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« Pour convaincre, la vérité ne peut suffire... »
Isaac Asimov






RESUME

La spermatogenése est un processus nécessitant de nombreuses interactions entre cellules
germinales et somatiques. Les jonctions lacunaires sont identifiées comme jouant un réle
important dans la communication cellulaire. Les jonctions lacunaires permettent le passage bi-
directionnel de petites molécules (< 1 kDa) entre cellules adjacentes. Ce sont des structures
composées de deux connexons, eux-mémes constitués par six protéines oligomérisées autour
d’un pore central, appelées connexines (Cxs). Parmi ces protéines, la Cx43 est présente dans le
testicule de rongeurs et d’humain et des études ont démontré qu’une baisse de Cx43 dans le
testicule entrainait une diminution de la spermatogenése, voire son inhibition compléte.

L’omble de fontaine est un salmonidé qui se reproduit chaque automne. Durant la
spermatogeneése, les cellules germinales se développent de fagon synchrone. Il devient alors aisé
de suivre étape par étape ce processus, et d’étudier avec précision chaque stade de maturation des
gonades.

L’objectif principal de cette these était de déterminer si les Cxs régulent la
spermatogenese chez 1’omble de fontaine. Plus précisément, nous avons défini quatre sous-
objectifs : 1) identifier et localiser les connexines dans le testicule de truite arc-en-ciel ; 2) étudier
I’impact des effluents municipaux sur les niveaux d’expression des ARNm des connexines chez
I’omble de fontaine ; 3) établir le lien entre les hormones stéroidiennes et I’expression des
connexines, chez I’omble de fontaine ; et 4) étudier les mécanismes de régulation du promoteur
de cx43.

Les résultats obtenus ont permis d’identifier quatre Cxs possédant une expression et une
localisation spécifique dans le testicule de la truite arc-en-ciel (Oncorhynchus mykiss) et de
I’omble de fontaine (Salvelinus fontinalis) (Cx43, Cx43.4, Cx30 et Cx31). De plus, I’exposition
d’ombles de fontaine a des effluents municipaux a permis de montrer 1’augmentation précoce des
niveaux de Cx43 et Cx31 dans le testicule d’individus dont la spermatogenése était initiée. Ces
résultats suggérent le role possible de la Cx43 comme marqueur précoce de la maturation. Les
suivis des variations des hormones stéroides, des Cxs et des récepteurs aux androgenes, aux
hormones thyroidiennes et de la gonadotropine I, ont permis d’observer les niveaux des Cxs

durant la spermatogenése et de montrer in vitro que les niveaux de cx43 n’étaient pas régulés par



Vi

la 11-CT, mais dépendant des niveaux d’AMPc (messager secondaire de la GtH 1) et de Ts.
Enfin, nous avons étudié le promoteur de cx43. Une séquence partielle de 607 pb de son
promoteur a été séquencée. Des expériences de retardement sur gel, puis des expériences de
transfection avec différents fragments du promoteur de cx43 d’omble de fontaine dans des
cellules gonadiques de truite arc-en-ciel (RTG-2) ont démontré que la fixation de C/EBP et -
beta sur le promoteur activait I’expression de cx43 confirmant ainsi les observations précédentes.

En conclusion, ces travaux ont permis d’identifier et de localiser pour la premiére fois ces
quatre Cxs dans le testicule de salmonidés et de montrer que leur expression varie durant la
spermatogenese. Toutefois, la 11-CT n’a aucun effet sur les niveaux d’ARNm de cx43, a
Pinverse de la FSH et de T3 qui semblent augmenter son expression dans le testicule d’omble de

fontaine.

Benjamin de Montgolfier Daniel G. Cyr
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AVANT-PROPOS

Trois des chapitres ont été publiés. Méme si nous avons conservé le format d’origine pour
les références et les normes d’édition propres aux revues, les articles sont présentés a double
interligne avec figures et tableaux a la page suivant leur premiére mention. Les trois revues ont
confirmé que ces articles pouvaient étre réutilisés en tout ou en partie dans la thése de 1’étudiant.

L’ensemble des figures et des tableaux présentés dans cette thése ont été préparés par
’auteur.

Afin d’éviter toute confusion durant la lecture du manuscrit, nous présentons ici un
tableau synthétisant la nomenclature en vigueur pour désigner les génes, les acides nucléiques et

les protéines chez les poissons et les mammiféres qui sera utilisée dans la thése et les articles.

Espéces Géne ADN, ARN Protéine
Humain CX43 CX43 CX43

Rongeurs Cx43 Cx43 CX43
Poissons cx43 cx43 Cx43




INTRODUCTION

La spermatogenése est un phénomeéne complexe, impliquant des hormones, des messagers
secondaires, ainsi que de la communication intercellulaire. Les salmonidés possedent une
maturation sexuelle saisonniére. Cela signifie que toutes les cellules germinales se multiplient et
se différencient de fagon synchrone, afin d’aboutir en fin de maturation, a un testicule rempli de
spermatozoides. Pour cette raison, ils sont considérés comme de bons modeles d’étude pour la
spermatogenése. On rencontre en élevage aquacole ’apparition de maturation précoce, ce qui
signifie que des individus trop jeunes ont une maturation gonadique compléte. Ce phénoméne
pose des problémes pour I’industrie puisqu’un animal qui investit dans la reproduction investit
moins dans la croissance, ce qui entraine des colts de production supplémentaires.

Plusieurs études ont montré que la communication intercellulaire joue un réle essentiel
dans P’initiation et la régulation de la spermatogenése (Pointis et al. 2005). Parmi les différentes
structures favorisant la communication, les jonctions lacunaires permettent un échange direct
entre cellules adjacentes (Goodenough et al. 1996). Elles sont formées par des connexons, qui
sont des structures hexamériques de protéines transmembranaires appelées connexines
(Goodenough ez al. 1996 ; Lal et Lin 2001). Les jonctions lacunaires permettent le passage bi-
directionnel de molécules inférieures a 1 KDa (Goodenough et al. 1996). De fagcon générale, les
jonctions lacunaires assurent le maintien de 1’homéostasie dans les tissus et la coordination des
cellules au sein d’un organe (Oyamada et al. 2005). Plusieurs études ont démontré le role
essentiel des jonctions lacunaires dans la spermatogenese, et plus particuliérement le role de la
connexine 43 (Cx43, connue aussi sous l’appellation GJAI). En effet, une diminution de
I’expression de Cx43 dans le testicule induit une baisse de la fertilité chez les rongeurs ainsi que

chez I’humain (Steger et al. 1999; Batias et al. 2000; Bravo-Moreno et al. 2001).



L’étude des Cxs durant la maturation saisonniére des gonades permettra une
compréhension précise du rdle des Cxs a chaque stade de maturation. De plus, cela permettra
d’apporter une réponse quant a I'implication des Cxs dans I’apparition de la maturation précoce
des gonades de salmonidés.

Le principal objectif de ce projet était de cerner le role des connexines dans la
spermatogenése de salmonidés. Afin de répondre a cela, cinq objectifs ont été élaborés: 1)
identifier et localiser les connexines dans le testicule d’un salmonidé, la truite arc-en-
ciel (Oncorhynchus mykiss); 2) étudier I’impact des effluents municipaux sur I’expression des
connexines chez 'omble de fontaine (Salvelinus fontinalis); puis, 3) établir le lien entre les
hormones stéroidiennes et 1’expression des connexines, toujours chez 1’omble de fontaine ; enfin,
4) étudier la régulation du promoteur de cx43 par I’AMPc et la T; chez I’omble de fontaine.
L’ensemble de ces expériences a été réalisé soit in vivo sur des individus élevés a la station de
I’ISMER (Pointe-au-Pére, Québec) et échantillonnés mensuellement (de mai 4 novembre), ou
exposés a des effluents municipaux a la station de traitement des eaux usées de Montréal afin
d’induire une perturbation dans I’initiation de la spermatogenése et d’observer une corrélation
avec les niveaux de Cxs, soit in vitro, grace au développement d’un protocole de culture primaire
de tubules testiculaires, permettant d’induire tous les stades de maturation, avant le frai, en 30
jours.

Cette thése débute par une revue de littérature afin de présenter les différents thémes
abordés. La premiere section présente la spermatogéneése chez les salmonidés, le phénomeéne de la
maturation précoce et le modéle animal choisi durant 1’étude, ’omble de fontaine. La deuxiéme
section décrit en détails la structure et les caractéristiques des jonctions lacunaires. Enfin, la
troisiéme et derniére section est un état des connaissances sur les facteurs modulant la

spermatogenése chez les poissons.



La deuxieme partie de la thése est constituée des manuscrits rédigés a partir des résultats
obtenus lors de ce doctorat. Le premier chapitre a été publié en 2007 dans la revue « Biology of
Reproduction » et traite de I’identification et de la localisation de 4 Cxs dans le testicule de truite
arc-en-ciel. Le deuxiéme a été publié en 2008 dans la revue « Aquatic Toxicology » et montre
I’influence des effluents municipaux sur les niveaux d’expression des Cxs. Le troisieme chapitre,
publié dans la revue « General and Comparative Endocrinology », présente le suivi des hormones
stéroidiennes, de différents récepteurs nucléaires (récepteurs aux androgénes, aux hormones
thyroidiennes, a la gonadotropine I), et des 4 Cxs, durant la spermatogenése de 1’omble de
fontaine, afin de mieux cemer le role spécifique des Cxs dans la maturation des gonades maéles.
Le quatriéme chapitre, dont I’article est en préparation pour soumission, établit I’activation de la
cx43 par la fixation d’éléments de réponse a I’AMPc et du récepteur de type beta des hormones
thyroidiennes.

La these se termine par une discussion sur I’ensemble des résultats obtenus et propose de
nouvelles hypothéses. La contribution des travaux réalisés dans le cadre de ce projet de doctorat

dans les domaines de la reproduction et de I’écotoxicologie est également abordée.
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PREMIERE PARTIE, SECTION 1: LA SPERMATOGENESE

CHEZ LES SALMONIDES

1.1 Présentation du modéle d’étude : 'omble de fontaine

La famille des salmonidés compte 66 espéces réparties en 11 genres différents (Froese et
Pauly 2004). Parmi elles, se trouvent certaines des espéces les plus importantes d’un point de vue
économique et élevées depuis plusieurs décennies a différents endroits de la planéte.

En Ameérique du Nord, on recense 7 genres et 44 espéces différents de salmonidés qui
présentent de fortes disparités phénotypiques (Burr et Mayden 1992). Parmi elles, ’omble de
fontaine est une espéce présente dans les cours d’eaux froides et lacs de haute altitude en
Amérique du Nord et dans d’autres pays de I’hémisphére Sud. Une des principales
caractéristiques de ’omble de fontaine est sa capacité a occuper des environnements d’eaux
douces, comme d’eaux salées (Magnan et al. 2002). Mais tous les individus ne sont pas présents
dans les deux milieux. En effet, parmi les individus retrouvés en riviére, certains ne migrent pas
et restent en eau douce en tous temps ; on appelle ces individus des « résidents ». D’autres en
revanche, vont effectuer une migration en mer, acquérir les caractéres adultes, puis remonter la
riviére afin de se reproduire ; ce sont des individus « anadromes » (Curry 2005). On note par
ailleurs une différence significative de taille entre les anadromes et les résidents, due a une
croissance accrue lors du séjour en mer des individus anadromes (McCormick et Naiman 1984;

Bj6msson et al. 1989; Clarke et Blackburn 1994).



L’omble de fontaine constitue 1’espéce de poisson possédant la plus forte valeur
économique pour I’aquaculture québécoise, représentant environ 50% de la production piscicole
(site internet du MAPAQ). Le Frangois et al. (2002) ont comparé le potentiel aquacole de 47
especes différentes de poissons, dont 4 espéces de salmonidés. En se basant sur les
caractéristiques du cycle vital (vitesse de croissance, 4ge et taille 4 la maturité sexuelle), les
auteurs ont noté le fort potentiel aquacole de cette espéce au Québec, que ce soit en eau douce
comme en eau de mer.

Depuis plusieurs années, des études indiquent une baisse réguliére des stocks naturels de
plusieurs espéces de poissons, dont les salmonidés, dans les rivieres de 1’est du Canada.
L’aquaculture est considérée comme une alternative durable afin de suppléer les manques
engendrés par la baisse de ces stocks. La salmoniculture, en permettant de diversifier le nombre
d’espéces élevées, contribue ainsi a la stabilisation économique de ce secteur.

Les poissons sont les vertébrés qui possédent le plus fort taux de croissance et il est
relativement facile de faire un suivi sur plusieurs générations. De plus, la maturation sexuelle est
un phénomeéne annuel chez I’omble de fontaine male et femelle. Il est alors possible de suivre
précisément 1’évolution du testicule stade aprés stade et d’étudier les processus de régulation

intervenant a chacun des stades de la spermatogenése.

1.2 La spermatogenése

Chez les poissons, comme pour d’autres espéces, la spermatogenése s’effectue en quatre
étapes : 1) la prolifération spermatogoniale et leur différenciation ; 2) la méiose au sein des

spermatocytes et la formation des spermatides ; 3) la spermiogenése, qui est la maturation des



spermatides en spermatozoides ; enfin 4) la spermiation (McLachlan er al. 2002; Yoshida et al.
2007). Cependant, il a été démontré que le développement et la maturation des gonades chez les
salmonidés sont deux phénoménes qui dépendent avant tout des réserves énergétiques de
I’individu, et plus particulierement des réserves lipidiques (Rowe et Thorpe 1990; Roche-
Mayzaud et al. 1998). L étude de Kadri et al. (1995) a montré que le saumon atlantique (Salno
salar) ne cessait de s’alimenter qu’une fois atteint le taux de réserves nécessaires pour assurer la
reproduction. Une autre étude, portant sur la méme espéce, a montré que si un individu ne
pouvait combler les réserves énergétiques entre les mois de mars et mai, alors la maturation des

gonades était stoppée et reportée a I’année suivante (Rowe et Thorpe 1990).

1.2.1 Structure du testicule

Les testicules des Salmoniformes sont de type tubulaire réticulé. Cela signifie que les
tubules spermatiques forment un réseau continu et ne se terminent pas en culs-de-sacs a la
périphérie des testicules. Les testicules de truite immature se reconnaissent de par leur forme, leur
couleur et leur structure histologique. En effet, il s’agit d’organes pairs, rosés, aplatis et ne
contenant que des spermatogonies, avant I’initiation de la spermatogenése (van den Hurk et Slof
1981).

A P’arrivée de la période de frai, les tubules séminiféres contiennent majoritairement des
spermatozoides matures, préts a féconder les ovocytes (Mellinger 2002). Une fois dans la lumiére
des tubules, les spermatozoides sont mélangés avec peu de fluide, augmentant ainsi leur
concentration. Avant la libération des gametes, les spermatozoides sont « hydratés » a nouveau.
Les spermatoblastes vont alors libérer leurs spermatozoides directement dans le lobule qui est

alors en continuité avec les voies spermatiques. Aprés éjaculation, les lobules se rétractent grace
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a I’action de cellules contractiles présentes dans le tissu conjonctif qui entoure le lobule. Durant
la rétractation, la lumiére des lobules dans le spermiducte disparait.

Une fois la période de reproduction passée, des études montrent que toute la paroi du lobule
est renouvelée en vue de la spermatogenése de 1’année suivante (Dziewulska et Domagala 2003;

2004).

1.2.2 Les étapes de la spermatogenése

On distingue deux phases dans la maturation des gonades males : la spermatogenése, qui
comprend I’augmentation du nombre de spermatogonies par mitoses et la méiose; et la
spermiogenése, qui est la différentiation cellulaire des spermatides en spermatozoides (Figure 1).
Chez les individus immatures ainsi qu’au tout début du cycle de maturation sexuelle, les seules
cellules germinales présentes sont les spermatogonies. On distingue deux populations de cellules
spermatogoniales : les spermatogonies de type A, qui constituent le bassin de cellules souches
permettant le renouvellement des cellules germinales lors de la maturation suivante et les
spermatogonies de type B qui sont différenciées et vont engendrer les spermatocytes.

