

adrénergiques	   coexpriment	   la	   TH,	   AADC,	   la	   DBH	   et	   la	   phényléthanolamine	   N-‐

methyltransférase	  (PNMT).	  	  

Depuis,	  les	  cellules	  dopaminergiques	  localisées	  dans	  le	  cerveau	  antérieur	  et	  moyen	  

sont	  par	  convention	  identifiées	  par	  la	  présence	  de	  la	  TH,	  puisqu’il	  n’y	  a	  pas	  d’expression	  de	  

la	  DBH	   ou	   de	   la	   PMNT	  dans	   le	   cerveau	   antérieur	   (jusqu’à	   la	   frontière	   cerveau	  moyen	   /	  

cerveau	  postérieur).	  L’immunohistochimie	  de	   la	  TH	  a	  révélé	  de	  nouvelles	  populations	  de	  

cellules	   catécholaminergiques	   (présumées	   dopaminergiques)	   qui	   n’avaient	   pas	   été	  

observées	   avec	   la	   méthode	   FIF.	   Ces	   nouvelles	   populations	   ont	   été	   nommées	   A13-‐A17.	  

Aujourd’hui,	   les	   populations	   catécholaminergiques	   du	   cerveau	   sont	   toujours	   désignées	  

chez	   les	  mammifères	   par	   A1-‐A17	   et	   C1-‐C3	   (Smeets	   and	   Gonzalez,	   2000;	   Bjorklund	   and	  

Dunnett,	  2007).	  	  

Alors	   que	   C1-‐C3	   sont	   des	   noyaux	   adrénergiques	   et	   A1-‐A7	   des	   noyaux	  

noradrénergiques,	   les	   noyaux	   A8-‐A17	   sont	   dopaminergiques	   (figure	   11).	   A8-‐A10	  

représentent	   en	   grande	   partie	   les	   populations	   mésencéphaliques	   (partiellement	  

diencéphaliques)	  de	  cellules	  dopaminergiques	  projetant	  en	  avant	  dans	  le	  télencéphale.	  Un	  

certain	  nombre	  de	  pathologies	  tels	  que	  la	  maladie	  de	  Parkinson,	   l'addiction	  aux	  drogues,	  

ou	  des	  troubles	  psychiatriques	  sont	  associés	  au	  dysfonctionnement	  de	  ces	  populations.	  La	  

voie	  diencéphalospinale	  A11	  est	  cruciale	  pour	  l'intégration	  sensori-‐motrice	  et	  le	  contrôle	  

de	  la	  douleur	  au	  niveau	  de	  la	  moelle	  épinière.	  Les	  noyaux	  A12,	  A14,	  et	  au	  moins	  une	  partie	  

des	   cellules	   du	   noyau	   A15	   sont	   impliqués	   dans	   la	   régulation	   des	   fonctions	  

antéhypophysaires.	  	  	  
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Figure	  11	   :	  Distribution	  des	  neurones	  DA	  dans	   le	   cerveau	  de	   rat	   (Bjorklund	  and	  Dunnett,	  
2007)	  

	  
L’analyse	   détaillée	   des	   neurones	   dopaminergiques	   et	   de	   leurs	   projections,	   chez	  

l’adulte	  et	  au	  cours	  de	  l’ontogenèse,	  a	  donc	  été	  réalisée	  chez	  différentes	  espèces	  issues	  des	  

grands	   groupes	   de	   vertébrés	   (Smeets	   and	   Reiner,	   1994;	   Smeets	   and	   Gonzalez,	   2000;	  

Yamamoto	  and	  Vernier,	  2011).	  Chez	   les	   téléostéens,	   l'organisation	  et	   les	  projections	  des	  

neurones	  dopaminergiques	  ont	   été	   analysées	   en	  détail,	   grâce	  aux	   techniques	  d’immuno-‐

histochimie	  ou	  d’immunofluorescence	  (Nagatsu	  et	  al.,	  1964),	  dans	  le	  cerveau	  du	  poisson-‐

zèbre	   adulte	   notamment	   (Ma,	   1994b,	   a,	   1997;	   Kaslin	   and	   Panula,	   2001;	   Rink	   and	  

Wullimann,	  2001;	  Ma,	  2003)	  et	  chez	  sa	  larve	  (Schweitzer	  et	  al.,	  2012).	  Cependant	  certaines	  

différences	  peuvent	  êtres	  observées.	  Les	  cellules	  dopaminergiques	  mésencéphaliques	  qui	  

sont	   par	   exemple	   abondantes	   chez	   les	   amniotes	   sont	   absentes	   chez	   les	   téléostéens	  	  

(Hornby	   et	   al.,	   1987;	   Meek	   et	   al.,	   1989;	   Rink	   and	   Wullimann,	   2001;	   Vernier	   and	  

Wullimann,	  2008).	  	  

Par	  ailleurs,	  chez	  ces	  animaux,	  il	  a	  été	  découvert	  un	  second	  gène	  codant	  la	  TH	  (th2)	  

(Candy	  and	  Collet,	  2005).	  L’étude	  de	  l’expression,	  chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  de	  th1	  et	  th2	  a	  été	  

réalisée	  à	  différents	  stades	  (Chen	  et	  al.,	  2009;	  Filippi	  et	  al.,	  2010;	  Yamamoto	  et	  al.,	  2010)	  

(figure	  12).	  	  L’hybridation	  in	  situ,	  a	  montré	  que	  la	  th1	  était	  prédominante	  dans	  le	  cerveau	  

durant	   l’embryogenèse	   et	   les	   premiers	   stades	   larvaires	   (Chen	   et	   al.,	   2009;	   Filippi	   et	   al.,	  

2010).	  Il	  est	  à	  noter	  qu’une	  analyse	  par	  Western	  blot	  et	  la	  comparaison	  de	  l'expression	  de	  

la	  th2	  avec	  la	  distribution	  de	  la	  protéine	  TH,	  a	  révélé	  que	  les	  anticorps	  disponibles	  dans	  le	  
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commerce	   reconnaissant	   la	   TH	   des	   mammifères,	   ne	   reconnaissent	   pas	   efficacement	   la	  

protéine	  TH2	  (Filippi	  et	  al.,	  2010;	  Yamamoto	  et	  al.,	  2010).	  

	  

	  
	  
Figure	  12	  :	  Résumé	  des	  phénotypes	   cellulaires	  des	  noyaux	   cérébraux	  TH	  positifs,	   sur	  une	  
vue	  sagittale	  du	  cerveau	  adulte	  de	  poisson	  zèbre.	  Répartition	  des	  populations	  TH1	  (ou	  TH;	  
bleu),	   TH2	   (rose)	   et	   co-‐localisation	   de	   TH1/TH2	   (pourpre).	   Adapté	   de	   (Yamamoto	   et	   al.,	  
2011).	  

	  

Comme	  le	  montre	   la	   figure	  12,	   les	  cellules	  DAergiques	  chez	   le	  poisson	  zèbre	  sont	  

largement	  distribuées	  dans	  le	  cerveau	  antérieur.	  En	  plus	  d’être	  retrouvées	  dans	  les	  bulbes	  

olfactifs,	   de	   nombreuses	   cellules	   DA	   se	   trouvent	   dans	   le	   télencéphale	   (sous-‐pallium)	  

(Kaslin	  and	  Panula,	  2001;	  Rink	  and	  Wullimann,	  2001).	  Dans	  l’aire	  	  préoptique,	  les	  cellules	  

DA	  se	  trouvent	  dans	  la	  partie	  antérieure	  (PPa)	  et	  postérieure	  (PPp)	  du	  noyau	  préoptique	  

parvocellulaire,	   dans	   le	   noyau	   préoptique	   magnocellulaire	   (PM)	   et	   dans	   le	   noyau	  

suprachiasmatique	   (SC).	   Les	   populations	   de	   cellules	   DAergiques	   diencéphaliques	   sont	  

situées	   dans	   le	   noyau	   thalamique	   ventral,	   le	   prétectum	   périventriculaire,	   et	   dans	   le	  

tubercule	   postérieur.	   Dans	   la	   région	   de	   l'hypothalamus,	   y	   compris	   l'organe	  
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paraventriculaire	  (PVO),	  les	  cellules	  TH2	  sont	  plus	  abondantes	  que	  les	  cellules	  TH1	  (Kaslin	  

and	  Panula,	  2001;	  Rink	  and	  Wullimann,	  2001;	  Ma,	  2003).	  

	  

4.2.2.2 Développement	  des	  neurones	  dopaminergiques	  dans	  le	  cerveau	  
	  

Actuellement,	   nos	   connaissances	   sur	   les	   mécanismes	   de	   différenciation	   des	  

neurones	  dopaminergiques	  proviennent	  principalement	  d’études	  portant	  sur	  les	  neurones	  

dopaminergiques	  mesencéphalo–diencéphaliques	  (mdDA)	  du	  fait	  de	  leur	  importance	  dans	  

la	  maladie	  de	  Parkinson,	  chez	  les	  mammifères.	  Certains	  travaux	  ont	  aussi	  été	  menés	  chez	  

le	   poulet	   (revue	   dans	   (Ang,	   2006;	   Prakash	   and	  Wurst,	   2006;	   Smidt	   and	   Burbach,	   2007;	  

Schweitzer	  et	  al.,	  2012)).	  Beaucoup	  de	  molécules	  de	  signalisation	  (ex	  :	  Shh,	  Wnt1	  et	  Fgf8)	  

et	  de	  facteurs	  de	  transcription	  clés	  (eg.	  FoxA2,	  Lmx1,	  Msx1,	  Ngn2,	  NR4A2/Nurr1,	  Mash1	  et	  

Pitx3)	   ont	   depuis	   été	   identifiés	   pour	   affecter	   le	   développement	   des	   neurones	   mdDA	  

(Zetterstrom	  et	  al.,	  1997;	  Saucedo-‐Cardenas	  et	  al.,	  1998;	  Smits	  et	  al.,	  2003;	  Andersson	  et	  

al.,	   2006;	   Burbach	   and	   Smidt,	   2006;	   Kele	   et	   al.,	   2006;	   Prakash	   et	   al.,	   2006;	   Smidt	   and	  

Burbach,	  2007).	  

Alors	  que	  des	  études	  menées	  chez	  C.	  elegans	  tendaient	  à	  montrer	  que	  les	  gènes	  qui	  

codaient	   les	  marqueurs	   dopaminergiques	   (TH,	   AADC,	   VMAT2	   et	   DAT)	   étaient	   transcrits	  

sous	   l'action	   d'un	   facteur	   commun	   de	   transcription,	   supportant	   ainsi	   l’idée	   d’un	  

programme	  génétique	  commun	  en	  matière	  de	  différenciation	  des	  cellules	  DA	  (Flames	  and	  

Hobert,	  2009),	  des	  études	  réalisées	  chez	   la	  souris	  ont	  démontré	  que	  ce	  n’était	  pas	   le	  cas	  

(Cave	   et	   al.,	   2010).	   Des	   études	   détaillées	   de	   la	   distribution	   relative	   des	   marqueurs	  

dopaminergiques	   dans	   le	   cerveau	   de	   plusieurs	   espèces	   de	   vertébrés	   ont	   notamment	  

montré	   qu'ils	   ne	   sont	   pas	   toujours	   colocalisés	   dans	   les	   mêmes	   cellules	   et	   que	   leur	  

abondance	  varie	  sensiblement	  d'un	  noyau	  à	  l'autre	  (Lorang	  et	  al.,	  1994;	  Mel'nikova	  et	  al.,	  

2005;	  Weihe	  et	  al.,	  2006;	  Bjorklund	  and	  Dunnett,	  2007;	  Yamamoto	  et	  al.,	  2011).	  	  

De	   plus,	   les	   mécanismes	   moléculaires	   et	   les	   réseaux	   de	   gènes	   régissant	   la	  

différenciation	   des	   systèmes	   DAergiques	   sont	   également	   différents.	   Il	   est	   par	   exemple	  

apparu	   que	   les	   neurones	   dopaminergiques	   de	   la	   substance	   noire	   dépendent	   de	   réseaux	  

génétiques	  différents	  de	   ceux	  qui	   opèrent	  dans	   l’hypothalamus	  ou	   le	  diencéphale	  dorsal	  

(Vernier	  et	  al.,	  2004;	  Ohyama	  et	  al.,	  2005;	  Jeong	  et	  al.,	  2006;	  McNay	  et	  al.,	  2006).	  

Ces	   mécanismes	   de	   différenciation	   varient	   en	   fonction	   de	   l'emplacement	   des	  

progéniteurs	   DA	   dans	   le	   tube	   neural,	   ainsi	   que	   de	   la	   période	   du	   développement	  
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embryonnaire	   dans	   laquelle	   ils	   se	   différencient	   (Mathis	   and	  Nicolas,	   2002;	  Osorio	   et	   al.,	  

2010).	   L'expression	   des	   gènes	   est	   ainsi	   controlée	   dans	   l’espace	   et	   dans	   le	   temps,	   et	   la	  

combinaison	  de	  gènes	  exprimés	  dans	   chacune	  des	   sous-‐unités	  developpementales	   influe	  

sur	  le	  sort	  et	  la	  différenciation	  des	  progéniteurs	  neuronaux	  et	  des	  neurones	  nouveau-‐nés.	  	  	  

Chez	   les	   téléostéens,	   l’analyse	   des	   nombreux	   mutants	   de	   poissons-‐zèbre	  

disponibles,	   chez	   lesquels	   des	   composants	   de	   voies	   de	   signalisation	   impliquées	   dans	   le	  

développement	  du	   cerveau	   et	   la	   différenciation	   cellulaire	   sont	   altérés,	   a	   permis	  d’initier	  

l’étude	   des	  mécanismes	   de	   signalisation	   et	   de	   spécification	   nécessaires	   pour	   la	  mise	   en	  

place	  et	   la	  différenciation	  des	  neurones	  dopaminergiques	  (Schweitzer	  et	  al.,	  2012).	  Alors	  

que	  chez	   les	  embryons	  de	  mammifères,	  de	  nombreuses	  mutations	  qui	  affectent	   les	  voies	  

principales	   de	   signalisation	   sont	   léthales	   avant	   le	   développement	   du	   système	   DA,	   la	  

plupart	  des	  embryons	  de	  poisson	  zèbre	  mutants	  survivent	  pendant	  au	  moins	  deux	  jours.	  	  

En	  effet,	  dans	  cette	  espèce,	  un	  système	  cardio-‐vasculaire	  fonctionnel	  n'est	  pas	  nécessaire	  

pour	   le	   développement	   des	   jeunes,	   les	   réserves	   protéiques	   d’origine	   maternelle	  

permettent	   aux	   cellules	   de	   survivre	   quelques	   jours,	   et	   la	   duplication	   du	   génome	  propre	  

aux	  téléostéens	  permet	  souvent	  le	  sauvetage	  du	  phénotype.	  	  

En	   raison	   des	   commodités	   qu’offre	   la	   transparence	   des	   embryons,	   (ainsi	   que	  

l'efficacité	   des	   morpholinos),	   de	   nombreuses	   études	   ont	   été	   effectuées	   chez	   le	   poisson	  

zèbre	   jusqu’à	  3-‐4	   jours	  post	   fécondation	  (jpf)	  (pour	  revue	  (Schweitzer	  et	  al.,	  2012)).	  Des	  

facteurs	  de	  transcription	  déterminants	  pour	  la	  formation	  de	  certains	  groupes	  de	  neurones	  

à	   DA	   ont	   été	   révélés.	   Il	   a	   ainsi	   été	   démontré	   que	   lmx1b,	   (Filippi	   et	   al.,	   2007),	   ainsi	   que	  

nr4a2/nurr1	  (Filippi	  et	  al.,	  2007;	  Blin	  et	  al.,	  2008;	  Luo	  et	  al.,	  2008)	  sim1a,	  arnt2	  (Lohr	  et	  al.,	  

2009),	   et	   otpa/b	   (Del	   Giacco	   et	   al.,	   2006;	   Blechman	   et	   al.,	   2007;	   Ryu	   et	   al.,	   2007)	   sont	  

importants	  pour	   la	  différenciation	  du	  phénotype	  dopaminergique	  de	  certains	  groupes	  de	  

neurones.	  	  

	   Chez	   l’embryon,	   la	  distinction	  des	  groupes	  n’est	  pas	   toujours	  évidente.	   	  Alors	  que	  

certains	   groupes	   dopaminergiques	   ont	   été	   nommés	   en	   fonction	   de	   leur	   localisation	  

anatomique	  (AC	  :	  cellules	  amacrines,	  OB	  :	  bulbes	  olfactifs,	  TC	  :	  groupe	  télencephalique,	  Pr	  :	  

groupe	   prétectal,	   et	   PO	  :	   groupe	   préoptique),	   les	   neurones	   dopaminergiques	   se	  

développant	   dans	   le	   diencéphale	   ventral	   (DC	  ;	   groupe	   diencéphalique),	   incluant	  

l’hypothalamus,	   se	   sont	   vu	   attribuer	   des	   numéros	   (de	   DC1	   à	   DC7)	   sur	   la	   base	   de	   leur	  

morphologie	  et	  leur	  position	  le	  long	  de	  l'axe	  rostro-‐caudal	  (Rink	  and	  Wullimann,	  2002b).	  	  

A	   trois	   jours	   (3	  dpf)	   déjà,	   la	   plupart	   des	   groupes	  de	  neurones	  DA	  décrits	   dans	   le	  

cerveau	   adulte	   peuvent	   être	   détectés	   chez	   la	   larve	   (Rink	   and	   Wullimann,	   2002a).	   Des	  
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expériences	   de	   «	  birthdating	  »	   utilisant	   l’incorporation	   de	   	   BrdU	   (5-‐bromo-‐2-‐

deoxyuridine)	  ou	  d’EdU	  (5-‐ethynyl-‐2-‐deoxyuridine)	  suivie	  d’une	  immunochimie	  contre	  la	  

TH	   ont	   permis	   de	   déterminer	   le	   moment	   de	   la	   sortie	   du	   cycle	   cellulaire	   des	   cellules	  

dopaminergiques	  dans	   le	  cerveau	  du	  poisson-‐zèbre	  (Russek-‐Blum	  et	  al.,	  2008;	  Mahler	  et	  

al.,	  2010).	  	  

	  

	  

	  
	  

Figure	  13	  :	  Corrélations	  temporelles	  entre	  la	  sortie	  du	  cycle	  cellulaire,	  la	  neurogenèse,	  et	  la	  
différenciation	  des	  groupes	  dopaminergiques	  et	  noradrénergiques	  (Mahler	  et	  al.,	  2010).	  A,	  
Schéma	   représentant	   la	   distribution	   des	   neurones	   à	   DA	   (bleu)	   et	   à	   NA	   (rouge)	   dans	   le	  
cerveau	  de	  larves	  de	  poisson-‐zèbre.	  Les	  groupes	  diencéphaliques	  ventraux	  sont	  numérotés	  
de	  1	  à	  7,	  selon	  (Rink	  and	  Wullimann,	  2002a).	  Abréviations:	  AC,	  cellules	  amacrines;	  DC1-‐7,	  
les	  groupes	  DA	  diencéphaliques	  1-‐7;	  MO,	  Médulla	  Oblongata;	  PO,	  groupe	  préoptique;	  Pr,	   le	  
groupe	  prétectal;	  TC,	   les	  groupes	   télencéphaliques.	  B,	  Résumé	  des	  résultats	  des	  études	  de	  
birth-‐dating.	   Le	   pourcentage	   de	   cellules	   doublement	   marquées	   par	   THir	   et	   par	  
l’incorporation	  d’EdU	  à	  un	  instant	  donné	  a	  été	  calculé	  pour	  chaque	  groupe	  de	  neurones	  CA.	  
Le	  pourcentage	  de	  cellules	  THir	  et	  marquées	  par	  l’EdU	  dans	  chaque	  groupe	  est	  représenté	  
par	   un	   code	   couleur.	   Sur	   la	   base	   du	   modèle	   d'incorporation	   de	   l’EdU,	   les	   groupes	   de	  
neurones	  CA	  peuvent	  être	  classés	  en	  quatre	  types	  différents	  de	  neurogenèse,	  selon	  que	  les	  
précurseurs	  DA	  proviennent	  (1)	  principalement	  de	  la	  neurogenèse	  de	  la	  plaque	  neurale,	  (2)	  
à	  la	  fois	  de	  la	  neurogenèse	  de	  plaque	  neurale,	  et	  d’un	  pool	  de	  précurseurs	  prolifératifs,	  (3)	  
de	   la	   libération	   continue	   de	   neurones	   dopaminergiques	   à	   partir	   de	   populations	   de	  
précurseurs,	  (4)	  d’une	  vague	  de	  neurogenèse	  limitée	  à	  une	  fenêtre	  de	  temps	  distincte.	  Ces	  
classes	  sont	  indiquées	  en	  haut	  du	  tableau.	  	  
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Les	   premiers	   précurseurs	   catécholaminergiques	   qui	   deviennent	   post-‐mitotiques,	  

déjà	   avant	   16	   hpf,	   sont	   les	   groupes	   de	   neurones	   DAergiques	   DC2.	   Le	   dernier	   groupe	   à	  

apparaître	   est	   celui	   des	   neurones	   de	   la	   rétine	   dont	   les	   précurseurs	   deviennent	   post-‐

mitotiques	  en	  un	  laps	  de	  temps	  bien	  délimité	  entre	  36	  et	  42	  hpf	  (Mahler	  et	  al.,	  2010).	  En	  

revanche	  d’autres	  groupes	  tels	  que	  les	  précuseurs	  des	  neurones	  DC3/7,	  Pr,	  et	  PO	  affichent	  

quant	  à	  eux	  une	  neurogenèse	  plus	  continue,	  sur	  un	  temps	  de	  développement	  plus	  long.	  	  

Ccontrairement	   à	   ce	   qui	   se	   passe	   chez	   les	   mammifères,	   la	   neurogenèse	   chez	   les	  

téléostéens	   s'étend	   à	   de	   nombreuses	   zones	   du	   cerveau	   pendant	   le	   développement	   et	  

même	   chez	   l’adulte	   (Adolf	   et	   al.,	   2006;	   Chapouton	   et	   al.,	   2006;	   Grandel	   et	   al.,	   2006).	   La	  

réalisation	   d’expériences	   de	  marquage	   utilisant	   le	   BrdU	   chez	   le	   poisson	   zèbre	   adulte,	   a	  

démontré	  que	  de	  nouveaux	  neurones	  exprimant	  la	  TH	  apparaissaient	  même	  chez	  l’adulte,	  

et	   cela	   dans	   toutes	   les	   principales	   régions	   dopaminergiques	   du	   cerveau:	   bulbe	   olfactif,	  

région	   préoptique,	   prétectum,	   tubercule	   postérieur	   et	   l'hypothalamus.	   	   Les	   systèmes	  

DAergiques	   des	   poissons	   ont	   ainsi	   une	   capacité	   importante	   pour	   la	   croissance	   et	   la	  

régénération	  (Diotel	  et	  al.,	  2013).	  

	  

4.2.3 Rôle	  de	  la	  dopamine	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  reproduction	  chez	  les	  téléostéens	  	  
	  

4.2.3.1 Contrôle	  dopaminergique	  et	  gamétogenèse	  adultes	  
	  

Après	   sa	   mise	   en	   évidence	   chez	   le	   poisson-‐rouge,	   le	   contrôle	   dopaminergique	  

inhibiteur	   de	   la	   reproduction	   a	   été	   retrouvé	   chez	   un	   certain	   nombre	   de	   téléostéens	  

adultes,	   incluant	  des	  cypriniformes	  	  (carpe,	  Misgurnus	  anguillicaudatus	  (Lin	  et	  al.,	  1988)),	  

des	   siluriformes	  	   (poisson	   chat,	   Clarias	   gariepinus	  (de	   Leeuw	   et	   al.,	   1986)),	   des	  

salmonidés	  	   (truite,	   Oncorhynchus	   	   mykiss	  (Saligaut	   et	   al.,	   1999)	   et	   saumon,	   coho	  

salmon	  (Van	   Der	   Kraak	   et	   al.,	   1986)),	   des	   perciformes	  	   (tilapia,	   Oreochromis	  

niloticus	  (Yaron	   et	   al.,	   2003)	  	   et	   mulet,	   	  Mugil	   cephalus	  (Aizen	   et	   al.,	   2005))	   et	   chez	   un	  

pleuronectiforme	  (la	  sole,	  Solea	  senegalensis	  (Guzman	  et	  al.,	  2011)).	  	  

Chez	   l’adulte,	   la	   DA	   est	   connue	   pour	   intervenir	   dans	   la	   régulation	   des	   dernières	  

étapes	   de	   la	   gamétogénèse,	   où	   une	   forte	   diminution	   de	   l’activité	   de	   la	   DA	   induit	   la	  

maturation	  ovocytaire	  et	  l’ovulation	  chez	  la	  femelle	  ou	  la	  spermiation	  chez	  le	  mâle.	  La	  mise	  

en	   évidence	   de	   ce	   double	   contrôle	   a	   eu	   des	   applications	   majeures	   en	   aquaculture	  :	   la	  

méthode	   de	   «	  LinPe	  »	   (contraction	   des	   noms	   H.	   R.	   Lin	   et	   R.	   E.	   Peter)	   qui	   consiste	   à	  

déclencher	   l’ovulation	  ou	   la	  spermiation	  chez	   les	  poissons	  d’élevage	  par	   l’administration	  
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combinée	  d’un	  agoniste	  du	  GnRH	  et	  d’un	  antagoniste	  des	  récepteurs	  dopaminergiques	  de	  

type	  D2	  (Peter	  et	  al.,	  1988).	  	  

Chez	  d’autres	  espèces	  de	  téléostéens	  ce	  contrôle	  des	  gonadotropines	  par	  la	  DA	  n’a	  

pas	  été	  retrouvé	  (Micropogonias	  undulatus	  (Copeland	  and	  Thomas,	  1989)	  ;	  daurade	  royale,	  

Sparus	  aurata	  (Zohar	  et	  al.,	  1995)).	  L’observation	  ou	  non	  d’un	  tel	  contrôle	  ne	  semble	  pas	  

dépendre	  de	  la	  position	  phylogénétique	  des	  espèces.	  	  De	  plus,	  lorsqu’il	  s’exerce,	  l’intensité	  

même	  de	  ce	  contrôle	  varie	  en	  fonction	  des	  espèces	  (pour	  revue	  (Dufour	  et	  al.,	  2005)).	  	  

La	   DA	   inhibe	   la	   sécrétion	   des	   gonadotropines	   basale	   ou	   induite	   par	   la	   GnRH,	   en	  

bloquant,	  chez	  le	  poisson	  rouge,	  la	  synthèse	  et	  la	  libération	  de	  GnRH	  (Chang	  et	  al.,	  1990).	  

La	   dopamine	   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).	  	  

	  

4.2.3.2 Contrôle	  dopaminergique	  et	  puberté	  chez	  les	  juvéniles	  
	  

Le	   rôle	   inhibiteur	  de	   la	  DA	  dans	   les	   stades	   les	  plus	  précoces	  de	   la	   gamétogénèse,	  

donc	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  puberté,	  est	  moins	  bien	  connu.	  Les	  travaux	  menés	  par	  S.	  Dufour	  

et	   ses	   collègues	   sur	   le	   modèle	   de	   l’anguille	   européenne	   (Anguilla	   anguilla),	   ont	   montré	  

pour	   la	   première	   fois	   que	   ce	   contrôle	   inhibiteur	   de	   la	   fonction	   gonadotrope	   pouvait	  

s’exercer	   chez	   les	   juvéniles	   de	   certaines	   espèces	   et	   participer	   aussi	   au	   contrôle	   de	   la	  

puberté	   (Dufour	   et	   al.,	   1988;	   Vidal	   et	   al.,	   2004).	   Chez	   l’anguille,	   au	   stade	   argenté,	   la	  DA	  

inhibe	  fortement	  la	  sécrétion	  des	  GtHs.	  Cette	  inhibition	  s’exerce,	  à	  la	  fois,	  directement	  sur	  

les	  cellules	  gonadotropes	  et	  indirectement,	  en	  diminuant	  la	  sécrétion	  de	  GnRH.	  	  

Depuis,	  ce	  contrôle	  dopaminergique	  de	  la	  puberté	  n’a	  été	  mis	  en	  évidence	  que	  chez	  

quelques	   autres	   espèces	   (pour	   revue	  :	   (Dufour	   et	   al.,	   2005)).	   Chez	   le	   Platax	   atlantique,	  

Chaetodipterus	   faber,	   une	   diminution	   de	   l’activité	   dopaminergique	   en	   début	   de	   puberté	  

suggère	  que	  la	  DA	  jouerait	  un	  rôle	  négatif	  dans	  le	  contrôle	  de	  cet	  évènement	  (Marcano	  et	  

al.,	  1995).	  La	  DA	  aurait	  également	  un	  effet	  négatif	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  puberté	  chez	  Mugil	  

cephalus,	   chez	   qui	   l’expression	   des	   récepteurs	   dopaminergiques	   dans	   le	   cerveau,	  

l’hypophyse	  et	  les	  gonades	  diminue	  au	  fur	  et	  à	  mesure	  que	  progresse	  la	  puberté	  (Nocillado	  

et	  al.,	  2007).	  Et	  alors	  que	  ce	  contrôle	  n’est	  pas	  retrouvé	  chez	  le	  bar	  rayé	  femelle,	  Morone	  

saxatilis	  (Holland	  et	  al.,	  1998),	  chez	  les	  mâles	  immatures,	  un	  effet	  de	  la	  DA	  sur	  la	  synthèse	  
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des	  gonadotropines	  a	  pu	  être	  observé	  (Hassin	  et	  al.,	  2000).	  En	  revanche,	  ce	  contrôle	  n’est	  

pas	  présent	  chez	  la	  daurade	  rose	  (Pagellus	  centrodontus	  (Kumakura	  et	  al.,	  2003)).	  

	  

4.2.4 Le	  support	  anatomique	  du	  contrôle	  dopaminergique	  inhibiteur	  de	  la	  reproduction	  
	  

4.2.4.1 Les	  neurones	  dopaminergiques	  préoptico-‐hypophysaires	  
	  

Par	  des	  expériences	  de	  lésions	  cérébrales	  induisant	  une	  décharge	  ovulatoire	  de	  LH,	  

alors	   même	   que	   la	   source	   de	   GnRH	   était	   détruite,	   R.	   Peter	   et	   ses	   collègues	   ont	   mis	   en	  

évidence	   l’existence	   d’un	   facteur	   inhibiteur	   de	   la	   libération	   des	   gonadotropines	   d’abord	  

nommé	   le	   GRIF	   (Gonadotropin	   Release-‐Inhibiting	   Factor),	   dans	   un	   territoire	   voisin	   des	  

neurones	   à	   GnRH	   dans	   l’aire	   préoptique	   antéro-‐ventrale	   (Peter	   et	   al.,	   1978;	   Peter	   and	  

Paulencu,	   1980).	   Ce	   sont	   finalement	   des	   études	   pharmacologiques	   in	  vivo	   et	   in	  vitro	   sur	  

des	  cellules	  hypophysaires	  de	  poisson	  rouge	  qui	  ont	  révélé	  que	  le	  GRIF	  n’était	  autre	  que	  la	  

dopamine	   (Chang	   and	   Peter,	   1983).	   Depuis,	   les	   téléostéens	   sont	   restés	   des	   organismes	  

privilégiés	  pour	  l’étude	  de	  ce	  sytème.	  

Diverses	  études	  neuroanatomiques	  menées	   chez	   le	  poisson	   rouge	  par	  R.	  Peter,	  O.	  