Les spermatogonies de type A sont moins nombreuses que celles de type B et ne sont pas
reliées par des ponts inter-cytoplasmiques (Dziewulska et Domagala 2003). Lors de Pinitiation de
la spermatogenése, les spermatogonies de type A vont entrer dans une série de mitoses (le
nombre varie suivant les espéces) ; il en résulte la formation de spermatogonies de type B qui

sont reliées par des ponts inter-cytoplasmiques (Fishelson 2003).
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Figure 1: Présentation des différentes étapes de la spermatogenése. Une cellule souche
spermatogoniale (Css) va se différencier en une spermatogonie (Spg) qui va par la suite se
multiplier par mitoses successives. Les spermatogonies vont ensuite se différencier en
spermatocytes de type I (Spc I) qui vont entrer en méiose et donner les spermatocytes de type 11
(Spc II) apreés la premieére division, puis les spermatides (Spd) aprés la seconde division de
méiose. La phase de spermiogenése assure la maturation des spermatides en spermatozoides
(Spz).
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Les spermatogonies de type B vont ensuite se différencier et donner des spermatocytes de
premier ordre. La méiose se déroule en deux étapes : la premiére division va donner deux cellules
filles identiques, des spermatocytes de second ordre a 2n chromosomes ; la seconde division va
donner deux autres cellules, des spermatides & n chromosomes.

La spermiogenése entre alors en jeu afin de donner un faisceau isogéne de spermatozoides
(Sacobie et Benfey 2005). Les différentes especes de poissons présentent des spermatozoides trés
variés (Jamieson 1991; Cosson et al. 2008). Durant cette étape, on observe une diminution du
cytoplasme des spermatides, la condensation de la chromatine, et la mise en place du flagelle
(Fishelson 2003). Les salmonidés possédent des spermatozoides uniflagellés, constitués de trois
parties distinctes que sont la téte, la piéce centrale, et la queue. Ils sont, de plus, dépourvus
d’acrosome (Billard 1983; Lahnsteiner et al. 1996)

Afin de décrire les différents stades de la spermatogenése chez I’omble de fontaine, nous
utiliserons les travaux de Shulz (1984) et de Bouma et Nagler (2001), qui ont décrit les étapes de
la spermatogenese chez la truite arc-en-ciel (Tableau 1). Six stades ont été identifiés : le stade 1
débutant a la fin de la période de latence hivernale, jusqu’au stade 5 lorsque le testicule est
constitué essentiellement de spermatozoides préts pour le frai. Le stade 6 est le stade de

résorption du testicule qui suit la reproduction.
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Tableau 1: Préscntation des différents stades de maturation du testicule. SPG: Spermatogonies; SPC I:
Spermatocytes de type I; SPC 11: Spermatocytes de type II; SPD: Spermatides; SPZ: Spermatozoides.

Stades de maturation

Stades des cellules germinales

SPG SPC1 SPClI SPD SPZ
I -+
II +++ ++ ++
1 ++ ++ 4+ +
v + + ++ 4+
\Y% + + + -+
\%! ++ + + +++




1.3 Le contréle hormonal de la spermatogenése : I’axe hypothalamo-

hypophysaire-gonadique

Le développement des gonades est sous la dépendance du systéme endocrinien, et résulte
plus précisément de la communication entre le cerveau, I’hypophyse et les gonades.

La premiére hormone qui déclenche la cascade de réactions est la gonadolibérine (GnRH
Gonadotropin-Releasing Hormone), qui est sécrétée par I’hypothalamus. Il s’agit de I’hormone
principalement impliquée dans la production de gonadotropines (Lethimonier er al. 2004). La
GnRH est constituée d’un décapeptide pour lequel 14 variants ont été identifiés chez les
vertébrés. Chaque espéce synthétise deux a trois types de molécules de GnRH différents. Parmi
différentes espéces de téléostéens, on observe que les formes GnRH-II de poulet et GnRH de
saunion étaient les plus communes, méme si certaines espéces expriment parfois un troisiéme
type (King et Millar 1992; Lescheid et al. 1997). Chaque type de GnRH est synthétisé par des
régions distinctes du cerveau. Par exemple, Sherwood et Adams (2005) ont montré chez les
poissons que les neurones situés dans I’aire préoptique, qui innervent I’hypophyse, produisaient
la GnRH de saumon ou le troisiéme type de GnRH. Etant donné la localisation particuliére de ces
neurones, le type de GnRH qu’ils sécrétent est la forme majoritairement présente dans
I’hypophyse (Collins et al. 2001; Amano et al. 2002).

La biosynthése et la libération des gonadotropines sont sous la dépendance directe de
neurones peptidergiques du systéme nerveux central : les neurones 2 GnRH, dont la fréquence de
libération est pulsatile (Habibi 1991). Toutefois, les profils plasmatiques des gonadotropines étant

différents suivant les phases du cycle de spermatogenése, une autonomie partielle des systémes
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de contréle entre aussi en jeu. Cette régulation différentielle est assurée par des rétroactions
gonadiques (Kawauchi et al. 1989; Amano er al. 1994; Schulz et al. 2001; Yaron et al. 2001;
Swapna et Senthilkumaran 2007).

La GnRH induit ensuite la production des gonadotropines par I’hypophyse, qui elles-mémes
stimulent la sécrétion gonadique des stéroides sexuels. Des récepteurs de la GnRH (GnRH-R) ont
été identifiés chez plusieurs espéces de téléostéens (Madigou e al. 2000; Madigou et al. 2002).
Ces récepteurs sont constitués de sept domaines transmembranaires ; de par leurs caractéristiques,
les GnRH-R ont été classés en deux types différents, chacun possédant plusieurs sous-types
(Lethimonier et al. 2004). Chez les poissons, la présence de ces récepteurs est montrée dans les
testicules de truite arc-en-ciel. De plus, Madigou er al. (2002) ont observé, toujours chez la truite
arc-en-ciel, une augmentation du taux d’ARNm d’un des GnRH-R en présence de la GnRH
correspondante, ce qui suggére que la GnRH agit directement dans le testicule pour réguler les
fonctions gonadiques. Si I’action spécifique de la GnRH dans le testicule des téléostéens est
encore inconnue, des travaux portant sur des ovaires de poisson rouge, Carassius auratus, ont
montré que la GnRH stimulait directement la synthése d’hormones stéroides dans les follicules

ovariens (Pati et Habibi 2000).

1.3.1 Les gonadotropines (GtH)

La premiére source du contrdle endocrinien est la production de gonadotropines par
’hypophyse. Les gonadotropines sont des hormones glycoprotéiques, constituées de deux sous-
unités différentes, appelées a et B, associées de maniére non-covalente en structure quaternaire

(Schulz et al. 2001). Pour une espéce donnée, la sous-unité o posséde une séquence d’acides
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aminés totalement identique pour toutes les hormones glycoprotéiques. En revanche, la sous-
unité B présente une séquence variable d’une hormone  I’autre (Schulz ez al. 2001).

Chez les poissons, comme chez les mammiféres, deux types de gonadotropines ont été
identifiés, I’hormone lutéinisante (LH) et I’hormone folliculostimulante (FSH). Chez les
poissons, ces deux hormones sont aussi appelées GtH 1 (qui est analogue a FSH) et GtH 11 (qui
est analogue a LH) (Swanson ez al. 1991; Van der Kraak et al. 1992). Ces deux gonadotropines
sont produites dans 1’hypophyse mais par deux types cellulaires différents (Nozaki et al. 1990a;
b) . En effet, des études immunohistochimiques ont révélé que les cellules situées au niveau de la
pars distalis proximale, associées avec les cellules somatotropes montraient un marquage
spécifique pour la FSH alors que les cellules marquées avec ’anticorps spécifique pour la LH
ctaient situées dans la partie centrale de la pars distalis ; de plus leur sécrétion n’est pas identique
durant la maturation des gonades chez la truite arc-en-ciel (Gomez ef al. 1999).

Une étude réalisée in vitro par Loir (1999) a montré le role essentiel des GtH dans la
spermatogenese, dans laquelle une population de cellules spermatogoniales a été isolée puis
cultivée. L’ajout de FSH dans le milieu de culture a permis d’induire la stimulation des
spermatogonies de type A et B. Cette étude n’a toutefois pas permis de démontrer si I’action de la
FSH sur les spermatogonies s’effectuait directement sur celles-ci ou par I'intermédiaire
d’hormones stéroides dont elle modulerait I’expression. La LH ne modifie pas la stimulation des
spermatogonies en stade 1. En revanche, elle peut les stimuler lorsque le testicule est en stade III
de maturation, c’est-a-dire au début de la spermiogenése. Cette observation s’explique par le fait
qu’in vivo la LH n’est pas sécrétée en début du cycle de spermatogenése, mais intervient plus
tardivement, lors du stade III.

La FSH est synthétisée en tout début de maturation des gonades et permet d’activer la

synthése des hormones stéroides, la croissance et la différenciation des gonades (Miura et al.
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1991; Nagahama et al. 1994). Le taux de FSH diminue avant la maturation finale des gonades.
Des expériences in vitro sur le testicule d’anguille ont démontré que la FSH était essentielle afin
d’induire I’ensemble des stades de spermatogenése (Miura er al. 1996). La FSH va ensuite
interagir avec des récepteurs situés sur les cellules de Leydig et inhiber la production de protéines
inhibitrices de la spermatogenése comme ZP2 et ZP3 (Miura ef al. 1998). La liaison de la FSH
avec les récepteurs va aussi activer une série de réactions enzymatiques aboutissant a la
production de 11-CT. La 11-CT agit ensuite sur les cellules de Sertoli qui synthétisent I’activine-
B, capable d’induire la prolifération des spermatogonies (Nagahama et al. 1997).

La castration de saumons coho maéles, Oncorhynchus kisutch, induit une diminution des
concentrations en stéroides sexuels et une augmentation des taux plasmatiques de FSH et LH,
suggérant que les stéroides sexuels exercent un rétro-control négatif sur les GtH (Larsen et
Swanson 1997). De plus, cette étude a montré que I’augmentation des deux GtH n’était pas
identique durant la maturation. En effet, le taux de FSH augmentait durant toute la

spermatogenése alors que la concentration de LH augmentait uniquement durant la spermiation.

1.3.2 Les récepteurs des gonadotropines

Chez les salmonidés (Itoh et al. 1988; Suzuki e al. 1988a; b; Swanson et al. 1991), comme
chez d’autres espéces de poissons (Lin ef al. 1992; Van der Kraak et al. 1992), deux types de
récepteurs aux gonadotropines ont été identifiés, le RFSH (aussi appelé GtHR I) et le RLH (aussi
appelé GtHR II). Le RFSH peut se lier aux deux types de gonadotropines alors que le RLH ne se
fixe uniquement qu’a la LH (Miwa er al. 1994). Le complexe ainsi formé va moduler
I’expression de génes via des messagers secondaires impliquant I’AMPc (Young et al. 1983;

Kanamori et Nagahama 1988). En effet, Oba et al. (1999a) ont observé une augmentation
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d’AMPc dans les cellules COS-7 transfectées avec le récepteur RFSH, en présence de
gonadotropines.

Les RFSH sont présents durant toute la spermatogenése et sont localisés sur la membrane
des cellules de Sertoli. Les RLH sont détectés quant & eux, uniquement lors de la spermiation et
sont localisés au niveau de la membrane cytoplasmique des cellules de Leydig (Miwa ef al.
1994). L’expression et la localisation des récepteurs dans les gonades males sont spécifiques pour
chacun des deux récepteurs aux gonadotropines, ce qui suggére un role différent des deux
hormones dans le testicule.

Chez les mammiféres, FSH a pour cible les cellules de Sertoli, et LH les cellules de Leydig.
Mais il faut tout de méme noter la présence de récepteurs a la FSH dans la membrane des cellules
de Leydig chez les mammiferes, alors que chez le saumon coho, RFSH est principalement
localisé 4 la membrane des cellules de Sertoli, et les cellules de Leydig ne possédent que le RLH

(Miwa et al. 1994)

1.4 Les hormones stéroides

L’importance des hormones stéroides dans la reproduction des males téléostéens a été
montrée par plusieurs études et rapportée par Borg (1994). Les androgénes sont les intermédiaires
majeurs des GtH dans la régulation de la spermatogenése (Miura et al. 1991), du développement
des caractéristiques sexuelles secondaires, comme les modifications de la robe (Mayer et al.
1992) et la modification du comportement (Kobayashi et al. 1998). Ils sont aussi impliqués dans
les phénomeénes de changements de sexe, comme chez le poisson perroquet, Sparisoma viride

(Cardwell et Liley 1991). Chez les males salmonidés, de fortes concentrations d’hormones
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stéroides ont été observées durant la spermatogenése (Scott et Sumpter 1989). En effet, les
auteurs ont constaté de trés fortes augmentations des concentrations de T et 11-CT durant la
phase de méiose. Les concentrations de 11-CT diminuaient lors de la spermiogenése, alors que
celles de T restaient élevées jusqu’au frai. Cependant, aucune variation de concentration
d’hormones n’a pu étre associée avec un stade de maturation (Scott et Sumpter 1989).

On distingue deux types de cellules dans le testicule : les cellules somatiques et les
cellules germinales. Le réle des cellules somatiques est d’assurer I’apport en nutriments au tissu
en développement, mais aussi de synthétiser et de fournir les hormones au milieu afin de
permettre le bon développement du testicule. Les cellules de Sertoli permettent le développement
des cellules germinales (Grier 1993). Lors de la maturation des gonades, la taille des
spermatocystes augmente et la paroi, constituée par les cellules de Sertoli, devient de plus en plus
fine. L autre type majeur de cellule somatique constituant le testicule de salmonidé est la cellule
de Leydig. Ces cellules sont le siége de la synthése des hormones stéroides (Pudney 1996).

La synthése des hormones stéroides chez les poissons, tout comme chez d’autres
vertébrés, met en jeu une série complexe d’enzymes (Nagahama 1994). Plusieurs génes, exprimés
dans les cellules somatiques des testicules sont impliqués dans leur synthése, permettant ainsi la
production d’un panel d’hormones (Omura et Morohashi 1995). Des études ont révélé la présence
d’enzymes stéroides telles que P450scc, P450c17, la 11p-hydroxylase, dans les cellules de
Leydig mais pas dans les cellules germinales, ni dans les cellules de Sertoli (Kobayashi et al.
1998). Ces résultats démontrent que chez les poissons, les cellules de Leydig, sont le principal
site de production des androgénes.

Deux hormones sont identifiées comme jouant un réle majeur dans la régulation de la
spermatogenese : la 11-CT et la T dont les concentrations peuvent parfois étre supérieures a

celles de 11-CT. Une autre hormone, la 17a,20B-dihydroxy-4-pregnene-3-one (17a,20B-DHP),
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Joue aussi un réle lors de la fin du cycle de maturation des gonades (Antonopoulou et al. 1999).
Scott et Sumpter (1989) ont montré que la concentration de 170,20B-DHP n’était pas associée
aux stades de maturation, mais 4 la présence des spermatides et des spermatozoides dans le
testicule de truite arc-en-ciel. Cette étude montre ’importance de la 170,20B-DHP lors de la
maturation finale des gonades. Miura e al. (1996) ont montré I’action des androgénes sur la
prolifération et la maturation des cellules germinales, mais ces hormones agissent aussi au niveau
de I’apparition de caractéres sexuels secondaires et de comportements associés i la reproduction
(Borg 1994).

La stéroidogenése débute avec la synthése du précurseur : la prégnénolone, via le clivage
du cholestérol par P450scc, qui est une enzyme mitochondriale (Figure 2). Cette synthése est
ensuite suivie par la production de progestérone, de 170-hydroxypregnénolone, de 17a-
hydroxyprogestérone, de déhydroépiandrostérone, et d’androsténédione, grice & I’enzyme 170-
hydroxylase, en combinaison avec la 3B-hydroxystéroide déhydrogénase (Nagahama 1994).
L’androsténédione peut ensuite étre convertie en testostérone par la 17B-hydroxystéroide
déhydrogénase. Cavaco ef al. (1998) ont observé dans des testicules de carpes, Cyprinus carpio,
in vitro, la conversion de la prégnénolone en androsténédione, alors qu’in vivo I’androgéne
circulant le plus abondant est la 11-CT. Ces résultats suggérent donc la conversion de la 11B-

hydroxyandrosténédione en 11-CT par la 11B-hydroxystéroide déhydrogénase.
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Cholestérol
Pregnénolone Progestérone
17u-hydroxypregnénolone 17u-hydroxyprogestérone 17¢.208-DHP
Déhydroepiandrostérone Androsténédione
Androsténédiol Testostérone 11p-hydroxytestostérone
11-cétotestostérone

Figure 2: Présentation schématique de la synthése des différentes hormones stéroidiennes
chez les salmonidés. ((Inspiré de Faye 2006).