Kah	  et	   leurs	  collègues	   (Kah	  et	  al.,	  1987a;	  Anglade	  et	  al.,	  1993)	  ont	  montré	  que	   les	  corps	  

cellulaires	   des	   neurones	   dopaminergiques	   responsables	   du	   contrôle	   inhibiteur	   de	   la	  

reproduction	  se	  trouvaient	  précisément	  dans	  le	  noyau	  préoptique	  antéro-‐ventral	  (NPOav),	  

qui	   appartient	   à	   la	   grande	   région	   du	   noyau	   préoptique	   (NPO)	   aussi	   appelé	   noyau	  

préoptique	   parvocellulaire	   antérieur	   (PPa),	   qui	   lui	   même	   appartient	   à	   l’aire	   préoptique	  

(PO).	   Ces	  neurones	  projettent	   sur	   la	   région	   centrale	   de	   l’hypophyse	   antérieure	  nommée	  

Proximal	  Pars	  Distalis	  (PPD),	  laquelle	  contient	  les	  cellules	  gonadotropes	  (Kah	  et	  al.,	  1984b;	  

Kah	  et	  al.,	  1987a).	  Les	  mêmes	  observations	  ont	  depuis	  été	  faites	  chez	  la	  truite	  par	  O.	  Kah	  et	  

ses	   collègues	   (Linard	   et	   al.,	   1996)	   puis	   chez	   l’anguille	   européenne	   (figure	   14)	   par	   S.	  

Dufour	  et	  ses	  collègues	  (Vidal	  et	  al.,	  2004).	  	  
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Figure	   14	   :	   Schéma	   de	   la	   distribution	   des	   neurones	   catécholaminergiques	   chez	   l'anguille	  
européenne	   (Anguilla	   anguilla)	   et	   représentation	   (en	   rouge)	   des	   neurones	  
dopaminergiques	  préoptico-‐hypophysaires	  (d'après	  (Sébert	  et	  al.,	  2008)).	  

	  

Chez	   les	   mammifères	   à	   reproduction	   saisonnière	   tels	   que	   la	   brebis,	   des	   études	  

montrent	   que	   la	   DA	   affecte	   la	   secrétion	   des	   gonadotropines	   et	   la	   reproduction	   en	  

modulant	   l’activité	   des	   neurones	   à	   GnRH	   dont	   les	   axones	   reçoivent,	   au	   niveau	   de	  

l’éminence	  médiane,	  des	  afférences	  dopaminergiques	  provenant	  du	  noyau	  A15	  	  (Thiery	  et	  

al.,	  1995).	  

	  

4.2.4.2 Les	  récepteurs	  dopaminergiques	  impliqués	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  fonction	  
gonadotrope	  

	  

Il	  existe	  deux	  classes	  de	  récepteurs	  pour	  la	  dopamine	  :	  les	  récepteurs	  de	  classe	  D1	  

et	   ceux	   de	   la	   classe	   D2	   (pour	   revue	  :	   (Missale	   et	   al.,	   1998;	   Callier	   et	   al.,	   2003)).	   Ces	  

récepteurs	  sont	  des	  récepteurs	  à	  sept	  domaines	  transmembranaires	  couplés	  aux	  protéines	  

G	  hétérotrimériques	   (Récepteurs	   couplés	   aux	  protéines	  G	  ou	  RCPG).	   Les	  RCPGs	  agissent	  

comme	  des	  facteurs	  d’échanges	  	  pour	  les	  protéines	  G	  qui	  régulent	  de	  nombreux	  processus	  

cellulaires	  et	  voies	  de	  signalisations	  (Neves	  et	  al.,	  2002).	  	  

Les	  membres	  de	  la	  classe	  D1	  sont	  caractérisés	  structurellement	  par	  leur	  troisième	  

boucle	  cytoplasmique	  qui	  est	  courte	  et	  une	  très	  longue	  terminaison	  C-‐terminale,	  ainsi	  que	  
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l’absence	  d’intron	  dans	  leur	  séquence	  ARN.	  Ces	  récepteurs	  sont	  couplés	  à	  des	  protéines	  G	  

de	   la	   classe	   Gs/Golf	   qui	   sont	   des	   activateurs	   des	   adénylates	   cyclases.	   Au	   contraire,	   les	  

récepteurs	  de	  la	  classe	  D2	  sont	  couplés	  aux	  protéines	  Gi/Go	  et	  ils	  possèdent	  une	  troisième	  

boucle	  cytoplasmique	  longue,	  ainsi	  qu’une	  courte	  terminaison	  cytoplasmique	  C-‐terminal.	  	  

A	   l’origine	  un	  récepteur	  dopaminergique	  excitateur	  et	  un	  autre	   inhibiteur	  avaient	  

été	   trouvés	   et	   ont	   été	   nommés	   respectivement	   D1	   et	   D2.	   Des	   techniques	   de	   clonages	  

moléculaires	  ont	  permis	  la	  découverte	  d’autres	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  dopaminergiques	  

qui	  ont	  été	  appelés	  D3,	  D4	  et	  D5.	  Cependant,	  leur	  caractérisation	  a	  ensuite	  montré	  que	  le	  

sous-‐type	  D5	  était	  proche	  de	  D1	  et	  ils	  ont	  été	  regroupés	  dans	  la	  classe	  D1.	  Les	  sous-‐types	  

D3	  et	  D4	  étaient	  quant	  à	  eux	  proches	  de	  D2	  et	  font	  partie	  de	  la	  classe	  D2.	  

C’est	  par	   l’intermédiaire	  de	  récepteurs	  de	   la	  classe	  D2	  que	   la	  DA	  exerce	  ses	  effets	  

inhibiteurs	  sur	  les	  cellules	  gonadotropes.	  C’est	  le	  cas	  chez	  tous	  les	  téléostéens	  étudiés	  :	  le	  

poisson-‐rouge	  (Chang	  et	  al.,	  1990),	  la	  carpe	  (Lin	  et	  al.,	  1988),	  le	  poisson-‐chat	  (de	  Leeuw	  et	  

al.,	  1986;	  De	  Leeuw	  et	  al.,	  1988),	  la	  truite	  (Saligaut	  et	  al.,	  1999),	  le	  tilapia	  (Levavi-‐Sivan	  et	  

al.,	  2005),	  l’anguille	  (Dufour	  et	  al.,	  1988;	  Vidal	  et	  al.,	  2004)	  et	  le	  mulet	  (Aizen	  et	  al.,	  2005).	  

Chez	  les	  mammifères	  étudiés,	  l’action	  inhibitrice	  de	  la	  DA	  sur	  la	  fonction	  gonadotrope	  est	  

indirecte,	  puisqu’elle	  s’exerce	  principalement	  sur	  les	  neurones	  à	  GnRH,	  cependant	  elle	  met	  

également	   en	   jeu	  des	   récepteurs	  hypophysaires	  de	   la	   classe	  D2	   (Kuljis	   and	  Advis,	   1989;	  

Thiery	  et	  al.,	  1989;	  Chomicka,	  1992;	  Viguie	  et	  al.,	  1996).	  
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Figure	  15	  :	  Analyse	  phylogénétique	  des	  récepteurs	  D2	  et	  D3	  chez	  les	  vertébrés	  (Boehmler	  et	  
al.,	  2004).	  

	  

Les	  récepteurs	  de	  type	  D2,	  chez	   les	  mammifères	  et	   les	  oiseaux,	  sont	  codés	  par	  un	  

seul	  gène	  qui	  peut	  subir	  un	  épissage	  alternatif	  et	  produire	  deux	  isoformes	  protéiques	  [D2l	  

(long)	  et	  D2s	  (short)	  (Giros	  et	  al.,	  1989)].	  Chez	  certains	  téléostéens	  en	  revanche,	  	  il	  existe	  

plusieurs	  gènes	  codant	  des	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  D2	  (figure	  15)	  :	  deux	  chez	  l’anguille	  

européenne	  (Pasqualini	  et	  al.,	  2009),	  trois	  chez	  le	  poisson-‐zèbre	  (Boehmler	  et	  al.,	  2004),	  et	  

trois	   chez	   le	   poisson-‐rouge	   (Popesku	   et	   al.,	   2011).	   Le	   séquençage	   complet	   d’un	   certain	  

nombre	  de	  génomes	  de	  téléostéens	  a	  fait	  augmenter	  progressivement	  la	  liste	  des	  espèces	  

possédant	  plusieurs	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  D2	  (épinoche,	  médaka,	  tetraodon…),	  laissant	  

supposer	   qu’une	   duplication	   des	   gènes	   D2	   aurait	   eu	   lieu	   spécifiquement	   au	   sein	   de	   la	  

lignée	  des	  téléostéens	  (Boehmler	  et	  al.,	  2004).	  

Chez	  le	  poisson	  rouge,	  la	  DA	  semble	  aussi	  inhiber	  la	  libération	  de	  la	  GnRH	  au	  niveau	  

de	   l’hypothalamus	   en	   agissant	   sur	   les	   corps	   cellulaires	   des	   neurones	   à	   GnRH	   via	   les	  

récepteurs	  D1	  (Chang	  et	  al.,	  1990;	  Yu	  and	  Peter,	  1992).	  
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4.2.5 Régulation	  de	  l’inhibition	  dopaminergique	  préoptico-‐hypophysaire	  
	  

L'activité	   dopaminergique	   peut	   être	   régulée	   à	   différents	   niveaux	   (central	   ou	  

hypophysaire)	  et	  à	  différentes	  étapes	  de	  la	  neurotransmission.	  Les	  facteurs	  de	  régulation	  

peuvent	  agir	  au	  niveau	  des	  enzymes	  impliquées	  dans	  la	  synthèse	  et	  la	  dégradation	  de	  DA,	  

de	  la	  libération	  de	  la	  DA	  ou	  de	  son	  transport	  (TH,	  DAT	  et	  VMAT2)	  ou	  encore	  au	  niveau	  des	  

récepteurs	   de	   la	   DA	   en	   intervenant	   dans	   leur	   synthèse	   ou	   dans	   le	   couplage	   avec	   leurs	  

seconds	  messagers	  (pour	  revue	  (Sanchez	  et	  al.,	  2010)).	  	  

Cette	  activité	  peut	  varier	  selon	  le	  stade	  de	  développement	  (Backman	  et	  al.,	  2006)	  et	  

la	   saison	   (Senthilkumaran	   and	   Joy,	   1995),	   ainsi	   qu’avec	   le	   sexe	   (Chaube	   and	   Joy,	   2003).	  

Chez	  certaines	  espèces	  de	  téléostéens,	  le	  pouvoir	  inhibiteur	  de	  la	  DA	  doit	  par	  exemple	  être	  

maximal	   à	   la	   fin	   de	   la	   gamétogenèse,	   avant	   d’être	   levé,	   sous	   le	   contrôle	   de	   signaux	  

endogènes	  (par	  exemple,	  une	  diminution	  des	  niveaux	  E2)	  et	  environnementaux	  (facteurs	  

qui	  peuvent	  varier	  largement	  selon	  les	  espèces,	  le	  climat	  par	  exemple,	  le	  comportement	  ou	  

les	  phéromones)	  pour	  permettre	  l'ovulation	  ou	  la	  spermiation.	  	  

	  

4.2.5.1 Rétrocontrôles	  par	  les	  stéroïdes	  sexuels	  
	  

Les	   stéroïdes	   sexuels	   sont	   connus	   pour	   exercer	   des	   régulations	   positives	   et	  

négatives	  sur	  l'axe	  cerveau-‐hypophyse-‐gonades.	  Alors	  qu’ils	  régulent	  de	  façon	  indirecte	  la	  

secrétion	   de	   la	   GnRH	   ou	   plus	   directement	   les	   récepteurs	   hypophysaires	   de	   la	   GnRH	  

(Montero	   et	   al.,	   1995;	   Montero	   et	   al.,	   1996;	   Schmitz	   et	   al.,	   2005),	   ils	   régulent	   aussi	   les	  

systèmes	  DAergiques	  de	  l'hypothalamus	  ainsi	  que	  d’autres	  régions	  du	  cerveau	  (Pasqualini	  

et	  al.,	  1991;	  Pasqualini	  et	  al.,	  1993;	  Di	  Paolo,	  1994;	  Pasqualini	  et	  al.,	  1996).	  Il	  par	  exemple	  

été	  montré	  que	   les	  hormones	   stéroïdes	   régulent	  positivement	   l’activité	  dopaminergique,	  

faisant	   de	   la	   DA	   un	   médiateur	   clé	   du	   rétrocontrôle	   négatif	   des	   hormones	   stéroïdes	  

(Trudeau	  et	  al.,	  1993a).	  

Les	   œstrogènes	   modulent	   le	   système	   DA,	   produisant	   des	   effets	   pro-‐	   ou	   anti-‐

dopaminergiques.	  Chez	  les	  espèces	  de	  téléostéens	  étudiées,	  l’oestradiol	  (E2)	  semble	  être	  le	  

principal	   régulateur	   de	   l'activité	   DA,	   en	   stimulant	   l’effet	   inhibiteur	   des	   neurones	  

dopaminergiques	  du	  NPOav,	  au	  moment	  de	  la	  maturation	  finale	  (femelle	  O.	  mykiss	  (Linard	  

et	   al.,	   1995;	   Saligaut	   et	   al.,	   1999;	   Vacher	   et	   al.,	   2002);	   C.	   auratus	   (Dulka	   et	   al.,	   1992)	   ;	  

Heteropneustes	  silure	  fossilis	  (Bloch)	  (Senthilkumaran	  and	  Joy,	  1995)).	  Il	  a	  logiquement	  été	  

retrouvé	   que,	   chez	   la	   truite	  O.	  mykiss,	   60	   à	   70%	   de	   neurones	   TH-‐positifs	   situés	   dans	   le	  
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NPOav	  expriment	  les	  récepteurs	  de	  l’E2	  (Linard	  et	  al.,	  1996).	  Il	  a	  aussi	  été	  montré	  chez	  H.	  

fossilis	  que	  l’E2	  peut	  affecter	  la	  biosynthèse	  de	  la	  DA	  en	  régulant	  l’activité	  enzymatique	  de	  

la	   TH,	   in	   vivo	   et	   in	   vitro,	   (Chaube	   and	   Joy,	   2002a,	   2005)	   et	   la	   dégradation	   de	   la	   DA	   en	  

modulant	  l‘activité	  de	  la	  monoamine	  oxydase	  (Senthilkumaran	  and	  Joy,	  1995).	  

Lors	  d’essais	  chez	  certains	  téléostéens	  adultes,	  tel	  que	  le	  poisson	  rouge	  (Trudeau	  et	  

al.,	  1993a),	  la	  testostérone	  (T)	  a	  produit	  les	  mêmes	  effets	  que	  l’E2	  sur	  l’activité	  inhibitrice	  

de	  la	  DA.	  Cependant,	  à	  ce	  jour,	  les	  effets	  particuliers	  des	  androgènes	  sur	  les	  systèmes	  à	  DA	  

du	   cerveau	   n’ont	   reçu	   que	   peu	   d'attention,	   notamment	   parce	   que	   l'effet	   de	   la	   T	   sur	   le	  

cerveau	   était	   censé	   n’être	   exercé	   qu'après	   aromatisation	   locale	   en	   E2	   (Pellegrini	   et	   al.,	  

2005).	   En	   revanche,	   de	   récentes	   études	   menées	   chez	   l’anguille	   européenne	   Anguilla	  

anguilla	  ont	  montré	  que	  les	  androgènes	  sont	  impliqués	  dans	  la	  modulation	  de	  l’inhibition	  

DA	   au	   cours	   du	   développement	   pubertaire	   de	   la	   femelle	   (Weltzien	   et	   al.,	   2006)	   en	  

stimulant	  la	  transcription	  de	  la	  TH.	  

Les	   stéroïdes	   sexuels	   sont	   donc	   capables	   de	   moduler	   directement	   l'activité	   des	  

sytèmes	   dopaminergiques	   et	   participent	   ainsi	   à	   plusieurs	   évènements	   physiologiques	  

impliqués	  dans	  la	  reproduction.	  

	  

4.2.5.2 Contrôle	  par	  d’autres	  facteurs	  
	  

Chez	   les	   vertébrés,	   la	   reproduction,	   souvent	   saisonnière,	   se	   produit	   durant	   une	  

période	  où	  les	  facteurs	  du	  milieu	  sont	  les	  plus	  favorables	  à	  la	  survie	  des	  juvéniles	  et	  ainsi,	  

participent	  au	  maintien	  de	  l’espèce.	  Le	  relais	  entre	  environnement	  et	  axe	  gonadotrope	  est	  

donc	  primordial.	  

De	  nombreux	   facteurs	  environnementaux	   influencent	   la	  reproduction.	  Certains	  de	  

ces	  signaux	  sont	  connus	  pour	  être	  intégrés	  par	  les	  neurones	  à	  GnRH.	  D’autres	  en	  revanche,	  

comme	   la	   photopériode,	   sont	  médiés	   au	  moins	   en	  partie	   par	   la	  mélatonine,	   et	   semblent	  

être	  intégrés	  par	  le	  système	  dopaminergique	  inhibiteur	  de	  la	  fonction	  gonadotrope.	  Ainsi,	  

de	   nombreuses	   études	   ont	   mis	   en	   évidence	   que	   la	   mélatonine,	   une	   indoleamine,	  

principalement	  produite	  par	  la	  glande	  pinéale,	  modifiait	  la	  libération	  des	  gonadotropines	  

chez	   les	   téléostéens	   (tambour	   brésilien	  	   (Khan	   and	  Thomas,	   1996)	  ;	   saumon	  du	  Danube	  

(Amano	   et	   al.,	   2004)	  ;	   poisson-‐chat	   (Ghosh	   and	   Nath,	   2005)	   pour	   revue	   (Falcon	   et	   al.,	  

2007)),	   comme	   chez	   les	   mammifères	   (brebis	   (Bittman	   et	   al.,	   1985)	  ;	   hamster	   sibérien	  

(Anand	  et	  al.,	  2002)).	  	  Comme	  c’est	   le	  cas	  chez	  certains	  mammifères	  (Viguie	  et	  al.,	  1995)	  
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(Alexiuk	   et	   al.,	   1996),	   chez	   certains	   téléostéens,	   en	   plus	   d’agir	   sur	   les	   neurones	   à	  GnRH	  

hypophysiotropes,	   la	  mélatonine	  agirait	  sur	   le	  système	  dopaminergique	  pour	  moduler	   la	  

fonction	   gonadotrope.	   En	   effet,	   la	   mélatonine	   inhibe	   l’activité	   de	   la	   TH	   dans	   le	  

télencéphale,	   le	   diencéphale	   et	   la	   moelle	   épinière	   du	   poisson-‐chat	   (Chaube	   and	   Joy,	  

2002b)	  ;	  elle	  diminue	  le	  turn-‐over	  de	  la	  DA	  dans	  l’hypothalamus	  et	  l’hypophyse	  de	  la	  truite	  

arc-‐en-‐ciel	   (Hernandez-‐Rauda	   and	   Aldegunde,	   2002)	   et	   inhibe	   la	   libération	   de	   DA	   dans	  

l’hypothalamus	  in	  vivo	  et	  in	  vitro	  chez	  la	  carpe	  (Popek	  et	  al.,	  2005;	  Popek	  et	  al.,	  2006).	  Chez	  

l’anguille,	   en	   revanche,	   la	   mélatonine	   active	   le	   système	   dopaminergique	   préoptico-‐

hypophysaire	  entrainant	  une	  inhibition	  de	  la	  fonction	  de	  reproduction	  (Sebert,	  2007).	  	  

Parmi	   les	   autres	   facteurs	   impliqués	   dans	   la	   reproduction,	   la	   disponibilité	  

alimentaire	  conditionne	  la	  stimulation	  de	  l’axe	  gonadotrope	  et	  la	  survie	  de	  la	  descendance.	  

De	   plus	   chez	   les	   téléostéens,	   les	   femelles	   qui	   accumulent	   les	   réserves	   nécessaires	   au	  

developpement	   de	   l’embryon	   (vitellogenèse)	   ont	   d’importants	   besoins	   nutritionnels	   à	   la	  

fois	  quantitatifs	  et	  qualitatifs	  (pour	  revue	  	  (Izquierdo	  et	  al.,	  2001)).	  

De	   nombreux	   autres	   paramètres	   du	   milieu	   semblent	   importants	   à	   prendre	   en	  

compte	   commme	   la	  présence	  de	  phéromones	  dans	   l’eau	  qui	   seraient	   impliquées	  dans	   le	  

comportement	   sexuel	   (pour	   revue	  (Sorensen	   and	   Stacey,	   2004)),	   la	   lune	   et	   la	   pression	  

hydrostatique	  qui	  informent	  les	  espèces	  intertidales	  sur	  les	  marées	  et	  le	  moment	  opportun	  

pour	  pondre	  (pour	  revue	  (Taylor,	  1984))	  ou	  encore	   la	  pluie	  et	   les	  crues	  qui	  marquent	   le	  

moment	  de	   la	  reproduction	  chez	   les	  espèces	  des	  régions	  tropicales	  et	  équatoriales	  (pour	  

revue	   (Legendre	  and	   Jalabert,	  1988)).	  Cependant	   le	  mode	  d’intégration	  de	  ces	  différents	  

signaux	  n’est	  pas	  toujours	  bien	  connu.	  
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5. LE	  POISSON-‐ZEBRE,	  UN	  ORGANISME	  MODELE	  
	  
	  

Le	   poisson-‐zèbre	   (Danio	   rerio)	   est	   un	   organisme	   téléostéen	   d’eau	   douce,	  

communément	   utilisé	   pour	   l’étude	   du	   développement	   des	   vertébrés.	   Depuis	   son	  

introduction	  en	  tant	  qu’organisme	  modèle	  il	  y	  a	  environ	  trente	  ans,	  la	  place	  attribuée	  à	  cet	  

organisme	  dans	  la	  recherche	  n’a	  fait	  qu’augmenter.	  Les	  modèles	  animaux	  les	  plus	  utilisés	  

pour	   les	   études	   biomédicales	   sont	   souvent	   des	   mammifères	   comme	   le	   rat	   et	   la	   souris,	  

cependant,	   le	  poisson-‐zèbre	  (Danio	  rerio)	  peut	  offrir	  des	  outils	  puissants	  et	  des	  réponses	  

complémentaires	   dans	   l’étude	   des	  maladies	   humaines	   (Lieschke	   and	   Currie,	   2007;	   Lohr	  

and	  Hammerschmidt,	  2011).	  C’est	  pourquoi,	   il	   est	   aujourd’hui	   très	   étudié	   en	   laboratoire	  

pour	  des	  recherches	  portant	  à	  la	  fois	  sur	  la	  physiologie	  (Jagadeeswaran,	  2005),	   le	  cancer	  

(Berghmans	  et	  al.,	  2005),	  la	  découverte	  de	  nouveaux	  médicaments	  (Rubinstein,	  2003;	  Zon	  

and	  Peterson,	  2005),	  la	  toxicologie	  (Hill	  et	  al.,	  2005),	  l’écotoxicologie	  (Scholz	  et	  al.,	  2008),	  

les	   perturbateurs	   endocriniens	   (Ankley	   and	   Johnson,	   2004;	   Segner,	   2009),	  

l’endocrinologie	   (McGonnell	   and	   Fowkes,	   2006),	   le	   comportement	   (Ninkovic	   and	   Bally-‐

Cuif,	  2006),	  le	  criblage	  de	  drogues	  (Rubinstein,	  2006;	  Barros	  et	  al.,	  2008;	  Lessman,	  2011),	  

la	   reproduction	   (Menuet	   et	   al.,	   2002;	   Steven	   et	   al.,	   2003;	   Biran	   et	   al.,	   2008;	   Kah	   et	   al.,	  

2009),	   l’évolution	  (Canestro	  et	  al.,	  2007),	   la	  génétique	  du	  développement	  (Grunwald	  and	  

Eisen,	  2002).	  On	  le	  retrouve	  aussi	  maintenant	  comme	  organisme	  modèle	  dans	  la	  recherche	  

appliquée	  pour	  l’aquaculture	  (Ulloa	  et	  al.,	  2011;	  Lawrence	  et	  al.,	  2012).	  

	   	   	  

5.1 Données	  de	  systématique	  du	  poisson-‐zèbre	  
	  

Le	   poisson-‐zèbre,	   est	   aussi	   surnommé	   le	   poisson	   zébré,	   ou	   poisson	   pyjama.	   Le	  

Danio	  rerio	  est	  un	  organisme	  vertébré	  appartenant	  au	  groupe	  des	  téléostéens,	  le	  groupe	  le	  

plus	  diversifié	   en	   terme	  d’espèces	  avec	  près	  de	  vingt-‐cinq	  mille	   espèces	  vivantes,	   soit	   la	  

moitié	  environ	  des	  vertébrés	  actuels	  (Figure	  16).	  



Chapitre	  1	  :	  Introduction	  
	  

	  	  
54	  

	  
	   	  

	  
Figure	  16	  :	  Arbre	  phylogénétique	  des	  vertébrés	  (Lecointre	  and	  Le	  Guyader,	  2001).	  
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Il	  appartient	  à	  l’ordre	  des	  Cypriniformes	  (Sterba,	  1962),	  groupe	  auquel	  appartient	  

aussi	  le	  poisson-‐rouge.	  Sa	  place	  dans	  la	  classification	  phylogénétique	  animale	  est	  détaillée	  

dans	   le	   tableau	  suivant	  (tableau	  1)	   et	   la	  nomenclature	  originelle	  donnée	  à	  cette	  espèce,	  

Brachydanio	  rerio,	  a	  été	  proposée	  par	  Buchanan-‐Hamilton	  en	  1822.	  

	  

Tableau	  1:	  Classification	  phylogénétique	  du	  Danio	  rerio	  

Règne : Animal   

Embranchement : Cordés Sous-embranchement : Vertébrés 

Superclasse : Ostéichtyens Classe : Actinoptérygiens 

Sous-classe : Néoptérygiens Infra-classe : Téléostéens 

Superordre : Ostariophysiens Ordre : Cypriniformes 

Superfamille : Cyprinoidés Famille : Cyprinidés 

Genre : Danio Espèce : rerio 

	  
	  

Le	  genre	  Danio	  est	  originaire	  d’Inde,	  de	  Malaisie	  et	  de	  Sumatra	  (Barman,	  1991).	  On	  

trouve	   plus	   particulièrement	   l’espèce	  Danio	   rerio	   en	   Inde	   de	   l’Est	   (Sterba,	   1962),	   où	   il	  

peuple	   généralement	   les	   cours	   d’eau	   peu	   rapides	   et	   peu	   profonds.	   Son	   adaptation	   à	  

différents	   milieux	   est	   grande	   puisqu’il	   est	   capable	   d’évoluer	   dans	   des	   eaux	   aux	  

caractéristiques	   physico-‐chimiques	   très	   variées.	   En	   effet,	   on	   le	   rencontre	   dans	   des	   eaux	  

dont	   la	   température	   varie	   de	  10	   à	   40	   °C,	  mais	   il	   est	   tolérant	   aussi	   quant	   à	   la	   qualité	   de	  

l’eau	  ;	  il	  peut	  vivre	  dans	  de	  larges	  gammes	  de	  pH	  (6,5	  à	  8)	  et	  de	  dureté	  (12	  à	  21	  °TH)	  ce	  qui	  

rend	  sa	  maintenance	  et	  son	  élevage	  en	  laboratoire	  relativement	  aisés	  et	  peu	  onéreux.	  

Très	   apprécié	   par	   les	   aquariophiles	   pour	   son	   comportement	   sociable,	   le	   poisson-‐

zèbre	  (Danio	  rerio)	  est	  un	  animal	  grégaire.	  Il	  vit	  donc	  de	  préférence	  en	  petit	  groupes	  d’au	  	  

moins	   8	   à	   10	   individus,	   ce	   qui	   est	   aussi	   intéressant	   pour	   l’élevage	   en	   laboratoire,	  

permettant	   ainsi	   la	   maintenance	   d’un	   grand	   nombre	   d’individus	   dans	   un	   espace	  

relativement	  petit.	  De	  plus,	  il	  s’agit	  d’une	  espèce	  de	  petite	  taille,	  entre	  3	  et	  5	  cm	  au	  stade	  

adulte,	   décrite	   comme	   étant	   omnivore	   et	   benthopélagique,	   c'est-‐à-‐dire	   qu’elle	   évolue	  

préférentiellement	  dans	  la	  partie	  basse	  de	  la	  colonne	  d’eau	  même	  s’il	  n’est	  pas	  rare	  de	  le	  

voir	   évoluer	   dans	   l’ensemble	   de	   la	   colonne	   d’eau	   et	   de	   venir	   chercher	   sa	   nourriture	   en	  

surface	  (Abraham	  et	  al.,	  2009).	  
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5.2 Cycle	  biologique	  du	  poisson-‐zèbre	  
	  

Le	  poisson-‐zèbre	  se	  caractérise	  par	  un	  cycle	  de	  vie	  relativement	  court.	  La	  durée	  de	  

vie	  moyenne	  des	  individus	  de	  cette	  espèce	  est	  de	  l’ordre	  de	  3	  ans	  et	  demi	  (Gerhard	  et	  al.,	  

2002),	   lorsqu’il	   évolue	   dans	   son	   milieu	   naturel	   (où	   la	   température	   de	   l’eau	   est	  

généralement	  comprise	  entre	  18	  et	  24	  °C).	  

Le	   poisson-‐zèbre	   est	   une	   espèce	   gonochorique	   et	   ovipare,	   impliquant	   donc	   deux	  

catégories	  d’individus	  :	  les	  mâles	  et	  les	  femelles.	  Il	  existe	  un	  léger	  dimorphisme	  sexuel	  qui	  

est	   accentué	   en	  période	  de	   reproduction,	   les	  mâles	   étant	   colorés	   en	   jaune	   au	  niveau	  du	  

ventre	   et	   des	   nageoires	   et	   légèrement	   plus	   petits	   et	   plus	   élancés	   que	   les	   femelles.	   Les	  

femelles,	   plus	   grises,	   présentent	   en	   effet	   un	   abdomen	   plus	   bombé	   qui	   semble	   blanc	   et	  

nacré,	   très	  visible	  avant	   la	  ponte	   (dû	  au	  nombre	   important	  d’œufs)	  et	   sont	  dotées	  d’une	  

papille	  urogénitale	  présente	  à	  l’arrière	  des	  nageoires	  pelviennes.	  	  

Dans	  la	  nature	  le	  poisson-‐zèbre	  semble	  être	  principalement	  une	  espèce	  annuelle.	  La	  

saison	  de	  ponte,	  commence	  juste	  avant	  le	  début	  de	  la	  mousson	  (Spence	  et	  al.,	  2007),	  et	  des	  

observations	  de	  terrain	  ont	  montré	  que	  la	  ponte	  est	  limitée	  à	  une	  courte	  période	  de	  l'aube	  

(Spence	   et	   al.,	   2007).	   Ainsi,	   la	   longueur	   prolongée	   de	   la	   journée	   peut	   être	   un	   facteur	  

contribuant	  au	  caractère	  saisonnier	  	  de	  la	  reproduction	  dans	  la	  nature.	  Il	  se	  peut	  aussi	  que,	  

la	   baisse	   de	   la	   température	   ou	   une	   augmentation	   du	   niveau	   de	   l'eau,	   apportées	   par	   les	  

fortes	   pluies	   de	   la	   saison,	   soient	   des	  modulateurs	   supplémentaires.	   La	   reproduction	   du	  

poisson-‐zèbre	  semble	  aussi	  beaucoup	  dépendre	  de	  la	  disponibilité	  en	  nourriture.	  En	  effet,	  

le	   poisson-‐zèbre	   fraye	   durant	   les	   périodes	   de	   fortes	   pluies	   qui	   apportent	   une	   quantité	  

abondante	  de	  nourriture	  provenant	  des	  terres	  submergées	  (Spence	  et	  al.,	  2007).	  	  

Au	  contraire,	  en	  laboratoire,	  les	  poisson-‐zèbre	  domestiqués	  pondent	  toute	  l’année.	  

Aussi,	   le	  contrôle	  du	  moment	  de	  la	  ponte	  se	  réalise	  plutôt	  bien	  en	  laboratoire.	  Il	  est	  bien	  

connu	  que	   la	  ponte	  chez	   le	  poisson	  zèbre	  domestiqué	  est	   influencée	  par	   la	  photopériode	  

(Breder	  and	  Rosen,	  1966).	  En	  laboratoire,	  le	  contrôle	  du	  moment	  de	  la	  ponte	  se	  fait	  donc	  

grâce	   au	   cycle	   lumière/obscurité	   et	   à	   la	   séparation	   des	   sexes	   par	   une	   cloison	   dans	  

l’aquarium,	   les	   femelles	   ne	   pondant	   qu’au	   contact	   d’un	  mâle	   (Spence	   et	   al.,	   2008).	   Sans	  

cette	   séparation	   des	   sexes,	   la	   ponte	   commence	   habituellement	   dans	   la	   première	  minute	  

d'exposition	  à	  la	  lumière	  après	  l’obscurité,	  et	  dure	  environ	  une	  heure	  (Darrow	  and	  Harris,	  

2004).	  	  

Les	   femelles	   poisson-‐zèbre	   présentent	   un	   cycle	   reproducteur	   asynchrone	   et	  

continu.	   Une	   femelle	   peut	   pondre	   de	   50	   à	   200	  œufs	   tous	   les	   3	   à	   5	   j	   (Eaton	   and	   Farley,	  
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1974).	   	   Le	   cycle	   ovarien	   durant	   moins	   d’une	   semaine,	   permet	   l’obtention	   d’œufs	   en	  

nombre	  conséquent	  rapidement.	  La	  reproduction	  est	  externe.	  Les	  œufs	  sont	  non	  adhésifs	  

et	  démersaux	  avec	  un	  diamètre	  approximatif	  de	  0.7mm.	  Ils	  sont	  libérés	  directement	  sur	  le	  

substrat	  sans	  aucune	  préparation	  du	  substrat	  par	  les	  parents,	  ni	  soins	  parentaux	  (Spence	  

et	   al.,	   2008).	   Les	   embryons	   ont	   l’avantage	   de	   posséder	   un	   chorion	   transparent,	   rendant	  

ainsi	   les	   processus	   du	   développement	   embryonnaire	   précoce	   beaucoup	   plus	   accessibles	  

que	  chez	  la	  souris,	  par	  exemple,	  dont	  le	  développement	  est	  intra-‐utérin.	  Le	  développement	  

embryo-‐larvaire	   (figure	   17)	   est	   très	   rapide	   et	   a	   fait	   l’objet	   de	   nombreuses	   études	  

aboutissant	  à	  une	  description	  détaillée	  (Kimmel	  et	  al.,	  1995).	  

	  

	  
Figure	  17	  :	  Stades	  principaux	  de	  développement	  du	  poisson-‐zèbre	  d’après	  (Porcher	  et	  al.,	  
2003).	  Le	  temps	  entre	  chacun	  de	  ces	  stades	  varie	  selon	  la	  température	  dans	  laquelle	  se	  

trouvent	  les	  embryons	  (habituellement	  à	  28°C)	  
	  

	  

Il	  y	  a	  tout	  d’abord,	  à	  t	  =	  0h,	   la	  période	  “	  zygote	  ”	  ou	  une	  cellule,	  correspondant	  au	  

moment	  où	  l’oeuf	  vient	  d’être	  fertilisé.	  Cette	  période	  est	  suivie	  de	  près	  par	  les	  premières	  

divisions	   qui	   interviennent	   a	   t=3/4	   heures	   post-‐fertilisation	   (hpf).	   Ensuite,	   les	   divisions	  

cellulaires	   continuent	   et	   des	   changements	   de	   forme	   interviennent.	   La	   période	   de	   la	  

pharyngula	   (t	   =	  24	  h)	   est	  marquée	  par	   le	  début	  de	   la	  pigmentation	  de	   la	   rétine	   et	  de	   la	  

peau.	  La	  circulation	  du	  sang	  se	  met	  en	  place	  :	  le	  cœur	  commence	  à	  battre	  et	  on	  peut	  voir	  

des	   cellules	   sanguines	   en	   mouvement.	   Les	   nageoires	   pectorales	   commencent	   à	   se	  

développer.	  La	  période	  de	   l’éclosion	  commence	  à	   t	  =	  48	  hpf	  et	  dépend	  de	   l'épaisseur	  du	  
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chorion	  et	  de	  l'activité	  musculaire	  de	  l'embryon	  à	  l'intérieur,	  qui	  peuvent	  tous	  deux	  varier	  

dans	  un	  groupe	  d'embryons.	  Pendant	  cette	  période,	  la	  fin	  de	  la	  morphogénèse	  des	  organes	  

primaires	  a	   lieu.	  La	  période	  “	   larve	  précoce	  ”	  est	  atteinte	  à	  t	  =	  120	  hpf.	  Trois	   jours	  après	  

l’éclosion,	   la	  larve	  a	  pratiquement	  achevé	  sa	  morphogénèse	  et	  elle	  continue	  à	  grandir.	  La	  

larve	  commence	  à	  nager	  activement	  et	  bouge	  ses	  mâchoires,	   ses	  nageoires	  pectorales	  et	  

ses	   yeux.	   Ces	   développements	   permettent	   des	   réactions	   de	   fuite,	   et	   annoncent	   la	  

respiration,	  et	  la	  prise	  d’alimentation	  autonomes.	  	  

Pour	   ce	   qui	   est	   du	   développement	   des	   organes	   reproducteurs	   chez	   le	   poisson-‐

zèbre,	   on	   parle	   de	   différenciation	   indirecte.	   Les	   individus	   développent	   tous	   à	   partir	   de	  

gonades	   indifférenciées	   des	   ovaires	   dans	   un	   premier	   temps	   (Tong	   et	   al.,	   2010).	   Puis	   la	  

différentiation	  sexuelle	  s’effectue	  autour	  de	  l’âge	  de	  25-‐30	  jours	  (Clelland	  and	  Peng,	  2009;	  

Chen	   and	  Ge,	   2012),	   et	   la	  maturité	   sexuelle	   est	   ensuite	   atteinte	   à	   l’âge	  75	   jours	   environ	  

(Spence	   et	   al.,	   2008).	   Une	   fois	   cette	   maturité	   acquise,	   il	   faut,	   pour	   voir	   apparaître	   les	  

premières	   reproductions,	   attendre	   que	   les	   femelles	   et	   les	   mâles	   aient	   atteint	   une	   taille	  

suffisante,	  d’environ	  25mm	  (Spence	  et	  al.,	  2008),	   acquise	  à	  environ	  90	   jours.	  En	  effet,	   la	  

maturation	  sexuelle	  semble	  être	  liée	  d’avantage	  à	  la	  taille	  plutôt	  qu’à	  l’âge	  des	  poissons,	  et	  

les	   poissons	   sauvages	   et	   d’élevages	   semblent	   atteindre	   la	  maturation	   sexuelle	   pour	   des	  

tailles	   similaires	  malgré	   la	  différence	   importante	  de	  vitesse	  de	   croissance	   (Spence	  et	   al.,	  

2007).	  	  

	  

5.3 Formation	  du	  système	  nerveux	  central	  du	  poisson-‐zèbre	  
	  

5.3.1 Développement	  du	  cerveau	  	  
	   	  

Le	  développement	  embryonnaire	  du	  cerveau	  du	  poisson-‐zèbre,	  prend	  ses	  origines	  

comme	   c’est	   le	   cas	   pour	   tous	   les	   autres	   vertébrés,	   durant	   la	   spécification	   du	  

neuroectoderme.	  Ce	  processus	  est	  appelé	  «	  l’induction	  neurale	  »	  et	  est	  initié	  au	  moment	  de	  

la	   gastrulation,	   lorsque	   la	   couche	   mésodermique	   en	   formation	   entre	   en	   contact	   avec	  

l’ectoderme	   le	   recouvrant	   (Doniach	   and	   Musci,	   1995;	   Lumsden	   and	   Krumlauf,	   1996;	  

Spemann	   and	   Mangold,	   2001).	   Cette	   couche	   mésodermique	   présomptive	   sécrète	  

localement	   des	   facteurs	   importants	   pour	   induire	   ou	   inhiber	   l'induction	   neurale	   dans	   la	  

couche	   ectodermique.	   Une	   fois	   déterminé,	   l'ectoderme	   neural	   forme	   la	   plaque	   neurale,	  

précurseur	  du	  système	  nerveux.	  	  
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La	   plaque	   neurale	   se	   creuse	   ensuite,	   s'invagine	   de	  manière	   à	   former	   la	   gouttière	  

neurale	  puis,	  les	  plis	  neuraux	  qui	  bordent	  la	  gouttière	  fusionnent	  pour	  fermer	  la	  gouttière	  

qui	   devient	   le	   tube	   neural	   Au	   cours	   de	   ce	   processus	   de	   neurulation,	   le	   poisson-‐zèbre	  

diffère	   des	   autres	   vertébrés:	   au	   lieu	   de	   replier	   la	   plaque	   neurale	   immédiatement	   pour	  

former	   un	   tube	   avec	   une	   lumière,	   il	   se	   forme	   d'abord	   une	   épaisse	   couche	   de	   cellules	  

(neural	   keel).	   Cependant,	   la	   disposition	   topologique	   des	   cellules	   chez	   le	   poisson-‐zèbre	  

pendant	  la	  formation	  de	  ce	  ‘neural	  keel’	  à	  partir	  de	  la	  plaque	  neurale	  est	  similaire	  à	  celle	  

d'autres	   vertébrés	   (Schmidt	   et	   al.,	   2013)	   (Figure	   18).	   On	   observe	   alors	   une	   partie	  

antérieure	  renflée,	  la	  vésicule	  céphalique	  primitive,	  qui	  se	  segmente	  en	  trois	  vésicules	  qui	  

deviendront	  le	  prosencéphale,	  le	  mésencéphale,	  et	  le	  rhombencéphale	  qui	  est	  rattaché	  à	  la	  

moëlle	  épinière.	  Chacune	  des	  trois	  vésicules	  se	  subdivise	  ensuite	  en	  différentes	  régions.	  Le	  

prosencéphale,	  	  la	  plus	  antérieure	  des	  vésicules,	  se	  divise	  en	  deux	  régions,	  le	  diencéphale	  

pour	   sa	   partie	   caudale	   et	   le	   prosencéphale	   secondaire	   pour	   sa	   partie	   rostrale,	   cette	  

dernière	   contenant	   entre	   autre	   l’aire	   préoptique	   et	   l’hypothalamus,	   qui	   sont	   impliqués	  

dans	  les	  régulations	  endocrines.	  

	   	  

	  
Figure	  18	  :	  Principales	  subdivisions	  du	  cerveau	  embryonnaire	  des	  Vertébrés.	  D’après	  

(Medina,	  2009)	  

	  
	  

En	  ce	  qui	  concerne	  le	  modèle	  du	  poisson	  zèbre,	  la	  présence	  des	  trois	  vésicules	  	  ne	  

devient	  évidente	  qu’après	  environ	  12	  heures	  de	  développement	  (Kimmel	  et	  al.,	  1995).	  La	  

lumière	  du	  tube	  neural	  commence	  ensuite	  à	  se	  remplir	  de	  liquide	  cérébro-‐spinal	  entre	  18	  
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et	  22	  hpf	  pour	  initier	  l’ouverture	  des	  ventricules	  cérébraux.	  Les	  ventricules	  croissent	  alors	  

en	  taille,	  jusqu’	  à	  48hpf	  où	  la	  phase	  initiale	  de	  neurogenèse	  est	  terminée	  (Lowery	  and	  Sive,	  

2009).	  La	  neurogenèse	  prend	  ensuite	  place	  autour	  de	  la	  lumière	  des	  ventricules.	  Chacune	  

de	   ces	   vésicules	   contient	   alors	   des	   zones	   prolifératives	   dans	   lesquelles	   les	   neurones	   et	  

cellules	  gliales	  sont	  formés.	  	  

Le	   destin	   des	   neurones	   nouvellement	   formés,	   est	   fortement	   influencé	   par	   les	  

morphogènes	   secrétés	   par	   les	   différents	   centres	   de	   signalisations,	   ainsi	   que	   par	  

l'expression	  d'un	  ensemble	  spécifique	  de	  gènes	  exprimés	  au	  sein	  de	  territoires	  distincts	  du	  

tube	  neural	  (Vieira	  et	  al.,	  2010).	  Ainsi,	  comme	  les	  molécules	  de	  signalisation	  et	  les	  profils	  

d'expression	   de	   nombreux	   facteurs	   de	   transcription	   au	   cours	   des	   différents	   stades	   de	  

développement	   sont	   bien	   conservés,	   les	   mécanismes	   de	   base	   de	   la	   régionalisation	   sont	  

considérés	  comme	  conservés.	  

Profitant	  des	  techniques	  de	  transgenèse	  ou	  d’ARN	  antisens	  de	  type	  morpholino,	  la	  

connaissance	   des	   gènes	   impliqués	   dans	   le	   développement	   du	   cerveau	   ne	   cessent	   de	  

s’améliorer.	  Certains	  gènes	  semblent	  avoir	  des	  fonctions	  similaires	  chez	  les	  mammifères	  et	  

les	  téléostéens.	  Par	  exemple,	  comme	  chez	  les	  mammifères,	  foxg1a	  joue	  un	  rôle	  crucial	  dans	  	  

le	  développement	  du	  télencéphale	  des	  téléostéens,	  et,	  Rx3	  est	  nécessaire	  pour	  la	  formation	  

des	  yeux	  et	  du	  «	  eye	  field	  »	  (Stigloher	  et	  al.,	  2006;	  Danesin	  et	  al.,	  2009).	  De	  façon	  similaire,	  

le	  patron	  d’expression	  de	  shha	  et	  nkx2.1a	  est	  conservé,	  suggérant	  un	  rôle	  important	  de	  ces	  

deux	   facteurs	  de	   transcription	   dans	   le	   développement	   de	   l'hypothalamus	   (Rohr	   et	   al.,	  

2001;	  van	  den	  Akker	  et	  al.,	  2008).	  

En	   revanche,	   alors	  même	   qu’elle	   occupe	   une	   grande	   partie	   du	   cerveau	   antérieur	  

chez	  le	  poisson	  zèbre	  adulte,	  la	  région	  préoptique	  n'a	  pas	  été	  aussi	  clairement	  définie	  chez	  

la	  larve.	  L’aire	  préoptique	  se	  trouve	  en	  fait	  située	  dans	  une	  région	  charnière,	  rostralement	  

par	  rapport	  à	   l’hypothalamus	  et	  caudalement	  par	  rapport	  au	  télencéphale,	  et	  de	   fait,	  son	  

origine	  embryonnaire	  (télencephalique	  ou	  hypothalamique)	  est	  toujours	  l’objet	  de	  débats.	  

Si	  les	  études	  fonctionnelles	  ont	  coutume	  de	  relier	  l’aire	  préoptique	  à	  	  l’hypothalamus,	  des	  

études	  génétiques	  plus	  récentes	  menées	  chez	  la	  souris	  et	  le	  poulet	  contredisent	  clairement	  

ce	   dogme	   et	   montrent	   que	   cette	   région	   appartient	   au	   moins	   en	   partie	   au	   télencéphale	  

(Flames	  et	  al.,	  2007)	  (Bardet	  et	  al.,	  2010).	  
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5.3.2 Neurogenèse	  dans	  le	  cerveau	  adulte	  
	  

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).	  L’émergence	  

de	  nouvelles	  techniques	  pour	  étudier	  la	  prolifération	  cellulaire,	  telles	  que	  le	  marquage	  à	  la	  

bromodéoxyuridine	   (Brdu)	   ou	   au	   5-‐éthynyl-‐2'-‐deoxyuridine	   (EdU),	   ou	   encore	  

l’immunohistochimie	   de	   la	   protéine	  PCNA	   (proliferating	   cell	   nuclear	   antigen),	   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	  de	  neurogenèse	  télencéphaliques	  ont	  été	  mises	  en	  évidence,	  la	  zone	  sous-‐

ventriculaire	  qui	  borde	  les	  ventricules	  latéraux	  et	  la	  zone	  sous-‐granulaire	  du	  gyrus	  dentelé	  

de	  l’hippocampe.	  	  

Le	   cerveau	   des	   poissons	   téléostéens	   contraste	   considérablement	   avec	   celui	   des	  

mammifères	   puisque	   l’activité	   de	   prolifération	   à	   l’âge	   adulte	   ne	   se	   limite	   pas	   à	   deux	  

régions	  mais	  elle	  s’étend	  à	  de	  nombreux	  territoires	  cérébraux	  (Figure	  19)	  (Ekstrom	  et	  al.,	  

2001;	  Zupanc	  et	  al.,	  2005;	  Adolf	  et	  al.,	  2006;	  Grandel	  et	  al.,	  2006;	  Kuroyanagi	  et	  al.,	  2010).	  	  

	  

	  
Figure	  19:	  Représentation	  schématique	  des	  zones	  de	  prolifération	  et	  de	  neurogenèse	  dans	  
le	  cerveau	  du	  poisson-‐zèbre	  adulte.	  D’après	  Kaslin	  et	  al.	  (2008)	  

	  

	  

Chez	   le	   poisson	   zèbre,	   16	   régions	   distinctes	   de	   prolifération	   ont	   été	   mises	   en	  

évidence	   (Grandel	   et	   al.,	   2006).	   Ces	   régions	   sont	   situées	   principalement	   dans	   des	   zones	  
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périventriculaires	  du	  cerveau	  antérieur	  au	  niveau	  des	  bulbes	  olfactifs,	  du	  télencéphale,	  du	  

diencéphale,	  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	   mammifères	   (Alvarez-‐Buylla	   and	   Garcia-‐Verdugo,	   2002;	  

Kempermann,	  2002;	  Taupin	  and	  Gage,	  2002;	  Goldman,	  2003;	  Garcia	  et	  al.,	  2004;	  Merkle	  et	  

al.,	   2004;	   Doetsch	   and	   Hen,	   2005;	   Lledo	   and	   Saghatelyan,	   2005),	   les	   oiseaux	   (Goldman,	  

1998),	  et	   les	  reptiles	   (Garcia-‐Verdugo	  et	  al.,	  2002),	   la	  plupart	  des	  cellules	  générées	  dans	  

ces	   zones	   prolifératives	   se	   différencient	   en	   neurones	   (Zupanc,	   2001;	   Adolf	   et	   al.,	   2006;	  

Grandel	  et	  al.,	  2006;	  Zupanc	  et	  al.,	  2006).	  	  

L’utilisation	   de	  marqueurs	   neuronaux	   associés	   à	   des	  marqueurs	   de	   prolifération	   a	  

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	  de	  la	  glie	  radiaire	  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	   peuvent	   être	   des	   cellules	  

progénitrices	  neuronales	  (Malatesta	  et	  al.,	  2000;	  Noctor	  et	  al.,	  2001;	  Gotz	  and	  Barde,	  2005;	  

Mori	   et	   al.,	   2005).	   Alors	   que	   chez	   les	   mammifères,	   ces	   cellules	   se	   différencient	   en	  

astrocytes	  à	  la	  fin	  de	  la	  période	  de	  neurogenèse	  embryonnaire,	  dans	  le	  cerveau	  des	  oiseaux	  

et	  des	  poissons,	   ces	   cellules	   gliales	   radiaires	  persistent	   à	   l’âge	  adulte	  et	  peuvent	  donner	  

naissance	  à	  de	  nouveaux	  neurones	  (Onteniente	  et	  al.,	  1983;	  Alvarez-‐Buylla	  et	  al.,	  1987).	   	  
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6. LE	  PROJET	  DE	  THESE	  
	  
	  

Comme	  exposé	  au	  cours	  de	  cette	   introduction,	   la	   fonction	  de	  reproduction	  a,	  chez	  

certains	   vertébrés,	   en	   particulier	   chez	   de	   nombreux	   	   téléostéens,	   la	   particularité	   d’être	  

placée	  sous	  un	  double	  contrôle	  cérébral,	  stimulateur	  par	   la	  gonadolibérine	  (GnRH),	  mais	  

aussi	  inhibiteur	  par	  la	  DA.	  	  

Le	   but	   de	   cette	   thèse	   était	   d’approfondir	   nos	   connaissances	   sur	   le	   système	  

dopaminergique	   impliqué	   dans	   ce	   contrôle	   inhibiteur.	   Pour	   ce	   faire,	   nous	   voulions	   tirer	  

avantage	  du	  poisson-‐zèbre,	  un	  organisme	  modèle	  de	  plus	  en	  plus	  utilisé	  en	  laboratoire	  et	  

pour	   lequel	   existent	   de	   nombreux	   outils	   moléculaires.	   Nos	   connaissances	   sur	  

l’endocrinologie	   de	   la	   reproduction	   du	   poisson-‐zèbre	   ont	   considérablement	   augmenté	  

notamment	  grace	  au	  séquençage	  de	  son	  génome	  (Howe	  et	  al.,	  2013).	  L’étude	  comparative	  

du	   génome	   du	   poisson-‐zèbre	   avec	   celui	   de	   l’être	   humain,	   de	   la	   souris	   ou	   d’autres	  

organismes,	   a	   permis	   l’identification	   de	   gènes	   orthologues	   ou	   paralogues	   (qui	   résultent	  

d'une	  duplication	  génique),	  et	  même	  de	  nouveaux	  gènes.	  Ces	  travaux	  ont	  notamment	  mis	  

en	   évidence	   l’implication	   de	   nombreux	   gènes	   dans	   l’embryogenèse	   ou	   dans	  

l’organogenèse.	  De	  plus,	  de	  par	  sa	  position	  dans	  l’arbre	  phylogénétique,	  cet	  animal	  apporte	  

des	  informations	  relatives	  au	  développement	  et	  à	  l’évolution	  qui	  ne	  peuvent	  être	  obtenues	  

en	   étudiant	   la	   drosophile	   (Drosophila	   melangaster)	   ou	   le	   nématode	   (Caenorhabditis	  

elegans)	  (Dooley	  and	  Zon,	  2000).	  

Néanmoins,	   de	   nombreuses	   lacunes	   concernant	   la	   physiologie	   de	   la	   reproduction	  

subsistent	  chez	  le	  poisson-‐zèbre.	  Ainsi,	  le	  rôle	  de	  la	  DA	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  reproduction	  

n’a	   jamais	   été	   exploré	   dans	   cette	   espèce.	   L’importance	   du	   contrôle	   dopaminergique	  

inhibiteur	  de	   la	   fonction	  gonadotrope,	  variant	  d’une	  espèce	  de	  téléostéen	  à	   l’autre,	  notre	  

premier	   objectif	   a	   donc	   été	   de	   rechercher	   s’il	   existait	   bien,	   chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   un	  

contrôle	  inhibiteur	  de	  la	  reproduction	  par	  la	  DA.	  L’objectif	  suivant	  fut	  d’étudier	  les	  bases	  

anatomiques	   et	   morphologiques	   de	   ce	   contrôle	   dopaminergique	   de	   la	   fonction	  

gonadotrope	  dans	  cette	  espèce,	  en	  recherchant	   les	  récepteurs	  hypophysaires	  de	   la	  DA	  et	  

les	   neurones	   DAergiques	   impliqués	   dans	   cette	   régulation.	   Enfin,	   nous	   avons	   mis	   en	  

évidence	   certaines	   caractéristiques	   développementales	   des	   neurones	   neuroendocrines	  

impliqués	  dans	  ce	  contrôle	  chez	  le	  poisson-‐zèbre.	   	  
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1. ARTICLE	  1	  :	  LA	  DOPAMINE	  INHIBE	  LA	  REPRODUCTION	  CHEZ	  LES	  FEMELLES	  
POISSON-‐ZEBRE	  (DANIO	  RERIO)	  VIA	  TROIS	  RECEPTEURS	  HYPOPHYSAIRES	  DE	  
TYPE	  D2.	  

	  
Fontaine	   R,	  Affaticati	   P,	  Yamamoto	   K,	  Jolly	   C,	  Bureau	   C,	  Baloche	   S,	  Gonnet	   F,	  Vernier	  
P,	  Dufour	  S,	  and	  Pasqualini	  C.	  
	  

Résumé	  :	  	  

Chez	  certains	  téléostéens,	   le	  contrôle	  stimulateur	  de	   l’axe	  gonadotrope	  assuré	  par	  

la	   GnRH	   est	   contre-‐balancé	   par	   un	   contrôle	   inhibiteur	   assuré	   par	   la	   dopamine	   (DA).	  

L’importance	   fonctionnelle	  de	   cette	  voie	  de	   régulation	  diffère	  beaucoup	  d’une	  espèce	  de	  

téléostéens	  à	  l’autre.	  Le	  poisson-‐zèbre	  (Danio	  rerio)	  est	  un	  vertébré	  modèle	  couramment	  

utilisé,	  pourtant	   le	  rôle	  de	   la	  DA	  dans	   le	  contrôle	  neuroendocrine	  de	  sa	  reproduction	  n’a	  

jamais	  été	  étudié.	  

Nous	   avons	   injecté	   à	   des	   femelles	   poisson-‐zèbre	   âgées	   ne	   cyclant	   plus,	   soit	   un	  

agoniste	  de	  la	  GnRH	  (GnRHa),	  soit	  un	  antagoniste	  des	  récepteurs	  dopaminergiques	  de	  type	  

D2	  (Dompéridone),	  soit	  les	  deux	  ensemble	  et	  mesuré	  par	  qPCR	  l’expression	  de	  la	  LHβ	  et	  de	  

la	   FSHβ	   dans	   leur	   hypophyse	   et,	   en	   parallèle,	   analysé	   l’état	   de	  maturation	   des	   ovocytes	  

dans	  leurs	  ovaires.	  Nous	  avons	  ainsi	  pu	  montrer	  que	  seul	  le	  double	  traitement	  (GnRHa	  +	  

Dompéridone),	  peut	  induire	  une	  augmentation	  significative	  de	  l’expression	  hypophysaire	  

de	  la	  LHβ	  et	  une	  reprise	  de	  la	  vitellogenèse,	  démontrant	  que	  chez	  la	  femelle	  poisson-‐zèbre	  

âgée	   une	   levée	   de	   l’inhibition	   DAergique	   est	   indispensable	   pour	   que	   s’exprime	   l’effet	  

stimulant	  de	   la	  GnRH	  et	  qu’une	   réactivation	  de	   l’ovaire	   se	  produise.	  Nous	  avons	  ensuite	  

montré	  par	  un	  double	  marquage	  immunofluorescent	  l’innervation	  dopaminergique	  directe	  

des	   cellules	  hypophysaires	  productrices	  de	  LH.	  Nous	   avons	   enfin	   cherché	   à	   savoir	   si	   les	  

trois	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  D2	  (R-‐D2)	  existant	  chez	  le	  poisson-‐zèbre	  étaient	  exprimés	  

dans	   l’hypophyse.	   Par	   des	   techniques	   de	   doubles	   ou	   triples	   marquages	   combinant	  

hybridation	   in	  situ	   et	   immunofluorescence,	  nous	  avons	  pu	  montrer	  que	   les	   cellules	  à	  LH	  

expriment	  les	  trois	  R-‐D2,	  suggérant	  qu’ils	  pourraient	  être	  tous	  les	  trois	  impliqués	  dans	  la	  

transduction	  du	  message	  inhibiteur	  aux	  cellules	  productrices	  de	  LH.	  

Ces	   résultats	   démontrent	   que,	   chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   la	   DA	   exerce	   bien	   un	   effet	  

inhibiteur	  puissant,	   capable	  de	  s’opposer	  à	   l’effet	   stimulant	  de	   la	  GnRH,	  dans	   le	  contrôle	  

neuroendocrine	  de	  la	  reproduction.	  
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Techniques	  utilisées	  :	  
	  

-‐ Injections	  in	  vivo	  de	  substances	  pharmacologiques	  chez	  des	  femelles	  de	  4	  et	  24	  

mois	  

-‐ qPCR	  pour	  quantifier	  les	  niveaux	  de	  transcrits	  de	  la	  lh	  et	  de	  la	  fsh	  dans	  l’hypophyse	  

-‐ Histologie	  des	  gonades,	  pour	  apprécier	  l’effet	  stimulant	  des	  traitements.	  

-‐ Immunofluorescence	  de	  la	  TH	  et	  de	  la	  LHβ	  pour	  observer	  l’innervation	  

dopaminergique	  des	  cellules	  gonadotropes	  sécrétrices	  de	  LH	  

-‐ Hybridation	  in	  situ	  fluorescente	  triple	  couleur	  des	  récepteurs	  dopaminegiques	  D2a,	  

D2b	  et	  D2c	  pour	  étudier	  la	  localisation	  des	  transcrits	  dans	  l’hypophyse	  	  

	  



	   	  
	  

	  

	  
	  



	  

	  

	  

	  
	  



	   	  
	  

	  

	  

	  



	  

	  

	  

	  
	  



	   	  
	  

	  

	  

	  



	  

	  

	  

	  
	  



	   	  
	  

	  

	  

	  



	  

	  

	  

	  
	  



	   	  
	  

	  

	  

	  



	  

	  

	  

	  
	  



	   	  
	  

	  

	  

	  



	  

	  

	  

	  
	  



	   	  
	  

	  

	  
SUPPLEMENTAL	  FIGURE	  1	  

	  
	  

	  
	   	  
	  
	   	  

Figure 1: A- Pituitary transcript levels of gonadotropins β-subunits in 4-month cycling females 
following in vivo treatment with diluent (control), a GnRH agonist (GnRHa), a dopamine D2-R 
antagonist domperidone (Domp), or a combination of both (GnRHa+Domp). The amounts of Lhβ	  
and Fshβ	  mRNAs in each sample were quantified by real time RT-PCR, and normalized to the 
amount of Gapdh (the reference gene) mRNAs contained in the same sample. The mean control 
values were set to 100% (or 1), and each treated animal value has been calculated as a percentage of 
the control value. All data presented are expressed as means ± SEM (n=6). Asterisks indicate a 
significant difference from control group (***P< 0. 001, ANOVA followed by Tukey’s multiple 
comparison test). B- Gonadosomatic index (GSI) in 4-month cycling females following in vivo 
treatment with diluent (control), GnRHa, domperidone, or a combination of both (GnRHa+Domp).	  
	  



	  

	  

	  
	  
SUPPLEMENTAL	  FIGURE	  2	  
	  

	  

	  
	  
	  

	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
SUPPLEMENTAL	  TABLE	  1.	  List	  of	  primers	  used	  for	  cloning	  dopamine	  D2	  receptor	  genes	  
	  

	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
SUPPLEMENTAL	  TABLE	  2.	  Percentage	  of	  shared	  nucleotide	  identity	  of	  the	  D2-‐R	  probes	  
	  

	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  

Figure 2: Negative controls of fluorescent in situ hybridisation for zebrafish D2-Rs in the pituitary: 
Projection of confocal z stacks of pituitary gland stained by three-color fluorescent ISH for D2a 
(green) D2b (blue) and D2c (red) DA receptors, using sense probes: The sense D2a, D2b, and D2c 
probes demonstrated no hybridization to the pituitary. Dapi staining indicates the shape of the whole 
pituitary.	  
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2. ARTICLE	  2.	  LES	  NEURONES	  DOPAMINERGIQUES	  INHIBITEURS	  DE	  LA	  
FONCTION	  GONADOTROPE	  :	  ETUDES	  ANATOMIQUES	  ET	  
DEVELOPPEMENTALES	  

	  
	  

Résumé	  :	  	  

Nous	   avons	   récemment	   démontré	   qu’il	   existait	   un	   contrôle	   dopaminergique	  

inhibiteur	   de	   la	   fonction	   de	   reproduction	   chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   et	   qu’il	   pouvait	   être	  

puissant	   chez	   les	   femelles	   agées.	   Nous	   avions	   alors	   mis	   en	   évidence	   de	   nombreuses	  

terminaisons	  dopaminergiques	  aboutissant	  sur	  l’antéhypophyse	  et	  en	  particulier	  sur	  -‐	  ou	  à	  

proximité-‐	  des	  cellules	  gonadotropes	  à	  LH.	  	  

Nous	  avons	  donc	  dans	  la	  présente	  étude	  cherché	  à	  localiser	  les	  corps	  cellulaires	  des	  

neurones	   dopaminergiques	   émettant	   ces	   projections,	   par	   des	   expériences	   de	   traçage	  

rétrograde	   basées	   sur	   l’injection	   de	  microcristaux	   de	   DiI	   dans	   l'hypophyse	   de	   poissons	  

adultes.	  Une	  immunofluorescence	  (IF)	  de	  la	  tyrosine	  hydroxylase	  (TH)	  après	  la	  migration	  

du	   Dil,	   nous	   a	   permis	   de	   déterminer	   que	   les	   neurones	   dopaminergiques	   projetant	   vers	  

l'hypophyse	  sont	  originaires	  de	  la	  partie	  la	  plus	  antéro-‐ventrale	  de	  l'aire	  préoptique.	  Nous	  

avons	   appelé	   ces	  neurones	  hypophysiotropes:	   les	   neurones	  dopaminergiques	  préoptico-‐

hypophysaires	  (POHDA).	  	  