1.4.1 La 11-cétotestostérone (11-CT)

La 11-CT est une hormone qui joue un rdle important lors de I’initiation, mais aussi a la fin
de la spermatogenése. En effet, Miura er al. (1994) ont montré que lors du stade I de maturation,
alors que le testicule n’est constitué que de spermatogonies de types A et B, la 11-CT est
nécessaire a I’initiation de la spermatogenése. Par ailleurs, d’autres études montrent que la 11-CT
joue un rdle prédominant en fin de spermatogengse (Fostier ef al. 1984 Hourigan er al. 1991;
Antonopoulou et al. 1995). Une étude réalisée par Amer et al. (2001), chez Hucho perryi, a
montré que les changements histologiques étaient corrélés avec les variations des concentrations
de 11-CT. La faible sécrétion de 11-CT active la prolifération des spermatogonies de type A, puis
leur division en spermatogonies de type B. L’augmentation de la concentration de 11-CT lors des
stades suivants, coincide aussi avec 1’apparition des spermatozoides, ce qui suggére I’importance
de cette hormone pour I’initiation de la spermatogenése, mais aussi pour la production de

spermatozoides.
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L’action de la 11-CT s’effectue plus précisément au niveau de I’activation des cellules de
Sertoli. Ces cellules produisent certains facteurs de croissance, comme I’activine B, qui induisent
la mitose des spermatogonies, permettant ensuite la formation des spermatocytes (Miura ef al.
1991, Nagahama 1994; Miura et Miura 2003). Les concentrations effectives de 11-CT
nécessaires, afin d’induire une spermatogenese compléte, varient en fonction des especes. Si 10
ng/ml de 11-CT induisent uniquement la prolifération spermatogoniale chez Hucho perryi, la
méme concentration induit une spermatogenese compléte in viro chez 1’anguille Jjaponaise,
Anguilla japonica, (Miura et al. 1991). Ces études indiquent que I’implication des hormones
stéroidiennes peut varier suivant les especes, et donc que les molécules associées aux phases de
mitoses et de méioses sont, elles aussi, spécifiques pour chaque espéce (Miura ef al. 1997; Loir

1999).

1.4.2 La testostérone (T)

Si la 11-CT permet la spermatogenése chez plusieurs espéces de téléostéens, il ne semble
pas en étre de méme pour la testostérone chez les mémes espéces. En effet, I’injection seule de
testostérone chez le poisson chat africain, Clarias gariepinus, n’a qu’un effet trés limité sur le
déroulement de la maturation (Cavaco et al. 1998). En revanche, Cochran (1992) a observé que la
T permettait le développement de la maturation des gonades chez le choquemort, Fundulus
heteroclitus.

Plus généralement, les actions de la testostérone semblent se situer a plusieurs niveaux.
Cavaco er al. (2001b) ont montré qu’elle était nécessaire afin d’induire une activité gonadotrope
chez le juvénile du poisson-chat africain, Clarias gariepinus. D’autres travaux réalisés par

Cavaco et al. (2001a) montrent quant & eux, que la testostérone a un effet inhibiteur de la
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stimulation induite par la 11-CT. Il semble donc qu’elle joue un réle dans le contrdle de I’activité
des cellules germinales.
La testostérone pourrait agir soit directement via les récepteurs aux androgénes, soit via les

récepteurs aux cestrogénes, aprés aromatisation (Larsson et al. 2002).

1.4.3 Le 17B-oestradiol (E;)

La 17B-oestradiol (E,) est connue en tant qu’cestrogéne chez les vertébrés. Elle joue
cependant un réle dans le contréle de la spermatogenese et la préparation du tractus reproductif
chez les rats males (Hess ef al. 1997). Chez I’anguille, Miura ef al. (1999) ont montré que E,
stimulait la prolifération des spermatogonies dans le testicule d’anguilles japonaises. Cependant,
a la différence de la prolifération engendrée par la 11-CT ou DHP, celle induite par E; n’est pas
suivie par une différenciation des cellules. Il semblerait donc qu’E, soit plus spécifiquement
impliqué dans le renouvellement des cellules souches spermatogoniales.

Contrairement aux variations de 11-CT et de T, la concentration de E; ne présente pas de
variations caractéristiques durant la maturation des gonades chez Hucho perryi (Amer et al.
2001). La production, comme 1’action de I’E,, semblent donc restreintes a des moments précis
durant la spermatogenése, comme les phases de mitoses et de méioses. D’autres études sont
nécessaires afin de mieux cerner le role particulier de E; dans la spermatogenése des poissons, et

des salmonidés en particulier.
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1.4.4 Les récepteurs aux androgénes (RA)

Les actions de la 11-CT et de la T, lors de la maturation des gonades, sont clairement
distinctes. Deux types de récepteurs (ar-alpha et ar-beta) différents ont été identifiés dans les
gonades de poissons téléostéens (Ikeuchi er al. 1999; Sperry et Thomas 1999a; b; Takeo et
Yamashita 1999). Plusieurs études ont démontré que les affinités de ces deux récepteurs étaient
différentes pour chaque hormone. En effet, si ’un des récepteurs se lie indifféremment 2 tous les
stéroides, le second posséde une affinité plus forte pour la T (Takeo et Yamashita 1999; Sperry et
Thomas 2000). Les travaux d’Ikeuchi ef al. (2001) ont montré que les deux types de récepteurs
étaient uniquement localisés dans les cellules de Sertoli et de Leydig, et qu’aucun marquage
n’était observé dans les cellules germinales. Ces résultats suggerent que 1’action des androgénes
sur la maturation des cellules germinales s’effectue via les cellules somatiques.

Le mécanisme d’action des hormones stéroidiennes implique le passage de I’hormone au
travers de la membrane cytoplasmique des cellules cibles, puis la liaison au récepteur spécifique
situé sur la membrane nucléaire. Une fois activé, le complexe va se lier 4 des éléments de réponse

sur des génes cibles et influencer leur transcription.

1.4.4.1 La structure des récepteurs

Les RA appartiennent 4 la famille des récepteurs nucléaires qui inclue notamment les
récepteurs aux hormones thyroidiennes, les récepteurs a la vitamine D3 et les récepteurs a 1’acide
rétinoique. Ils possédent une structure moléculaire similaire, qui comprend cinq domaines
distincts (Mangelsdorf er al. 1995). Le domaine de transactivation est situé dans la partie N-
terminale et est responsable du recrutement des co-activateurs durant la transcription par le

domaine d’activation AF-1. On observe ensuite un domaine de liaison a I’ADN qui est la région
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de la protéine qui se lie avec les éléments de réponse du géne cible, une fois activée par la liaison
avec le récepteur. Ce domaine est fortement conservé et posséde deux doigts de zinc qui vont
faciliter la liaison entre le récepteur et la chromatine (Umesono et Evans 1989; Ikeuchi et al.
1999). Ce domaine est aussi responsable de la dimérisation du récepteur et posséde une séquence
de localisation nucléaire qui identifie le récepteur dans le noyau (Umesono et Evans 1989). Le
domaine suivant différe en fonction du type de récepteur. Le domaine qui suit est celui assurant la
liaison avec le ligand. I est situé sur la partie C-terminale de la protéine et est fortement conservé
parmi les différentes espéces. Ce domaine possede aussi une séquence de localisation nucléaire
ainsi qu’un domaine de transactivation, AF-2, responsable du recrutement de co-activateurs

(Dehm et Tindall 2006; Estebanez-Perpina ez al. 2007).

1.4.4.2 Les récepteurs aux androgénes chez les salmonidés

Chez plusieurs espéces de poissons, dont certaines espéces de salmonidés comme la truite
arc-en-ciel, deux types différents de RA ont été identifiés : ar-alpha, et ar-beta (Ikeuchi et al.
1999). Chez les salmonidés, Takeo et Yamashita (1999) ont observé un fort degré d’homologie
entre les deux types de récepteurs et ont émis 'hypothése que cette homologie serait due a la
tétraploidie que I’on rencontre chez ces espéces.

Cependant, la présence de deux types de récepteurs ne signifie pas pour autant qu’ils soient
tous les deux fonctionnels. Des études réalisées chez la truite arc-en-ciel ont montré que seul ar-
alpha était fonctionnel, alors que chez I’anguille japonaise les deux types de récepteurs le sont
(Ikeuchi et al. 1999; Takeo et Yamashita 1999). De plus, Paffinité de ces récepteurs pour les
androgénes varie suivant les espéces. En effet, chez I’anguille japonaise, ar-alpha, et ar-beta
possedent la méme affinité pour la DHT et la 11-CT, alors que I’affinité pour la T est beaucoup

moins élevée (Ikeuchi ef al. 1999).
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Ces différences d’affinité pour les hormones stéroidiennes pourraient s’expliquer par les
structures des deux types de récepteurs. En effet, chez les mammiferes, le récepteur aux
androgénes posséde trois régions de transactivation, dont deux particuliérement actives, AF-1 et
AF-5, et une autre, AF-2, 4 plus faible activité (Gronemeyer et Laudet 1995; Olsson et al. 2005).
L’activation d’AF-1, AF-2 et AF-5 est dépendante des co-activateurs présents afin d’initier la
transcription ; il est donc possible que des différences structurelles dans ces régions, au niveau
des deux types de récepteurs chez les salmonidés, expliquent les variations de sensibilité aux
différentes hormones (Heinlein et Chang 2002).

Les travaux de Sperry et Thomas (1999a) sur le tambour brésilien, ont permis de démontrer
que les deux isoformes des RA (RAI et RA2) identifiés chez cette espéce, possédaient des
différences notables dans leur capacité de liaison avec les hormones et dans leur distribution
tissulaire. En effet, alors que RA1 posséde une forte affinité pour T et est présent principalement
dans le cerveau, RA2 posséde plus d’affinité pour la DHT et est surtout retrouvé dans le cerveau
(comme RA1) mais aussi dans les gonades. Ces différences dans la distribution et I’affinité de ces
deux types de récepteurs suggérent que RAIL et RA2 possédent des fonctions physiologiques
différentes.

Cependant, si de nombreuses études ont porté sur I’expression des RA dans les testicules

de différentes espéces de poissons, leur localisation tout comme leur régulation restent inconnues.

1.5 Les hormones thyroidiennes

Depuis les années 1950, plusieurs études ont été réalisées afin de déterminer la nature du

contrdle de I’hypothalamus sur la glande thyroide des poissons (Leatherland 1994). Ces études
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ont montré une diminution de Dactivité de la glande thyroide chez des poissons
hypophysectomisés. A I’inverse, in vitro, on observe une augmentation de 1’activité des follicules
thyroidiens lorsqu’on ajoute des extraits hypophysaires dans le milieu de culture (Eales 1979).
Chez les mammiféres, 1’action des hormones thyroidiennes sur les cellules de Sertoli est
bien connue. En effet, T; inhibe la prolifération et induit la différenciation des cellules de Sertoli
chez les rats (Cooke et Meisami 1991; Cooke et al. 1991; van Haaster et al. 1993). De plus, des
récepteurs aux hormones thyroidiennes ont été identifiés et localisés dans les noyaux des cellules
de Sertoli, ce qui suggére une régulation directe de 1’activité de ces cellules (Palmero et al. 1995;
Buzzard er al. 2000). Les actions des hormones thyroidiennes sur les poissons sont trés
nombreuses ; elles jouent un réle sur la croissance, la pigmentation, le développement du systéme
nerveux, I’osmo-régulation, les processus migratoire, et la reproduction (Blanton et Specker
2007; Arjona et al. 2008). Mais si ces hormones jouent un réle dans la reproduction chez les
poissons, peu d’études ont été réalisées afin de comprendre avec précision le réle des hormones

thyroidiennes sur la spermatogenése.

1.5.1 La thyronine (T5) et la thyroxine (Ty)

Le systéme thyroidien est controlé par I’axe hypophysaire (Eales et Brown 1993). Les
cellules de I’hypothalamus agissent directement sur les cellules thyréotropes de 1’hypophyse et
régulent ainsi la sécrétion de la thyrotrophine (TSH). La TSH agit sur la glande thyroide et
déclenche la synthése, puis la sécrétion, des deux hormones, 3,5,3’-triiodo-L-thyronine (Ts), et L-
thyroxine (T4), qui vont ensuite agir sur plusieurs systémes et réguler le développement, le

meétabolisme, et I'homéostasie chez les poissons (Blanton et Specker 2007).
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Chez les poissons, T4 est principalement sécrétée par la glande thyroide et la T est
synthétisée par déiodination de la boucle aromatique. Il s’agit d’une étape essentielle de 1’action
régulatrice des hormones thyroidiennes car la T; posséde dix fois plus d’affinité que T, pour les
récepteurs nucléaires. On considére donc la T, comme une pro hormone faiblement active et la Ty
comme I’hormone active (Cyr et Eales 1996).

Plusieurs études ont montré I’existence d’une relation entre les hormones thyroidiennes et
Iactivité gonadique chez les poissons (Nagahama 1983: Leatherland 1994). En effet, des
variations saisonniéres des deux hormones thyroidiennes, que sont la T; et la Ty, semblent étre
corrélées avec le développement des ovaires chez différentes espéces de salmonidés (Cyr et Eales

1988, 1989).

1.5.2 Les récepteurs aux hormones thyroidiennes (RHT)

Les RHT ont été identifiés chez plusieurs especes de téléostéens (Liu et al. 2000; Nowell et
al. 2001), dont plusieurs salmonidés comme Ja truite arc-en-ciel et le saumon atlantique (Jones et
al. 2002). Ces études ont permis d’observer la présence de deux récepteurs isoformes tr-alpha et
tr-beta, comme chez les tétrapodes.

Les récepteurs aux hormones thyroidiennes ont été identifiés au niveau de la membrane
nucléaire des cellules de Sertoli chez le rat (Jannini er al. 1990); Jana et Bhattacharya (1993) ont
quant a eux localisé les récepteurs nucléaires de T; dans les cellules de Leydig chez la perche
grimpeuse, Anabas testudineus.

Les séquences des RHT chez différentes espéces de téléostéens présentent de trés fortes
similarités avec d’autres espéces de vertébrés. En effet, tr-alpha posséde 86% et tr-beta 85% de

similitude au niveau de leur séquence d’acides aminés avec les récepteurs orthologues chez
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’humain (Swapna et Senthilkumaran 2007). Les RHT appartiennent a la famille des récepteurs

nucléaires, comme les RA, leur structure comprenant cinq domaines est similaire a celle des RA

décrite précédemment.
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PREMIERE PARTIE, SECTION 2 : LES JONCTIONS

LACUNAIRES

2.1 Communication intercellulaire et Jonctions lacunaires

La communication entre les cellules est essentiel]e pour le maintien de I’homéostasie, la
morphogenése, la différenciation cellulaire et le contréle de la croissance chez les organismes
multicellulaires (Oyamada et al. 2005). Plusieurs types de communication intercellulaire
permettent de réguler plusieurs de ces fonctions (Goodenough e al. 1996; Trosko et Ruch 1998).
Des cellules éloignées les unes des autres peuvent échanger plusieurs types d’informations via la
communication extracellulaire. Dans ce cas, des hormones et des neurotransmetteurs sont
véhiculés dans 1’organisme Jusqu’aux cellules cibles ou elles provoqueront un stimulus (Kardami
et al. 2007). Ce stimulus engendre une réponse de la part de la cellule cible; cette réponse est le
deuxiéme niveau de communication cellulaire : la transduction intracellulaire. Afin de pouvoir
interpréter les signaux regus, la cellule possede des récepteurs spécifiques sur lesquels vont se
fixer les messagers. De ces liaisons va naitre une cascade d’utilisation d’autres messagers
agissant a DPintérieur de la cellule, tel que le Ca2+, I’AMPc, le NO, qui vont permettre
interprétation de ce message et 1’adaptation de la réponse en fonction des stimuli (Elias et
Kreigstein 2008). Mais 1’ensemble de ces mécanismes de communication est assez lent et ne

permet pas une adaptation rapide des cellules a un stimulus.
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Afin de pouvoir réagir rapidement a certains stimuli, il existe une autre voie de
communication intercellulaire, la communication vig les jonctions lacunaires (GJIC, « Gap
Junction Intercellular Communication »).