Nous	  avons	  ensuite	  étudié	  le	  développement	  des	  neurones	  POHDA	  et	  nous	  l’avons	  

comparé	  avec	   celui	  des	  neurones	  dopaminergiques	  du	  noyau	  suprachiasmatique	   (SCDA)	  

voisin.	  Grâce	  à	  des	  repères	  anatomiques	  précoces,	  nous	  avons	  pu	  suivre	  le	  développement	  

embryonnaire	   de	   ces	   deux	   populations	   et	   déterminer	   que	   les	   neurones	   POHDA	   sont	   les	  

derniers	   à	   se	   différencier	   (à	   partir	   de	   72hpf),	   comparés	   à	   toutes	   les	   autres	   populations	  

dopaminergiques	   du	   cerveau	   antérieur,	   et	   qu’ils	   ont	   de	   ce	   fait	   jusque-‐là	   été	   exclus	   de	  

toutes	   les	   études	   de	   développement.	   En	   outre,	   nous	   avons	  montré	   que	   contrairement	   à	  

celui	   des	   neurones	   SCDA	   qui	   reste	   constant	   tout	   au	   long	   de	   la	   vie	   du	   poisson-‐zèbre,	   le	  

nombre	   des	   neurones	   POHDA	   continue	   d’augmenter	   tant	   que	   le	   poisson	   continue	   à	  

grandir,	  et	  ce	  probablement	  grâce	  à	  une	  neurogenèse	  active.	  Nous	  avons	  aussi	  observé	  que	  

cette	  augmentation	  est	  corrélée	  à	  la	  taille	  du	  poisson.	  

	  Enfin,	   l’étude	   des	   profils	   d'expression	   de	   plusieurs	   gènes	   connus	   pour	   être	  

impliqués	   dans	   le	   développement	   d’autres	   neurones	   dopaminergiques	   ou	   de	   neurones	  

neuroendocrines	   ou	   encore	   pour	   être	   exprimés	   dans	   la	   région	   préoptique,	   en	   utilisant	  

l’hybridation	  in	  situ	  fluorescente	  combinée	  avec	  une	  IF	  de	  la	  TH,	  a	  indiqué	  que	  les	  réseaux	  
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génétiques	   impliqués	   dans	   le	   développement	   des	   deux	   populations	   sont	   au	   moins	   en	  

partie	   différents.	   Cette	   étude	   a	   aussi	  mis	   en	   évidence	   que	   le	   réseau	   génétique	   impliqué	  

dans	   le	   codage	  des	  neurones	  POHDA	  est	   différent	   de	   ce	   qui	   a	   été	   décrit	   pour	   les	   autres	  

neurones	  neuroendocrines	  ou	  dopaminergiques.	  

Ce	   travail	   décrit	   donc	   l’anatomie	   du	   système	   dopaminergique	   préoptico-‐

hypophysaire	  chez	  le	  poisson-‐zèbre	  adulte	  et	  sa	  mise	  en	  place	  au	  cours	  du	  développement.	  

Il	  apporte	  en	  outre	  les	  premières	  données	  génétiques	  sur	  le	  développement	  de	  ce	  groupe	  

de	   neurones	   mal	   connu	   qui	   exerce	   un	   puissant	   effet	   inhibiteur	   sur	   la	   sécrétion	   des	  

gonadotropines	  et	  probablement	  aussi	  un	  contrôle	  sur	   la	  sécrétion	  des	  autres	  hormones	  

antéhypophysaires.	  	  

	  

	  

Techniques	  utilisées	  :	  
	  

-‐ Traçage	  rétrograde	  des	  neurones	  hypophysiotropes	  par	  l’injection	  de	  DiI	  dans	  

l’hypophyse	  de	  poissons-‐zèbre	  adultes	  

-‐ Immunofluorescence	  de	  la	  TH	  pour	  localiser	  les	  corps	  cellulaires	  et	  les	  fibres	  des	  

neurones	  dopaminergiques	  dans	  le	  cerveau	  du	  poisson-‐zèbre	  et	  ce	  	  à	  différents	  

stades	  :	  adulte,	  1	  mois,	  15,	  7,	  4,	  3	  et	  2	  dpf.	  

-‐ Incorporation	  de	  BrdU	  pour	  	  rechercher	  une	  éventuelle	  neurogenèse	  après	  la	  

période	  embryonnaire	  au	  sein	  de	  la	  population	  dopaminergique	  étudiée.	  

-‐ Hybridation	  in	  situ	  fluorescente	  de	  la	  prolactine	  pour	  repérer	  l’hypophyse	  chez	  

l’embryon	  de	  poisson-‐zèbre	  bien	  avant	  l’expression	  de	  la	  lh	  et	  de	  la	  fsh.	  

-‐ Hybridation	  in	  situ	  fluorescente	  de	  plusieurs	  facteurs	  de	  transcription	  pour	  étudier	  

le	  réseau	  génétique	  impliqué	  dans	  la	  différenciation	  des	  neurones	  dopaminergiques	  

neuroendocrines	  à	  différents	  stades	  de	  développement	  ,	  sur	  des	  individus	  de	  48,	  

72,	  84	  et	  96	  hpf,	  et	  1	  mois.	  

-‐ Génotypage	  et	  analyse	  des	  mutants	  otpa-‐/-‐	  et	  otpb-‐/-‐	  pour	  étudier	  le	  rôle	  de	  ces	  

facteurs	  de	  transcription	  dans	  la	  différenciation	  des	  neurones	  étudiés.	  
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The	  Dopaminergic	  Neurons	  Controlling	  Anterior	  Pituitary	  Functions:	  

Anatomy	  and	  Ontogenesis	  in	  Zebrafish	  
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Abstract	  	  

Dopaminergic	  (DA)	  neurons	  located	  in	  the	  preoptico-‐hypothalamic	  region	  of	  the	  

brain	  exert	  a	  major	  neuroendocrine	  control	  on	  reproduction,	  growth	  and	  homeostasis	  by	  

regulating	  the	  secretion	  of	  anterior	  pituitary	  (or	  adenohypophysis)	  hormones.	  Here,	  using	  

retrograde	  tract	  tracing	  experiments,	  we	  precisely	  identified	  the	  neurons	  playing	  this	  role	  

in	  the	  zebrafish	  as	  a	  model.	  The	  DA	  cells	  projecting	  directly	  to	  the	  anterior	  pituitary	  are	  

localized	  in	  the	  most	  anteroventral	  part	  of	  the	  preoptic	  area,	  and	  we	  named	  them	  

preoptico-‐hypophyseal	  (POH)	  DA	  neurons.	  During	  development,	  these	  neurons	  do	  not	  

appear	  before	  72	  hpf	  and	  are	  the	  last	  DA	  neurons	  to	  differentiate.	  We	  also	  found	  that	  the	  

number	  of	  neurons	  in	  this	  cell	  population	  continues	  to	  increase	  all	  life-‐long,	  proportionally	  

to	  the	  growth	  of	  the	  fish.	  BrdU	  incorporation	  analysis	  suggested	  that	  this	  increase	  is	  due	  to	  

continuous	  neurogenesis	  and	  not	  due	  to	  a	  phenotypic,	  plastic	  change	  in	  already	  existing	  

neurons.	  Finally,	  gene	  expression	  analysis	  (e.g.	  otp,	  nr4a2)	  showed	  that	  the	  gene	  network	  

involved	  in	  their	  differentiation	  is	  distinct	  from	  that	  of	  other	  dopaminergic	  cell	  

populations.	  This	  study	  identified	  the	  neurons	  giving	  rise	  to	  the	  neuroendocrine	  DA	  

system	  in	  zebrafish,	  providing	  the	  morphological	  support	  for	  the	  effects	  of	  DA	  on	  the	  

secretion	  of	  anterior	  pituitary	  hormones.	  In	  addition,	  it	  demonstrates	  that	  these	  cells	  

develop	  as	  an	  independent	  DA	  cell	  population	  in	  the	  brain.	  It	  also	  offers	  some	  insights	  into	  

the	  regional	  identity	  of	  the	  preoptic	  area	  and	  provides	  the	  first	  genetic	  bases	  for	  functional	  

studies	  on	  the	  development	  of	  the	  POHDA	  neurons.	  
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Introduction	  

Dopamine	  (DA),	  a	  neurotransmitter	  acting	  in	  the	  central	  nervous	  system	  of	  vertebrates,	  is	  

known	  to	  control	  a	  variety	  of	  physiological	  functions	  including	  motor	  programming,	  

reward-‐related	  behavior,	  vision,	  learning,	  memory,	  and	  emotions	  (for	  review,	  Bjorklund	  

and	  Dunnett,	  2007).	  DA	  also	  represents	  the	  only	  nonpeptidergic	  agent	  exhibiting	  well-‐

defined	  hypophysiotropic	  functions:	  DA	  regulates	  the	  secretion	  of	  anterior	  pituitary	  

hormones,	  such	  as	  prolactin	  (PRL),	  growth	  hormone	  (GH),	  thyroid-‐stimulating	  hormone	  

(TSH)	  and	  melanocyte	  stimulating	  hormone	  (α-‐MSH;	  for	  review,	  Tuomisto	  and	  Mannisto,	  

1985).	  In	  addition,	  in	  some	  vertebrate	  species,	  DA	  exerts	  an	  inhibitory	  control	  on	  pituitary	  

gonadotrope	  cells,	  counteracting	  the	  stimulatory	  effect	  of	  gonadotropin-‐releasing	  

hormone	  (GnRH)	  on	  gonadotropin	  release	  and	  reproductive	  function.	  Such	  a	  dual	  

neuroendocrine	  control	  of	  reproduction	  by	  GnRH	  and	  DA	  was	  first	  demonstrated	  in	  

teleosts	  (Peter	  et	  al.,	  1978;	  Chang	  and	  Peter,	  1983;	  Kah	  et	  al.,	  1987),	  but	  similar	  

dopaminergic	  	  action	  in	  the	  control	  of	  reproduction	  has	  been	  shown	  in	  several	  species	  in	  

various	  classes	  of	  vertebrates:	  amphibians	  (Sotowska-‐Brochocka	  et	  al.,	  1994),	  birds	  (Sharp	  

et	  al.,	  1989;	  Contijoch	  et	  al.,	  1992)	  and	  mammals	  (Huseman	  et	  al.,	  1980;	  Lacau-‐Mengido	  et	  

al.,	  1993;	  Thiery	  et	  al.,	  1995;	  Liu	  and	  Herbison,	  2012).	  However,	  the	  intensity	  of	  DA	  

inhibition	  largely	  differs	  among	  vertebrate	  classes	  as	  well	  as	  within	  each	  class.	  	  	  

The	  zebrafish	  (Danio	  rerio)	  has	  emerged	  as	  a	  powerful	  model	  to	  study	  the	  

development	  of	  DA	  systems	  and	  their	  physiology	  (Rink	  and	  Wullimann,	  2002;	  Schweitzer	  

and	  Driever,	  2009).	  We	  recently	  demonstrated	  that	  DA	  exerts	  a	  potent	  inhibitory	  control	  

upon	  female	  gonadotrope	  function	  in	  zebrafish	  (Fontaine	  et	  al.,	  2013).	  The	  presence	  of	  

numerous	  fibers	  immunolabeled	  for	  tyrosine	  hydroxylase	  (THir),	  the	  rate-‐limiting	  enzyme	  

of	  the	  catecholamine	  synthetic	  pathway,	  has	  been	  observed	  in	  the	  proximalis	  pars	  distalis	  

(PPD)	  of	  the	  female	  zebrafish	  pituitary,	  suggesting	  that	  a	  direct	  dopaminergic	  innervation	  
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may	  control	  the	  secretion	  of	  LHβ	  from	  gonadotrope	  cells	  (Fontaine	  et	  al.,	  2013).	  Unlike	  

amniotes,	  teleosts	  do	  not	  have	  hypothalamo-‐pituitary	  portal	  system,	  and	  the	  pituitary	  

target	  cells	  are	  directly	  innervated	  by	  the	  neuroendocrine	  nerve	  terminals	  (Ball,	  1981).	  	  

Previous	  neuroanatomical	  investigations	  in	  other	  teleosts	  (goldfish:	  Kah	  et	  al.,	  

1986;	  Kah	  et	  al.,	  1987;	  electric	  fish:	  Johnston	  and	  Maler,	  1992;	  atlantic	  salmon:	  Holmqvist	  

and	  Ekstrom,	  1995,	  trout:	  Linard	  et	  al.,	  1996,	  and	  European	  eel:	  Vidal	  et	  al.,	  2004;	  Weltzien	  

et	  al.,	  2006),	  have	  demonstrated	  that	  the	  major	  dopaminergic	  innervation	  of	  the	  pituitary	  

originates	  from	  a	  subset	  of	  neurons	  in	  the	  antero-‐ventral	  part	  of	  the	  preoptic	  area.	  

However,	  the	  precise	  location	  of	  the	  DA	  neurons	  that	  project	  onto	  the	  anterior	  pituitary	  

gland	  remained	  so	  far	  unknown	  in	  zebrafish	  and	  the	  embryonic	  development	  of	  this	  DA	  

neuroendocrine	  system	  had	  never	  been	  described.	  

Here	  we	  identified	  the	  DA	  neurons	  projecting	  to	  the	  pituitary	  gland,	  providing	  a	  

morphological	  support	  for	  the	  DA	  actions	  on	  the	  anterior	  pituitary	  hormone	  secretion	  in	  

zebrafish.	  We	  showed	  that	  this	  neuroendocrine	  population	  possesses	  developmental	  

peculiarities	  as	  compared	  to	  other	  DA	  populations,	  and	  displays	  neurogenesis	  even	  during	  

adulthood.	  Our	  findings	  also	  offer	  some	  insights	  into	  the	  regional	  identity	  of	  the	  preoptic	  

area	  in	  zebrafish.	  
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Materials	  and	  Methods	  

Animals.	  AB	  strain	  zebrafish	  (Danio	  rerio)	  and	  otpam866/m886	  (Ryu	  et	  al.,	  2007)	  and	  

otpbsa115/sa115	  (obtained	  from	  Sanger	  Zebrafish	  Mutation	  Project)	  mutants	  were	  maintained	  

at	  28°C	  on	  a	  14/10	  hour	  light/dark	  cycle	  and	  fed	  once	  a	  day.	  Embryos	  and	  larvae	  were	  

raised	  at	  28	  °C	  until	  7dpf	  in	  embryo	  medium	  (EM),	  and	  then	  in	  fish	  water.	  Developmental	  

stages	  used	  are	  described	  by	  Kimmel	  et	  al.	  1995.	  The	  genotype	  of	  otp	  alleles	  was	  

determined	  by	  genomic	  PCR	  as	  described	  in	  Fernandes	  et	  al.	  2013.	  Animal	  manipulations	  

were	  performed	  according	  to	  the	  recommendations	  of	  the	  French	  Ethical	  Committee	  and	  

under	  the	  supervision	  of	  authorized	  investigators	  (CP,	  SD).	  	  

TH	  Immunofluorescence.	  We	  used	  TH-‐immunoreactivity	  as	  a	  marker	  for	  DA	  

neurons	  because	  all	  catecholaminergic	  neurons	  in	  the	  forebrain	  and	  midbrain	  are	  

considered	  to	  be	  dopaminergic	  in	  all	  the	  species	  studied	  (Smeets	  and	  Reiner,	  1994).	  We	  

used	  a	  mouse	  antibody	  anti-‐TH	  (1:500;	  MAB318	  Millipore)	  whose	  specificity	  was	  

previously	  validated	  in	  zebrafish	  (Yamamoto	  et	  al.,	  2010),	  and	  shown	  to	  mostly	  recognizes	  

TH1.	  Immunofluorescent	  staining	  (IF)	  was	  performed	  onto	  free-‐floating	  vibratome	  

(VT1000S	  Leica,	  Germany)-‐sectioned	  brains	  (60	  μm)	  embedded	  in	  3%	  agarose,	  as	  

described	  previously	  (Fontaine	  et	  al.,	  2013).	  After	  incubation	  with	  a	  secondary	  goat	  anti-‐

mouse	  antibody	  coupled	  to	  AlexaFluor	  488	  (A11001	  Invitrogen)	  or	  to	  Cy	  (Cy3:	  

115,165,044;	  Cy5:	  115,175,003	  Jackson	  laboratories)	  at	  a	  concentration	  of	  1:1000,	  tissues	  

were	  treated	  for	  nuclei	  staining	  with	  DAPI	  (4′,6-‐Diamidino-‐2-‐phenylindole	  

dihydrochloride	  -‐	  32670	  Sigma)	  at	  a	  titer	  of	  1/1000.	  

DiI	  Retrograde	  tracing.	  Nine-‐month	  old	  cycling	  females	  were	  sacrificed	  with	  an	  

overdose	  of	  MS-‐222.	  The	  skull	  was	  opened	  to	  facilitate	  the	  brain	  fixation	  in	  4%	  

paraformaldehyde	  (PFA;15710	  Electron	  Microscopy	  Sciences,	  Hatfield,	  Pennsylvania)	  in	  

phosphate	  buffer	  saline	  (PBS)	  overnight	  at	  4°C.	  Since	  the	  pituitary	  stalk	  of	  zebrafish	  is	  
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extremely	  fragile,	  the	  pituitary	  was	  exposed	  from	  the	  ventral	  side	  by	  removing	  the	  ventral	  

jaw	  and	  the	  surrounding	  tissues.	  A	  small	  hole	  was	  made	  in	  the	  PPD	  and	  a	  microcrystal	  of	  

DiI	  (1,1'-‐Dilinoleyl-‐3,3,3',3'	  tetramethylindocarbocyanine	  perchlorate,	  FAST	  DiI™	  oil	  ;	  D-‐

3899	  Invitrogen-‐Molecular	  Probes)	  was	  implanted.	  Tissues	  were	  then	  incubated	  in	  PBS	  

during	  8-‐10	  days	  in	  the	  dark	  at	  37°C	  for	  allowing	  dye	  migration.	  Brains	  were	  then	  

dissected	  and	  processed	  to	  make	  sagittal	  or	  frontal	  sections	  of	  60	  µm	  thickness.	  	  

BrdU incorporation experiments. One- and three- month old female fish were incubated 

in 1mM BrdU (5-Bromo-2′-deoxyuridine; B5002 SIGMA) diluted in fish water with 15% 

DMSO for 3 days. A BrdU solution was used every day, one hour after feeding. After the 

treatment, BrdU was removed and fish were raised for 3 weeks under standard conditions. Then 

fish were sacrificed with overdose of MS-222, fixed in 4% PFA overnight. Brains were 

dissected, subsequently sectioned in sagittal or frontal planes (60 µm). Immunofluorescent 

staining of rat anti-BrdU (1:500; ab6326 Abcam), revealed with secondary antibody goat anti-

rat coupled to AlexaFluor 546 (A11081 Invitrogen), was combined with mouse anti-TH (see 

above), and followed by DAPI staining. 

Fluorescent	  in	  situ	  hybridization	  (FISH).	  All	  in	  situ	  hybridization	  were	  performed	  

as	  described	  previously	  (Fontaine	  et	  al.,	  2013).	  Briefly,	  after	  fixation	  in	  PFA4%,	  the	  

embryos	  and	  brains	  were	  gradually	  dehydrated	  and	  stored	  in	  100%	  methanol	  until	  used.	  

Whole	  embryos	  between	  48	  and	  96	  hpf,	  and	  brains	  from	  1	  month-‐	  and	  3	  month-‐old	  fish	  

were	  rehydrated	  and	  treated	  with	  proteinase	  K	  during	  30	  minutes	  for	  the	  two	  latter	  

stages.	  The	  following	  riboprobes	  were	  used:	  th1	  and	  th2	  (Yamamoto	  et	  al.,	  2010),	  otpa/b	  

(Affaticati	  et	  al.,	  submitted),	  nr4a2a/b	  (Blin	  et	  al.,	  2008),	  foxg1a	  (Toresson	  et	  al.,	  1998),	  

dlx2a	  (Akimenko	  et	  al.,	  1994),	  prl	  (Herzog	  et	  al.,	  2003),	  shha	  (Takamiya	  and	  Campos-‐

Ortega,	  2006),	  nkx2.1a	  (Rohr	  et	  al.,	  2001),	  and	  lhx5	  (Shanmugalingam	  et	  al.,	  2000).Tissues	  

were	  hybridized	  with	  the	  antisense	  riboprobes	  conjugated	  with	  either	  digoxygenin	  (DIG;	  
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11277073910	  Roche)	  or	  fluorescein	  (FITC;	  11685619910	  Roche),	  for	  18	  hours	  at	  65°C.	  

Tissues	  were	  then	  incubated	  with	  sheep	  anti-‐DIG	  or	  anti-‐Fluo	  conjugated	  with	  peroxidase	  

(POD;	  1:500;	  respectively	  11207733910	  and	  11426346910	  Roche).	  The	  signal	  was	  

revealed	  using	  home-‐made	  FITC-‐conjugated	  tyramide	  

(http://www.xenbase.org/other/static/methods/FISH.jsp).	  The	  in	  situ	  hybridizations	  

were	  combined	  with	  TH	  immunofluorescence	  (visualized	  in	  red	  with	  Alexa	  633)	  and	  

nuclei	  staining	  with	  DAPI	  (see	  above).	  

Imaging.	  Stained	  tissues	  were	  mounted	  with	  the	  mounting	  medium	  for	  

fluorescence	  Vectashield	  H-‐1000	  (Vector).	  All	  images	  were	  acquired	  using	  a	  Zeiss	  LSM700	  

confocal	  microscope	  with	  20×	  or	  40×	  objectives.	  Channels	  were	  acquired	  sequentially	  to	  

avoid	  signal	  crossover	  between	  the	  different	  filters.	  Images	  were	  processed	  using	  the	  ZEN	  

software	  (Zeiss).	  Z-‐projections	  from	  confocal	  stacks	  of	  images	  were	  obtained	  using	  Image	  J	  

software	  (http://rsbweb.nih.gov/ij/).	  Composites	  were	  assembled	  using	  Adobe	  Photoshop	  

and	  Illustrator	  CS6	  (Adobe	  Systems,	  San	  Francisco,	  California).	  	  

Cell	  counting	  and	  Statistics.	  To	  correlate	  the	  number	  of	  the	  cells	  to	  body	  size	  of	  the	  

fish,	  the	  latter	  was	  measured	  (without	  taking	  account	  of	  the	  tail)	  after	  the	  PFA	  fixation.	  We	  

manually	  counted	  the	  number	  of	  cells	  in	  the	  preoptic	  area	  on	  z-‐stacks	  from	  50	  μm	  serial	  

sagittal	  sections	  with	  the	  cell	  counter	  plugin	  of	  the	  ImageJ	  software.	  All	  experimental	  data	  

were	  expressed	  as	  means±S.E.M.	  The	  obtained	  data	  were	  compared	  using	  one-‐way	  ANOVA	  

followed	  by	  Tukey’s	  multiple	  comparison	  test.	  Significance	  was	  set	  at	  P<0.05.	  Correlation	  

between	  the	  number	  of	  the	  cells	  and	  body	  size	  was	  measured	  with	  Pearson	  product-‐

moment	  correlation	  coefficient	  (Pearson’s	  r).	  Data	  were	  analyzed	  using	  GraphPAd	  Prism	  

software.	   	  
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Results	  

Dopamine	  neurons	  projecting	  to	  the	  pituitary	  are	  located	  in	  the	  most	  antero-‐ventral	  

part	  of	  the	  preoptic	  area	  

Since	  we	  previously	  showed	  that	  the	  pituitary	  gonadotrope	  cells	  in	  zebrafish	  are	  

contacted	  by	  DA	  fibers	  (Fontaine	  et	  al.,	  2013),	  we	  searched	  for	  the	  origin	  of	  the	  DA	  fibers	  

that	  directly	  innervate	  the	  pituitary	  gonadotrope	  cells	  in	  zebrafish.	  In	  several	  teleost	  

species,	  the	  hypophysiotropic	  DA	  cells	  are	  mostly	  located	  in	  the	  preoptic	  region	  of	  the	  

brain.	  In	  zebrafish,	  preoptic	  area	  (PO)	  and	  hypothalamus	  contains	  several	  distinct	  DA	  cell	  

groups	  with	  overlapping	  projection	  tracts,	  and	  identification	  of	  DA	  system	  that	  projects	  

onto	  the	  anterior	  pituitary	  gland	  has	  not	  been	  possible	  so	  far	  (Lohr	  and	  Hammerschmidt,	  

2011).	  In	  order	  to	  precisely	  identify	  the	  cells	  of	  origin	  of	  the	  neuronal	  projection	  onto	  the	  

anterior	  pituitary,	  we	  applied	  a	  DiI	  crystal	  in	  the	  median	  part	  of	  the	  pituitary	  attached	  to	  

the	  brain,	  in	  adult	  female	  zebrafish.	  After	  one	  week	  of	  migration,	  numerous	  cell	  bodies	  

were	  retrogradely	  labeled	  in	  the	  forebrain.	  Some	  labeled	  neurons	  were	  detected	  in	  the	  

ventral	  telencephalon	  (data	  not	  shown),	  similar	  to	  the	  localization	  of	  the	  well-‐studied	  

GnRH	  neurons	  in	  zebrafish	  (Abraham	  et	  al.,	  2008;	  Abraham	  et	  al.,	  2010).	  The	  vast	  majority	  

of	  labeled	  neurons	  were	  observed	  in	  the	  PO	  (labeled	  in	  red,	  Fig.	  1A-‐F).	  Subsequent	  

fluorescent	  labeling	  of	  TH	  immunoreactivity	  (THir;	  labeled	  in	  green,	  Fig.	  1A-‐F)	  on	  frontal	  

(Fig.	  1A-‐C)	  and	  sagittal	  (Fig.	  1D-‐F)	  sections	  showed	  that	  the	  colocalization	  of	  DiI	  and	  THir	  

existed	  only	  within	  the	  anterior	  parvocellular	  preoptic	  nucleus	  (PPa),	  in	  the	  most	  anterior	  

and	  ventral	  part	  of	  the	  PO	  (shown	  in	  yellow	  on	  merged	  images,	  Fig.	  1A-‐F).	  	  

In	  the	  posterior	  part	  of	  the	  PO,	  the	  posterior	  parvocellular	  preoptic	  nucleus	  (PPp)	  

the	  magnocellular	  preoptic	  nucleus	  (PM),	  and	  the	  suprachiasmatic	  nucleus	  (SC)	  also	  

contained	  THir-‐labeled	  cells,	  but	  they	  were	  not	  DiI-‐labeled.	  The	  DiI-‐only	  labeled	  cells	  

found	  in	  this	  posterior	  part	  of	  the	  PO	  would	  represent	  peptidergic	  cell	  populations	  (e.g.	  
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corticotropin-‐releasing	  hormone;	  CRH,	  thyrotropin-‐releasing	  hormone;	  TRH	  and	  

somatostatin;	  SS,	  as	  well	  as	  oxytocin;	  OXT,	  arginine-‐vasopressin;	  AVP)	  already	  described	  

in	  this	  region	  in	  the	  zebrafish	  (Blechman	  et	  al.,	  2007;	  Herget	  et	  al.,	  2014).	  

Since	  two	  different	  TH	  genes	  exist	  in	  teleosts	  (th1	  and	  th2;	  Candy	  and	  Collet,	  2005),	  

we	  examined	  the	  expression	  of	  th1	  and	  th2	  mRNA	  by	  two-‐color	  FISH,	  combined	  with	  TH-‐

IF.	  As	  already	  shown	  in	  our	  previous	  publication	  (Yamamoto	  et	  al.,	  2010),	  we	  observed	  

that,	  within	  the	  PPa,	  all	  the	  THir	  neurons	  exhibit	  th1	  labeling.	  Some	  of	  them	  are	  co-‐labeled	  

for	  th2	  (Fig.	  1G),	  and	  importantly,	  no	  cell	  displaying	  only	  th2	  was	  observed	  (Fig.	  1G).	  

Taking	  into	  account	  that	  the	  TH	  antibody	  recognizes	  TH1,	  in	  this	  region	  the	  THir	  neurons	  

correspond	  to	  all	  the	  th	  expressing	  neurons.	  

Together,	  these	  observations	  show	  that	  the	  antero-‐ventral	  part	  of	  the	  preoptic	  area	  

is	  the	  only	  source	  of	  the	  dopaminergic	  innervation	  to	  the	  zebrafish	  pituitary	  gland.	  Thus,	  

we	  named	  these	  neurons	  the	  “preoptico-‐hypophyseal	  dopaminergic”	  neurons	  (POHDA),	  

and	  in	  the	  rest	  of	  our	  study,	  we	  used	  THir	  to	  visualize	  these	  neurons.	  	  

	  

Ontogeny	  of	  the	  POHDA	  neurons	  and	  development	  of	  their	  projections	  to	  the	  

pituitary	  gland	  

Based on available data, the developmental origin of the hypophysiotropic POHDA 

neurons remains unclear. The teleost fish PO has been subdivided into several subnuclei 

(Wullimann et al., 1996), the anterior (PPa) and posterior (PPp) parvocellular, the magnocellular 

(PM) preoptic nuclei, and the suprachiasmatic nucleus (SC). Although this terminology has been 

applied in studies of adult zebrafish dopaminergic systems (Filippi et al., 2010; Yamamoto et 

al., 2010, 2011; Herget et al., 2014), the different subpopulations within the PO have not been 

thoroughly investigated during development. Thus the first step of the developmental analysis 
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was to identify the precise location of the POHDA neurons within the zebrafish preoptic area 

(PO), using a constant anatomical landmark.  

We	  thus	  analyzed	  THir	  localization	  together	  with	  DAPI	  staining	  in	  adult	  female	  

zebrafish	  first,	  in	  order	  to	  visualize	  the	  general	  organization	  of	  the	  cells	  within	  the	  PO.	  On	  

lateral	  views	  from	  a	  3	  month-‐old	  zebrafish	  brain,	  we	  could	  easily	  distinguish	  the	  POHDA	  

neurons	  (Fig.	  2A-‐C),	  since	  they	  are	  located	  anterior	  to	  the	  optic	  recess	  (OR).	  In	  contrast,	  

the	  SC/PPp/PM	  DA	  populations	  are	  all	  located	  posterior	  to	  the	  OR.	  Using	  the	  OR	  as	  a	  

landmark,	  we	  could	  easily	  follow	  back	  the	  ontogeny	  of	  the	  POHDA	  neurons	  at	  earlier	  

developmental	  stages	  (from	  3-‐month	  old	  back	  to	  48	  hours	  post	  fertilization	  (hpf;	  Fig.	  2C-‐

G).	  The	  first	  THir	  cells	  anterior	  to	  the	  OR	  appeared	  not	  before	  72	  hpf	  (Fig.	  2F),	  at	  a	  place	  

that	  corresponds	  to	  PPa,	  in	  contrast	  to	  the	  PM	  or	  SC	  in	  which	  several	  THir	  cells	  where	  

already	  present	  at	  that	  time.	  It	  was	  previously	  reported	  that	  at	  60	  hpf,	  all	  the	  DA	  cell	  

clusters	  are	  present	  in	  the	  embryonic	  zebrafish	  brain	  (Mahler	  et	  al.,	  2010).	  However,	  since	  

the	  POHDA	  neurons	  cannot	  be	  detected	  before	  72	  hpf,	  it	  is	  very	  likely	  that	  they	  have	  not	  

been	  taken	  into	  account	  in	  these	  studies.	  Thus,	  the	  POHDA	  neurons	  are	  probably	  the	  last	  

dopaminergic	  cell	  group	  to	  be	  differentiated	  in	  the	  zebrafish	  brain	  during	  development.	  

Then,	  we	  examined	  when	  POHDA	  axons	  reached	  the	  pituitary	  gland	  during	  

embryonic	  development.	  To	  this	  aim,	  we	  attempted	  to	  observe	  the	  first	  THir	  fibers	  

reaching	  the	  pituitary,	  using	  prolactin	  transcripts	  (prl;	  green,	  Fig.	  3)	  as	  a	  marker	  of	  the	  

hypophysis	  primordium	  at	  early	  stages.	  Indeed	  in	  zebrafish,	  the	  lactotroph	  lineage	  is	  the	  

first	  one	  to	  differentiate	  and	  prolactin	  (prl)	  expression	  can	  be	  easily	  detected	  by	  ISH	  from	  

24	  hpf	  onwards	  (Herzog	  et	  al.,	  2003),	  a	  time	  when	  the	  expression	  of	  fsh	  and	  lh	  gene	  is	  

extremely	  low	  (Lohr	  and	  Hammerschmidt,	  2011).	  	  

Up	  to	  72	  hpf,	  no	  THir	  fiber	  could	  be	  detected	  in	  the	  pituitary	  (data	  not	  shown),	  and	  

the	  first	  of	  those	  fibers	  reached	  the	  gland	  between	  72	  hpf	  and	  84	  hpf	  (Fig.	  3),	  thus	  shortly	  
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after	  the	  appearance	  of	  the	  POHDA	  cells	  in	  the	  PPa.	  Few	  THir	  fibers	  have	  been	  observed	  in	  

the	  most	  anterior	  part	  of	  the	  gland	  (rostralis	  pars	  distalis;	  RPD),	  which	  contains	  prl	  

expressing	  cells,	  although	  DA	  is	  well	  known	  to	  control	  PRL	  secretion	  in	  zebrafish	  as	  early	  

as	  48	  hpf	  (Liu	  et	  al.,	  2006).	  By	  contrast,	  the	  vast	  majority	  of	  THir	  fibers	  were	  observed	  in	  

the	  median	  part	  of	  the	  gland	  (proximalis	  pars	  distalis;	  PPD)	  which	  mainly	  contains	  

gonadotrope,	  thyrotrope	  and	  somatotrope	  cells	  in	  teleosts	  (Olivereau	  and	  Nagahama,	  

1983;	  Herzog	  et	  al.,	  2003),	  suggesting	  that	  these	  cells	  are	  the	  major	  targets	  of	  the	  DA	  

innervation.	  

	  

Continuous	  neurogenesis	  generates	  POHDA	  neurons	  throughout	  the	  fish	  life	  	  

As	  the	  POHDA	  neurons	  differentiate	  late	  as	  compared	  to	  other	  preoptic	  DA	  neurons,	  

we	  examined	  when	  this	  cell	  population	  reaches	  its	  full	  development.	  We	  thus	  counted	  the	  

number	  of	  POHDA	  cells,	  just	  anterior	  to	  the	  OR,	  at	  different	  time	  points	  during	  zebrafish	  

development	  (Fig.	  4A).	  For	  seek	  of	  comparison,	  we	  also	  counted	  the	  number	  of	  SCDA	  cells,	  

just	  posterior	  to	  the	  OR.	  By	  contrast	  to	  the	  number	  of	  SCDA	  cells	  which	  reaches	  a	  

maximum	  at	  about	  72hpf	  (12	  +	  0,63	  cells),	  the	  number	  of	  POHDA	  cells	  increased	  

throughout	  the	  zebrafish	  life,	  starting	  from	  one/two	  cells	  at	  72	  hpf,	  to	  551+	  29	  cells	  at	  3-‐

years.	  Zebrafish,	  as	  other	  teleost	  fishes,	  is	  known	  to	  keep	  growing	  throughout	  life	  with	  an	  

allometric	  growth	  of	  all	  the	  organs	  including	  the	  brain.	  We	  thus	  plotted	  the	  size	  of	  the	  fish,	  

as	  well	  as	  the	  number	  of	  POHDA	  neurons,	  as	  a	  function	  of	  the	  age	  of	  the	  fish	  (Fig.	  4B,	  C).	  

Both	  the	  body	  size	  and	  the	  number	  of	  POHDA	  neurons	  grow	  similarly	  in	  an	  exponential	  

manner.	  Finally,	  the	  growth	  of	  the	  fish	  and	  the	  number	  of	  the	  POHDA	  neurons	  appeared	  

strongly	  correlated	  (r2	  =	  0.89;	  Figure	  4D),	  indicating	  that	  the	  number	  of	  POHDA	  neurons	  

increased	  with	  body	  size	  in	  an	  allometric	  fashion.	  	  
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As	  the	  number	  of	  these	  neurons	  is	  increasing	  throughout	  zebrafish	  life,	  we	  aimed	  to	  

determine	  whether	  such	  neurons	  are	  generated	  by	  recruiting	  new	  born	  cells,	  or	  by	  

changing	  the	  phenotype	  of	  already	  existing	  cells.	  We	  performed	  BrdU	  incorporation	  

experiments	  at	  different	  ages	  of	  the	  fish.	  One-‐month-‐old	  juvenile	  and	  3-‐month-‐old	  adult	  

fish	  were	  treated	  with	  BrdU	  for	  3	  days,	  and	  sacrificed	  3	  weeks	  after	  the	  BrdU	  treatments.	  

In	  both	  1-‐month	  juvenile	  (Fig.	  5B-‐B’)	  and	  3-‐month	  adult	  (Fig.	  5D-‐D’)	  zebrafish,	  BrdU	  and	  

THir	  were	  colocalized	  in	  some	  cells	  of	  the	  PPa,	  showing	  that	  there	  were	  some	  progenitor	  

cells	  that	  were	  in	  S	  phase	  at	  the	  time	  of	  the	  treatment	  and	  exited	  the	  cell	  cycle	  to	  give	  rise	  

to	  new	  POHDA	  neurons	  soon	  afterwards.	  By	  contrast,	  no	  SCDA	  cell	  colocalized	  with	  BrdU	  

either	  in	  1-‐month	  (Fig.	  5C)	  or	  in	  3-‐month	  fish	  (Fig.	  5E).	  Our	  results	  support	  the	  hypothesis	  

that	  POHDA	  neurons,	  but	  not	  SCDA	  neurons,	  are	  generated	  de	  novo	  from	  dividing	  

progenitors	  at	  these	  stages.	  	  

	  

Regionalization	  and	  developmental	  characterization	  of	  POHDA	  neurons	  

DA neurons develop at distinct anatomical sites within the neural tube, in a regionalized 

manner. The location of dopaminergic cell groups has been extensively studied using 

immunohistochemistry for tyrosine hydroxylase (THir) and in situ hybridization of TH gene 

transcripts (th). TH-expressing cell groups have been described in zebrafish in different regions 

in the brain in adults (Kaslin and Panula, 2001; Rink and Wullimann, 2001; Ma, 2003; 

Yamamoto et al., 2011) as well as during development (Rink and Wullimann, 2002; Tay et al., 

2011).  

Regarding the regionalization of the anterior basal forebrain in the zebrafish, we recently 

showed that the the preoptic area (PO), flanked by the anterior commissure (ac) and postoptic 

commissure (poc), represents a morphogenetic entity organized around the optic recess (OR) of 

the brain ventricle. It is characterized by a neurogenesis taking place at the ventricle, with the 

cells progressively displaced perpendicular to the ventricular wall. This optic recess region 
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(ORR) has well defined borders with its neighbor areas (hypothalamus caudo-ventrally, and 

telecephalon rostro-dorsally) and it express a specific set of genes such as foxg1a, dlx2a, sim1a 

and otpb (Fig. 6A, Affaticati et al., unpublished observations).	   Since ontogeny of THir cells 

demonstrated that the three DA cell populations, POHDA, SCDA, and PMDA, are located in the 

ORR (Fig. 6B), we here analyzed simultaneously the expression of genes inside the ORR with 

that of THir at different developmental stages. More specifically, we focused on the differential 

gene expression profiles of POHDA and of SCDA neurons with respect to the regionalization of 

the anterior forebrain of the zebrafish.  

High	  amount	  of	  the	  foxg1a	  transcripts	  were	  found	  in	  the	  most	  antero-‐dorsal	  region	  

of	  the	  forebrain	  up	  to	  the	  optic	  recess	  (Fig.	  7A)	  including	  PPa.	  At	  72hpf	  (when	  the	  first	  

POHDA	  neurons	  appears),	  it	  was	  colocalized	  with	  THir.	  Although	  the	  intensity	  of	  its	  

expression	  reduced	  along	  the	  development,	  foxg1a	  went	  on	  being	  expressed	  in	  POHDA	  

neurons	  at	  least	  up	  to	  1	  month	  (Fig.	  1C).	  In	  contrast,	  foxg1a	  was	  never	  expressed	  in	  the	  

SCDA	  neurons,	  which	  are	  located	  posterior	  to	  the	  OR	  (Fig.	  7A).	  

Dlx2a transcripts are expressed in the ORR at the border area with the telencephalon and the 

hypothalamus. It has been reported to be colocalized with THir in the SCDA neurons (Filippi et al., 

2012). We indeed observed such a coexpression at 48 hpf, however, dlx2a expression was switched 

off in SCDA neurons at later stages. By contrast, our analysis revealed that POHDA neurons express 

dlx2a at 72hpf (Fig. 7B) when they are first detected, and some of them keep expressing it even at 1 

month (Fig. 6C). 

The	  transcription	  factor	  orthopedia	  (Otp)	  is	  also	  expressed	  in	  the	  lateral	  domain	  of	  

the	  ORR,	  and	  it	  is	  an	  important	  factor	  of	  the	  specification	  of	  a	  subset	  of	  neuroendocrine	  

cells	  in	  both	  mammals	  (Wang	  and	  Lufkin,	  2000)	  and	  zebrafish	  (Fernandes	  et	  al.,	  2013).	  In	  

zebrafish,	  it	  is	  also	  one	  of	  the	  important	  transcription	  factors	  for	  the	  development	  of	  DA	  

neurons	  in	  the	  posterior	  tuberculum	  (Ryu	  et	  al.,	  2007;	  Fernandes	  et	  al.,	  2013).	  Here,	  we	  
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observed	  that	  SCDA	  neurons	  never	  expressed	  otp	  genes	  (Fig.6C	  and	  Fig.	  8A).	  POHDA	  

neurons	  do	  not	  express	  otpa	  and	  expressed	  otpb	  transiently	  at	  72	  hpf	  (Fig.	  8A),	  but	  this	  

expression	  was	  not	  found	  at	  later	  stages.	  Since	  new	  POHDA	  neurons	  are	  generated	  at	  later	  

stages	  without	  otpb	  expression	  (Fig.	  6C),	  otpb	  may	  not	  be	  involved	  in	  the	  late	  stage	  of	  

differentiation	  of	  POHDA	  neurons	  or	  in	  their	  maintenance.	  The	  analysis	  of	  otpa-‐/-‐	  and	  

otpb-‐/-‐	  mutants	  in	  adult,	  did	  not	  reveal	  significant	  difference	  in	  the	  number	  of	  THir	  cells	  as	  

compared	  to	  wild	  type	  fish,	  further	  supporting	  this	  contention	  (data	  not	  shown).	  	  

The	  Nkx2.1	  and	  Shh	  genes	  are	  key	  determinants	  for	  the	  development	  of	  

hypothalamic	  regions	  (Kimura	  et	  al.,	  1996;	  Rohr	  et	  al.,	  2001;	  van	  den	  Akker	  et	  al.,	  2008)	  

and	  they	  are	  not	  expressed	  in	  the	  zebrafish	  ORR.	  Accordingly,	  shha,	  and	  nkx2.1a	  

transcripts	  were	  never	  found	  located	  in	  POHDA	  or	  SCDA	  neurons	  (Fig.	  6C).	  Taken	  together,	  

these	  results	  show	  that	  the	  POHDA	  neurons	  are	  born	  in	  the	  anterior	  domain	  of	  the	  ORR	  

and	  that	  they	  constitute	  a	  cell	  population	  clearly	  different	  from	  that	  of	  the	  other	  

dopaminergic	  cell	  populations	  in	  the	  preoptic	  area	  inside	  the	  ORR.	  

We	  also	  analyzed	  genes,	  which	  are	  considered	  to	  be	  important	  for	  the	  development	  

of	  ventral	  forebrain	  regions	  including	  the	  eye	  field,	  such	  as	  Six3	  and	  Lhx5	  (Furuta	  et	  al.,	  

2000;	  Inoue	  et	  al.,	  2006;	  Carlin	  et	  al.,	  2012).	  The	  six3b	  transcripts	  were	  colocalized	  with	  

THir	  both	  in	  SCDA	  and	  POHDA	  neurons	  from	  48	  to	  96hpf,	  indicating	  that	  they	  may	  play	  a	  

role	  in	  their	  differentiation.	  The	  fact	  that	  POHDA	  neurons	  keep	  expressing	  six3b	  even	  at	  

one	  month	  also	  argue	  in	  favor	  of	  this	  hypothesis.	  In	  contrast,	  lhx5a	  transcripts	  never	  

appeared	  co-‐localized	  with	  THir.	  

Finally,	  the	  orphan	  nuclear	  receptors,	  nr4a2a	  and	  nr4a2b,	  have	  been	  shown	  to	  be	  

critical	  for	  differentiation	  of	  some	  DA	  cell	  populations,	  including	  those	  of	  the	  posterior	  

tuberculum	  and	  PO	  (Filippi	  et	  al.,	  2007;	  Blin	  et	  al.,	  2008).	  	  Here	  we	  found	  that	  SCDA	  

neurons	  express	  both	  nr4a2a	  and	  nr4a2b	  at	  all	  developmental	  stages	  we	  have	  studied	  (Fig.	  
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6C	  and	  Fig.	  8B).	  By	  contrast,	  POHDA	  neuron	  never	  expressed	  the	  nr4a2	  genes,	  strongly	  

suggesting	  that	  the	  SCDA	  neurons	  are	  the	  DA	  cell	  population	  previously	  demonstrated	  to	  

depend	  on	  nr4a2	  expression,	  and	  that	  the	  POHDA	  neurons	  are	  not	  likely	  to	  be	  dependent	  

on	  nr4a2	  for	  their	  differentiation.	  

Together,	  these	  results	  indicate	  that	  POHDA	  and	  SCDA	  are	  distinct	  cell	  populations	  

within	  the	  zebrafish	  preoptic	  area.	  In	  addition,	  the	  genetic	  networks	  involved	  in	  the	  

development	  of	  POHDA	  neurons	  are	  different	  from	  other	  dopaminergic	  neurons.	  
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Discussion	  	  

Dopamine	  (DA)	  originating	  from	  the	  preoptico/hypothalamic	  region	  is	  a	  key	  

regulator	  of	  the	  secretion	  of	  several	  hormones	  of	  the	  anterior	  pituitary	  gland	  in	  all	  

vertebrates,	  and	  it	  is	  a	  strong	  inhibitor	  of	  gonadotrope	  function	  in	  some	  of	  them	  (for	  

reviews,	  see	  Dufour	  et	  al.,	  2005;	  Dufour	  et	  al.,	  2010)	  including	  zebrafish	  (Fontaine	  et	  al.,	  

2013).	  Zebrafish	  is	  an	  attractive	  model	  for	  developmental	  studies	  but	  also	  for	  

physiological	  studies	  with	  a	  growing	  number	  of	  tools	  allowing	  locate	  and	  follow	  the	  

activity	  of	  cells.	  However,	  the	  anatomical	  system	  underlying	  the	  role	  of	  DA	  in	  the	  pituitary	  

gland	  has	  never	  been	  studied	  in	  zebrafish,	  a	  fact	  which	  prevented	  to	  take	  full	  benefit	  from	  

the	  amenability	  of	  the	  model.	  	  

We	  first	  identified	  the	  DA	  neurons	  projecting	  to	  the	  pituitary	  pars	  distalis	  (PD;	  

Fontaine	  et	  al.,	  2013)	  in	  the	  most	  ventral	  part	  of	  the	  anterior	  parvocellular	  preoptic	  

nucleus	  (PPa),	  just	  anterior	  to	  the	  optic	  recess	  (OR).	  This	  is	  in	  good	  agreement	  with	  

previous	  observation	  in	  zebrafish	  showing	  that	  PPa	  dopaminergic	  projections	  join	  the	  

preoptico-‐hypophyseal	  tract	  (Ma,	  2003).	  Our	  results	  also	  agree	  with	  previous	  studies	  in	  

goldfish	  (Kah	  et	  al.,	  1987;	  Anglade	  et	  al.,	  1993),	  trout	  (Linard	  et	  al.,	  1996),	  and	  European	  

eel	  (Vidal	  et	  al.,	  2004;	  Weltzien	  et	  al.,	  2006),	  showing	  that	  the	  major	  dopaminergic	  

innervation	  of	  the	  pituitary	  PD	  originates	  from	  a	  subset	  of	  neurons	  in	  the	  anteroventral	  

part	  of	  the	  preoptic	  area	  (differently	  named	  by	  different	  authors:	  NPOav	  in	  Kah	  et	  al.,	  

1987;	  Vidal	  et	  al.,	  2004;	  Weltzien	  et	  al.,	  2006;	  NPOpc	  in	  Anglade	  et	  al.,	  1993;	  PPa	  in	  

Johnston	  and	  Maler,	  1992;	  SOC	  in	  Holmqvist	  and	  Ekstrom,	  1995).	  Lesion	  of	  this	  preoptic	  

nucleus	  in	  the	  goldfish	  removes	  only	  dopaminergic	  innervation	  in	  the	  pars	  distalis	  but	  not	  

in	  the	  pars	  intermedia	  (PI)	  (Kah	  et	  al.,	  1987),	  suggesting	  that	  PPa	  dopaminergic	  neurons	  

regulate	  gonadotropin	  release	  (Fryer	  and	  Maler,	  1981;	  Kah	  et	  al.,	  1987)	  and	  that	  other	  DA	  

neurons	  regulate	  α-‐MSH	  secretion	  in	  the	  PI.	  In	  our	  study,	  a	  single	  DA	  cell	  population	  was	  
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found	  to	  project	  to	  the	  anterior	  pituitary	  in	  zebrafish.	  Therefore	  the	  neurons	  that	  control	  

the	  gonadotropic	  function	  reside	  within	  this	  POHDA	  population.	  Furthermore,	  although	  

we	  could	  not	  discriminate	  between	  the	  different	  projections	  to	  the	  pituitary	  gland,	  it	  is	  

likely	  that	  the	  DA	  cells	  regulating	  PRL,	  GH,	  TSH	  and	  α-‐MSH	  secretions	  also	  reside	  within	  

this	  preoptic	  population.	  

	  DA	  neurons	  of	  the	  preoptic	  area	  were	  described	  to	  arise	  from	  a	  late	  phase	  of	  

neurogenesis,	  since	  they	  express	  TH	  between	  48	  and	  60	  hpf	  (Mahler	  et	  al.,	  2010).	  However	  

at	  these	  stages,	  we	  did	  not	  detect	  any	  THir	  cells	  anterior	  to	  the	  OR,	  in	  contrast	  that	  SC	  

nucleus	  already	  contains	  numerous	  THir	  cells.	  Thus,	  the	  DA	  cluster	  referred	  to	  as	  

“preoptic”	  in	  many	  previous	  studies	  (Rink	  and	  Wullimann,	  2002;	  Sallinen	  et	  al.,	  2009;	  

Filippi	  et	  al.,	  2010)	  corresponds	  in	  fact	  to	  the	  SC	  population.	  	  Because	  of	  the	  proximity	  

between	  SC	  and	  PPa,	  and	  of	  the	  late	  appearance	  of	  the	  POHDA	  neurons	  as	  compared	  to	  

other	  DA	  populations,	  POHDA	  population	  was	  not	  described	  in	  previous	  developmental	  

studies.	  	  

We	  further	  found	  that	  the	  number	  of	  POHDA	  neurons	  increased	  all	  along	  the	  

zebrafish	  growth,	  even	  in	  the	  adult,	  due	  to	  maintenance	  of	  neurogenesis	  for	  this	  cell	  

population,	  which	  is	  not	  the	  case	  for	  SCDA	  neurons.	  This	  sustained	  neurogenesis	  is	  made	  

possible	  by	  the	  maintenance	  of	  undifferentiated	  progenitors	  in	  specific	  niches	  at	  adult	  

stage	  (Chapouton	  and	  Godinho,	  2010).	  It	  has	  already	  been	  reported	  that	  PPa	  ventricular	  

zone	  in	  the	  adult	  zebrafish	  is	  a	  region	  of	  neurogenesis,	  harboring	  fast	  proliferative	  cells	  

(Adolf	  et	  al.,	  2006;	  Grandel	  et	  al.,	  2006;	  Pellegrini	  et	  al.,	  2007).	  Estrogens	  are	  known	  to	  

affect	  brain	  development,	  and	  to	  modulate	  embryonic	  and	  adult	  neurogenesis	  (Martinez-‐

Cerdeno	  et	  al.,	  2006;	  Mouriec	  et	  al.,	  2008;	  Barha	  et	  al.,	  2009;	  Kah	  et	  al.,	  2009;	  Diotel	  et	  al.,	  

2013;	  Coumailleau	  et	  al.,	  2014).	  Since	  the	  embryonic	  PPa	  has	  been	  shown	  to	  express	  the	  

three	  estrogen	  receptor	  subtypes	  (α,	  β1	  and	  β2)	  from	  24hpf	  onward	  (Menuet	  et	  al.,	  2002),	  



Chapitre	  2	  :	  Résultats	  
	  

	  	  
102	  

	  
	   	  

the	  proliferation	  capability	  of	  POHDA	  progenitors	  could	  be	  estrogen-‐dependent.	  However,	  

the	  role	  of	  estrogens	  in	  the	  proliferation	  capacity	  of	  POHDA	  progenitors	  awaits	  

experimental	  evaluation.	  Interestingly,	  the	  growth	  of	  POHDA	  nucleus	  is	  proportional	  to	  the	  

increased	  size	  of	  the	  animal	  throughout	  life	  (allometry).	  Thus,	  the	  regulatory	  role	  exerted	  

by	  the	  POHDA	  neurons	  depends	  on	  their	  number,	  likely	  because	  it	  needs	  to	  remain	  

proportional	  to	  the	  number	  of	  cells	  they	  regulate,	  here	  in	  the	  pituitary,	  which	  also	  grow	  

permanently	  in	  teleost	  fish	  such	  as	  the	  zebrafish.	  It	  is	  interesting	  to	  note	  that,	  in	  the	  

goldfish,	  DA	  was	  shown	  to	  positively	  control	  GH	  cells,	  via	  the	  D1	  class	  of	  DA	  receptors	  

(Wong	  et	  al.,	  1992,	  1993).	  Therefore,	  the	  increase	  in	  POHDA	  neurons	  may	  be	  related	  to	  the	  

control	  of	  GH	  secretion	  and	  of	  the	  animal	  growth.	  

The	  differential	  gene	  expression	  profiles	  in	  POHDA	  and	  SCDA	  neurons	  during	  

development	  (e.g.	  foxg1a	  and	  nr4a2a/b)	  further	  highlighted	  the	  different	  characteristics	  of	  

POHDA	  and	  SCDA,	  which	  are	  closely	  located	  during	  the	  embryonic	  stages.	  Moreover	  dlx2a	  

was	  expressed	  in	  both	  cell	  populations,	  but	  not	  in	  the	  same	  period.	  Interestingly	  its	  

expression	  accompanied	  the	  timing	  of	  differentiation	  both	  in	  POHDA	  and	  SCDA	  cells	  

(Figure	  6C).	  Although	  Dlx2	  gene	  is	  often	  used	  as	  a	  regional	  marker	  (Rubenstein	  et	  al.,	  1998;	  

Puelles	  and	  Rubenstein,	  2003),	  it	  is	  	  present	  only	  at	  a	  specific	  differentiation	  cell	  state	  of	  

the	  neural	  progenitors	  (Suh	  et	  al.,	  2009),	  colocalizing	  with	  a	  marker	  of	  differentiation	  

(elavl3;	  Affaticati	  et	  al.,	  unpublished	  observations),	  and	  our	  results	  showing	  a	  permanent	  

expression	  of	  dlx2	  in	  POHDA	  cells,	  are	  consistent	  with	  this	  hypothesis.	  Together	  with	  the	  

different	  anatomical	  location	  in	  relation	  to	  the	  OR,	  neurogenic	  properties	  and	  the	  gene	  

expression	  profiles,	  our	  results	  support	  that	  POHDA	  and	  SCDA	  are	  two	  distinct	  DA	  cell	  

populations	  in	  the	  developing	  embryo.	  

	   Our	  detailed	  ontogeny	  and	  gene	  expression	  studies	  also	  helped	  for	  better	  

identifying	  the	  zebrafish	  preoptic	  area	  (PO),	  thus	  allowing	  comparison	  with	  forebrain	  
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areas	  of	  other	  vertebrate	  species.	  	  We	  showed	  that	  zebrafish	  PO	  develops	  from	  a	  region	  

flanked	  by	  the	  anterior	  commissure	  (ac)	  and	  the	  postoptic	  commissure	  (poc).	  Up	  to	  now	  

the	  corresponding	  region	  has	  been	  considered	  as	  the	  “optic	  stalk”	  in	  zebrafish	  embryonic	  

studies	  (Wilson	  and	  Houart,	  2004)	  as	  well	  as	  in	  mammalian	  studies	  (nicely	  demonstrated	  

in	  Shimamura	  et	  al.,	  1995).	  Because	  of	  the	  poor	  identification	  of	  this	  region,	  there	  was	  a	  

discrepancy	  in	  the	  definition	  of	  the	  “preoptic	  area”	  in	  teleosts	  and	  tetrapods.	  While	  the	  

tetrapod	  PO	  is	  considered	  to	  be	  a	  part	  of	  the	  telencephalon	  (Moreno	  and	  Gonzalez,	  2011;	  

Puelles	  et	  al.,	  2013)	  with	  a	  continuous	  expression	  of	  Foxg1,	  in	  zebrafish,	  only	  the	  rostral	  

half	  of	  the	  PO,	  containing	  the	  POHDA,	  expressed	  foxg1a.	  Thus	  only	  the	  anterior	  half	  of	  the	  

zebrafish	  PO,	  not	  the	  posterior	  PO,	  corresponds	  to	  the	  tetrapod	  PO.	  	  

Our	  interpretation	  that	  the	  so-‐called	  PO	  in	  zebrafish	  corresponds	  to	  a	  broader	  

forebrain	  area	  than	  the	  PO	  in	  tetrapods	  agrees	  with	  a	  hypothesis	  that	  the	  otp-‐expressing	  

peptidergic	  neuroendocrine	  cells	  in	  the	  zebrafish	  PO	  are	  homologous	  to	  those	  in	  the	  

paraventricular	  nucleus	  of	  the	  hypothalamus	  (PVN)	  in	  mammals	  (Herget	  et	  al.,	  2014).	  

Thus	  the	  zebrafish	  PO	  would	  correspond	  to	  the	  area	  identified	  as	  the	  PO	  and	  to	  a	  subset	  of	  

the	  alar	  hypothalamus	  in	  tetrapods.	  	  

The	  regional	  homology	  of	  the	  zebrafish	  PPa	  with	  the	  tetrapod	  preoptic	  area	  

suggests	  that	  the	  functional	  similarity	  between	  the	  zebrafish	  POHDA	  and	  mammalian	  

hypophysiotropic	  DA	  neurons	  are	  likely	  to	  be	  a	  consequence	  of	  convergent	  evolution.	  

Mammals	  possess	  several	  hypophysiotropic	  DA	  cell	  populations,	  and	  one	  to	  one	  

comparison	  with	  zebrafish	  hypophysiotropic	  DA	  neurons	  is	  very	  difficult.	  In	  ewe,	  A15	  

(retrochiasmatic	  area)	  DA	  cells	  exert	  the	  seasonal	  inhibition	  of	  gonadotrophin	  secretion	  

(Thiery	  et	  al.,	  1989;	  Viguie	  et	  al.,	  1998).	  A12	  (located	  in	  the	  tuberoinfundibular	  

hypothalamic	  area)	  and	  A14	  (located	  in	  the	  periventricular	  hypothalamic	  area)	  play	  a	  

critical	  role	  	  for	  the	  inhibition	  of	  prolactin	  secretion	  (Ben-‐Jonathan	  and	  Hnasko,	  2001).	  In	  
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contrast,	  the	  POHDA	  neurons	  located	  in	  the	  anterior	  PO	  are	  the	  only	  DA	  neurons	  

projecting	  to	  the	  pituitary	  in	  zebrafish.	  How	  the	  multiple	  functions	  of	  DA	  on	  the	  pituitary	  

are	  regulated	  in	  zebrafish	  POHDA	  awaits	  future	  investigations.	  

As	  it	  is	  illustrated	  by	  the	  presence	  of	  th2	  gene	  or	  the	  absence	  of	  mesencephalic	  DA	  

cells,	  teleost	  DA	  system	  is	  significantly	  different	  from	  the	  mammalian	  one.	  Nevertheless	  

the	  recruitment	  of	  non-‐homologous	  DA	  cell	  populations	  for	  exerting	  similar	  functions	  in	  

different	  species	  suggests	  that	  the	  nature	  of	  DA	  neurotransmission	  may	  be	  commonly	  

required	  for	  the	  neuroendocrine	  control	  of	  pituitary	  functions	  in	  vertebrates.	  	  	  	  
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Figure	  Legends	  

Figure	  1.	   Frontal	  (A-‐C)	  and	  sagittal	  (D-‐G)	  views	  of	  POHDA	  neurons	  in	  the	  anterior	  

preoptic	  area	  of	  the	  adult	  zebrafish.	  DAPI	  counterstaining	  (gray)	  shows	  the	  general	  

anatomical	  structure	  of	  the	  brain	  sections.	  The	  rostral	  to	  the	  left	  in	  all	  the	  sagittal	  sections.	  

A-‐F,	  Double	  labeling	  of	  DiI	  tracer	  (red)	  and	  TH	  immunofluorescence	  (THir;	  green).	  A	  small	  

crystal	  of	  DiI	  was	  embedded	  into	  the	  pituitary	  and	  TH	  immunolabeling	  was	  performed	  

after	  8-‐10	  days.	  A,	  Single	  confocal	  plane	  of	  a	  frontal	  section	  showing	  the	  anterior	  part	  of	  

the	  preoptic	  area	  (PPa).	  B,	  A	  schematic	  overview	  of	  the	  frontal	  section	  shown	  in	  A.	  C,	  Single	  

confocal	  plane	  presenting	  at	  a	  higher	  magnification	  of	  the	  region	  framed	  in	  A,	  showing	  the	  

retrogradely	  labeled	  DiI	  tracer	  is	  found	  in	  TH	  immunolabeled	  cells	  (yellow	  in	  the	  merged	  

image).	  	  D,	  Single	  confocal	  plane	  of	  a	  sagittal	  section	  showing	  the	  anterior	  forebrain	  

containing	  the	  preoptic	  area	  (PO).	  E,	  A	  schematic	  overview	  of	  a	  sagittal	  section	  shown	  in	  D.	  