Au niveau cellulaire, la communication permet le contrdle de différentes fonctions
tissulaires (Mese et al. 2006; Vinken et al. 2006). Elle détermine la réponse de chaque cellule a
un signal global, afin de maintenir I’homéostasie, 1’homéostasie étant définie comme « le
processus de régulation par lequel 1’organisme maintient les différentes constantes du milieu
intérieur entre les limites des valeurs normales » (Encyclopédie Larousse en ligne). Outre ce
maintien, les jonctions lacunaires participent 4 d’autres fonctions (Holder er al. 1993;
Krutovskikh et al. 2002). En effet, les jonctions lacunaires permettent la conduction des vagues

électriques dans les cellules excitables afin de préserver les contractions coordonnées (Kreuzberg

et al. 2006a; b).

2.2 Structure des jonctions lacunaires

2.2.1 Le connexon

Les jonctions lacunaires sont composées d’amas de pores aqueux. Chaque pore est
constitué d’un demi-canal appelé connexon. Le connexon posséde une structure quasi cylindrique
de 7,5 nm de long et de 7 nm de diamétre (Goodenough er al. 1996; Lal et Lin 2001). Chaque
cellule synthétise ses connexons qui, une fois intégrés dans la membrane, se lieront avec ceux des
cellules adjacentes afin de former un canal. Le connexon est constitué de six protéines
oligomérisées, appelées des connexines (Cxs). La structure des Cxs permet la formation de cette

structure hexamérique (Figure 3).
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Connexine

Connexon

Figure 3 : Schéma d’une jonction lacunaire. Six Cxs sont assemblées autour d’un pore central
et forment un connexon. Les connexons de deux cellules adjacentes s’alignent et forment ainsi
une jonction lacunaire. (Inspiré de Simon et Goodenough 1998).

D’un tissu & I’autre, les connexons ne sont pas tous identiques ; ils different en fonction
du type de Cxs qui les composent. Les connexons peuvent étre constitués d’un seul type de Cx
(homomériques) (Sosinsky et Nicholson 2005), ou bien de Cxs de types différents
(hétéromériques) (Stauffer 1995; Jiang et Goodenough 1996). Etant donné la présence de Cxs
différentes dans les connexons, les deux types de connexons possédent des propriétés de

perméabilité et de régulation qui différent, augmentant ainsi les possibilités de régulation des

signaux qui transitent par ces pores (Figure 4).
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Figure 4 : Schéma représentant les différents types de connexons et de canaux associés.
Lorsqu’il est constitué d’un seul type de connexine, le connexon est homomérique, s’il est
constitué par différents types de connexines, il est hétéromérique. Cela entraine la formation de
différents types de pores intercellulaires. En effet, lorsque les pores sont formés par deux
connexons de méme types, ils sont appelés homotypiques, et lorsqu’ils sont constitués par des
connexons de types différents, ce sont des pores hétérotypiques. Enfin, si la jonction est
constituée par deux types de connexons différents, on parle de pore hétéromérique. (Inspiré du
livre « Molecular Biology of the Cell » 4°™ Ed.).
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Chaque cellule adjacente possédant ses propres connexons, il peut donc y avoir la
formation de jonctions lacunaires constituées par un méme type de connexons (homotypiques) ou
par des connexons de types différents (hétérotypiques ou hétéromériques). Cependant, toutes les
associations n’aboutissent pas nécessairement i la formation d’une Jonction fonctionnelle. En
effet, les différentes Cxs identifiées ont été classées en deux familles (décrites plus en détails ci-
dessous). Les travaux de Falk et Lauf (2001) ont montré que les Cxs appartenant a la méme
famille pouvaient former des canaux hétéromériques et hétérotypiques, alors que des Cxs
appartenant a deux familles différentes ne peuvent constituer que des canaux homotypiques. De
plus, le diamétre du pore de la jonction peut varier de 1,5 4 2 nm en fonction des Cxs qui le
composent. De la méme fagon que les différents types de connexons augmentent les possibilités
de régulation, un arrangement différent des Cxs confére donc des propriétés sélectives plus

étendues.

2.2.2 Les connexines (Cxs)

Les jonctions lacunaires sont constituées & partir de protéines oligomérisées, appelées les
Cxs et possédant un ensemble de caractéristiques communes. Les premiéres Cxs ont &té
identifiées puis clonées a la fin des années 1980 (Paul 1986; Beyer et al. 1987; Kumar et Gilula
1996). Depuis, une vingtaine de Cxs ont été identifiées chez les vertébrés (Sohl et Willecke
2004). Chez les poissons, Eastman ef al. (2006) ont récemment identifié 37 Cxs différentes sur le
génome du poisson zébre, Danio rerio. La premiére nomenclature des Cxs faisait directement
référence a leur poids moléculaire (Beyer et al, 1987). Ainsi, I’identification d’une Cx d’un poids
moléculaire de 43 kDa a été appelée connexine 43 (Cx43). Aujourd’hui, cette nomenclature est

remise en question car une méme Cx peut avoir un poids différent selon 1’espéce considérée. De
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plus, deux Cxs différentes peuvent avoir un poids moléculaire identique chez une méme espéce
(Lo 1999). Une nouvelle nomenclature a donc été mise en place, faisant cette fois référence a la
similarité des séquences des protéines (Kumar et Gilula 1992). Trois familles de Cxs ont été ainsi
définies : o, B, et y (O'Brien 1998). Au sein de chaque classe, une Cx est associée 4 un numéro
propre (par exemple Cx43 : GJA1 pour « Gap Junction Alpha 1 »).

La variété des Cxs observée est due a des génes différents. En effet, plusieurs génes de
Cxs ont été localisés sur des chromosomes différents (Trosko et Ruch 1998). La distribution des
Cxs varie d’un tissu a 1’autre, et un type de Cx peut n’étre présent que dans certains tissus
spécifiques (Yamasaki er al. 1996), alors qu’un autre type, comme la Cx43, peut se retrouver
dans une grande variété de tissus. Cette variété dans les types de Cxs semble s’expliquer par des
différences au niveau de leur fonction, de leur expression, et dans la perméabilité de leurs canaux
(Goodenough et al. 1996). Toutes ces différences suggérent une importance spécifique de chaque

Cx.

2.2.3 Structures des connexines

Plusieurs études, portant sur différentes Cxs, ont permis d’identifier précisément les
caractéristiques de la structure de ces protéines membranaires ( Zimmer ef al. 1987; Hertzberg et
al. 1988; Evans et al. 1992; Falk et al. 1994). Les Cxs possédent deux domaines extracellulaires
(boucles El et E2), un domaine cytoplasmique en boucle, deux queues cytoplasmiques (un
domaine C-terminal et N-terminal) et enfin quatre domaines transmembranaires traversant la
membrane de fagon paralléle (M1-M4 ; Figure 5). Le domaine M3, qui constitue I’intérieur du
pore (Nunn er al. 2001), semble étre particuliérement important dans la fonction de la Cx. Ce

domaine posséde en effet des acides aminés hydrophiles et une étude a démontré qu’une mutation
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dans ce domaine de la séquence de Cx43 inhibait la communication cellulaire par une fermeture

des canaux ou un arrét du transport des complexes a la membrane (Krutovskikh er al. 2002).

Milieu extracellulaire

000006006066000¢

DODOOEEOE0C0R00

Membrane cellulaire » d Ut
600060066000600¢

100000 6600060090

Cytoplasme N

Figure 5 : Représentation de la structure d’une connexine. Cette protéine est constituée de 4
domaines transmembranaires en hélice o (M1-M4), de 2 boucles extracellulaires (E1, E2), d’une
boucle intracellulaire, et d’une partie N-terminale (N) et C-terminale (C). (Inspiré de Simon et
Goodenough 1998).

Une forte conservation de la structure des deux boucles extracellulaires (E1 et E2) est
constatée parmi les différents types de Cxs (excepté pour Cx31). En effet, le nombre d’acides
aminés situés entre les cystéines de la premiére et de la seconde boucles est constant. La structure
de la premiére boucle est C-X¢-C-X5-C et celle de la seconde C-X;5-C-X;5-C, ou C est une
cystéine, et X un acide aminé quelconque (Kumar et Gilula 1996). Les cystéines sont
particuliérement importantes au niveau structural car elles contribuent au repliement des deux
boucles (Krutovskikh et Yamasaki 2000). Les cystéines d’une Cx faisant face avec celles d’une

Cx de cellule adjacente, forment des ponts disulfures qui stabilisent ainsi la jonction ainsi formée

(Dupont et al. 1989; Krutovskikh et Yamasaki 2000).
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Les autres domaines de la protéine, que sont les domaines intramembranaires et la partie
N-terminale, sont aussi bien conservés entre les différents types de Cxs. En revanche, la partie C-
terminale varie d’une Cx & I’autre par sa longueur ou sa séquence en acides aminés. Etant donné
la conservation de tous les autres domaines, on constate généralement que plus la partie C-

terminale est longue, plus le poids moléculaire de la Cx est élevé (Mese et al. 2006).

2.3 Le contréle de la communication intercellulaire

Afin de préserver I’homéostasie dans les différents organes, les cellules doivent pouvoir
réguler le passage des molécules et autres messagers de cellule a cellule. Pour cela, les cellules
peuvent effectuer un contréle en fonction de la taille de la molécule, mais aussi en bloquant le
passage emprunté par celle-ci : le pore intercellulaire. Les jonctions lacunaires peuvent effectuer
un contrdle de trois fagons différentes : le contréle rapide, le contrdle moyen et le contrdle lent

(Holder et al. 1993; Krutovskikh et Yamasaki 1997).

2.3.1 Le contrdle rapide

Le contrdle rapide permet aux cellules I’ouverture ou la fermeture rapide (quelques
millisecondes) des canaux. Pour se faire, une rotation des Cxs, dans I’axe du pore, entraine la
fermeture progressive de celui-ci. La phosphorylation, par des protéines kinases (PKA), serait
responsable de ce mouvement rapide des Cxs. Les Cxs sont principalement des
phosphoprotéines, donc la phosphorylation joue un réle important dans la régulation de

I’assemblage des connexons et les caractéristiques physiologiques des canaux formés (Lampe et
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Lau 2004; King et Lampe 2005). 11 existe une exception, la Cx26 qui n’est pas une
phosphoprotéine, sa régulation passe donc par d’autres mécanismes (Goodenough et al. 1996).
Des changements de concentrations ioniques intracellulaires de Ca?*, H", ainsi que ’influence de
certains radicaux libres pourraient permettre un contrdle rapide de 1’ouverture du pore (Chanson
et al., 2007). Sous certaines conditions, comme un stress ischémique ou mécanique, I’ouverture
des canaux peut étre facilitée par la libération de certains facteurs comme I’ATP, le glutamate et
le NAD+ dans I’espace extracellulaire. Il s’agit d’une régulation engendrant une adaptation

rapide du tissu aux variations des conditions environnementales (Evans ef al. 2006)

2.3.2 Le contréle moyen

La synthése des Cxs s’effectue au niveau de I’appareil de Golgi (Diez et al. 1999 ; Das
Sarma ef al. 2001). De 14, les Cxs sont acheminées jusqu’a la membrane cytoplasmique afin de
former les jonctions lacunaires (Van Slyke et Musil, 2000). Les Cxs ont une durée de vie assez
courte. On trouve dans la littérature de nombreuses études qui rapportent la demie-vie des
différentes Cxs (Fallon et Goodenough 1981 ; Traub ef al. 1989 ; Laird et al. 1991 ; Fernandes et
al. 2004 ; Hunter et al. 2005). Hervé et al. (2007) concluent, 4 partir de différentes études que la
demie-vie des Cxs varie entre 1,3 et 10 h. Si les mécanismes permettant le transport des Cxs,
depuis le lieu de synthése jusqu’a la membrane, sont ralentis, alors la quantité de jonctions
lacunaires présentes 4 la membrane de la cellule va diminuer (Hervé et al. 2007). Ce processus
nécessite quelques minutes, voire quelques heures, afin de permettre une régulation du signal. La
encore, il semble que I’état de phosphorylation des Cxs soit déterminant pour leur localisation

(Holder et al. 1993).
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2.3.3 Le contréle lent

Ce type de contrdle s’effectue au niveau de I’ARNm et non au niveau de la protéine. Le
temps de vie des Cxs étant assez court, les niveaux d’ARNm des Cxs peuvent étre affectés par
différents facteurs modulant leur stabilité. La région 5’-UTR de ’ARNm de la Cx43 posséde un
site de fixation des ribosomes qui augmente ses niveaux de transcription (Werner 2000).
L’augmentation de la concentration de I’ AMPc, dans une culture d’hépatocytes de rat, induit une
augmentation des niveaux d’ARNm de Cx32, suggérant en fait une augmentation de la stabilité
des ARNm de Cx32 (Saez er al. 1989). Si la transcription est inhibée, cela entrainera une
diminution de la quantité de protéines 4 la membrane cellulaire et donc une baisse de la
communication intercellulaire. Il s’agit d’un type de contréle important dans la régulation de la

communication intercellulaire (Herve et al. 2007).

2.4 Jonctions lacunaires et spermatogenése

Parmi les vingt Cxs identifiées, onze Cxs différentes ont été identifiées dans le testicule de
rats matures (Risley 2000). Il s’agit de Cx26, Cx30.2, Cx31, Cx31.1, Cx32, Cx33, Cx37, Cx40,
Cx43, Cx46 et Cx50. Les Cxs ont été identifiés entre des cellules somatiques, les cellules de
Sertoli, les cellules de Leydig, ainsi qu’entre certaines cellules germinales (Tableau 2).

La principale Cx présente dans le testicule est la Cx43 (Risley et al. 1992; Batias et al.
1999). La Cx43 a été localisée a différents endroits dans le testicule. On la trouve au niveau des

cellules de Leydig, qui expriment uniquement celle-ci (Perez-Armendariz et al. 1994). LaCx43 a
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Tableau 2: Localisation des Cxs dans les testicules. CS: Cellule de Sertoli; CE: Cellule
endothéliale des vaisseaux sanguins; CL: Cellule de Leydig ; CG: Cellule germinale ; Spg:
Spermatogonie ; Spc I: Spermatocyte de premier ordre ; Spc II : Spermatocyte de second ordre ;
Spd : Spermatide ; CM : Cellule myoide. (Inspiré de Pointis ef al. 2005).

Types cellulaires ou les

Connexines Espéces i Références
Cxs sont présentes _
Cx26 Rat, Souris CS (Risley et al. 1992)
Cx30.2 Souris CE, CL, entre CS et CG (Nielsen 2003)
Cx31 Rat Spg, Spc I (Mok et al. 1999)
Cx32 Rat, Souris CS (Risley et al. 1992)

(Fischer et al. 2005;
Juneija et al. 1999; Tanet

Cx37 Rat CE (Tanet al. 1996)

(Batias et al. 1999; Batias
et al. 2000; Defamie et al.
2003; Perez-Armendariz
CS, CL,CM et al. 1994; Risley et al.
1992; Steger et al. 1999;
St-Pierre et al. 2003; Tan
et al. 1996)

Cx50 Rat Spc 11, Spd (Risley 2000)

Cx33 Rat, Souris CS

Rat, Souris,

43
Cx Humain
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aussi été identifiée entre les cellules de Sertoli, ainsi qu’entre les cellules de Sertoli et les cellules
germinales (Risley ez al. 1992 ; Pelletier 1995 ; Batias et al. 1999 ; Batias et al. 2000 ; Pointis et
al. 2005).