F,	  Single	  confocal	  plane	  presenting	  at	  a	  higher	  magnification	  of	  the	  region	  framed	  in	  D,	  

showing	  that	  only	  the	  most	  antero-‐ventral	  subdivision	  of	  the	  preoptic	  area	  (PPa)	  is	  

colabeled	  with	  DiI	  and	  THir	  (yellow	  in	  the	  merged	  image).	  The	  caudo-‐dorsal	  DiI	  labeling	  

negative	  for	  THir	  (red	  only)	  corresponds	  to	  peptidergic	  neuroendocrine	  cells.	  G,	  Single	  

confocal	  plane	  of	  a	  sagittal	  brain	  section	  showing	  the	  expression	  of	  th1	  (green),	  th2	  (red),	  

and	  THir	  (blue)	  in	  POHDA	  neurons.	  Two-‐color	  FISH	  for	  th1	  (green)	  and	  th2	  (red)	  with	  TH	  

immunofluorescent	  labeling	  (THir;	  blue),	  reveal	  that	  all	  the	  THir	  cells	  express	  th1	  and	  that	  

some	  th1-‐	  expressing	  cells	  coexpress	  th2.	  In	  contrast,	  cells	  expressing	  th2-‐only	  are	  not	  

found	  in	  this	  region.	  All	  the	  th1	  and	  th2	  expressing	  cells	  colocalize	  with	  THir,	  thus	  THir	  is	  

reliable	  to	  visualize	  all	  the	  POHDA	  neurons.	  Abbreviations:	  Cb,	  cerebellum;	  Hyp,	  

hypothalamus;	  OB,	  olfactory	  bulb	  P,	  pallium;	  PO,	  preoptic	  area;	  PPa,	  anterior	  parvocellular	  

preoptic	  nucleus;	  SP,	  subpallium;	  TeO,	  optic	  tectum;	  Tel,	  telencephalon.	  Scale	  bars:	  100μm	  

for	  A-‐F,	  50	  μm	  for	  G.	  
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Figure	  2.	   Ontogeny	  of	  the	  POHDA	  and	  SCDA	  neurons.	  TH	  immunofluorescence	  

(THir;	  red)	  with	  DAPI	  counterstaining	  (gray),	  in	  sagittal	  sections	  of	  zebrafish	  brains	  

(rostral	  to	  the	  left)	  at	  different	  developmental	  stages.	  A	  constant	  anatomical	  landmark,	  the	  

optic	  recess	  (OR),	  allows	  to	  follow	  the	  ontogeny	  of	  preoptic	  neurons	  from	  adulthood	  (A-‐C)	  

back	  to	  younger	  stages.	  A,	  Z-‐projections	  (30	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  a	  global	  THir	  

labeling	  (red)	  in	  a	  3-‐month	  old	  zebrafish	  brain,	  with	  a	  frame	  on	  our	  region	  of	  interest:	  the	  

preoptic	  area	  (PO).	  B,	  Schematic	  drawing	  representing	  the	  3-‐month	  old	  zebrafish	  brain	  

showed	  in	  A.	  The	  dashed	  line	  represents	  the	  optic	  recess	  (OR),	  and	  horizontal	  stripes	  

represent	  fiber	  bundles,	  the	  anterior	  commissure	  (ac)	  and	  the	  postoptic	  commissure	  (poc)	  

flanking	  the	  preoptic	  area	  (PO).	  C,	  Higher	  magnification	  of	  the	  framed	  region	  in	  A.	  POHDA	  

neurons	  are	  located	  anterior	  to	  the	  optic	  recess	  (OR),	  in	  the	  most	  antero-‐ventral	  part	  of	  

the	  parvocellular	  preoptic	  area.	  Posterior	  to	  the	  OR,	  DA	  neurons	  in	  the	  suprachiasmatic	  

nucleus	  (SCDA)	  are	  located	  just	  above	  the	  poc,	  and	  those	  in	  the	  magnocellular	  preoptic	  

nucleus	  (PMDA)	  are	  situated	  more	  dorsally.	  D,	  Z-‐projections	  (30	  μm)	  of	  confocal	  images	  

showing	  POHDA	  and	  SCDA	  cells	  in	  a	  1-‐month	  old	  juvenile	  zebrafish.	  The	  magnification	  of	  

this	  image	  is	  higher	  than	  C	  and	  PMDA	  neurons	  are	  found	  far	  more	  dorsally.	  E,	  Z-‐

projections	  (20	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  POHDA,	  SCDA	  and	  PMDA	  in	  96	  hpf	  

zebrafish	  larva,	  at	  a	  higher	  magnification	  than	  C	  and	  D.	  	  F,	  Z-‐projections	  (20	  μm)	  of	  

confocal	  images	  at	  72	  hpf.	  The	  first	  THir	  cell	  body	  anterior	  to	  the	  OR	  (POHDA)	  is	  observed	  

at	  this	  stage,	  whereas	  numbers	  of	  SCDA	  and	  PMDA	  cells	  are	  already	  present.	  G,	  Z-‐

projections	  (20	  μm)	  of	  confocal	  images	  at	  48	  hpf.	  No	  THir	  cell	  is	  observed	  anterior	  to	  the	  

OR,	  and	  the	  DA	  cells	  in	  PO	  are	  represented	  only	  by	  those	  located	  near	  the	  poc,	  the	  SCDA.	  H,	  

Schematic	  drawing	  representing	  the	  48	  hpf	  zebrafish	  embryonic	  brain.	  The	  preoptic	  area	  

(PO)	  shown	  in	  G	  is	  illustrated	  in	  the	  frame.	  The	  light	  gray	  represents	  the	  ventricles	  and	  
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horizontal	  stripes	  represent	  fiber	  bundles.	  As	  it	  is	  the	  case	  in	  the	  adult	  brain,	  PO	  is	  flanked	  

by	  two	  commissures,	  ac	  and	  poc.	  Abbreviations:	  ac:	  anterior	  commissure;	  Hyp,	  

hypothalamus;	  OB,	  olfactory	  bulb;	  OR,	  optic	  recess;	  poc:	  postoptic	  commissure;	  PO,	  

preoptic	  area;	  Tel,	  telencephalon;	  TeO,	  optic	  tectum.	  Scale	  bars:	  50µm.	  

	  

Figure	  3.	   THir	  projections	  to	  the	  pituitary	  in	  84	  hpf	  larval	  brain.	  A,	  Z-‐projections	  

(3	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  TH	  immunofluorescence	  (THir;	  red)	  and	  prolactin	  FISH	  

(prl;	  green)	  labeling,	  with	  DAPI	  counterstaining	  (gray),	  in	  a	  sagittal	  section	  (rostral	  to	  the	  

left).	  The	  expression	  of	  prl	  was	  used	  as	  an	  early	  marker	  of	  the	  pituitary	  (framed).	  B,	  The	  

pituitary	  region	  framed	  in	  A	  at	  a	  higher	  magnification.	  The	  first	  THir	  fibers	  were	  observed	  

in	  the	  pituitary	  at	  84	  hpf.	  The	  vast	  majority	  of	  THir	  fibers	  are	  found	  in	  the	  proximalis	  pars	  

distalis	  (PPD)	  which	  contains	  the	  gonadotrope	  cells.	  Very	  few	  THir	  fibers	  are	  observed	  in	  

the	  rostralis	  pars	  distalis	  (RPD),	  in	  the	  vicinity	  of	  prl	  expressing	  cells.	  Abbreviations:	  	  Hyp,	  

hypothalamus;	  PI,	  pars	  intermedia;	  Pit,	  pituitary;	  PO,	  preoptic	  area;	  Tel,	  telencephalon.	  

Scale	  bar:	  20	  μm.	  

	  

Figure	  4.	   Consistent	  increase	  of	  the	  number	  of	  POHDA	  neurons	  all	  along	  the	  

growth	  of	  the	  fish.	  A,	  The	  number	  of	  POHDA	  and	  SCDA	  neurons	  (detected	  as	  THir)	  in	  a	  

brain	  was	  counted	  from	  confocal	  images	  of	  sagittal	  sections,	  and	  the	  means	  (+SEM)	  were	  

plotted	  as	  a	  function	  of	  the	  age	  of	  the	  fish.	  The	  number	  of	  POHDA	  neurons	  among	  four	  age	  

groups	  (a-‐d)	  were	  significantly	  different	  (p<0,05)	  using	  ANOVA	  multiple	  comparison	  test,	  

suggesting	  that	  POHDA	  neurons	  keep	  increasing	  all	  along	  the	  life.	  In	  contrast,	  no	  

significant	  difference	  was	  observed	  in	  the	  number	  of	  SCDA	  neurons	  among	  the	  groups	  of	  

different	  ages	  (with	  a	  mean	  of	  12+0.63	  cells).	  (B)	  Body	  size	  (without	  taking	  account	  of	  the	  

tail)	  of	  fish	  plotted	  as	  a	  function	  of	  the	  age	  (dpf)	  of	  the	  fish.	  Each	  square	  represents	  
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individual	  fish	  (n	  =	  57).	  (C)	  Number	  of	  POHDA	  neurons	  plotted	  as	  a	  function	  of	  the	  age	  

(dpf)	  of	  the	  fish.	  Each	  circle	  represents	  individual	  fish	  (n	  =	  43).	  The	  patterns	  of	  the	  curves	  

in	  B	  and	  C	  both	  follow	  a	  similar	  exponential	  type.	  (D)	  Number	  of	  POHDA	  neurons	  plotted	  

as	  a	  function	  of	  the	  size	  of	  the	  fish.	  There	  is	  a	  correlation	  (Pearson’s	  r;	  r2	  =	  0.89),	  

suggesting	  that	  larger	  fish	  have	  more	  POHDA	  neurons.	  

	  

Figure	  5.	  	   BrdU	  incorporation	  experiment	  reveals	  continuous	  neurogenesis	  in	  

POHDA.	  1	  month	  (A-‐C)	  and	  3	  months	  old	  (D,E)	  zebrafish	  were	  treated	  with	  BrdU	  during	  3	  

days,	  and	  analyzed	  3	  weeks	  later	  by	  BrdU	  (red)	  and	  TH	  (THir;	  blue)	  immunofluorescence.	  

All	  images	  are	  sagittal	  sections	  of	  the	  brain	  (rostral	  to	  the	  left)	  showing	  the	  preoptic	  area	  

(PO),	  corresponding	  to	  the	  framed	  region	  in	  Figure	  2.	  A,	  Z-‐projections	  (20	  μm)	  of	  confocal	  

images	  showing	  the	  PO	  in	  a	  1-‐month	  old	  fish.	  The	  framed	  areas	  contain	  POHDA	  (B	  and	  B’)	  

and	  SCDA	  (C)	  populations.	  B,	  Single	  confocal	  plane	  showing	  the	  framed	  area	  in	  A	  at	  a	  

higher	  magnification.	  The	  arrow	  heads	  show	  the	  colocalization	  of	  BrdU	  and	  THir.	  B’	  Higher	  

magnification	  of	  B.	  	  The	  clear	  BrdU/THir	  double-‐labeling	  suggests	  that	  these	  THir	  cells	  

were	  born	  at	  1	  month	  old.	  C,	  Z-‐projections	  (10	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  the	  framed	  

area	  in	  A,	  containing	  SCDA.	  There	  is	  no	  colocalization	  of	  BrdU	  and	  THir.	  D,	  Single	  confocal	  

plane	  showing	  the	  POHDA	  cells	  in	  a	  3-‐months	  old	  fish.	  The	  arrow	  heads	  show	  the	  

colocalization	  of	  BrdU	  and	  THir.	  D’,	  Higher	  magnification	  of	  D.	  The	  clear	  BrdU/THir	  

double-‐labeling	  suggests	  that	  these	  THir	  cells	  were	  born	  at	  3	  months	  old.	  E,	  Z-‐projections	  

(10	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  SCDA	  cells	  in	  a	  3-‐month	  old	  fish.	  There	  is	  no	  

colocalization	  of	  BrdU	  and	  THir.	  Scale	  bars:	  20µm.	  

	  

Figure	  6.	   Gene	  expression	  profiles	  of	  the	  optic	  recess	  region	  (ORR)	  containing	  

POHDA	  and	  SCDA	  neurons.	  A,	  A	  schematic	  representative	  of	  the	  zebrafish	  embryonic	  
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brains	  (around	  48-‐72	  hpf)	  showing	  the	  optic	  recess	  region	  (ORR)	  and	  expression	  profiles	  

of	  foxg1a	  (purple	  oblic	  lines),	  dlx2a	  (green),	  otpb	  (blue),	  shha	  (red).	  The	  light	  gray	  

represents	  the	  brain	  ventricles	  and	  horizontal	  stripes	  represent	  fiber	  bundles.	  The	  

zebrafish	  preoptic	  area	  is	  flanked	  by	  the	  anterior	  commissure	  (ac)	  and	  the	  postoptic	  

commissure	  (poc),	  thus	  corresponding	  to	  a	  morphogenetic	  entity	  organized	  around	  the	  

optic	  recess,	  the	  optic	  recess	  region	  (ORR;	  Affaticati	  et	  al.,	  unpublished	  observations).	  B,	  A	  

schematic	  representative	  of	  the	  zebrafish	  embryonic	  brains	  (around	  48-‐72	  hpf)	  showing	  

the	  three	  DA	  cell	  populations	  within	  the	  ORR	  (=	  PO),	  POHDA,	  SCDA	  and	  PMDA.	  Confocal	  

images	  of	  the	  framed	  region	  containing	  POHDA	  and	  SCDA	  are	  demonstrated	  in	  the	  Figures	  

7	  and	  8.	  C,	  A	  table	  summarizing	  gene	  expression	  profiles	  in	  POHDA	  and	  SCDA	  neurons.	  +:	  

colocalized	  with	  all	  THir	  cells	  within	  the	  population;	  +/-‐:	  colocalized	  with	  some,	  but	  not	  all,	  

of	  THir	  within	  the	  population;	  -‐:	  no	  colocalization	  with	  THir	  cells;	  *:	  no	  THir	  cells	  at	  this	  

stage;	  Blank:	  not	  analyzed.	  	  

	  

Figure	  7.	   Gene	  expression	  of	  foxg1a	  and	  dlx2a	  in	  POHDA	  and	  SCDA	  neurons	  

during	  the	  development.	  Z-‐projections	  (20	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  the	  preoptic	  

area	  (corresponding	  to	  the	  framed	  region	  in	  Figure	  6)	  in	  different	  embryonic	  stages:	  48,	  

72,	  and	  96	  hpf.	  Dashed	  lines	  represent	  the	  optic	  recess,	  and	  antero-‐dorsal	  part	  of	  the	  brain	  

is	  shown	  to	  the	  left	  in	  all	  images.	  POHDA	  neurons	  (arrows)	  start	  to	  appear	  around	  72	  hpf,	  

whereas	  SCDA	  neurons	  (arrow	  heads)	  start	  to	  appear	  earlier,	  around	  48	  hpf.	  A,	  Double-‐

labeling	  of	  foxg1a	  FISH	  (green)	  and	  TH	  immunofluorescence	  (THir,	  red),	  with	  a	  DAPI	  

couterstaining	  (gray).	  Foxg1	  is	  expressed	  in	  a	  territory	  antero-‐dorsal	  to	  the	  optic	  recess	  

(OR).	  It	  is	  expressed	  in	  POHDA	  neurons,	  while	  not	  in	  SCDA.	  B,	  Double-‐labeling	  of	  dlx2a	  

FISH	  (green)	  and	  TH	  immunofluorescence	  (THir,	  red),	  with	  a	  DAPI	  couterstaining	  (gray).	  

dlx2a	  is	  first	  expressed	  in	  the	  SCDA	  at	  48	  hpf	  (arrow	  head).	  In	  72	  hpf,	  it	  is	  no	  more	  
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expressed	  in	  SCDA	  while	  starts	  to	  be	  expressed	  in	  POHDA.	  Abbreviations:	  ac:	  anterior	  

commissure;	  poc:	  postoptic	  commissure.	  

	  

Figure	  8.	   Gene	  expression	  of	  otpb	  and	  nr4a2b	  in	  POHDA	  and	  SCDA	  neurons	  

during	  the	  development.	  Z-‐projections	  (20	  μm)	  of	  confocal	  images	  showing	  the	  preoptic	  

area	  (corresponding	  to	  the	  framed	  region	  in	  Figure	  6)	  at	  different	  embryonic	  stages:	  48,	  

72,	  and	  96	  hpf.	  Dashed	  lines	  represent	  the	  border	  of	  optic	  recess	  region	  (ORR),	  and	  antero-‐

dorsal	  part	  of	  the	  brain	  is	  shown	  to	  the	  left	  in	  all	  images.	  POHDA	  neurons	  (arrows)	  start	  to	  

appear	  around	  72	  hpf,	  whereas	  SCDA	  neurons	  (arrow	  heads)	  start	  to	  appear	  earlier,	  

around	  48	  hpf.	  A,	  Double-‐labeling	  of	  otpb	  FISH	  (green)	  and	  TH	  immunofluorescence	  (THir,	  

red),	  with	  a	  DAPI	  couterstaining	  (gray).	  otpb	  is	  slightly	  expressed	  in	  POHDA	  neurons	  at	  72	  

hpf,	  and	  not	  at	  all	  expressed	  in	  SCDA.	  B,	  Double-‐labeling	  of	  nr4a2b	  FISH	  (green)	  and	  TH	  

immunofluorescence	  (THir,	  red),	  with	  a	  DAPI	  couterstaining	  (gray).	  nr4a2b	  is	  expressed	  in	  

SCDA	  cells	  at	  all	  the	  three	  time	  points	  studied	  here.	  In	  contrast,	  no	  expression	  is	  found	  in	  

POHDA.	  Note	  that	  the	  asterisks	  (*)	  indicate	  artifact	  labeling	  in	  blood	  vessels.	  

Abbreviations:	  ac:	  anterior	  commissure;	  poc:	  postoptic	  commissure.	  
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Figure	  3	  
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Figure	  4	  
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Figure	  5	  
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Figure	  6	  
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Figure	  7	  
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Figure	  8	  
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Ce	  travail	  s’inscrivait	  dans	  une	  perspective	  principalement	  physiologique,	  notre	  but	  

étant	   d’étudier	   les	   neurones	   responsables	   du	   contrôle	   dopaminergique	   inhibiteur	   de	   la	  

fonction	  gonadotrope	  et	  leur	  mise	  en	  place	  au	  cours	  du	  développement.	  	  

Pour	   savoir	   si	   le	   poisson-‐zèbre	   était	   un	   bon	   modèle	   pour	   l’étude	   du	   système	  

dopaminergique	  responsable	  de	  ce	  contrôle,	   il	  a	  d’abord	  fallu	  démontrer	   l’existence	  d’un	  

tel	  contrôle	  dans	  cette	  espèce.	  	  	  

Les	   outils	   disponibles	   ainsi	   qu’un	   certain	   nombre	   d’autres	   que	   nous	   avons	  

développés	   ont	   permis	   ensuite	   d’identifier	   le	   support	   anatomique	   de	   ce	   contrôle	   (corps	  

cellulaires,	   terminaisons	  axonales	  et	   récepteurs	  hypophysaires)	  chez	   l’adulte,	  et	  aussi	  de	  

suivre	  la	  mise	  en	  place	  tardive	  de	  ces	  neurones	  au	  cours	  du	  développement.	  

Les	   résultats	   obtenus	   lors	   de	   notre	   étude,	   nous	   ont	   permis	   d’apporter	   un	   certain	  

nombre	  de	  réponses,	  mais	  soulèvent	  aussi	  de	  nouvelles	  interrogations.	  Grâce	  notamment	  

aux	  nombreux	  outils	  génétiques	  (lignées,	  mutants)	  et	  à	  la	  connaissance	  de	  son	  génome,	  le	  

poisson-‐zèbre	   pourra	   être	   utilisé	   pour	   poursuivre	   l’étude	   de	   la	   génétique	   du	  

développement	  du	  système	  dopaminergique	  inhibiteur	  de	  la	  fonction	  gonadotrope.	  
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1. EXISTENCE	  	  D’UN	  CONTROLE	  DOPAMINERGIQUE	  	  INHIBITEUR	  DE	  LA	  
FONCTION	  GONADOTROPE	  CHEZ	  LE	  POISSON-‐ZEBRE	  	  

	  

	   Pour	   chercher	   à	   savoir	   s’il	   existait	   ou	   non	   un	   contrôle	   inhibiteur	   de	   la	   fonction	  

gonadotrope	  par	  la	  dopamine	  chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  nous	  avons	  réalisé	  des	  expériences	  in	  

vivo,	   destinées	   à	   lever	   une	   inhibition	   dopaminergique	   potentielle.	   Nous	   avons	   en	   effet	  

observé	   que	   l’injection,	   chez	   des	   femelles	   cycliques	   agées	   de	   quatre	   mois	   et	   chez	   des	  

femelles	   sexuellement	   regréssées	   agées	   de	   deux	   ans,	   d’un	   agoniste	   du	   GnRH	   (GnRHa)	  

associé	   à	   un	   antagoniste	   des	   récepteurs	   dopaminergiques	   de	   type	   D2	  :	   le	   dompéridone,	  

entraîne	  une	  augmentation	  significative	  du	  niveau	  des	  transcrits	  de	  la	  LHβ	  hypophysaire	  

par	  rapport	  aux	  femelles	  témoins,	  ce	  que	  ne	  permet	  pas	  l’injection	  de	  l’agoniste	  du	  GnRH	  

seul,	   ou	   de	   l’antagoniste	   des	   récepteurs	   dopaminergiques	   de	   type	  D2	   seul.	   Ces	   résultats	  

mettaient	  ainsi	  en	  évidence	  in	  vivo	  sur	  le	  modèle	  du	  poisson	  zèbre,	  l’effet	  de	  la	  levée	  d’une	  

inhibition	  DAergique	  sur	  la	  synthèse	  des	  ARNm	  codant	  la	  LH.	  Contrairement	  aux	  effets	  de	  

la	   DA	   sur	   la	   libération	   de	   LH	   habituellement	   étudiés,	   ses	   effets	   sur	   la	   synthèse	   de	   LH	  

n’avait	   été	   étudiée	   que	   chez	   quelques	   espèces.	   Une	   action	   inhibitrice	   de	   DA	   sur	  

l'expression	   des	   ARNm	   de	   LH	   a	   par	   exemple	   été	   montrée	   in	   vitro	   sur	   des	   cellules	  

hypophysaires	  en	  culture	  de	  carpe	  prépubère	  (Wang	  et	  al.,	  2011).	  En	  revanche,	  dans	   les	  

cellules	  hypophysaires	  en	  culture	  de	  tilapia	  adulte	  (Melamed	  et	  al.,	  1996)	  ou	  lorsqu'il	  est	  

administré	  in	  vivo	  chez	  le	  bar	  rayé	  mâle	  adulte	  (Hassin	  et	  al.,	  2000),	  la	  DA	  n'a	  aucun	  effet	  

sur	  les	  niveaux	  de	  transcription	  de	  la	  LHβ.	  	  

En	  revanche,	  aucune	  modification	  de	   l’expression	  de	   la	  FSHβ	  hypophysaire	  n’a	  pu	  

être	  observée	  après	  ces	  traitements.	  Ces	  résultats	  sont	  en	  accord	  avec	   les	  études	   in	  vitro	  

menées	  sur	  la	  régulation	  des	  gonadotropines	  par	  la	  GnRH,	  lesquelles	  ne	  montrent	  aucune	  

régulation	  de	   la	   sous	  unité	  β	  de	   la	   fsh	   dans	   les	   cellules	  hypophysaires	  de	  poisson-‐zèbre,	  

après	   traitement	   durant	   72	   heures	   avec	   de	   la	   GnRH	   de	   saumon	   (Lin	   and	   Ge,	   2009),	  

contrairement	  à	  ce	  qu’on	  observe	  pour	   la	   lh	  qui	  affiche	  une	  régulation	  dose-‐dépendante.	  

Ceci	  pourrait	  s’expliquer	  notament	  par	  le	  fait	  que	  les	  cellules	  à	  FSH	  sont	  peu	  nombreuses	  

dans	  l’hypophyse	  du	  poisson-‐zèbre	  comparées	  aux	  cellules	  à	  LH	  (So	  et	  al.,	  2005).	  

Chez	   les	   jeunes	   femelles	   en	   cycle	   nous	   n’avons	   pas	   pu	   mettre	   en	   évidence	  

d’augmentation	   significative	   du	   rapport	   gonado-‐somatique	   (RGS),	   ni	   du	   nombre	  

d’ovocytes	  vitellogéniques.	  Ceci	  peut	  s’expliquer	  par	  l’asynchronie	  des	  ovaires	  de	  poisson-‐

zèbre	  :	  dans	  les	  ovaires	  des	  femelles	  en	  cycle	  on	  trouve	  des	  ovocytes	  à	  tous	  les	  stades	  de	  

maturation.	   Il	   est	   donc	   difficile	   d’y	   observer	   l’effet	   de	   la	   stimulation	   hypophysaire	  
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provoquée	  par	   le	   traitement	  combiné.	  En	   tout	  cas,	  d'autres	  expériences	  sont	  nécessaires	  

pour	  préciser	   le	   rôle	   exact	   de	  DA	  dans	   la	   régulation	  de	   la	   sécretion	  de	   LH	   au	   cours	   des	  

cycles	  de	  ponte.	  

Au	   contraire,	   chez	   les	   femelles	   agées	   sexuellement	   régressées	   ayant	   reçu	   le	  

traitement	  combiné,	  une	  augmentation	  importante	  du	  poids	  de	  l’ovaire	  -‐qui	  s’est	  traduite	  

par	   l’augmentation	   significative	   du	  RGS-‐	   a	   pu	   être	   observée.	   En	   outre,	   alors	   que	   sur	   les	  

coupes	  histologiques	  des	  femelles	  agées	  témoins,	  ou	  injectées	  soit	  avec	  l’agoniste	  du	  GnRH	  

seul	  soit	  l’antagoniste	  des	  récepteurs	  dopaminergiques	  de	  la	  famille	  D2	  seul,	  les	  ovocytes	  

sont	   tous	  arrêtés	  au	  stade	   II,	   chez	   les	  vieilles	   femelles	  ayant	  reçu	   le	   traitement	  combiné,	  

nous	   avons	   pu	   observer	   des	   ovocytes	   de	   stade	   III,	   contenant	   des	   granules	   vitellins.	   Ces	  

ovocytes	  sont	  donc	  entrés	  dans	  le	  processus	  de	  vitellogenèse	  exogène	  (Selman	  et	  al.,	  1993)	  

qui	   est	   hormone-‐dépendant	   (Tyler	   et	   al.,	   1991),	   traduisant	   une	   libération	   de	   LH	   qui	   a	  

permis	  la	  reprise	  des	  cycles.	  L’ensemble	  de	  ces	  résultats	  montre	  donc	  que	  chez	  les	  vieilles	  

femelles	   sexuellement	   régréssées,	   cette	   levée	  d’inhibition	   a	   permis	   au	  GnRH	  d’activer	   la	  

libération	  de	  la	  LH	  et	  la	  reprise	  des	  cycles	  ovariens.	  

Pour	   des	   raisons	   techniques	   il	   n’est	   malheureusement	   pas	   possible	   de	   tester	   les	  

effets	   de	   l’injection	   de	   l’agoniste	   du	   GnRH	   (GnRHa)	   associé	   ou	   non	   à	   l’antagoniste	   des	  

récepteurs	  dopaminergiques	  (Dompéridone)	  sur	   le	  déclenchement	  de	   la	  puberté	  chez	  de	  

jeunes	   femelles	   poisson-‐zèbre.	   Au	   stade	   pré-‐pubère	   (moins	   de	   2.5	   mois	   dans	   nos	  

conditions	  d’élevage)	  il	  est	  très	  difficile	  de	  sexer	  et	  d’injecter	  les	  animaux.	  

Il	  apparaît	  donc	  que,	  chez	   le	  poisson	  zèbre,	   la	  DA	  peut	  exercer	  un	  effet	   inhibiteur	  

puissant,	  capable	  de	  s'opposer	  à	  l'action	  stimulante	  de	  la	  GnRH	  sur	  la	  production	  de	  LH	  et	  

que,	  chez	  cette	  espèce,	  il	  existe	  en	  effet	  une	  dualité	  dans	  le	  contrôle	  neuroendocrine	  de	  la	  

reproduction.	  C'est	  à	  notre	  connaissance	   la	  première	  preuve	  de	   l'existence	  d'un	  contrôle	  

inhibiteur	   sur	   les	   cellules	   dopaminergiques	   à	   LH	   chez	   ce	   modèle	   de	   téléostéens.	   Par	  

conséquent,	  le	  poisson	  zèbre	  ne	  fait	  pas	  exception	  dans	  le	  groupe	  des	  cyprinidés.	  En	  effet,	  

nos	  résultats	  sont	  en	  accord	  avec	  ce	  qui	  a	  été	  initialement	  découvert	  chez	  le	  poisson	  rouge	  

(Peter	  et	  al.,	  1978;	  Popesku	  et	  al.,	  2008),	  puis	   la	  carpe	  et	   la	   loche	  (Lin	  et	  al.,	  1988),	  dans	  

lesquels	  ce	  contrôle	   inhibiteur	  de	   la	  reproduction	  est	  puissant.	  Ces	  résultats	  démontrent	  

aussi	  que	  chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  le	  rôle	  de	  la	  DA	  dans	  le	  contrôle	  de	  la	  sécrétion	  de	  LH	  n'est	  

pas	  limité	  à	  la	  période	  de	  vieillissement,	  mais	  peut	  également	  être	  d’importance	  au	  cours	  

des	   cycles	   de	   reproduction.	   Ce	   contrôle	   semble	   donc	   intervenir	   dans	   le	   blocage	   des	  

dernières	  étapes	  de	  la	  maturation	  ovocytaire	  en	  bloquant	  la	  synthèse	  et	  la	  libération	  de	  la	  

LH,	   empêchant	   les	   ovocytes	   d’entrer	   dans	   la	   phase	   de	   vitellogenèse	   exogène	   et	   donc	   de	  
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terminer	   leur	   maturation.	   Il	   faut	   cependant	   noter	   que	   la	   levée	   de	   l'inhibition	  

dopaminergique	   seule	   n'est	   pas	   suffisante	   pour	   augmenter	   l’expression	   de	   la	   lhβ	   d'une	  

manière	   significative,	   ce	   qui	   indique	   que	   chez	   les	   femelles	   âgées,	   l'inhibition	  

dopaminergique	  est	  accompagnée	  d'une	  production	  déficiente	  de	  la	  GnRH.	  	  

Une	   autre	   situation	  dans	   laquelle	   ce	   contrôle	  dopaminergique	  pourrait	   intervenir	  

pour	   limiter	   la	   fonction	  de	  reproduction	  est	   la	  restriction	  alimentaire.	  En	  effet,	  alors	  que	  

dans	  nos	  laboratoires	  le	  poisson-‐zèbre	  peut	  se	  reproduire	  chaque	  semaine,	  dans	  la	  nature	  

sa	   reproduction	   est	   saisonnière.	   Il	   ne	   se	   reproduit	   qu’une	   fois	   par	   an,	   au	  moment	   de	   la	  

mousson,	   lorsque	   les	  apports	  en	  nourriture	  sont	   importants,	  grace	  à	   la	  montée	  des	  eaux	  

apportée	   par	   les	   fortes	   pluies	   (Spence	   et	   al.,	   2008).	   La	   restriction	   alimentaire	   peut	  

sérieusement	   affecter	   le	   succès	   de	   la	   reproduction.	   	   Il	   a	   été	   signalé	   qu’une	   réduction	  de	  

l'alimentation	  peut	  provoquer	  une	  inhibition	  de	  la	  maturation	  des	  gonades	  chez	  plusieurs	  

espèces	   de	   poissons,	   y	   compris	   le	   poisson	   rouge	   Carassius	   auratus,	   (Sasayama	   and	  

Takahashi,	   1974),	   le	   bar	   européen	  Dicentrachus	   labrax,	   (Cerdá	   et	   al.,	   1994),	   et	   le	   mâle	  

Salmo	   salar	   saumon	   de	   l'Atlantique,	   (Berglund,	   1995).	   Chez	   le	   bar	   femelle,	   les	   effets	  

néfastes	   de	   la	   restriction	   alimentaire	   ont	   été	   associés	   à	   des	   niveaux	   plasmatiques	  

d'estradiol	   réduits	   (Cerdá	   et	   al.,	   1994).	   Toutefois,	   l'expression	   des	   gènes	   des	  

gonadotropines	   n'a	   pas	   été	   affectée	   par	   la	   restriction	   alimentaire	   chez	   le	   poisson	   rouge	  

femelle	  adulte	  (Sohn	  et	  al.,	  1998).	  	  