Parmi les autres Cxs localisées dans le testicule, CX31 a été localisée par Mok et al.
(1999) au niveau des spermatogonies et des spermatocytes de premier ordre. Le rdle de la CX31
est assez difficile 4 établir car elle ne peut former de jonctions lacunaires avec les autres Cxs
présentes dans le testicule, de par sa structure particuliére (Elfgang et al. 1995). Les CX26 et
CX32 ont été localisées dans les régions apicales des tubules séminiféres, sans qu’une
localisation plus spécifique ne soit établie (Risley et al. 1992). 11 faut tout de méme souligner
qu’avant nos travaux (chapitre 1 : de Montgolfier et al. 2007), la Cx32 était la seule Cx a avoir
été identifiée au niveau des cellules germinales dans le testicule du silure tigre, Pseudoplatystoma
Jasciatum (Batlouni et al. 2005).

La Cx33 est une Cx qui est exprimée uniquement dans le testicule et qui est localisée dans
le compartiment basal des tubules séminiféres, plus précisément dans la membrane des cellules
de Sertoli, ainsi que des spermatocytes de second ordre et des spermatides (Tan et al. 1996;
Chung et al. 1999; Risley 2000; Fiorini et al. 2004). La Cx33 présente en plus certaines
caractéristiques qui la distinguent des autres Cxs rencontrées dans le testicule. Une étude réalisée
dans les oocytes de xénope, a montré que la CX33 était incapable de former d’elle-méme des
Jonctions lacunaires fonctionnelles (Chang e al. 1996). De plus, elle ne semble pas s’apparier
aux CX32, CX37 et CX43 (3 Cxs présentes dans le testicule), pour former des jonctions
fonctionnelles (Chang et al. 1996). L’expression de Cx33 dans I’oocyte de xénope a entrainé
Pinhibition de I’expression de Cx37 et de Cx43, mais pas celle de Cx32. Il semble donc que la

CX33 joue un réle d’inhibiteur spécifique de certaines Cxs dans le testicule. Ce réle particulier
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pourrait permettre une meilleure synchronisation des cellules par rapport aux facteurs de
différenciation et de maturation (Chang et al. 1996).

Plusieurs Cxs sont donc nécessaires afin d’assurer le déroulement normal de la
spermatogenése chez les vertébrés. Certaines Cxs, comme la Cx43, semblent jouer un réle majeur

dans la maturation des gamétes (Saez et al. 2003).

2.5 Importance de la Cx43 dans le testicule

Si la Cx43 est la Cx qu’on retrouve le plus fréquemment dans les différents organes, elle
est aussi la Cx la plus abondante dans le testicule des mammiferes (Sridharan et al. 2007) De
plus, plusieurs études ont montré son role essentiel au niveau de la prolifération et de la
différentiation cellulaire durant la spermatogenése, que ce soit chez ’humain ou les rongeurs
(Risley et al. 1992 ; Batias et al. 1999 ; Juneja et al. 1999 ; Batias et al. 2000 ; St-Pierre et al.
2003 ; Decrouy et al. 2004 ; Gilleron et al. 2006). En effet, une diminution de son expression
dans le testicule entraine une baisse de la fertilité, voire méme une infertilité compléte (Batias et
al. 1999; Pointis et Segretain 2005). Que ce soit chez le rat ou I’humain, elle est localisée au
niveau des cellules de Sertoli, des cellules de Leydig, des spermatogonies et des spermatocytes
(Steger et al. 1999; Defamie et al. 2003). Cependant, aucune étude n’a observé la présence de la
Cx43 chez les poissons, seules deux études ont identifié par microscopie électronique la présence
de Cxs dans le testicule et supposent un rédle, sans autre précision, dans le déroulement de la
spermatogenese (Marina et al. 2002; Batlouni ef al. 2005).

Chez les rongeurs, Risley et al. (1992) ont observé par immunohistochimie que la CX43

¢tait localisée au niveau de la membrane des cellules de Sertoli et des cellules de Leydig, et que
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son expression variait en fonction de 1’age de I’individu. IIs ont remarqué que la CX43 était trés
fortement présente (90%) dans les tubules de rats immatures et que ce pourcentage diminuait a
60% chez les individus matures.

Sridharan e al. (2007) ont montré que la Cx43 jouait un réle prépondérant dans la
prolifération et la maturation des cellules de Sertoli chez la souris. La présence de jonctions
lacunaires entre les cellules de Sertoli et les cellules germinales faciliterait la coordination entre
les cellules de Sertoli et permettrait ainsi la propagation des signaux de maturation entre les
cellules de Sertoli mais aussi vers les autres cellules germinales (Pointis et al. 2005b). En effet, il
semble y avoir chez les rongeurs une forte relation entre les jonctions lacunaires et les jonctions
serrées. L expression de la Cx43 est dépendante du stade de maturation du testicule chez le rat et
permetirait ainsi la réorganisation de la cellule de Sertoli afin de faciliter le passage des
spermatocytes du compartiment basal vers le compartiment adluminal (Pelletier 1995; Tan et al.
1996; Batias ef al. 2000). Une baisse de I’expression de Cx43 au niveau des cellules de Sertoli est
observée aprés le passage des spermatocytes (Risley et al. 1992; Tan et al. 1996).

Le fait que I’expression de la Cx43 soit reliée au stade de maturation testiculaire indique
une trés forte relation avec les cellules germinales (Risley et al. 1992; Tan et al. 1996; Batias ef
al. 1999; Batias et al. 2000). Des études ont montré ’absence de la Cx43 chez des souris ayant
subi des mutations du géne de la Cx43 et une délétion partielle d’un des brins du chromosome Y
(Kotula-Balak et al. 2007). Le role essentiel de la Cx43 dans la spermatogenése a été aussi
montré en substituant les séquences codantes de celle-ci par celles de la Cx32 ou de la Cx40
(Plum ez al. 2000). Les souris générées avec mutations étaient toutes viables, mais les males
étaient stériles et on observait uniquement la présence de cellules de Sertoli dans les tubules
séminiféres et non celle de cellules germinales. L’impossibilité de substituer la Cx43 par une

autre, I’apparition d’une mauvaise communication entre les cellules de Sertoli et les cellules
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germinales, et les modifications des molécules impliquées dans les propriétés des canaux des
jonctions démontrent le réle primordial de la Cx43 dans le déroulement de la spermatogenése
(White et Bruzzone 2000). Malgré tout, notre connaissance de la régulation spécifique de la Cx43
dans le testicule reste fort limitée,

Les jonctions lacunaires sont présentes au niveau des différentes cellules germinales et
devraient étre régulées par des facteurs endocriniens et paracrines. Plusieurs études, réalisées
dans divers tissus, ont montré la régulation de Cxs par des hormones. Cyr et al. (1996) ont
montré que la localisation de la CX43 était régulée par les androgénes dans 1’épididyme de rat.
Dans le testicule de rat, I’hormone chorionique gonadotrope (HCG), qui induit la sécrétion de T,
diminue I’expression de ’ARNm de Cx43 et provoque une redistribution périphérique dans la
cellule de Leydig (You et al. 2000). Une autre étude a montré que cette diminution d’expression
de CX43 par la T est due & une interaction directe entre ’hormone et la structure protéolitique de
la membrane, ce qui entrainerait un changement dans la conformation des jonctions lacunaires et
modifierait ainsi leur fonctionnement (Pluciennik et al. 1996).

La CX43 a été localisée dans la membrane des cellules de Sertoli et des cellules de
Leydig. Pluciennik er al (1994) ont observé que D’expression des jonctions lacunaires était
augmentée par la FSH. Sachant que le second messager de la FSH est I’ AMPc, ’hypothése que
celui-ci joue un réle dans la régulation de la Cx43 a été aussi avancée (Atkinson et al. 1995 ;
Darrow et al. 1996 ; Paulson et al. 2000 ; Buzzard et al. 2003 ; Holsberger et Cooke 2005 ;
Gilleron et al. 2006). D’autres études ont démontré que P’expression de la Cx43 diminuait
fortement en présence de testostérone et de 17B-cestradiol sous formes estérifiées, et diminuait
plus faiblement en présence de stéroides sexuels non estérifiés (Herve et al. 1996; Pluciennik ez
al. 1996). Ces résultats indiquent que des molécules comme les stéroides peuvent exercer une

action de régulation directe sur la Cx43. Mais d’autres hormones pourraient, elles-aussi, jouer un
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role dans la régulation de cette Cx. En effet, plusieurs études récentes ont montré que les
hormones thyroidiennes pourraient influencer directement la localisation de la Cx43 sans affecter
sa concentration. St-Pierre et al. (2003) ont observé qu’en présence de propylthiouracil, un agent
induisant I’hypothyroidisme, on notait une perte de la localisation membranaire de la CX43 au
profit d’une présence cytoplasmique dans les cellules de Sertoli.

Des études suggérent un réle de la Cx43 au niveau des cellules de Sertoli. La CX43 est
associée a I’expression de différentes kinases et inhibiteurs de kinases, comme SKP2, CDKN1B
(Zhang et al. 2003), qui sont eux-mémes des régulateurs connus de la prolifération des cellules de
Sertoli (Holsberger ez al. 2005; Holsberger et Cooke 2005). L utilisation du systéme Cre-Lox a
permis a Brehm ef al. (2007) d’observer qu’en ’absence de CX43, la population des cellules de
Sertoli était significativement augmentée dans le testicule. Une autre étude montre également la
prolifération de quelques spermatogonies au sein des testicules de souris mutées pour la Cx43
(Sridharan et al. 2007). Ces résultats suggérent que la Cx43 est est essentielle au déroulement de
la spermatogenése, mais qu’elle ne régule pas la prolifération des spermatogonies.

Au niveau environnemental, plusieurs polluants ont été identifiés comme modifiant
I'expression de la Cx43 chez les rongeurs. En effet, P’hexachlorocyclohexane, le
dichlorodiphényltrichloroéthane, le pentachlorophénol, et les xéncestrogeénes (nonylphénol)
agissent sur la localisation de la CX43 dans les cellules de Sertol, passant d’une localisation
membranaire 4 cytoplasmique (Defamie e al. 2001; Fiorini et al. 2004; Aravindakshan et Cyr
2005), sur la phosphorylation de la Cx ou encore sur I’activation de protéines kinases
(Aravindakshan et Cyr 2005).

Méme si aucune information n’est disponible sur I’expression et la localisation de la cx43

dans le testicule de poissons. L’ensemble des données rapportées chez les vertébrés dans la
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littérature suggére que cette Cx pourrait intervenir dans la régulation de la spermatogenése chez

les poissons.
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PREMIERE PARTIE, SECTION 3 : LA MODULATION DE LA

SPERMATOGENESE

Il existe plusieurs facteurs stimulant ou inhibant les fonctions de reproduction chez les
poissons ; certains sont geénétiques, d’autres environnementaux ou encore d’origines
anthropiques. L’objectif de cette section est de présenter sommairement les différentes
perturbations (positives et négatives) existant chez les poissons afin de mieux cerner 1’intérét
d’induire une perturbation sur la spermatogenése de 1’omble de fontaine pour observer la relation

entre les niveaux de Cxs et le déroulement de la spermatogenése.

3.1 La maturation précoce

La maturité sexuelle précoce correspond a la maturité compléte des gonades chez des
individus considérés comme « trop jeunes » par rapport a 1’dge normal de la premiére maturation
sexuelle. Ce phénoméne se rencontre fréquemment chez les salmonidés, qui ont un cycle de
reproduction annuel, et reste un probléme de taille pour I’industrie aquicole. La maturation
précoce apparait plus fréquemment chez les males que chez les femelles. De plus, les individus
d’un méme groupe peuvent présenter une variation par rapport a 1’dge d’atteinte de maturité
sexuelle (Adams et Huntingford 1997). Les conséquences font qu’au sein d’une méme cohorte,
on note une variation dans la taille des individus et dans 1’atteinte de maturité sexuelle (Heath et
al. 1996).

Durant tout le processus de maturation gonadique jusqu’a la période de frai, on observe

une diminution progressive de I’alimentation et une réduction du taux de croissance des mailes
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chez I’omble chevalier, Salvelinus alpinus (Tveiten er al. 1996). Ainsi les individus qui entrent en
maturation précoce, allouent plus d’énergie dans le développement des gonades en plus d’assurer
leur croissance, d’oti une dépense énergétique accrue en comparaison avec les individus qui
demeurent immatures.

En aquaculture, la maturité sexuelle précoce est un phénomene bien connu (Amano ef al.
1994; Adams et Huntingford 1997; Kausea et al. 2003; Martyniuk et al. 2003; Dziewulska et
Domagala 2005; Sacobie et Benfey 2005). Ce phénoméne est souvent associé a une réduction de
taille de I’individu, entrainant des cofits supplémentaires pour 1’industrie aquicole avant la mise
sur le marché de ces poissons (Heath ef al. 1996). En effet, la taille adéquate en aquaculture,
appelée « taille portion », tout comme la qualité de la chair, et sa teneur en eau et en gras, sont
des critéres importants qui déterminent le prix de vente sur le marché (Mellinger 2002).
Comprendre et contrdler 1’apparition de maturité sexuelle précoce représente donc un objectif
majeur pour cette industrie.

Diverses études portant sur la reproduction des salmonidés ont mis en évidence le rdle de
divers facteurs influengant I’apparition de la maturité sexuelle. Il faut considérer que I’dge
d’atteinte de maturité sexuelle est variable selon ’espéce étudiée, entre 1" et 4* ! par exemple
chez les méles d’omble de fontaine, et il a été observé que la maturité est fortement liée 4 la taille
des individus (McCormick et Naiman 1984). Des études ont testé 1’influence de facteurs
environnementaux, comme la photopériode et la température, sur 1’apparition et la réduction de
ce phénomene (Taranger ef al. 1998). D’autres ont observé ’action des stéroides sexuels
(androgénes) dans le développement et la maturation des gonades (Sangalang et Freeman 1974;

Dickey et Swanson 1998; Tveiten ef al. 1998; Rahman et al. 2000; Campbell ez al. 2003).

! Pour les poissons, on considére qu’un individu qui n’a pas encore un an est appelé 0+. Un individu 1+ est donc

dans sa 2™ année, et un 4+ dans sa 5™ année.
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3.2 Les facteurs génétiques et biotiques

3.2.1 La croissance et les facteurs génétiques

La croissance de I’individu est un critére qui semble important pour I’apparition de la
maturité sexuelle chez certaines espéces de salmonidés ; en effet, les individus 2 forte croissance
sont plus susceptibles de développer une maturité sexuelle précoce (Heath et al. 1996; Adams et
Huntingford 1997). Les travaux de Tveiten et al. (1996) sur la croissance de I’omble chevalier
montrent que chez les males dgés de plus d’un an, les individus en maturation ont une croissance
pondérale plus élevée que les individus immatures durant la période correspondant & la
maturation des gonades, soit entre avril et aoiit. De plus, le taux de croissance des individus en
maturation est moins élevé que chez les individus immatures durant les trois mois qui précédent
le frai. Ce ralentissement de croissance correspondrait & un changement dans 1’allocation des
ressources afin de finaliser la spermatogenése (Adams et Huntingford 1997).

En étudiant trois générations successives de truite arc-en-ciel, Martyniuk ef al. (2003) ont
montré, en utilisant des marqueurs microsatellites de masse appelés « body mass quantitative
tract loci » (QTL), que I’apparition de la maturité sexuelle précoce était en partie héritable. Dans
la méme étude, ils ont observé que des individus, ayant ou non une maturité sexuelle précoce,
peuvent engendrer une descendance qui présentera & nouveau une précocité de maturation des
gonades. Mais il faut considérer que les individus qui ont une maturation précoce ont une
descendance qui présente elle-aussi, un taux de maturité précoce plus important. Enfin, les
auteurs ont montré une corrélation positive entre la croissance et 1’héritabilité de la maturité

sexuelle précoce chez la truite arc-en-ciel.
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3.2.2 Les facteurs biotiques

Les interactions entre individus de sexes opposés, tout comme la structure sociale au sein
de la population semblent étre déterminantes dans la reproduction et peuvent moduler le taux de
sécrétion des androgénes chez le male. La présence de femelles en nidification peut en effet
augmenter la synthése de 170,20B-DHP, de T et de 11-CT plasmatiques chez le méle par
Iintermédiaire de phéromones (Waring ef al. 1996; Olsén et al. 1998). Par ailleurs, Cardwell et
al. (1996) ont montré, chez deux espéces de salmonidés, que le changement de statut social des
maéles, passant de soumis & dominants, entrainait une variation dans la production de T et del7a,
20B-DHP plasmatiques.

La maturation des gonades méles serait donc influencée par des interactions entre
plusieurs facteurs d’origine environnementale, génétique, et sociale. Il faut aussi considérer le
systtme endocrinien qui contrble le déroulement des différentes étapes aboutissant i la
reproduction. De nombreuses études ont montré la diversité des facteurs exergant une action sur
les individus méles et faisant varier la précocité de la maturation des gonades. Cela étant, il reste
encore beaucoup de zones d’ombres dans ’apparition de ce phénoméne, et il n’existe pas a ce
jour de marqueurs permettant d’identifier Iinitiation de la spermatogenése avant que 1’individu
n’ait véritablement débuté le développement gonadique, et que cela soit observable

histologiquement.
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3.3 Les facteurs environnementaux

3.3.1 La photopériode

Parmi les différents facteurs environnementaux influengant la maturation sexuelle, la
photopériode semble étre un des paramétres environnementaux ayant une action prépondérante
sur son apparition. En effet, la manipulation de la période de frai par des changements dans la
photopériode chez ’omble de fontaine est une technique connue depuis la premiére moitié du
XX® siecle (Hoover et Hubbard 1937). Plus récemment, Duston et al. (2003) ont montré la
relation directe entre la photopériode et ’apparition de la maturité sexuelle chez I’omble
chevalier, et ce pour les deux sexes. De plus, la photopériode a une action qui varie en fonction
de I’4ge des individus chez les salmonidés (Taranger et al. 1998).

L’impact de la photopériode sur la maturation des gonades chez les salmonidés s’explique
par le fait que la spermatogenése est initide par Paugmentation de la concentration en GtH I au
printemps (Oba et al. 1999) ; ’augmentation de la concentration de GtH II n’arrivant que plus
tard dans le cycle. Maisse et Breton (1996) ont observé chez des femelles de truite arc-en-ciel,
que la concentration maximale de GtH I pouvait apparaitre plus tét s’ils avangaient
artificiellement 1’apparition des « jours longs », c’est-a-dire en augmentant la durée d’éclairage
par rapport au temps d’obscurité.

L’ensemble de ces études a permis la mise en place de techniques de programmation de la
date de ponte chez les salmonidés afin de permetire une production plus réguliére pour les

marchés.
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3.3.2 La température

Plusieurs études ont mis en évidence le role majeur joué par la température sur la
croissance des salmonidés. Baum ez al. (2005) ont observé que des saumons Atlantique, Salmo
salar, situés en aval de rejet d’effluents a température plus chaude, avaient une croissance et une
maturation accélérées comparativement aux individus de la méme espéce situés en amont de la
zone de rejet, ol la température était plus froide. Cependant, ils ont conclu que 1’activation de la
maturation était due & I’atteinte de la taille seuil, et non & ’augmentation de la température. La
température jouerait donc un rdle indirect, augmentant la vitesse de croissance qui déclencherait
alors la maturation gonadique.

Une autre étude a toutefois démontré qu’une exposition a des températures élevées
prolongées (22°C en comparaison i 14°C), diminuait de moitié la sécrétion plasmatique de
testostérone, d’oestradiol et de vitellogénine chez les femelles de saumon atlantique (King er al.
2007). De plus, les taux de fertilité des individus exposés aux températures élevées étaient
significativement plus faibles que chez ceux exposés aux températures plus froides (de 45 a

70%), suggérant cette fois un réle important de la température sur la fertilité des individus et donc

dans le succes de la reproduction.

3.3.3 La salinité

Plusieurs études ont montré que la salinité pouvait également jouer un rdle important sur
la qualité¢ du sperme produit chez certaines espéces de salmonidés. En effet, maintenir des
individus matures en eau salée induit un débalancement osmotique qui entraine alors une
diminution voire une inhibition compléte de la spermatogeneése (Thorpe ef al. 1982; Bagliniére et

Maisse 1985; Boeuf et Payan 2001).
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Atse et al. (2002) ont analysé de fagon indépendante et groupée les effets de la salinité et
de la température sur la composition des ceufs et les caractéristiques du sperme chez 1’omble
chevalier. Leurs résultats démontrent clairement que chez cette espéce, la salinité est un facteur
important dans la composition du sperme. En effet, les individus males élevés dans une eau salée
avaient une concentration en spermatozoides plus élevée que ceux en eau douce.

Mais la salinité ne semble pas avoir d’effet similaire chez toutes les espéces de
salmonidés. Clarke et al. (1977) n’ont pas observé d’effet de la salinité sur le sperme du saumon
coho. De méme chez le saumon atlantique, la salinité entraine une baisse de la fertilité, méme en
cas de retour en eau douce plusieurs mois avant la reproduction (Haffray er al. 1995).

La salinité est donc un facteur environnemental qui peut influencer différemment le

déroulement de la spermatogenése suivant les especes de salmonidés.

3.4 Les facteurs anthropiques : les modulateurs endocriniens

3.4.1 Les sources de modulateurs endocriniens

On dénombre la présence d’une grande quantité de composés chimiques d’origine
anthropique dans tous les écosystémes mondiaux. De plus, la présence de plusieurs modulateurs
endocriniens en méme temps dans ’environnement peut avoir des effets variés. En effet, ces
composés peuvent augmenter leurs effets, on parle alors d’effet additif. Ils peuvent aussi
s’opposer, ou bien produire un effet multiplié (synergique).

Les processus de maturation sont des phénoménes complexes et facilement altérables.
Plusieurs études ont montré que certaines substances rejetées dans les cours d’eau modifiaient

sensiblement les capacités de reproduction chez plusieurs espéces de poissons (Adams ez al,
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1992). Folmar et al. (1996; 2001), ainsi que Jobling et al. (1998), ont montré qu’il existait des
corrélations entre la présence d’eaux usées dans le milieu, les concentrations de stéroides sexuels
et des altérations dans le développement des gonades. Il semble que certains composés
(alkylphénol, polyéthoxylates, phthalates, ainsi que certains insecticides) provenant des eaux
usées agissent en tant que compétiteurs des cestrogénes (Jobling et al. 1995; Sumpter et Jobling
1995). On observe que certaines hormones influencent I’expression des connexines. Etant donné
'impact des effluents municipaux chez les poissons, il serait intéressant d’étudier plus en détails
Iaction de ces polluants sur I’expression des connexines afin de savoir précisément quels impacts

ils ont.

3.4.2 Les alkylphénols

En 1998 lors de la convention Oslo-Paris, 1’Union européenne a élaboré I’objectif de
cesser tout rejet et émission de substances dans l’environnement marin d’ici 2020. Les
alkylphénols ont été inscrits sur la premiére liste, celle des substances dangereuses nécessitant
une action prioritaire (http://www.ospar.org/fr/html/welcome. html). Les alkylphénols sont des
composés trés lipophiles, utilisés principalement dans la production de résines d’alkylphénols
éthoxylates (Nimrod et Benson, 1996). Ils sont aussi utilisés dans la production de plastiques. On
estime que 65% des alkylphénols et dérivés entrant dans les stations d’épuration sont rejetés dans
environnement (Ahel et al. 1994). Le terme octylphénol désigne un grand nombre de composés
isomeéres dont la formule générale est CsH17.CeHy(OH). Le groupe octyle (CsHj7) peut étre
ramifié de diverses maniéres ou constituer une chaine droite et peut étre situé dans la position 2-,
3- ou 4- sur I’anneau de benzéne. Parmi ces isoméres potentiels, le 4-zert-octylphénol est le plus

important du point de vue commercial (White et al. 1994). Le nonylphenol est aussi utilisé dans
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la préparation d’huiles lubrifiantes, dans la fabrication du « polyvinyl chloride » (PVC). 1l
n’existe pas a ce jour d’étude montrant la synthése naturelle de ces composé€s ; leur présence dans
I’environnement est donc uniquement d’origine anthropogénique.

Sabik et al. (2003) ont montré que 1’accumulation d’alkylphénols, dans les sédiments
situés en aval d’effluents municipaux dans le fleuve Saint Laurent, représentait une source
d’exposition importante pour les moules d’eau douce, Elliptio complanata, vivant dans ces eaux.
Des études ont démontré le potentiel toxicologique des alkylphénols en tant que perturbateur
endocrinien sur la faune, mais aussi sur I’homme (Safe 2000). Les alkylphénols peuvent se fixer
sur les récepteurs aux cestrogénes et entrainer la synthése de protéines comme la vitellogénine et

altérer le métabolisme stéroidien et la croissance testiculaire chez les males (Ying et al. 2002).

3.4.3 Le bisphénol A

Le bisphénol A appartient 4 la famille des diphénylalkanes et est utilisé dans la production
de résines époxy et de plastiques polycarbonates. Depuis les travaux de Dodds et Lawson (1938)
sur des rates ovarectomisées, le bisphénol A a été identifié comme un composé possédant une
action oestrogénique aussi élevée que le flutamide. Des travaux plus récents, portant sur les RA
chez I’humain, ont démontré que 1’action anti-androgene du bisphénol A était due a I’inhibition
de la dihydrotestostérone (Sohoni et Sumpter 1998). Depuis, de nombreuses études ont confirmé
ces effets sur les poissons males en utilisant diverses techniques in vivo et in vitro (Celius et al.
1999; Islinger et al. 1999; Arukwe et al. 2000; Van den Belt et al. 2003). Ces études ont par
ailleurs montré 1’interaction du bisphénol A avec les récepteurs aux cestrogénes (RO) et les

protéines de liaison aux stéroides (Tollefsen 2002; Tollefsen ef al. 2004).
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3.4.4 Les pesticides organochlorés

Il s’agit de composés principalement utilisés en agriculture afin d’éliminer les insectes
nuisibles. Ils présentent une trés grande variété de structures moléculaires. Etant donné leurs
effets négatifs sur la santé humaine et animale, les organochlorés ont été interdits aux Etats-Unis
dés le début des années 1970. Cependant, la stabilité de ces composés est telle, qu’on a constaté
une bioaccumulation dans les tissus de plusieurs especes. Un des composés les plus connus de
cette famille est le DDT et ses dérivés.

L’exposition de poissons a ces produits entraine une perturbation du systéme reproducteur.
Les cyclodiénes (comme le dieldrine, le toxaphéne et le chlordane) entrainent toute une gamme
d’effets nocifs chez diverses espéces de poissons comme une baisse de la concentration des
hormones stéroidiennes, une diminution de la fertilité, de la ponte et du taux de survie larvaire

(Gross et al. 2002).

3.4.5 Les effluents d’usines de pétes a papier

Depuis quelques décennies, les impacts des effluents des usines de pétes a papier sur les
poissons ont été largement étudiés. Un des effets majeurs observés est la perturbation de la
reproduction, due a des altérations de la sécrétion des hormones stéroides, du développement et
de la maturation des gonades, ainsi que des caractéres sexuels secondaires (Hewitt ez al. 2006;
Orrego et al. 2006; Orlando et al. 2007; Hewitt et al. 2008). Cependant, les composés
responsables de ces effets sont difficiles 4 identifier avec précision du fait que suivant les régions
d’études, les essences de bois varient, tout comme les traitements employés par les usines. Il en
résulte une grande disparité dans la composition des effluents. Malgré tout, les techniques de

traitement et de séparation des composés du bois, relarguent des résines, des acides gras, des
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stérols végétaux et des sucres. De plus, le traitement utilisé peut amener la présence de
chlorophénols et de guaicols dans les effluents. Lehtinen et al. (1999) ont observé que les
composés chlorés n’étaient pas les seuls agents actifs dans les perturbations engendrées sur la
reproduction des poissons. En effet, une analyse des composés chimiques des effluents de ces
usines a permis d’identifier des dérivés de nonylphénols, possédant des activités cestrogéniques
(Lee et Peart 1992), des acides gras, des résines et des stérols (MacLatchy et Van Der Kraak
1995; Lehtinen et al. 1999).

Les effluents des usines de pates a papier induisent une série de perturbations au niveau des
fonctions de I’hypophyse, diminuent la synthése d’hormones stéroidiennes, et modifient
Iapparition des caractéres sexuels secondaires. La variabilité de la composition de ces effluents

est grande, ce qui explique la multitude d’effets observés, qu’ils soient andro- ou oestrogéniques.

3.4.6 Les effluents municipaux

Les effluents provenant de stations de traitements des eaux usées peuvent induire des
perturbations cestrogéniques chez les males exposés et provoquer une synthése de VTG. Plusieurs
études ont ainsi noté une augmentation de la féminisation de ces méles (Jobling er al. 1998; Tyler
et al. 1998; Liney et al. 2005). Mais les réponses différent en fonction des espéces exposées aux
effluents contaminés. Liney et al, (2005) ont montré une féminisation permanente et dose-
dépendante des gonades de goujon lors d’une exposition a de jeunes stades de développement.
Cependant, ils ont aussi noté que les effets n’étaient plus permanents si I’exposition avait lieu au
stade adulte. Des analyses chimiques de ces effluents couplées a des études biologiques ont

identifié¢ plusieurs composés oestrogéniques naturels (E;) et synthétiques, utilisés principalement
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pour le contrdle de fertilité (éthinyloestradiol, EE,), des dérivés des alkylphénols, et des
plastiques (comume le bisphénol A).

Une étude réalisée par le laboratoire sur les effets de I’exposition de queues A tiche noire,
Notropis hudsonius, aux effluents municipaux a montré plusieurs effets chez les poissons exposés
(Aravindakshan er al. 2004). Ainsi, les individus présentaient une augmentation des niveaux
d’ARNm de vig hépatique et une baisse de la concentration et de la mobilité des spermatozoides.
De plus, les poissons exposés aux effluents présentaient un retard dans la spermatogenése par
rapport aux individus contrdles.

Les cestrogénes synthétiques sont certainement la source majeure de contamination
oestrogénique pour les poissons exposés aux effluents municipaux. Ces composés possédent un
trés fort pouvoir d’action, ce qui les rend actifs méme a de trés faibles concentrations. Purdom et
al. (1994) ont observé une induction de la VTG chez des males de truite arc-en-ciel exposés a des
doses d’EE; aussi faibles que 0,1 ng/l. Ces résultats laissent présager un impact régulier sur les
poissons lorsque les concentrations sont égales ou supérieures a celle de 1’étude. Chez le male,
EE; est un puissant antagoniste des récepteurs aux cestrogenes, et induit la synthése de protéines
spécifiques aux femelles comme la VTG et les zona radiata (Denslow et al. 2001; Islinger et al.
2003; Van den Belt ez al. 2003).

On observe aussi une masculinisation des femelles lors d’exposition au 17p-trenbolone
(Ankley er al. 2003) qui posséde une trés forte affinité pour les RA. L’exposition de femelles a ce
composé provoque une diminution de la synthése de VTG, entrainant une faible qualité des ceufs,
la production d’hormones males et parfois méme ’apparition de caractéres sexuels secondaires
méles. Les mécanismes d’action du trenbolone sur la synthése de la VTG ne sont pas encore
identifiés, mais plusieurs auteurs ont émis I’hypothése que la molécule agirait sur I’expression

des génes régulant la synthése des androgénes et des cestrogeénes.
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3.5 Les effets des effluents municipaux sur la spermatogenése des

poissons

Les effluents municipaux sont « une soupe » contentant des centaines de composés
différents. Dans le cas des effluents d’une grande agglomération, comme Montréal, on y retrouve
généralement la plupart des différentes familles de perturbateurs endocriniens.

Plusieurs effets des modulateurs endocriniens sur la spermatogenése des poissons ont été
observés. Etant donné les grandes variétés interspécifiques et la nature des modulateurs
endocriniens, on constate qu’un méme composé peut induire des effets opposés chez des especes
différentes (cf. Gregory et al. 2007).

Un des modulateurs endocriniens les plus étudiés est E;, et les xénoestrogénes dérivés. En
Grande-Bretagne, la féminisation de poissons méles et la présence d’intersexe ont été relides a
I’exposition de différentes espéces de poissons & des xénoestrogénes (Purdom ef al. 1994; Jobling
et al. 1998; 2002). Outre I’augmentation de la présence d’intersexe, les auteurs ont constaté a
chaque fois une augmentation des niveaux de VTG hépatique, ainsi qu’une diminution de la
croissance des testicules. De plus, la spermatogenese était fortement altérée chez les individus
présentant un fort taux d’intersexe, mais les auteurs ont observé qu’elle était retardée chez une
majorité d’individus (Jobling ef al. 2002).