Ce	   type	   de	   contrôle	   dopaminergique	   n’a	   été	   étudié	   que	   chez	   quelques	   espèces,	  

majoritairement	   des	   téléostéens	   mais	   aussi	   chez	   quelques	   mammifères	   d’intérêt	  

commercial	  tel	  que	  le	  mouton.	  Hormis	  chez	  les	  ovins	  où	  les	  bovins	  chez	  lesquels	  il	  limite	  la	  

saison	  de	  reproduction	  aux	   jours	  courts,	   les	  situations	  physiologiques	  dans	   lesquelles	  ce	  

contrôle	   inhibiteur	   intervient	   ne	   sont	   donc	   pas	   toutes	   connues.	   D’autres	   expériences	  

seront	  nécessaires	  pour	  mieux	   identifier	   les	   situations	  physiologiques	  dans	   lesquelles	  ce	  

contrôle	  est	  mis	  en	  jeu.	  	  

Chez	  l’homme,	  il	  a	  été	  montré	  dans	  plusieurs	  études	  portant	  sur	  des	  pathologies	  de	  

la	   reproduction	  que	   la	  DA	  était	   impliquée	  ou	  pouvait	   traiter	  en	  partie	  certaines	  d’entres	  

elles	  (Mikuma	  et	  al.,	  1991;	  Van	  den	  Berghe	  et	  al.,	  1994).	  Ainsi,	  il	  a	  été	  rapporté	  qu’il	  existait	  

un	   tonus	   dopaminergique	   inhibiteur	   sur	   les	   cellules	   gonadotropes	   et	   qu’en	   outre	   la	   DA	  

supprimait	   leur	   sensibilité	   à	   la	   GnRH.	   Un	   tel	   contrôle	   inhibiteur	   pourrait	   être	   impliqué	  

dans	  certains	  cas	  d’infertilité/stérilité,	  par	  exemple	  ceux	  observés	  chez	  les	  jeunes	  femmes	  

atteintes	  d’anorexie	  mentale	  ou	  chez	  les	  sportives	  pratiquant	  la	  compétition	  de	  très	  haut	  

niveau,	  chez	  lesquelles	  les	  cycles	  menstruels	  s’arrêtent.	  	  
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Présent	   chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   ainsi	   que	   chez	   d’autres	   vertébrés	   (amphibiens,	  

oiseaux	  et	  même	  mammifères	  (Peter	  et	  al.,	  1986;	  Dufour	  et	  al.,	  2005)),	  ce	  double	  contrôle	  

cérébral,	  stimulateur	  par	  la	  gonadolibérine	  (GnRH),	  mais	  aussi	  inhibiteur	  par	  la	  dopamine,	  

a	  probablement	  favorisé	  au	  cours	  de	  leur	  évolution	  la	  grande	  diversification	  des	  cycles	  de	  

reproduction	  (changement	  de	  sexe,	  contrôle	  de	  la	  puberté,	  contrôle	  de	  l’ovulation	  par	  les	  

conditions	  environnementales…)	  chez	  les	  vertébrés,	  et	  la	  réussite	  de	  leur	  adaptation	  à	  des	  

conditions	  environnementales	   très	  différentes	   (Pasqualini	  et	  al.,	  2004;	  Vidal	  et	  al.,	  2004;	  

Dufour	  et	  al.,	  2005;	  Dufour	  et	  al.,	  2010).	  

	  

2. BASES	  ANATOMIQUES	  DU	  CONTROLE	  DOPAMINERGIQUE	  INHIBITEUR	  DE	  LA	  
FONCTION	  DE	  REPRODUCTION	  CHEZ	  LE	  POISSON-‐ZEBRE	  

	  

Nous	   avons	   recherché	   le	   support	   anatomique	   de	   ce	   contrôle	   dopaminergique	  

inhibiteur	  de	  la	  fonction	  de	  reproduction	  chez	  le	  poisson-‐zèbre.	  

	  

2.1	  	  	  	  Implication	  des	  récepteurs	  dopaminergiques	  de	  la	  famille	  D2	  dans	  le	  contrôle	  de	  
la	  fonction	  gonadotrope	  chez	  le	  poisson-‐zèbre	  
	  

Des	   études	   pharmacologiques	   chez	   diverses	   espèces	   de	   poissons	   téléostéens	   ont	  

montré	  que	  les	  actions	  de	  la	  dopamine	  sur	  les	  cellules	  gonadotropes	  sont	  médiées	  par	  des	  

récepteurs	  de	  la	  famille	  D2	  (pour	  revue	  (Dufour	  et	  al.,	  2010)).	  	  

Alors	  qu’il	  n’existe	  chez	  les	  mammifères	  et	  les	  oiseaux	  qu’un	  seul	  gène	  D2-‐R	  ,	  codant	  

deux	  isoformes	  protéiques	  (D2Short	  et	  D2Long),	  générées	  par	  un	  épissage	  alternatif	  (Giros	  

et	  al.,	  1989;	  Monsma	  et	  al.,	  1989),	  chez	  les	  téléostéens	  tels	  que	  le	  poisson-‐zèbre	  (Boehmler	  

et	  al.,	  2004),	  l'anguille	  européenne	  (Pasqualini	  et	  al.,	  2009),	  et	  le	  poisson	  rouge	  (Popesku	  

et	  al.,	  2011)	  	  plusieurs	  gènes	  codant	  pour	  des	  D2-‐R	  ont	  été	  trouvés.	  Le	  séquençage	  complet	  

du	  génome	  d’autres	  téléostéens	  allonge	  progressivement	  la	  liste	  des	  espèces	  exprimant	  au	  

moins	  deux	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  D2	  (épinoche,	  médaka,	  tétraodon),	  bien	  que	  le	  rôle	  

physiologique	  de	  ces	  récepteurs	  multiples	  n'ait	  pas	  encore	  été	  abordé.	  	  

Il	   a	   été	   décrit,	   chez	   le	   poisson–zèbre,	   trois	   gènes	   codant	   des	   récepteurs	  

dopaminergiques	   D2:	   D2a,	   D2b,	   et	   D2c	   (Boehmler	   et	   al.,	   2004).	   Récemment,	   la	  

nomenclature	   des	   trois	   gènes	   D2	   a	   changé	   dans	   la	   base	   de	   données	   dédiée	   à	   cet	  

organisme	  :	  http://zfin.org/.	  L’ancien	  D2b	  a	  été	   renommé	  D2like	   (D2l),	  et	   l’ancien	  D2c	  a	  

été	  renommé	  D2b.	  Ceci	  est	  dû	  au	  fait	  que	  la	  séquence	  D2l	  est	  phylogénétiquement	  éloignée	  
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de	   celle	   des	   deux	   autres	   paralogues.	   Cependant,	   ils	   n’ont	   jamais	   été	   comparés	   avec	   les	  

récepteurs	   D2	   des	   groupes	   de	   vertébrés	   autres	   que	   téléostéens,	   leur	   histoire	   évolutive	  

n’est	  donc	  pas	  connue.	  	  

Notre	  nouvelle	  analyse	  plylogénétique	  (figure	  20),	  prenant	  en	  compte	  les	  nouvelles	  	  

séquences	   génomiques	   appartenant	   à	   des	   espèces	   de	   vertébrés,	   autres	   que	   des	  

téléostéens,	   et	   disponibles	   sur	   Ensembl	   Genome	   Browser,	   remet	   en	   cause	   l’hypothèse	  

d’une	   duplication	   spécifique	   aux	   téléostéens.	   Elle	   montre	   que,	   en	   plus	   des	   gènes	   D2	  

classiques	   (comprenant	  D2a	   et	  D2c	   récemment	   renommé	  D2b	   chez	   le	   poisson	   zèbre),	   il	  

existe	   un	   clade	   supplémentaire,	   contenant	   le	   D2l	   du	   poisson-‐zèbre.	   On	   y	   trouve	   les	  

séquences	   de	   plusieurs	   espèces	   de	   téléostéens.	   De	   plus,	   le	   cœlacanthe,	   qui	   est	  

phylogénétiquement	  plus	  proche	  des	  tétrapodes	  que	  des	  téléostéens,	  possède	  lui	  aussi	  un	  

orthologue	  de	  D2l.	  	  Ainsi,	  notre	  analyse	  suggère	  fortement	  que	  le	  gène	  D2l	  préexistait	  chez	  

l’ancêtre	   commun	   Ostéichtyen	   des	   Sarcoptérigyens	   (comprenant	   le	   Coelacanthe	   et	   les	  

tétrapodes)	  et	  des	  Actinoptérygiens	  (dont	  font	  partie	  les	  téléostéens).	  
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Figure	  20	  :	  Arbre	  phylogénétique	  des	  protéines	  codant	  les	  récepteurs	  dopaminergiques	  de	  
la	  famille	  D2	  
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Même	   s’ils	   n’appartiennent	  pas	   à	   la	  même	   classe,	   l’analyse	  de	   l’expression	  de	   ces	  

trois	   récepteurs	  D2/D2l	  a	  montré	  qu’ils	   sont	   tous	  exprimés	  et	   colocalisés	  dans	   la	   région	  

médiane	  de	  l’hypophyse	  et	  en	  particulier	  dans	  les	  cellules	  gonadotropes	  sécrétrices	  de	  LH,	  

laissant	   penser	   qu’ils	   pourraient	   tous	   jouer	   un	   rôle	   dans	   la	   réception	   du	   message	  

dopaminergique	   inhibiteur	  par	   ces	   cellules.	  Nos	   résultats	   sur	   la	  distribution	  des	  D2/D2l	  

dans	   l’hypophyse	   est	   en	   accord	   avec	   des	   études	   antérieures	   réalisées	   chez	   d'autres	  

téléostéens	   [poisson-‐rouge	  (Sloley	  et	  al.,	  1991)	   ;	   truite	  (Linard	  et	  al.,	  1996;	  Vacher	  et	  al.,	  

2003)	   ;	   anguille	   européenne	   (Pasqualini	   et	   al.,	   2009)].	   Nos	   données	   soutiennent	   donc	  

l'idée	   classique	   que	   la	   DA	   agit	   directement	   au	   niveau	   des	   cellules	   gonadotropes	   via	   des	  

récepteurs	  de	  la	  famille	  D2	  pour	  inhiber	  la	  sécretion	  de	  LH.	  Ayant	  également	  retrouvé	  le	  

D2l	  dans	   les	  cellules	  à	  LH	  chez	   le	  poisson-‐zèbre,	  on	  ne	  peut	   toutefois	  exclure	  de	   trouver	  

dans	  ces	  cellules	  gonadotropes	  également	  des	  récepteurs	  D3	  et	  D4	  (autres	  membres	  de	  la	  

famille	  D2).	  A	  notre	  connaissance,	  leur	  présence	  dans	  l’hypophyse	  de	  téléostéen	  n’a	  jamais	  

été	   recherchée.	   Il	   se	   pourrait	   alors	   que	   ce	   contrôle	   dopaminergique	   inhibiteur,	   en	   plus	  

d’être	   transduit	   par	   des	   récepteurs	   D2/D2l,	   puisse	   être	   transduit	   aussi	   par	   d’autres	  

récepteurs	  de	  la	  famille	  D2.	  D’autres	  expériences	  sont	  donc	  necéssaires	  pour	  confirmer	  ou	  

infirmer	  cette	  hypothèse.	  	  

Même	   si	   nous	   avons	  observé	  une	   importante	   colocalisation	  dans	   l’expression	  des	  

trois	  D2/D2l	  dans	  l’hypophyse,	  dans	  le	  cerveau	  leur	  l’expression	  ne	  se	  superpose	  pas	  dans	  

certains	   noyaux	   et	   on	   observe	   pour	   chacun	   d’entre	   eux	   des	   régions	   d’expression	  

spécifique.	  Ces	  résultats	  sont	  en	  accord	  avec	  les	  observations	  de	  Boehmler	  et	  al	  (2004),	  qui	  

a	   montré	   que	   dans	   le	   système	   nerveux	   embryonnaire,	   l’expression	   des	   trois	   gènes	   est	  

différente	   dans	   l’espace	   et	   dans	   le	   temps,	   bien	   que	   des	   chevauchements	   partiels	   soient	  

observés.	  Ceci	  laisse	  donc	  supposer	  une	  évolution	  différente	  des	  trois	  D2/D2l,	  qui	  ont	  été	  

sélectionnés	   de	   façon	   différente	   selon	   les	   noyaux	   et	   les	   stades	   de	   développement,	   leur	  

conférant	   des	   rôles	   en	   partie	   différents.	   De	   plus,	   l'alignement	   des	   séquences	   des	   trois	  

protéines	  déduites	  montre	  que	  la	  différence	  principale	  entre	  D2a,	  D2b	  et	  D2l	  	  se	  situe	  dans	  

la	  troisième	  boucle	  intracellulaire,	  qui	  est	  impliquée	  dans	  le	  couplage	  aux	  protéines	  G,	  les	  

interactions	  régulatrices	  avec	  les	  autres	  molécules	  de	  signalisation	  et	  aussi	  la	  localisation	  

subcellulaire	   des	   récepteurs	   (Boehmler	   et	   al.,	   2004).	   Ceci	   pourrait	   soutenir	   l'hypothèse	  

que	  l'activation	  des	  trois	  sous-‐types	  de	  D2-‐like	  exprimés	  par	  les	  cellules	  LH	  peut	  conduire	  

à	   une	   activation	   différentielle	   de	   plusieurs	   voies	   de	   signalisation	   intracellulaire.	   De	  

nouvelles	   études	   portant	   sur	   la	   signalisation	   intracellulaire	   de	   ces	   récepteurs	   sont	   donc	  

nécessaires,	  pour	  étayer	  ou	  infirmer	  cette	  hypothèse.	  
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2.2	  	  	  	  Identification	  des	  neurones	  dopaminergiques	  hypophysiotropes	  	  
	  

Chez	   les	   téléostéens,	   il	   n’existe	   pas	   de	   système	  porte	   hypothalamo-‐hypophysaire,	  

les	  neurones	  de	  la	  région	  préoptico-‐hypothalamique	  innervent	  directement	  leurs	  cellules	  

cibles	  dans	  l’hypophyse.	  En	  outre,	  dans	  l'antéhypophyse,	  les	  cellules	  d'un	  type	  donné	  sont	  

généralement	  regroupées	  dans	  une	  région	  définie	  de	  la	  glande,	  ce	  qui	  n'est	  pas	  le	  cas	  chez	  

les	   mammifères	   (Ball,	   1981).	   L’étude	   des	   interactions	   entre	   les	   neurones	  

hypophysiotropes	   et	   leurs	   cellules	   cibles	   est	   donc	   relativement	   plus	   simple	   chez	   les	  

téléostéens	  que	  chez	  les	  mammifères.	  Pour	  obtenir	  une	  preuve	  morphologique	  du	  contrôle	  

dopaminergique	  sur	  la	  fonction	  gonadotrope	  dans	  cette	  espèce,	  nous	  avons	  étudié	  d’abord	  

l'innervation	   dopaminergique	   de	   l'hypophyse	   en	   nous	   concentrant	   sur	   les	   cellules	  

productrices	   de	   LH	   qui	   ont	   répondu	   de	   facon	   significative	   au	   double	   traitement.	   Nous	  

avions	   observé	  des	   fibres	  TH-‐immunoreactives	   (THir)	   sur-‐	   ou	   au	   voisinage-‐	   des	   cellules	  

hypophysaires	   productrices	   de	   LH.	   Ces	   résultats	   sont	   en	   accord	   avec	   les	   données	  

précédemment	   obtenues	   chez	   d’autres	   téléostéens,	   montrant	   une	   innervation	  

dopaminergique	   directe	   des	   cellules	   gonadotropes,	   en	   utilisant	   la	   détection	  

immunohistochimique	  de	  la	  TH	  ou	  de	  la	  	  DA	  [chez	  le	  poisson-‐rouge	  (Kah	  et	  al.,	  1984a;	  Kah	  

et	  al.,	  1986a),	  la	  truite	  (Anglade	  et	  al.,	  1993),	  l’anguille	  européenne	  (Vidal	  et	  al.,	  2004)	  et	  la	  

sole	   sénégalaise	   (Rodriguez-‐Gomez	   et	   al.,	   2000)],	   et	   renforcent	   l’existence	   d’une	   action	  

hypophysaire	   directe	   de	   la	   DA	   dans	   la	   régulation	   neuroendocrine	   de	   la	   fonction	  

gonadotrope	  chez	  le	  poisson-‐zèbre.	  

Pour	   repérer	   précisément	   les	   neurones	   dopaminergiques	   qui	   projetent	   leurs	  

terminaisons	  axonales	  sur	  les	  cellules	  gonadotropes	  de	  l’hypophyse	  chez	  le	  poisson-‐zèbre	  

nous	  avons	  injecté	  du	  DiI	  dans	  la	  partie	  centrale	  de	  l’hypophyse	  et	  l’avons	  laissé	  migrer	  	  8	  

à	   10	   jours	  :	   Les	   uniques	   neurones	   dopaminergiques	   hypophysiotropes	   que	   nous	   avons	  

observés	   chez	   le	   poisson-‐zèbre	   sont	   localisés	   dans	   la	   partie	   la	   plus	   ventrale	   du	   noyau	  

préoptique	  parvocellulaire	   antérieur	   (PPa),	   en	  avant	  du	   récessus	  optique	   (OR).	  Nous	   les	  

avons	  donc	  nommés:	  les	  neurones	  dopaminergiques	  préoptico-‐hypophysaires	  (POHDA).	  	  

Ces	   résultats	   sont	   en	   cohérence	   avec	   des	   études	   anatomiques	   menées	  

précédemment	   chez	   le	  poisson-‐zèbre,	   chez	   lequel	   il	   a	   été	  montré	  que	   la	  principale	   cible	  

des	  neurones	  dopaminergiques	  du	  PPa	  est	  l'hypophyse,	  en	  projetant	  leurs	  axones	  dans	  le	  

tractus	  préoptico-‐hypophysaire	  (Ma,	  2003).	  Nos	  résultats	  sont	  également	  en	  accord	  avec	  

ceux	  d’études	  combinant	  traçage	  des	  voies	  neuronales	  et	  immunocytochimie	  de	  la	  TH	  chez	  

le	  poisson	  rouge	  (Kah	  et	  al.,	  1984a;	  Kah	  et	  al.,	  1987a;	  Anglade	  et	  al.,	  1993),	  la	  truite	  (Linard	  
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et	   al.,	   1996),	   et	   l'anguille	   européenne	   (Vidal	   et	   al.,	   2004;	  Weltzien	   et	   al.,	   2006),	   qui	   ont	  

démontré	   que	   l’importante	   innervation	   dopaminergique	   de	   la	   région	  médiane	   (PPD)	   de	  

l'hypophyse	   (contenant	   les	   cellules	   gonadotropes)	   provient	   d'un	   sous-‐ensemble	   de	  

neurones	   localisé	   dans	   la	   partie	   la	   plus	   antéro-‐ventrale	   de	   l'aire	   préoptique	   (nommé	  

différemment	  selon	   les	  auteurs	  :	  NPOav	  (Kah	  et	  al.,	  1987a;	  Vidal	  et	  al.,	  2004;	  Weltzien	  et	  

al.,	  2006);	  NPOpc	  (Anglade	  et	  al.,	  1993);PPa	  (Johnston	  and	  Maler,	  1992);	  SOC	  (Holmqvist	  

and	   Ekstrom,	   1995)).	   La	   destruction	   de	   ce	   noyau	   préoptique	   chez	   le	   poisson	   rouge	   ne	  

supprime	   que	   l'innervation	   dopaminergique	   du	   lobe	   antérieur	   de	   l'hypophyse;	  

l’innervation	  du	  lobe	  intermédiaire	  n’est	  pas	  affectée	  (Kah	  et	  al.,	  1987a).	  Ceci	  suggère	  que	  

dans	  cette	  espèce,	  les	  neurones	  dopaminergiques	  du	  PPa	  contrôlent	  la	  partie	  antérieure	  de	  

l'hypophyse	   (ou	  pars	  distalis),	   tandis	  que	   les	   fibres	  dopaminergiques	  provenant	  d'autres	  

neurones	  THir	  contrôleraient	  la	  pars	  intermedia	  (Fryer	  and	  Maler,	  1981;	  Kah	  et	  al.,	  1987a).	  

La	   méthode	   de	   traçage	   rétrograde	   utilisant	   le	   DiI	   ne	   permet	   pas	   de	   discriminer	   les	  

différentes	   projections	   dans	   l'hypophyse,	   dans	   le	   lobe	   antérieur,	   ou	   intermédiaire.	  

Cependant,	  chez	  le	  poisson-‐zèbre,	  il	  est	  apparu	  clairement	  que	  l'ensemble	  des	  projections	  

dopaminergiques	  dans	  l’hypophyse,	  proviennent	  de	  la	  région	  antérieure	  à	  l’	  OR,	  donc	  dans	  

les	   neurones	  POHDA,	   contrairement	   à	   ce	   qui	   a	   été	   décrit	   chez	   d'autres	   téléostéens	   chez	  

lesquels	  d'autres	  noyaux	  dopaminergiques,	  tels	  que	  le	  SC	  (Hornby	  et	  al.,	  1987;	  Meek	  et	  al.,	  

1989;	  Roberts	  et	  al.,	  1989;	  Ekstrom	  et	  al.,	  1990;	  Hornby	  and	  Piekut,	  1990;	  Sas	  et	  al.,	  1990)	  

et	  l’organe	  paraventriculaire	  (PVO)	  (Kah	  et	  al.,	  1984b;	  Fryer	  et	  al.,	  1985;	  Kah	  et	  al.,	  1986a;	  

Peter	  et	  al.,	  1986)	  ont	  également	  été	  décrits	  comme	  hypophysiotropes.	  Entre	  nos	  mains	  en	  

tout	  cas,	  les	  populations	  DAergiques	  du	  SC	  et	  du	  PVO	  n'ont	  jamais	  été	  marquées	  de	  façon	  

rétrograde	   par	   le	   DiI.	   La	   population	   POHDA	   semble	   donc	   être	   la	   seule	   population	  

dopaminergique	  hypophysiotrope	  et	  les	  neurones	  qui	  contrôlent	  la	  fonction	  gonadotrope	  

résident	  donc	  dans	  cette	  population.	  	  

Néanmoins,	   la	   DA	   est	   connue	   pour	   contrôler	   de	   nombreuses	   secrétions	  

hypophysaires	   (PRL,	   GH,	   TSH,	   α-‐MSH	  ;	   pour	   revue	   (Tuomisto	   and	   Mannisto,	   1985)),	  

d’autres	   études	   supplémentaires	   sont	   donc	   nécessaires	   pour	   rechercher	   s’il	   existe	   dans	  

cette	   population	   POHDA,	   une	   ou	   plusieurs	   sous-‐populations,	   avec	   pour	   chacune	   d’entre	  

elles	   une	   fonction	   hypophysiotrope	   différente.	   En	   effet,	   nous	   avons	   pu	   observer	   que	   les	  

neurones	  POHDA	  expriment	  tous	  le	  gène	  th1	  et	  que	  certains	  d’entre	  eux	  expriment	  aussi	  

th2,	   ce	   qui	   pourrait	   suggérer	   l’existence	   de	   deux	   	   sous-‐populations.	   Au	   contraire,	   il	  

pourrait	  y	  avoir	  une	  unique	  population,	   régulant	   les	  différentes	   fonctions	  hypophysaires	  

par	  l’intermédiaire	  de	  récepteurs	  différemment	  couplés	  ou	  de	  combinaisons	  différentes	  de	  
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récepteurs.	  Dans	  ce	  cas,	  la	  TH2	  servirait	  simplement	  à	  ajuster	  l’intensité	  de	  l’inhibition.	  Il	  

serait	  intéressant	  de	  savoir	  si	  par	  exemple	  l’activité	  ou	  l’expression	  de	  TH2	  est	  régulée	  par	  

les	   stéroïdes	   sexuels.	   Des	   techniques	   	   telles	   que	   le	   «	  laser	   killing	  »	   permettant	   la	  

destruction	   séléctive	   de	   chaque	   neurone	   POHDA,	   ou	   le	   marquaque	   de	   cellule	   unique	  

pourraient	  aider	  à	  répondre	  à	  ces	  questions.	  

	  

2.3	  	  	  	  Les	  neurones	  dopaminergiques	  neuroendocrines	  comme	  cibles	  de	  la	  rétroaction	  
des	  stéroides	  sexuels	  

	  

L’intégration	   de	   stimuli	   internes	   tels	   que	   l’état	   du	   cycle	   ovarien,	   grâce	   aux	  

rétrocontrôles	  exercés	  par	  les	  stéroides	  sexuels	  est	  un	  des	  rôles	  importants	  des	  neurones	  

DAergiques	  préoptiques.	  Il	  est	  par	  exemple	  connu	  chez	  la	  brebis,	  qu’une	  augmentation	  de	  

l’activité	  de	  la	  DA,	  sous	  l’effet	  de	  l’œstradiol,	  est	  responsable	  de	  l’inhibition	  de	  la	  sécrétion	  

pulsatile	   de	   GnRH	   durant	   la	   période	   d’anœstrus	   saisonnier	   (pour	   revue	  :	   (Caraty	   et	   al.,	  

2001)).	  	  

La	   présence	   de	   récepteurs	   aux	   estrogènes	   dans	   les	   neurones	   à	   GnRH	   chez	   les	  

mamifères	  est	  controversée,	  semblant	  dépendre	  de	  l’espèce	  considérée	  :	  chez	  la	  	  souris	  la	  

présence	  du	  récepteur	  ER-‐β	  a	  été	  démontrée	  récemment	  (Herbison	  and	  Pape,	  2001),	  alors	  

que	  chez	  la	  brebis	  (Thiery	  et	  al.,	  2002)	  elle	  n’a	   jamais	  pu	  être	  mise	  en	  evidence.	  Chez	  les	  

téléostéens	   (Navas	   et	   al.,	   1995),	   les	   neurones	   à	   GnRH	   n’expriment	   clairement	   pas	   ces	  

récepteurs.	   	   En	   revanche,	   les	   neurones	  dopaminergiques	  de	   l'aire	   préoptique	   expriment	  

tous	   un	   récepteur	   des	   oestrogènes	   (Linard	   et	   al.,	   1996).	   De	   plus	   les	   œstrogènes	   sont	  

connus	  pour	  affecter	  profondément	   le	   tonus	   inhibiteur	  dopaminergique	  sur	   la	   libération	  

de	  LH	  chez	  plusieurs	  espèces	  (De	  Leeuw	  et	  al.,	  1988;	  Trudeau	  et	  al.,	  1993a;	  Linard	  et	  al.,	  

1995)	  et	  d'augmenter	  l’expression	  de	  la	  th	  chez	  la	  truite	  (Vetillard	  et	  al.,	  2003).	  Ainsi,	  les	  

données	   obtenues	   chez	   le	   poisson	   rouge	   et	   la	   truite	   soutiennent	   l'hypothèse	   que	   les	  

neurones	   dopaminergiques	   inhibiteurs	   sont	   des	   cibles	   directes	   pour	   l'estradiol	   et	   sont	  

probablement	  l’un	  des	  principaux	  médiateurs	  de	  la	  rétroaction	  négative	  chez	  les	  poissons	  

(Trudeau,	  1997).	  

Chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   un	   role	   similaire	  de	   la	  DA	  dans	   l’intégration	  des	  messages	  

stéroidiens,	  peut	  être	  envisagé.	  Dans	  cette	  espèce,	  tous	  les	  récepteurs	  aux	  oestrogènes	  (α,	  

β1	   et	   β2)	   ont	   été	   retrouvés	  dans	   le	   PPa	   (Menuet	   et	   al.,	   2002)	   qui	   contient	   les	   neurones	  

POHDA	  (figure	  21).	  De	  plus	  nous	  avons	  vu	  qu’une	  levée	  de	  l’inhibition	  DAergique	  chez	  les	  
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femelles	  cycliques	  permettait	  une	  augmentation	  de	  la	  synthèse	  de	  la	  LH	  dans	  l’hypophyse,	  

laissant	   penser	   que	   ce	   contrôle	   dopaminergique	   jouerait	   un	   rôle	   dans	   le	   contrôle	  

neuroendocrine	  de	  la	  reproduction	  pendant	  les	  cycles.	  Il	  est	  donc	  permis	  de	  penser	  que	  la	  

DA	   pourrait	   jouer	   un	   rôle	   de	   régulateur	   de	   la	   synthèse	   et	   de	   la	   sécretion	   des	  

gonadotropines	   hypophysaires	   en	   réponse	   à	   un	   rétrocontrole	   par	   les	   stéroides	   sexuels	  

produits	   par	   les	   gonades.	   Les	   neurones	   POHDA	   pourraient	   représenter	   aussi	   des	   cibles	  

pour	  les	  perturbateurs	  endocriniens,	  une	  voie	  qui	  n’a	  pas	  encore	  été	  explorée.	  

	  

	  

	  
Figure	   21:	   Schéma	   de	   la	   distribution	   des	   trois	   récepteurs	   des	   oestrogènes	   zfERa,	   zfERb1	  
zfERb2	  dans	  le	  cerveau	  du	  poisson-‐zèbre	  (Zohar	  et	  al.,	  2010).	  Abréviations:	  ATN,	  noyau	  du	  
tuber	  antérieur;	   	  Cant,	  Commissure	  antérieure;	  CO,	  Chiasma	  optique;	  Dc,	   zone	  centrale	  de	  
l’aire	   télencéphalique	   dorsale;	   Dd,	   zone	   dorsale	   de	   l’aire	   télencéphalique	   dorsale	   ;	   DiV,	  
ventricule	   diencéphalique;	   Dl,	   zone	   latérale	   de	   l’aire	   télencéphalique	   dorsale;	   Dm,	   zone	  
médiane	  de	   l’aire	   télencéphalique	  dorsale;	  Dp,	   zone	  postérieure	  de	   l’aire	   télencéphalique	  
dorsale;	   Hd,	   zone	   dorsale	   de	   l'hypothalamus	   périventriculaire;	   Hv,	   zone	   ventrale	   de	  
l'hypothalamus	  périventriculaire;	   LH,	   noyau	  hypothalamique	   latéral;	   Pit,	   hypophyse;	   PPa,	  
partie	  antérieure	  du	  noyau	  préoptique	  parvocellulaire	   ;	  PTN,	  noyau	  du	   tuber	  postérieur	   ;	  
TeO,	   Toit	   optique;	   TL,	   torus	   longitudinalis;	   TPp,	   noyau	   périventriculaire	   du	   tubercule	  
postérieur;	  Vp,	  noyau	  postcommissural	  de	  la	  zone	  télencéphalique	  ventrale	  

	  



Chapitre	  3	  :	  Discussion	  
	  

	  	  
145	  

	  
	   	  

L’émergence	  de	  lignées	  transgéniques	  de	  médaka	  et	  de	  poisson	  zèbre	  chez	  lequels	  

les	  seuls	  neurones	  à	  GnRH	  expriment	  des	  protéines	  rapportrices	  fluorescentes	  (Okubo	  et	  

al.,	  2006;	  Abraham	  et	  al.,	  2008)	  fournit	  de	  nouvelles	  techniques	  hautement	  sensibles	  pour	  

visualiser	   et	   étudier	   les	   interactions	   qu’entretiennent	   les	   systèmes	   neuroendocrines.	  

Même	   si	   nous	   avons	  mis	   en	   évidence	  une	   innervation	  directe	  des	   cellules	   gonadotropes	  

par	   les	   neurones	   dopaminergiques	   chez	   le	   poisson-‐zèbre,	   d’autres	   études	   seront	  

nécessaires	   pour	   analyser	   les	   interactions	   entre	   ce	   système	   DAergique	   avec	   les	   autres	  

systèmes	  de	  contrôle	  neuroendocrine	  de	  la	  reproduction,	  en	  particulier	  avec	  le	  système	  à	  

GnRH	  au	  niveau	  de	  l’aire	  préoptique,	  par	  exemple.	  	  