Dans le cas d’une action directe d’E, sur la spermatogenese, la présence de RO a été
caractérisée dans les testicules de poissons ; plusieurs isoformes ont méme été identifides chez
différentes espéces (Andreassen ef al. 2003; Choi et Habibi 2003). De plus, le taux de er-alpha

testiculaire est augmenté en cas de traitement avec Ey, ce qui suggére alors qu’une exposition a
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des composés oestrogéniques peut provoquer une augmentation du niveau de RO dans le testicule
et donc augmenter sa sensibilité 4 ces composés.

Parmi la liste des composés présents dans les effluents municipaux, les alkyphénols sont
connus pour avoir une activité oestrogénique. Bien que Jobling et al. (1996) n’aient observé
aucun effet de I’exposition d’oestrogénes sur la spermatogenése de truites matures, les auteurs
ont démontré que les effets de ces produits sur la spermatogenese étaient dus a des expositions
doses et temps dépendants. On observe chez des males de Zoarces viviparus, exposés a de fortes
doses de E, durant 25 jours, une baisse significative de leur index gonado-somatique, ainsi que la
dégénérescence des lobules séminiféres dans les testicules (Christiansen et al. 1998). Gronen et
al. (1999) ont également observé 1’inhibition de la spermatogenése chez le medaka, Oryzias
latipes, lors d’une exposition de 21 jours a de I’octylphénol.

Le bisphénol A inhibe ou retarde la maturation des gonades chez le mené téte-de-boule,
Pimephales promelas exposé durant 71 ou 164 jours (Sohoni et al. 2001). Kinnberg et Toft
(2003) ont observé que le bisphénol A avait un effet dose-dépendant sur la quantité de
spermatocytes présents dans le testicule de Guppy, Poecilia reticulata adultes. En effet, lors
d’exposition 4 500 pg/l de bisphénol A, le nombre de spermatocytes était significativement
inférieur A celui des contréles. Les individus exposés aux plus fortes doses (5000 pg/l) avaient un
nombre encore plus réduit de spermatocytes que ceux exposés aux doses plus faibles et que les
individus contrdles.

Différentes études effectuées dans notre laboratoire ont montré que I’exposition de queues
a tache noire, Notropis hudsonius, 4 des effluents municipaux de la ville de Montréal, induisait
une diminution marquée de la concentration en spermatozoides et de leur mobilité, ainsi qu’une

augmentation de la présence d’intersexe (Aravindakshan et al. 2004). De plus, les individus
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exposés présentaient une hausse significative des niveaux de vitellogénine hépatique, indiquant

une exposition & des xénoestrogenes.
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HYPOTHESE DE RECHERCHE

Pour progresser normalement, la spermatogenese est un processus qui nécessite une
communication cellulaire efficace et les jonctions lacunaires jouent un réle essentiel dans un
systéme de communication intercellulaire rapide. Par ailleurs, le réle crucial de la Cx43 dans la
spermatogenese a d’ores et déja été mis en évidence chez les mammiferes. Cependant, si
certaines études indiquent la présence de Cxs dans le testicule de poisson, aucune donnée n’est
disponible concernant leur nombre, leur localisation et surtout leur régulation.

De nombreuses études ont montré que I’exposition 4 des effluents municipaux provoquait
des perturbations séveéres sur la spermatogenése des poissons. Cependant, aucune n’a montré si
ces perturbations étaient dues i des changements dans la communication intercellulaire. La
littérature chez les mammiféres montre clairement le role primordial de la Cx43 dans la
spermatogenése. De par sa localisation, au niveau des cellules de Sertoli et des cellules de
Leydig, cette Cx semble jouer un réle déterminant dans la maturation gonadique.

Mon hypothése de recherche était que les Cxs jouent un réle dans la régulation de la
spermatogenése chez I’omble de fontaine et que Iexpression et la localisation des différentes Cxs
peuvent donner des indices probants d’un tel réle.

L’objectif principal de la thése de doctorat était donc d’étudier le réle des connexines dans
la spermatogenése de I’omble de fontaine. Cing sous objectifs ont été ciblés : 1) identifier et
localiser des Cxs dans le testicule de salmonidés, en utilisant comme modéles 1’omble de fontaine
et la truite arc-en-ciel ; 2) étudier I’influence des effluents municipaux sur les niveaux de Cxs

chez I’omble de fontaine ; 3) établir les variations des Cxs durant la spermatogenése chez I’omble
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de fontaine, ainsi que celles de différents récepteurs hormonaux, afin de comprendre leur
régulation; 4) identifier des facteurs de régulation de la cx43 d’omble de fontaine.

Chacun des chapitres suivants présente les expériences relatives 4 1’un de ces sous-

objectifs,
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DEUXIEME PARTIE, SECTION 1: THE EXPRESSION OF
MULTIPLE CONNEXINS THROUGHOUT SPERMATOGENESIS
IN THE RAINBOW TROUT TESTIS SUGGESTS A ROLE FOR

COMPLEX INTERCELLULAR COMMUNICATION.

Benjamin de Montgolfier, Julie Dufresne, Myriam Letourneau, James J. Nagler, Alain Fournier,
Céline Audet, and Daniel G. Cyr

Publié dans Biology of Reproduction 2007; 76: 2-8.

1.1 Résumé frangais de I'article

Plusieurs espéces de poissons, dont la truite arc-en-ciel, possédent une reproduction
saisonniére. La spermatogenése chez cette espéce est un processus synchrone, oii toutes les
cellules germinales se trouvent au méme stade de développement & un temps donné. Pour cette
raison, la truite arc-en-ciel constitue un modéle d’étude particuliérement intéressant pour mieux
comprendre la spermatogenése. Les jonctions lacunaires forment des canaux intercellulaires qui
permettent le passage bi-directionnel de petites molécules, de messagers secondaires et d’ions
dont la taille est inférieure 4 1 KDa. Ces structures sont composées de connexons qui résultent de
I’oligomérisation de protéines transmembranaires appelées connexines. Les objectifs de cette
étude étaient d’identifier et de localiser différentes connexines dans le testicule de truite arc-en-
ciel, et d’observer si leur expression était reliée a un stade du développement gonadique en
particulier. Des truites arc-en-ciel males ont été sacrifides a chaque stade de maturation, ’ARN

total a été extrait pour chaque individu, et un testicule a &té fixé puis conservé dans de 1’éthanol
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70% pour les études histologiques. Des RT-PCR ont été réalisés en utilisant deux paires
d’amorces dégénérées, correspondant aux deux familles de connexines a et B. Plusieurs produits
de PCR ont été observés, indiquant la présence de plusieurs connexines dans le testicule de truite.
Ces produits ont ensuite été purifiés et séquencés. Des comparaisons avec des séquences d’autres
connexines chez les mammiféres ont permis de montrer que les produits correspondaient aux
Cx43, Cx43.4, Cx30 et Cx31. Les analyses immunohistochimiques ont permis de localiser
spécifiquement chaque connexine. La Cx43 était présente 4 la membrane des cellules de Sertoli.
La Cx43.4 était localisée au niveau des spermatogonies, et des spermatocytes de premier et de
second ordre. La Cx30 est présente au niveau des cellules de Leydig, alors que la Cx31 se trouve
dans D’épithélium des vaisseaux sanguins. L’expression de chaque connexine varie durant la
spermatogenése, suggérant que chaque protéine est spécifiquement régulée durant la maturation.
L’ensemble de ces résultats montre la présence d’un réseau de communication complexe dans le
testicule de truite arc-en-ciel, impliquant plusieurs types de canaux différents et une régulation

spécifique.

1.2 Contribution de I’'étudiant

L’identification et le séquencage des 4 ADNc des Cxs ont été réalisés par Julie Dufresne.
La synthése de peptides pour la création d’anticorps dirigés contre Cx30 et Cx31 a été réalisée
par Myriam Létourneau, du laboratoire du Pr Alain Foumnier. La reprise de 1’expérience
d’identification des Cxs durant les différents stades de spermatogenése, ainsi que 1’identification
et la localisation des Cxs, par inmunobuvardages de type Western et immunohistochimie, ont été

réalisées par 1’étudiant. La premiére version du manuscrit de I’article a été dcrite par I’étudiant.
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De plus, I’étudiant a participé a la version finale du manuscrit en apportant les corrections

nécessaires et en participant au choix du journal.
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ABSTRACT

Certain fish, such as rainbow trout (Oncorhynchus mykiss), are seasonal breeders.
Spermatogenesis in rainbow trout is synchronous; therefore at any time point during this process,
germ cells are predominantly at the same stage of development. As such, rainbow trout represent
an excellent model in which to study spermatogenesis. Gap junctions are composed of connexons
which are themselves formed by six transmembrane proteins termed connexins (Cxs). The
objectives of this study were to assess which Cxs are expressed in the rainbow trout testis, and if
their expression was stage specific during gonadal maturation. Rainbow trout were killed at
various stages of maturation, and total cellular RNA was isolated from the testes. RT-PCR using
degenerate primers recognizing all vertebrate Cxs indicates that there are several different Cxs in
trout testes. Amplicons were cloned and sequenced. Similarity comparisons indicate that these
were ¢x43, cx43.4, cx31 and cx30. Immunolocalization of these Cxs indicate that Cx43 was
localized primarily to Sertoli cells, while Cx43.4 was localized along the lateral plasma
membranes between adjacent spermatocytes. Cx30 was localized to the interstitial Leydig cells
and Cx31 was localized primarily to the endothelium of interstitial blood vessels. The expression
of each Cx varied as a function of the stage of spermatogenesis, suggesting that the expression of
these proteins is highly regulated. Together, these results indicate that intercellular
communication in the testis is complex, involves several different Cxs, and is a highly regulated

process.
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INTRODUCTION

Spermatogenesis requires highly coordinated cellular interactions and communication
between differentiating germ cells and Sertoli cells. Gap junctions are responsible for mediating
direct intercellular communication between neighboring cells [1]. These Jjunctions are comprised
of integral transmembrane proteins termed connexins (Cxs) which form a connexon. Connexons
from adjacent cells align with each other to form intercellular pores that will permit the exchange
of small molecules, including secondary messengers, between cells [1-3]. Gap junctions were
first described in the mammalian testis by Dym and Fawcett [4], who showed by electron
microscopy that gap junctions were present between adjacent Sertoli cells. Risley et al. [5] first
reported the presence of Cx43 (also known as Gjal) in gap junctions between Sertoli cells of the
seminiferous tubules, as well as between the Leydig cells of the interstitium. It has been reported
that there are at least 12 different Cxs expressed in the mammalian testis, suggesting the presence
of selective communication between the different cell types of the testis [6]. Gap junctional
communication is essential for spermatogenesis, as testes from Cx43 knockout mice display
arrested spermatogenesis [7].

The expression and cellular localization of Cxs has been shown to be regulated by several
hormones including testosterone [8], thyroid hormones [9], and retinoids [10]. These hormones
have also been shown to influence testicular functions and maturation in mammals [11-13].
While we are only now beginning to understand the role and regulation of Cxs in the mammalian
testis, there is little information on the comparative aspect of gap junctional communication in
other vertebrate groups, and whether or not these may represent useful animal models to assess
the role of gap junctions in male fertility.

In salmonid fish, spermatogenesis occurs in testicular cysts referred to as spermatocysts.

Spermatocysts contain both a Sertoli cell and spermatogonia, which are themselves derived by
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mitotic division of a single spermatogonium [14]. Salmonids are seasonal breeders and gonadal
maturation involves differentiation and maturation of a pool of germ cells every year [15].
Spermatogenesis occurs in a synchronous pattern, and thus, the germ cells of the testis are all at
the same stage of development. As such, this represents an ideal model in which to study the
regulation of stage-dependent processes, such as intercellular communication, which occur
during spermatogenesis.

Ultrastructural studies have demonstrated the presence of gap junctions between adjacent
Sertoli cells and between germ cells and Sertoli cells of teleost fish [16-18]. Batlouni et al. [16]
first reported the presence of Cx32 in the catfish (Pseudoplatystoma fasciatum) testis. Using
immunogold labeling they were able to demonstrate that Cx32 was present in both germ cells and
Sertoli cells, suggesting a role for this Cx in testicular gap junctions. Given the complexity of
intercellular communication in the mammalian testis, and the large number of Cxs that are
implicated in modulating this communication, it appears likely that there are several other Cxs
expressed in the fish testis which may modulate various testicular functions.

The objectives of this study were to assess, by RT-PCR and Western blots, which Cxs are
expressed in the rainbow trout (Oncorhynchus mykiss) testis, to determine, using
immunocytochemistry whether the expression of these Cxs varies as a function of

spermatogenesis, and to identify which cell types of the testis expressed which Cx.
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MATERIAL AND METHODS
Rainbow trout

Male rainbow trout (O. mykiss, House Creek strain) were sampled from a population
maintained at the University of Idaho’s Aquaculture Experiment Station in Hagerman, Idaho. The
fish were held in an outdoor raceway under ambient conditions of light and temperature. Ten
males at each stage of spermatogenesis (total of 60 fish) were anesthetized (Finquel; Argent,
Redmond, WA) and humanely killed, according to a protocol approved by the University of
Idaho Animal Care and Use Committee, on five separate occasions between August 1999 and
May 2000. The testes were removed from these fish and samples either frozen in liquid and
stored at —~80°C, or immersion-fixed in Histochoice (Amresco, Solon, OH). These samples were
used to provide the six different stages of spermatogenesis found in the rainbow trout [19]. Stages
of maturation were defined as follows: Stage 1, testes contained numerous spermatogonia. Stage
2, the testicular cysts are increased in size, spermatogonia and spermatocytes are present; Stage 3,
the testis contains spermatogonia, spermatocytes and spermatids; Stage 4, presence of
spermatozoa. Stage 3, start of spermiation, tubules are filled with spermatozoa; Stage 6, the testis

is in regression, the structure of testicular cysts is disorganized, and vacuoles are present.

Identification of testicular Cxs

To identify testicular Cxs, a RT-PCR strategy was employed using two pairs of
degenerate oligonucleotide primers (FIR1 and F2R2; Table 1). The primers were designed
according to highly conserved regions of the amino-terminal cytoplasmic domain and the two
extracellular loops of the mammalian Cx multigene family [20]. We have previously used this

approach to identify epididymal Cxs [21].
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Table 1: DNA sequence of RT-PCR primers used to identify different Cxs present in the rainbow
trout testis".

PRIMERS SEQUENCES
F1 ATGGGTGACTGGAGYKYCYTRG
R1 ACCACCARCATRAAGAYRATGAAG
F2 GGCTGYRASAAYGTCTGCTAYG
R2 GCCKGGARAYRAARCAGTCCAC
*RT-PCR conditions are described in the Materials and Methods,




79

Testes were staged histologically and total RNA was isolated from rainbow trout testes at
six different stages of spermatogenesis using Absolutely RNA® Miniprep Kit (Stratagene, La
Jolla, CA, USA). The isolated RNA was treated with DNase (1 U/ug of RNA; deoxyribonuclease
I, amplification grade; Canadian Life Technologies, Burlington, ON, Canada) to remove any
contaminating genomic DNA. The resulting RNA was reverse transcribed using oligo d(T) 16-18
primers (Amersham Pharmacia Biotech, Baie D’Urfe, QC, Canada) and M-MLV reverse
transcriptase (Canadian Life Technologies) according to the suppliers’ instructions. The resulting
cDNA templates (250 ng) were amplified using two different primer combinations FI1R1 and
F2R2 (Table 1). Amplification by PCR was done using 30 cycles of denaturation at 94°C for 30
sec, annealing at 60°C for 60 sec, and elongating at 72°C for 90 sec. A final extension at 72°C for
15 min was done to create 3’ A-overhangs. The F1IR1 and F2R2 RT-PCR products were separated
on a 1.5% agarose gel and visualized by ethidium bromide staining. The RT-PCR products were
extracted from the gel (QIAEX II Gel Extraction Kit; Qiagen, Mississauga, ON, Canada), cloned,
and sequenced using an automated sequencer (Sheldon Biotechnology Center, Montreal, QC,
Canada). The sequence of the resulting RT-PCR products were compared to other known Cxs
using BLAST similarity comparisons (GenBank, National Center for Biotechnology Information,
Bethesda, MD). Experiments were repeated once on rainbow trout as well as in brook trout

(Salvelinus fontinalis) testes (data not shown).