D’un	  point	  de	  vue	  comparatif,	   Il	   est	   tentant	  de	  comparer	   les	  neurones	  POHDA	  du	  

poisson-‐zèbre	  avec	  les	  groupes	  de	  cellules	  DA	  définies	  chez	  les	  mammifères	  (Hokfelt	  et	  al.,	  

1984).	   Plusieurs	   études	   ont	   montré	   que	   la	   DA	   joue	   un	   rôle	   majeur	   dans	   l’inhibition	  

saisonière	  (en	  période	  de	  jours	  longs	  )	  de	  la	  sécrétion	  des	  gonadotropines	  chez	  la	  brebis	  

(Thiery	  et	  al.,	  1989;	  Viguie	  et	  al.,	  1998)	  et	  la	  vache,	  et	  que	  les	  cellules	  DAergiques	  dans	  la	  

région	   rétrochiasmatique	   latérale,	   désigné	   comme	  A15	   chez	   le	  mouton,	   sont	   impliquées	  

dans	  cette	  régulation.	  Une	  inhibition	  dopaminergique	  de	  la	  LH	  similaire	  se	  retrouve	  aussi	  

chez	  la	  poule	  (Sharp	  et	  al.,	  1989;	  Contijoch	  et	  al.,	  1992).	  La	  différence	  entre	  les	  téléostéens	  

et	  les	  amniotes	  est	  que	  chez	  les	  téléostéens	  la	  DA	  agit	  directement	  sur	  l'hypophyse,	  tandis	  

que	   chez	   les	   amniotes,	   la	   DA	   agit	   au	   niveau	   de	   l'éminence	   médiane,	   en	   inhibant	   les	  

neurones	  à	  GnRH	  (Kuljis	  and	  Advis,	  1989).	  L'homologie	  régionale	  des	  neurones	  POHDA	  et	  

des	   neurones	   A15	   n’est	   pas	   claire.	   Les	   cellules	   POHDA	   se	   trouvent	   rostralement	   par	  

rapport	  à	  au	  récessus	  optique,	  tandis	  que,	  chez	  les	  ovins,	  les	  cellules	  DA	  impliquées	  dans	  

l'inhibition	  de	  la	  LH	  sont	  situées	  dans	  la	  zone	  rétrochiasmatique,	  et	  donc	  sont	  caudales	  par	  

rapport	  au	  récessus	  optique.	  Quelle	  que	  soit	  leur	  situation	  exacte,	  de	  nombreuses	  espèces	  

de	   vertébrés	   utilisent	   ces	   neurones	   dopaminergiques	   pour	   l'intégration	   de	   multiples	  

signaux	  internes	  et	  environnementaux	  et	  limiter	  ainsi	  leur	  fonction	  de	  reproduction.	  

	  

3. DEVELOPPEMENT	  DES	  NEURONES	  DOPAMINERGIQUES	  PREOPTICO-‐
HYPOPHYSAIRES	  

	  
Les	  neurones	  dopaminergiques	  se	  développent	  dans	  différentes	  régions	  du	  cerveau	  

et	  projettent	  localement	  ou	  envoient	  de	  longues	  projections	  axonales,	  ce	  qui	  fait	  d’eux	  des	  

systèmes	  assez	  hétérogènes	  dans	  le	  cerveau	  des	  vertébrés.	  Les	  neurones	  dopaminergiques	  

préoptico-‐hypophysaires	   constituent	   un	   exemple	   rare	   de	   neurones	   non-‐peptidergiques	  
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impliqués	   dans	   le	   contrôle	   des	   secrétions	   antéhypophysaires.	   Nous	   pensons	   donc	   que	  

l'étude	   de	   l'origine	   embryologique	   et	   du	   codage	   génétique	   de	   ces	   neurones	  

dopaminergiques	   particuliers	   (hypophysiotropes),	   par	   comparaison	   avec	   les	   autres	  

neurones	   dopaminergiques	   du	   cerveau,	   en	   particulier	   ceux,	   très	   étudiés	   y	   compris	   dans	  

notre	   équipe,	   impliqués	   dans	   le	   contrôle	   de	   l’activité	  motrice,	   serait	   très	   instructive	   du	  

point	  de	  vue	  fonctionnel.	  

Le	   poisson-‐zèbre	   est	   un	   excellent	   modèle	   pour	   étudier	   la	   spécification	   et	   la	  

projection	  axonale	  des	  neurones	  dopaminergiques.	  La	  grande	  distance	  évolutive	  entre	  les	  

poissons	   et	   les	   mammifères	   donne	   l’opportunité	   d’identifier	   des	   mécanismes	   de	   base	  

conservés,	  qui	  contrôleraient	   la	  différenciation	  et	   la	  projection	  des	  différents	  groupes	  de	  

neurones	   dopaminergiques	   chez	   les	   vertébrés.	   En	   tant	   que	   tel,	   le	   poisson-‐zèbre	   a	   été	  

largement	  utilisé	  ces	  dernières	  années	  pour	  étudier	  le	  rôle	  joué	  par	  les	  principales	  voies	  de	  

signalisation	   dans	   le	   contrôle	   du	   développement	   des	   neurones	   diencéphaliques.	   Ces	  

études	  ont	  déjà	  révélé	  un	  degré	  de	  conservation	  inter-‐espèces	  dans	  le	  développement	  de	  

circuits	   hypothalamiques	   et	   ont	   mis	   en	   évidence	   l’activité	   de	   déterminants	  

transcriptionnels	  principaux	  impliqués	  dans	  leur	  différenciation	  (Machluf	  et	  al.,	  2011).	  	  

	  

3.1	  	  	  	  Ontogenèse	  des	  neurones	  dopaminergiques	  préoptico-‐hypophysaires	  et	  de	  leurs	  
projections	  
	  

Nous	   avons	   étudié	   le	   développement	   des	   neurones	   POHDA.	   D’abord	   nous	   avons	  

constaté	   que	   les	   premières	   terminaisons	   nerveuses	   de	   ces	   neurones	   atteignent	  

l'hypophyse	  entre	  72	  et	  84	  hpf.	  De	  manière	   surprenante,	  peu	  de	   fibres	  THir	  ont	  pu	  être	  

observées	  dans	  la	  pars	  distalis	  rostrale,	  au	  voisinage	  des	  cellules	  exprimant	  la	  prl,	  dont	  on	  

sait	   pourtant	   qu’elle	   est	   controlée	   par	   la	   DA	   à	   partir	   de	   48hpf	   (Liu	   et	   al.,	   2006).	   En	  

revanche,	  la	  grande	  majorité	  des	  fibres	  THir	  a	  été	  observée	  dans	  la	  pars	  distalis	  proximale	  

(ou	  région	  médiane	  de	  l’hypophyse)	  qui	  contient	  les	  cellules	  gonadotropes	  (Weltzien	  et	  al.,	  

2014),	  suggérant	  que	  ces	  cellules	  sont	  la	  cible	  principale	  de	  l’innervation	  dopaminergique.	  

Nous	  nous	  sommes	  ensuite	  intéressés	  à	  l’ontogénèse	  de	  ces	  neurones.	  Grâce	  à	  des	  

repères	  anatomiques	  précis	  (commissure	  antérieure,	  commissure	  post-‐optique	  et	  récessus	  

optique)	  nous	  avons	  pu	  différencier	  aisément	   les	  neurones	  POHDA,	  antérieurs	  à	   l’OR,	  de	  

ceux	  du	  noyau	  suprachiasmatique	  (SCDA)	  voisin	  mais	  situés	  postérieurement	  par	  rapport	  

à	   l’OR,	   et	   retracer	   leur	  mise	   en	   place	   au	   cours	   du	   développement	   embryonnaire.	   Le/les	  

premier(s)	  neurone(s)	  POHDA	  commence(nt)	  à	  exprimer	  la	  protéine	  TH	  à	  partir	  de	  72hpf,	  
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ils	   sont	   donc	   les	   derniers	   à	   l’exprimer	   dans	   le	   cerveau	   du	   poisson-‐zèbre.	   Ceci	   explique	  

probablement	  pourquoi	  ils	  n’ont	  en	  fait	  jamais	  été	  observés	  et	  considérés	  dans	  les	  études	  

de	  développement	  qui	  s’arrêtent	  souvent	  avant	  qu’ils	  n’apparaissent.	  En	  effet,	  même	  si	  les	  

systèmes	  à	  DA	  ont	  été	  décrits	  dans	  le	  cerveau	  adulte	  (Kaslin	  and	  Panula,	  2001;	  Rink	  and	  

Wullimann,	  2001,	  2002b;	  Ma,	  2003),	  la	  region	  préoptique	  /	  hypothalamique	  chez	  la	  larve	  

du	   poisson	   zèbre	   n'a	   pas	   été	   précisément	   étudiée	   d’un	   point	   de	   vue	   anatomique,	   et	  

l'ontogenèse	  des	  neurones	  POHDA	  n'avait	  jamais	  été	  décrite.	  En	  outre,	  chez	  l’embryon	  les	  

différentes	   populations	   dopaminergiques	   sont	   très	   proches	   les	   unes	   des	   autres	   et	   leur	  

distinction	   n’est	   pas	   toujours	   évidente.	   Quoi	   qu’il	   en	   soit,	   les	   groupes	   dopaminergiques	  

préoptiques	  sont	  parmi	   les	  derniers	  à	  se	  différencier	  et	  ont	  été	  relativement	  peu	  étudiés	  

jusqu'à	  présent.	  	  

Des	  études	  de	  «	  birthdating	  »	  ont	  été	  menées	  sur	  l’ensemble	  des	  précurseurs	  DA	  du	  

cerveau	   du	   poisson-‐zèbre	   et	   elles	   ont	  montré	   que	   les	   neurones	   DA	   préoptiques	   étaient	  

produits	  à	  partir	  d'une	  phase	  tardive	  de	  la	  neurogenèse,	  et	  qu’ils	  expriment	  la	  TH	  entre	  48	  

et	   60	   hpf	   (Mahler	   et	   al.,	   2010).	   Or	   nos	   données	  montrent	   qu’à	   ce	   stade,	   il	   n’y	   a	   pas	   de	  

cellules	  THir	  dans	  le	  PPa,	  par	  opposition	  au	  noyau	  SC	  qui	  en	  contient	  déjà	  de	  nombreuses.	  

En	   raison	   de	   la	   proximité	   entre	   le	   SC	   et	   le	   PPa,	   et	   à	   l	  ‘apparition	   rapide	   des	   nombreux	  

neurones	   SCDA,	   c’est	   probablement	   la	   population	   DAergique	   du	   SC	   qui	   correspond	   au	  

groupe	   dopaminergique	   référencé	   comme	   groupe	   "préoptique"	   dans	   de	   nombreuses	  

études	  antérieures	  (Rink	  and	  Wullimann,	  2002a;	  Sallinen	  et	  al.,	  2009;	  Filippi	  et	  al.,	  2010).	  

Nous	  nous	   sommes	  ensuite	   intéréssés	  aux	   caractéristiques	  développementales	  de	  

cette	  population	  neuroendocrine.	  Nous	  avons	  d’abord	  compté	   les	  cellules	  THir	  et	  mis	  en	  

évidence	  que	  contrairement	  au	  nombre	  de	  neurones	  SCDA	  qui	  est	  maximum	  dès	  72hpf	  le	  

nombre	   de	   neurones	   POHDA	   augmente	   tout	   au	   long	   de	   la	   vie	   du	   poisson-‐zèbre,	  

proportionnellement	   à	   la	   taille	  de	   l’animal	   et	   de	   façon	   allométrique.	  Nous	  nous	   sommes	  

demandé	  si	   ces	  neurones	  provenaient	  du	   recrutement	  de	  nouvelles	   cellules	  ou	  bien	   s’ils	  

provenaient	  d’un	  changement	  phénotypique	  de	  cellules	  existant	  déjà.	  

Nos	   analyses	   d’incorporation	   de	   BrdU	   réalisées	   à	   deux	   stades,	   juvénile	   et	   adulte,	  	  

ont	   révélé	   qu’alors	   qu’il	   n’y	   a	   jamais	   colocalisation	   TH-‐BrdU	   dans	   les	   neurones	   SCDA,	  

certains	   des	   précurseurs	   des	   neurones	   POHDA	   ont	   bien	   incorporé	   du	   BrdU.	   Ces	  

progéniteurs	  étaient	  donc	  en	  phase	  S	  au	  moment	  du	   traitement	   (chez	  des	  poissons	  d’un	  

mois	  et	  de	   trois	  mois)	  et	  elles	  sont	  sorties	  peu	  après	  du	  cycle	  cellulaire	  pour	  générer	  de	  

nouveaux	   neurones	   POHDA.	   Ces	   résultats	   suggèrent	   donc	   que	   des	   neurones	   POHDA	  

puissent	   être	   générés	   tout	   au	   long	  de	   la	   vie	   du	  poisson,	   suggérant	   fortement	   l’existence	  
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d’une	   neurogénèse	   adulte	   pour	   cette	   population	   dopaminergique.	   Une	   neurogenèse	  

continue	   est	   rendue	   possible	   par	   le	   maintien	   de	   progéniteurs	   indifférenciés	   dans	   des	  

niches	   spécifiques	   qui	   peuvent	   être	   recrutés	   dans	   la	   cascade	   neurogène	  même	   au	   stade	  

adulte	   (Chapouton	   and	   Godinho,	   2010).	   Il	   a	   déjà	   été	   signalé	   que	   dans	   le	   cerveau	   de	  

poisson-‐zèbre	   adulte,	   la	   zone	   ventriculaire	   du	   PPa	   est	   une	   région	   de	   neurogenèse	   qui	  

contient	  des	  cellules	  à	  prolifération	  rapide	  (Adolf	  et	  al.,	  2006).	  

La	   capacité	   inhabituelle	   de	   prolifération	   des	   précurseurs	   des	   neurones	   POHDA	  

pourrait	   être	   liée	   au	   fait	   qu’ils	   expriment	   des	   récepteurs	   aux	   estrogènes.	   En	   effet	  

l’expression	  en	  quantité	  importante	  des	  trois	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  œstrogènes	  (α,	  β1	  

et	   β2)	   a	   été	   démontrée	   dès	   24hpf	   dans	   la	   région	   du	   PPa	   qui	   contient	   sûrement	   les	  

progéniteurs	  des	  neurones	  POHDA	  (Menuet	  et	  al.,	  2002).	  Or,	  les	  oestrogènes	  sont	  connus	  

pour	  affecter	   le	  développement	  du	  cerveau,	  et	  moduler	   la	  neurogenèse	  embryonnaire	  et	  

adulte	  (Martinez-‐Cerdeno	  et	  al.,	  2006;	  Mouriec	  et	  al.,	  2008;	  Barha	  et	  al.,	  2009;	  Kah	  et	  al.,	  

2009;	   Diotel	   et	   al.,	   2013;	   Coumailleau	   et	   al.,	   2014).	   Néanmoins	   des	   effets	   à	   la	   fois	  

stimulants	  et	  inhibiteurs	  de	  ces	  stéroïdes	  sexuels	  sur	  la	  neurogenèse	  ont	  été	  décrits	  et	  la	  

localisation	  exacte	  des	  progéniteurs	  des	  POHDA	  n’est	  pas	  connue.	  Le	  rôle	  des	  oestrogènes	  

dans	   la	   capacité	   proliférative	   des	   précurseurs	   des	   neurones	   POHDA	   nécessite	   donc	   de	  

nouvelles	  études.	  

	  

3.2	  	  	  	  Régionalisation	  et	  caractéristiques	  développementales	  des	  neurones	  
dopaminergiques	  préoptico-‐hypophysaires	  
	  

Finalement,	   l’étude	   de	   l’expression	   d’un	   certain	   nombre	   de	   gènes	   durant	   le	  

développement	  a	  mis	  en	  évidence	  que,	  en	  plus	  de	  se	  développer	  à	  differents	  moments	  et	  

dans	   des	   noyaux	   différents,	   les	   neurones	   POHDA	   possèdent	   un	   programme	   de	  

différentiation	  distinct	  des	  autres	  neurones	  dopaminergiques.	  En	  effet,	  contrairement	  aux	  

neurones	   dopaminergiques	   du	   posterior	   tuberculum	   (PT)	   par	   exemple,	   ni	   les	   neurones	  

POHDA	  ni	   les	   SCDA	  n’expriment	  otp.	  Otp	   est	   un	   facteur	  de	   transcription	  pourtant	  décrit	  

comme	  essentiel	  pour	  le	  développement	  des	  neurones	  DA	  du	  PT,	  ainsi	  que	  pour	  d’autres	  

cellules	  neuroendocrines	  peptidergiques	  dans	  la	  PO	  (Fernandes	  et	  al.,	  2013;	  Herget	  et	  al.,	  

2014).	  De	  plus	  nous	  avons	  observé	  que	  les	  neurones	  POHDA	  expriment	  foxg1a,	  un	  facteur	  

de	   transcription	   souvent	   utilisé	   comme	   marqueur	   du	   télencephale	   chez	   le	   poisson	  

(Toresson	  et	  al.,	  1998;	  Jeong	  et	  al.,	  2007;	  Sanek	  and	  Grinblat,	  2008).	  	  Ce	  n’est	  pas	  le	  cas	  des	  

neurones	   SCDA.	   Au	   contraire,	   les	   neurones	   POHDA	   n’expriment	   jamais	   nr4a2a/b,	   un	  
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facteur	   de	   transcription	   essentiel	   pour	   la	   différenciation	   d’autres	   groupes	   de	   neurones	  

dopaminergiques	   tels	   que	   ceux	   du	   PT.	   Ensemble,	   ces	   résultats	   supportent	   l’idée	   que	   les	  

neurones	   SCDA	   et	   POHDA	   sont	   bien	   deux	   populations	   dopaminergiques	   distinctes	   dans	  

l’embryon	  en	  développement.	  

Par	  ailleurs,	  nos	  analyses	  suggèrent	  que	  Dlx2a,	  souvent	  utilisé	  comme	  un	  marqueur	  

régional	   (Rubenstein	   et	   al.,	   1998;	   Puelles	   and	   Rubenstein,	   2003),	   semble	   plutôt	  

représenter	  un	  état	  de	  différenciation	  des	  cellules.	  Nos	  résultats	  montrant	  l'expression	  de	  

dlx2a	  accompagnant	  la	  différenciation	  dopaminergique,	  à	  la	  fois	  dans	  les	  neurones	  POHDA	  

et	   les	   SCDA,	   sont	   en	   accord	   avec	   cette	   hypothèse	   Le	   fait	   que	   dlx2a	   reste	   exprimé	   dans	  

certains	  neurones	  POHDA	  (jusqu’à	  1	  mois	  en	  tout	  cas),	  alors	  qu’il	  cesse	  de	  l’être	  dans	  les	  

neurones	  SCDA	  après	  48hpf,	   renforce	  aussi	   cette	  hypothèse.	  Dlx2a	   serait	   ainsi	  un	   indice	  

des	  capacités	  prolifératives	  des	  progéniteurs	  de	  ces	  neurones	  neuroendocrines.	  	  

D'un	  point	  de	  vue	  comparatif,	  l'étude	  de	  l'expression	  des	  gènes,	  combinée	  avec	  des	  

repères	  anatomiques	  précis	   tels	  que	   la	  commissure	  antérieure	   (ac),	   la	  commissure	  post-‐

optique	   (poc)	   et	   le	   récessus	   optique	   (OR),	   nous	   permet	   de	   comparer	   la	   PO	   du	   poisson	  

zèbre	  avec	  celle	  d'autres	  vertébrés.	  Alors	  que	   la	  PO	  chez	   les	   tétrapodes	  est	  actuellement	  

considérée	  comme	  une	  partie	  du	  télencéphale	  (Moreno	  and	  Gonzalez,	  2011;	  Puelles	  et	  al.,	  

2013),	  seulement	  la	  moitié	  antérieure	  de	  la	  PO	  du	  poisson-‐zèbre	  est	  foxg1a-‐positive.	  Une	  

étude	   antérieure	   a	   suggéré	   que	   le	   domaine	   exprimant	   otp	   qui	   contient	   des	   cellules	  

neuroendocrines	   dans	   la	   PO	   chez	   le	   poisson	   zèbre	   est	   homologue	   au	   noyau	  

paraventriculaire	  (PVN)	  de	  l'hypothalamus	  chez	  les	  mammifères	  (Herget	  et	  al.,	  2014).	  Il	  y	  

a	  donc	  une	  différence	  dans	  la	  définition	  de	  l’	  «aire	  préoptique	  »	  chez	  les	  téléostéens	  et	  les	  

tétrapodes.	   Une	   étude	   récente	   réalisée	   par	   notre	   groupe,	   utilisant	   des	   marqueurs	   de	  

prolifération	  et	  de	  différenciation,	  a	  proposé	  que	  la	  PO	  du	  poisson-‐zèbre	  forme	  une	  entité	  

morphogénétique	  distincte	  du	  télencéphale	  et	  de	  l'hypothalamus	  (Affaticati	  et	  al.,	  soumis).	  

Cette	  région	  a	  été	  renommée	  «	  la	  région	  du	  récessus	  optique	  (ORR)	  ».	  	  

Nos	   données	   montrent	   donc	   que	   le	   développement	   de	   ces	   deux	   noyaux	  

dopaminergiques,	   bien	   qu’appartenant	   à	   une	   même	   unité	   morphologique,	   est	   influencé	  

par	   	   des	   réseaux	   de	   gènes	   différents.	   Probablement	   parce	   que	   les	   neurones	   POHDA	   se	  

développent	   assez	   tard	  par	   rapport	   aux	   autres	  populations	  dopaminergiques	   (Mahler	   et	  

al.,	   2010),	   cette	  population	  a	   été	   ignorée	  dans	   les	   études	  de	  développement	   (expression	  

des	  gènes,	  analyse	  de	  mutants	  ...).	  Ces	  neurones	  constituent	  un	  outil	  nouveau,	  pour	  mieux	  

comprendre	  l’évolution	  de	  cette	  zone	  charnière	  du	  cerveau	  antérieur	  qu’est	  l’ORR	  et	  aussi	  
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l’évolution	   des	   systèmes	   dopaminergiques	   et	   leur	   recrutement	   pour	   le	   contrôle	   de	   la	  

reproduction.	  
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ABSTRACT	  
	  

It	   was	   first	   demonstrated	   in	   a	   teleost	   fish	   that	   the	   stimulatory	   control	   of	   the	  
gonadotrope	   axis	   by	   GnRH	   can	   be	   counterbalanced	   by	   an	   inhibitory	   control	   exerted	   by	  
dopamine	   (DA).	   Later	   on,	   this	   inhibitory	   dopaminergic	   control	   was	   found	   in	   various	  
vertebrate	  species.	  However	  the	  functional	   importance	  of	   this	  regulatory	  pathway	  varies	  
according	   to	   the	   species.	   To	   deepen	   our	   knowledge	   on	   this	   inhibitory	   dopaminergic	  
system,	  we	  used	  the	  zebrafish	  (Danio	  rerio)	  as	  a	  model,	  in	  which	  numerous	  molecular	  tools	  
are	  available.	  

First	  we	  demonstrated	  that	  DA	  indeed	  plays	  a	  role	  in	  the	  neuroendocrine	  control	  of	  
zebrafish	   reproduction.	   By	   injecting	   a	   dopamine	   receptor	   antagonist	   together	   with	   an	  
agonist	   of	   the	  GnRH	   (GnRHa),	  we	  were	  able	   to	   stimulate	  LH	  expression	   in	   the	  pituitary,	  
and	  to	  reactivate	  the	  spawning	  cycles	  in	  sexually	  regressed	  old	  females,	  an	  effect	  of	  which	  
was	  not	  produced	  by	  the	  GnRHa	  alone.	  

We	   then	   studied	   the	   neuroanatomical	   basis	   of	   this	   inhibitory	   control.	   After	  
observing	   the	   expression	   of	   the	   D2-‐DA	   receptors	   subtypes	   in	   LH	   cells,	   we	   highlighted	  
numerous	  dopaminergic	  terminals	  on-‐	  or	  in	  the	  vicinity	  of-‐	  these	  cells.	  We	  then	  localized,	  
by	   DiI	   retrograde	   tracing	   experiments	   in	   adult	   zebrafish,	   the	   dopaminergic	   cell	   bodies	  
giving	   rise	   to	   these	  projections	   in	   the	  most	   antero-‐ventral	  part	   of	   the	  preoptic	   area.	  We	  
have	  called	  these	  hypophysiotropic	  neurons	  the	  preoptico-‐hypophysial	  (POH)	  DA	  neurons.	  

We	   next	   studied	   the	   development	   of	   POHDA	   neurons.	   Taking	   advantage	   of	   early	  
anatomical	  landmarks,	  we	  followed	  the	  embryonic	  development	  of	  these	  cells.	  We	  showed	  
that	  the	  first	  POHDA	  neurons	  arise	  at	  around	  72	  hours	  post	  fertilization	  (hpf),	  more	  than	  
24	  hours	  later	  that	  the	  DA	  neurons	  in	  the	  neighbor	  suprachiasmatic	  nucleus	  (SCDA).	  This	  
late	   differentiation	   would	   explain	   why	   POHDA	   neurons	   have	   not	   been	   studied	   in	   the	  
developing	  embryo	  so	  far.	  We	  showed	  that	  contrary	  to	  the	  number	  of	  the	  SCDA	  neurons,	  
which	  is	  constant	  all	  along	  the	  fish	  life,	  that	  of	  POHDA	  neurons	  increases	  proportionally	  to	  
the	   growth	   of	   the	   fish	   due	   to	   continuous	   neurogenesis.	   Finally,	   we	   examined	   the	  
expression	  profiles	  of	  developmental	  genes	   related	   to	   the	   regionalization	  of	   the	  anterior	  
forebrain.	  We	  showed	   that	   the	  genetic	  networks	   involved	   in	   the	  development	  of	  POHDA	  
and	  SCDA	  populations	  are	  at	  least	  partly	  different.	  	  

To	   summarize,	   this	   work	   demonstrates	   for	   the	   first	   time	   the	   existence	   of	   a	  
dopaminergic	   inhibitory	   control	   of	   gonadotrope	   function	   in	   zebrafish.	   It	   describes	   the	  
anatomy	  of	  the	  preoptico-‐hypophyseal	  dopaminergic	  system	  supporting	  these	  DA	  actions	  
and	  the	  setting	  up	  of	  these	  neurons	  during	  embryonic	  development.	  We	  show	  that	  these	  
neuroendocrine	   population	   displays	   neurogenesis	   even	   during	   adulthood.	   Our	   findings	  
also	  provide	  the	  genetic	  bases	  for	  future	  functional	  studies	  on	  the	  development	  of	  POHDA,	  
a	  poorly	  studied	  neuroendocrine	  DA	  population.	  
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RESUME	  
	  

C’est	  chez	  un	  téléostéen	  qu’il	  a	  été	  démontré	  pour	  la	  première	  fois	  que	  le	  contrôle	  
stimulateur	   de	   l’axe	   gonadotrope	   par	   la	   GnRH	   peut	   être	   contrebalancé	   par	   un	   contrôle	  
inhibiteur	   assuré	   par	   la	   dopamine	   (DA).	   Ce	   contrôle	   dopaminergique	   inhibiteur	   a	   été	  
retrouvé	   par	   la	   suite	   chez	   diverses	   espèces	   de	   vertébrés.	   Cependant	   l’importance	  
fonctionnelle	  de	  cette	  voie	  inhibitrice	  de	  régulation	  varie	  beaucoup	  d’une	  espèce	  à	  l’autre.	  
Pour	   approfondir	   nos	   connaissances	   sur	   ce	   système	   dopaminergique	   inhibiteur	   de	   la	  
reproduction,	  nous	  avons	  utilisé	   le	  poisson	   zèbre	   (Danio	   rerio),	   un	  modèle	  de	  vertébrés	  
pour	  lequel	  de	  nombreux	  outils	  moléculaires	  sont	  disponibles.	  

Nous	  avons	  d’abord	  démontré	  qu’il	  	  existait	  bien	  un	  contrôle	  dopaminergique	  de	  la	  
fonction	   gonadotrope	  dans	   cette	   espèce:	   en	   injectant	   un	   antagoniste	   dopaminergique	   en	  
même	   temps	   qu’un	   analogue	   de	   la	   GnRH,	   nous	   avons	   pu	   stimuler	   l’expression	   de	   la	   LH	  
dans	   l’hypophyse	   et	   réactiver	   les	   cycles	   de	   ponte	   chez	   des	   femelles	   âgées	   sexuellement	  
régressées,	  un	  effet	  qui	  n’est	  pas	  produit	  par	  l’agoniste	  de	  la	  GnRH	  seul.	  	  

Nous	  avons	  ensuite	  étudié	  le	  substrat	  neuroanatomique	  de	  cette	  action	  inhibitrice.	  
Après	  avoir	  observé	  l’expression	  par	  les	  cellules	  à	  LH	  des	  sous-‐types	  de	  récepteurs	  D2	  qui	  
existent	  chez	   le	  poisson-‐zèbre,	  nous	  avons	  mis	  en	  évidence	  de	  nombreuses	  terminaisons	  
dopaminergiques	   sur-‐	   ou	   à	  proximité-‐	  de	   ces	   cellules	   gonadotropes.	  Nous	   avons	   ensuite	  
localisé,	  par	  des	  expériences	  de	  traçage	  rétrograde	  chez	   l’adulte,	   les	  corps	  cellulaires	  des	  
neurones	   dopaminergiques	   qui	   émettent	   ces	   projections,	   dans	   la	   partie	   la	   plus	   antéro-‐
ventrale	   de	   l'aire	   préoptique.	   Nous	   avons	   appelé	   ces	   neurones	   hypophysiotropes:	   les	  
neurones	  dopaminergiques	  préoptico-‐hypophysaires	  (POHDA).	  	  

Nous	  nous	  sommes	  aussi	  intéressés	  au	  développement	  des	  neurones	  POHDA.	  Grâce	  
à	   des	   repères	   anatomiques	   précoces,	   nous	   avons	   pu	   les	   répérer	   précisément	   au	   sein	   de	  
l’aire	  préoptique	  et	  suivre	  leur	  apparition	  sur	  des	  embryons	  de	  plus	  en	  plus	  jeunes.	  Nous	  
avons	  ainsi	  mis	  en	  évidence	  que	   les	   tout	  premiers	  neurones	  POHDA	  n’apparaissent	  qu’à	  
partir	   de	   72	   heures	   post-‐fécondation	   (hpf),	   soit	   plus	   de	   24	   h	   après	   les	   neurones	  
dopaminergiques	  du	  noyau	  suprachiasmatique	  (SCDA)	  voisin.	  Cette	  différenciation	  tardive	  
explique	   probablement	   pourquoi	   les	   neurones	   POHDA	   ont	   jusque-‐là	   été	   ignorés	   dans	  
toutes	   les	  études	  de	  développement.	  En	  outre,	  nous	  avons	  montré	  que	  contrairement	  au	  
nombre	   des	   neurones	   SCDA	   qui	   reste	   constant	   tout	   au	   long	   de	   la	   vie	   du	   poisson-‐zèbre,	  
celui	  des	  neurones	  POHDA	  continue	  d’augmenter	  tant	  que	  le	  poisson	  continue	  à	  grandir	  de	  
manière	  allométrique,	   grâce	  à	  une	  neurogenèse	   continue.	  Enfin,	  nous	  avons	  examiné	   les	  
profils	   d'expression	   de	   plusieurs	   gènes	   en	   relation	   avec	   la	   régionalisation	   du	   cerveau	  
antérieur.	  Cette	  étude	  a	  permis	  de	  montrer	  que	  les	  réseaux	  génétiques	  impliqués	  dans	  le	  
développement	  des	  populations	  SCDA	  et	  POHDA	  sont	  au	  moins	  en	  partie	  différents.	  

Ces	   travaux	   démontrent	   pour	   la	   première	   fois	   l’existence	   d’un	   contrôle	  
dopaminergique	  inhibiteur	  de	  la	  fonction	  gonadotrope	  chez	  le	  poisson-‐zèbre.	  Ils	  décrivent	  
l’anatomie	   de	   ce	   système	   dopaminergique	   chez	   l’adulte,	   sa	   mise	   en	   place	   au	   cours	   du	  
développement	   et	   ses	   capacités	  de	  neurogenèse	   continue.	   Ils	   apportent	   chez	   le	  poisson-‐
zèbre	  des	  	  bases	  génétiques	  sur	  l’identité	  régionale	  de	  l’aire	  préoptique	  qui	  vont	  permettre	  
d’aborder	   des	   études	   fonctionnelles	   sur	   le	   développement	   de	   ces	   neurones	  
neuroendocrines	  mal	  connus.	  