Cx Antisera
Based on the nucleotide sequences of trout testicular Cxs, we assessed the similarity of
these sequences with other vertebrates using the JellyFish software (LabVelocity Inc., Los

Angeles, CA; Table 2). The nucleotide sequences of the Cxs were converted to their amino acid
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Table 2: Similarity of rainbow trout Cx sequences with other vertebrate species.

Trout Cxs  Homology % Cxs and Species similarity
19.40 GJB6 Mouse
Cx30 15.9 Cx30 Takifugu
Cx31 25.0 GJB3 Mouse
204 Cx43 Zebrafish
Cx43 33.2 GJA1 Rat
35.7 Cx43 Carp

Cx43.4 98.6 Cx43.4 Zebrafish
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sequences. Based on these sequences, we compared peptide sequences used by commercial
companies to generate antisera against mammalian Cxs, and identified those antisera developed
against peptides whose sequence was also found in the trout Cx. Using this approach, two
antisera were identified as being likely to recognize trout Cxs: Cx43 and Cx43.4. For trout Cx43,
an anti-Cx43 (Cx43 H-150, Santa Cruz Biotechnology, Inc., Santa Cruz, CA) was used. Trout
Cx43.4 has a high degree of similarity with zebra fish Cx43.4. It had been reported that anti-
human CX45 antisera (also known as GJA7) generated against a conserved region of the N-
terminal of the protein could recognize zebra fish Cx43.4 (Cx45 N-19, Santa Cruz
Biotechnology). Because there were no existing antisera against peptides or proteins whose
sequences shared similarity with trout Cx30 and Cx31, we generated custom-made peptides and

antisera against these Cxs.

Synthesis of Cx30 and Cx31 Antisera

For both Cx30 and Cx31, the hydropathicity of the predicted amino acid sequences was
assessed using the method of Kyte and Doolittle [22], to identify extracellular and intracellular
regions of each Cx. Two peptides were synthesized corresponding to different extracellular
regions of Cx30 (amino acids from 62 to 76) and Cx31 (amino acids from 62 to 85) (Table 3).
Peptides Cx30 (62-76) and Cx31 (62-85) were synthesized using a solid-phase procedure based
on fluorenylmethyloxycarbonyl (Fmoc) chemistry, with a Rink-AM-amide resin (Chem-Impex
International, Wood Dale, IL) as the solid support. N-a-Fmoc protected amino acids (Matrix
Innovation Inc., QC, Canada) were introduced into the peptide chain following a benzotriazol-1-
yl-oxy-tris(dimethylamino)-phosphonium hexafluorophosphate coupling strategy, and each
coupling reaction was monitored through a ninhydrin test. Most coupling reactions were

completed within 1h but, when required, the coupling step was repeated.



82

Table 3: Peptide sequences used for the synthesis of antibodies against Cx30 and Cx31.

CONNEXIN
FRAGMENT

Cx30

SEQUENCES

Val-Cys-Tyr-Asp-His-Phe-Phe-Pro-Val-Ser-His-Thr-Arg-Leu-Trp
Cys
Val-Cys-Tyr-Asp-Ser-lle-Phe-Pro-Ile-Ser-His-Ile-Arg-Leu-Trp-
Ala-Leu-Gin-Leu-Ile-Phe-Val-Thr-Cys

Cx31
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Cleavage from the resin to obtain crude peptides was achieved with a mixture of
trifluoroacetic acid (TFA)/ ethanedithiol/ triisopropylsilane/ water (92.5:2.5:2.5:2.5; 20 ml/g).
After TFA evaporation, peptides were precipitated using diethylether.

Disulfide bond formation for the Cx peptides was performed with air oxidation, by
leaving the crude peptide solutions at 4°C overnight. Cyclic crude peptides were then purified by
RP-HPLC following two different methods, since Cx30 (62-76) and Cx31 (62-85) had distinct
solubility properties. Cx30 (62-76) was dissolved in 15% acetonitrile (ACN)/H,O and 0.06%TFA
before being injected onto a Flanged MODCOL column (25 X 3.5 cm) packed with Jupiter Cyg
resin (15 pm, 300 A; Phenomenex, Torrance, CA). The purification step was carried out using a
Waters Prep 590 pump system connected to a Waters model 441 absorbance detector. The flow
rate was maintained at 20 ml/min and the detection at 229 nm. The peptide was eluted from the
column with a solvent gradient from 15% to 55% ACN/ H,0 and 0.06%TFA. in 2h.

Cx31 (62-85) was dissolved in 20% isopropanol/H,O containing 1M urea before being
injected onto the same column and system used for Cx30 (62-76). The flow rate was maintained
at 8 ml/min for this purification. A gradient from 20 to 80% isopropanol/H,O over 2h was used to
obtain a purified Cx31 (62-85) peptide. The purity of the collected fractions was evaluated using
analytical RP-HPLC, and the product was characterized by matrix-assisted laser desorption-
ionization time-of-flight mass spectrometry (Voyager DE; Applied Biosystems, Foster City, CA).

Homogeneous fractions corresponding to the desired peptides were pooled and
lyophilized. The purified peptides were linked to the keyhole limpet hemocyanin protein and
used to generate rabbit polyclonal antisera (PolyQuik method; Zymed Laboratories, San

Francisco, CA). Two antisera were produced against each Cx-specific peptide.
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Western Blotting

The specificity of both the commercial antisera as well as the trout-specific antisera was
assessed by Western blot analyses. A membrane-enriched protein fraction was extracted from
mature rainbow trout testis. Tissues were ground with a mortar and pestle in liquid nitrogen and
homogenized in buffer (7 mM Tris-HCI, pH 6.8, 0.04 mM CaCl,, 2 pg/ml leupeptin, 2 pg/ml
aproptonin, 100 pg/ml PMSF, 1 pg/ml pepstatin, 2 pg/ml antipain) using a motor-driven pestle.
Samples were centrifuged at 2 200 x g for 30 min at 4°C, and the supernatant was then removed
and centrifuged at 30 000 x g for 30 min at 4°C. The resulting protein pellet was resuspended in
homogenization buffer and the protein concentration determined using the Bio-Rad protein assay
(Bio-Rad Laboratories). Samples were stored at -86°C until electrophoresis. Samples were heated
at 95°C for 2 min and resolved in Laemmli buffer on a 12.5% SDS polyacrylamide gel. Separated
proteins were transferred onto a nitrocellulose membrane (Bio-Rad Laboratories) at 100 V for 90
min at 4°C. The resulting blots containing the proteins were stained with Ponceau red S to
evaluate the transfer efficiency. The blots were then rinsed and blocked overnight at 4°C in Tris-
buffered saline-Tween (TBST) buffer (20 mM Tris-HCI, 500 mM NaCl, and 0.05% Tween 20,
pH 7.5) containing 5% non-fat powdered milk. Membranes were incubated with the
corresponding anti-Cx antisera (anti-Cx43 [800 ng/ml], anti-Cx43.4 [800 ng/ml], anti-Cx30 [1
pl/ml], and anti-Cx31 [1.33 ul/ml]) in TBST buffer for 75 min at room temperature. The blots
were washed four times for 15 min in TBST at room temperature and subsequently incubated for
60 min with an appropriate alkaline phosphatase-conjugated anti-rabbit (Cx30, Cx31, Cx43) or
anti-goat (Cx43.4) secondary antibody (400 ng/ml; Santa Cruz Biotechnology) in TBST
containing 5% non-fat milk, and subsequently washed as described above. Complexed antibodies
were revealed using the Bio-Rad blotting detection kit (Bio-Rad Laboratories). Western blots

were repeated twice (n = 3) on separate individuals.
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Immunolocalization of the Different Cxs

Small pieces (0.5 cm?) of the middle portion of one testis were fixed in Histochoice MB
(Amresco, Solon, OH). After 2 weeks of fixation at 4°C, the tissues were stored in 70% ethanol
at room temperature. Tissues were subsequently dehydrated with graded ethanols and embedded
in paraffin. Tissues sections (4 pm) were mounted onto glass slides coated with poly-L-lysine for
immunohistochemistry. Testes from four different fish (n = 4) at each stage of spermatogenesis
were used for immunolocalization of each Cx. Tissue sections were deparaffinized in HistoClear
(Fisher Scientific, Ottawa, ON, Canada) and rehydrated by immersion in a series of graded
ethanols. Immunocytochemistry was done using the DAKO Catalyzed Signal Amplification
System (DAKO, Carpenteria, CA) according to the manufacturer’s instructions. Tissue sections
were incubated at 37°C with each of the anti-Cx antisera: anti-Cx43 (800 ng/ml for 60 min), anti-
Cx43.4 (800 ng/ml for 90 min), anti-Cx30 (1 pul/ml for 90 min), and anti-Cx31 (1.33 pl/ml for 60
min). Antibody binding to each Cx was detected using either anti-rabbit or anti-goat horseradish
peroxidase-conjugated secondary antiserum according to the manufacturer’s instructions.
Sections were counter stained with methylene blue. Tissue sections incubated with normal rabbit

serum were used as a negative control.

RESULTS
Identification of Testicular Cxs

Amplification of testicular mRNA by RT-PCR with the FIRI primers yielded a single
amplicon of 649 bp (Fig. 1a). Sequencing of this cDNA, followed by BLAST search in Genbank,
confirmed that the amplified product was cx43. cx43 mRNA was expressed at all stages of

spermatogenesis (Fig. 1a).
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<=cx43.4

F2

Figure 1: RT-PCR amplification of cx mRNAs from rainbow trout testes at different stages of
spermatogenesis (stages 1 to 6). Degenerate primers were used to amplify trout Cxs. The F1R1
primer set amplified a single product of 649 bp (a) which was sequenced and identified as cx43.
The F2R2 primers amplified three products of 506, 398, and 357 bp (b) which were identified as
cx43.4, cx30 and cx31. M, DNA ladder.
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In contrast, amplification with the F2R2 primers resulted in the amplification of three
different amplicons of 506, 398, and 357 bp (Fig. 1b). Sequencing results indicated that these
cDNAs were cx43.4, cx30, and cx31. Unlike cx43, not all of these amplified Cxs were expressed
throughout spermatogenesis. cx43.4 was expressed only in stages 1 and 2 of spermatogenesis
while cx30 was present at all stages of spermatogenesis. Finally, cx3/ was present in stages 1-5,
and was undetectable at stage 6. Data was reproducible and similar to results observed in brook

trout testis (data not shown) suggesting that this may be consistent between salmonids.

Cx Antisera

Western blot analyses were done to assess the specificity of the antisera for rainbow trout
Cxs. Anti-Cx43 antisera recognized a single protein band of 43 kDa from the rainbow trout testis
(Fig. 2). Rat epididymis was used as a positive control for Cx43 and negative controls in which
there was no primary antiserum, did not shown any specific protein bands of this molecular
weight. The Cx43.4 antisera recognized a single 44 kDa protein (Fig. 2). Rat brain was used as
positive control for Cx43.4. Antisera generated from synthesized peptides for Cx30 and Cx31
also recognized a single protein of the appropriate molecular weight (30 and 31 kDa respectively;
Fig. 2). Incubation of protein blots with preimmune serum did not reveal any bands

corresponding to these molecular weights.

Immunolocalization of Testicular Cxs

We observed a unique immunostaining pattern for each Cx through immunolocalization of
rainbow trout Cxs, suggesting that each Cx is involved in cell-specific intercellular
communication. Cx43 was localized in linear arrays at the periphery of the Sertoli cell plasma

membranes (Fig. 3A) in rainbow trout testis. No immunostaining was observed in either Leydig
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Figure 2: Western blot analysis of Cx43, Cx43.4, Cx31, and Cx30 in the trout testis. Cx43 was
identified using a commercial antisera against a peptide synthesized according to the sequence of
the murine Cx43. Rat epididymis (RE) was used as positive control. Cx43.4 was identified using
a commercial antisera against a peptide synthesized according to the sequence of the human
CX45 and which is present in trout Cx43.4. Rat brain (RB) was used as positive control. Both
Cx30 and Cx31 antisera were raised against specific trout Cx peptides.
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Figure 3: Immunolocalization of Cx43 and Cx43.4 in rainbow trout testes. Cx43 was localized
between Sertoli cells at every stage of spermatogenesis (stage 3 testis [A]; stage 1 testis [B]; and
stage 3 [C]), and also between spermatocytes in stage 6 (D). Cx43.4 is expressed between
spermatogonia and between pachytene spermatocytes (Type II) (stage 2 [E]). Cx43.4 is expressed
only in stage 1 (F) and 2 (G); it is not detected in testes of stages 3(H) to 6 (not shown). Arrows
indicate specific immunostaining; Sg= Spermatogonia; Sc I= Preleptotene Spermatocytes (type
I); Sc II=: Pachytene Spermatocyte (type II); Sd= Spermatid; Sz= Spermatozoa. Original
magnification x400 (B-D, F, G) and x1000 (A, E).
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cells or other cells of the interstitium (Fig 3 A-C). A weak immunoreaction was also observed
between developing spermatocytes at stages 1 and 2 of spermatogenesis (Fig 3B). The
immunolocalization of Cx43 was not altered as a function of the stage of spermatogenesis
between stages 1 and 5, although the immunoreaction appeared to be less intense in testes of
stage 1 (Stages 1 and 3 are shown in Fig. 3 B and C). The localization of Cx43 appeared to
change somewhat at stage 6 of spermatogenesis, where a more cytoplasmic reaction was
observed (Fig. 3D). This suggests that there may be a loss of Cx43 gap junctional coupling at this
stage of spermatogenesis.

Cx43.4 was localized between spermatogonia, type I spermatocytes, and type II
Spermatocytes at stages 1 and 2 of spermatogenesis (Fig. 3 E-G). The immunoreaction was
particularly intense along the plasma membrane of type 11 spermatocytes in stage 2 testes. Cx43.4
was not detectable by immunocytochemistry at any other stage of spermatogenesis (Fig. 3H).

Cx30 was localized between interstitial Leydig cells of the testis. Cx30 immunoreaction
appeared as an intense reaction between Leydig cells (Fig. 4A, 1000x). There was no
immunostaining within the spermatocysts. While Cx30 immunostaining did not vary dramatically
between stages 1 and 5, the immunoreaction appeared to be more intense at stages 1 and 3 of
spermatogenesis (Fig. 4 B and C). In stage 6 testes, the localization of Cx30 varied, and appeared
be localized along the base of the spermatocysts (Fig. 4D, 400x).

Cx31 was localized to the spermatocytes, as well as to the endothelium of interstitial
blood vessels (Fig. 4E). Cx31 immunoreaction appeared more intense at stage 1 as compared to
stages 2-5 of spermatogenesis (Fig. 4 F and G). At stage 6 of spermatogenesis, Cx31 was
localized to the base of the spermatocysts (Fig. 4H), as well as between spermatogonia and

spermatocytes.



Cx31

Figure 4: Immunolocalization of Cx30 and Cx31 in rainbow trout testes. Cx30 was localized
between Leydig cells (stage 3 [A]). Cx30 is expressed at every stage of spermatogenesis between
Leydig cells (stage 1 [B] and stage 3 [C]), and also between spermatocytes and Sertoli cells in
testes at stage 6 of spermatogenesis (D). Cx31 is expressed between endothelium of blood vessels
(stage 5 [E]). The localization of Cx31 does not change during spermatogenesis. Testes of stages
1 (F), 3 (G), and 6 (H) are shown. Sg= Spermatogonia; Sc I= Preleptotene Spermatocytes ; Sc II=
Pachatene Spermatocytes II; Sd= Spermatid; Sz= Spermatozoa; B= blood vessel; L= Leydig cell.
Original magnification x400 (B-D and F-H) and x1000 (A, E).
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DISCUSSION

Gap junctional intercellular communication in the testis has been shown to be essential for
testicular development and spermatogenesis in mammals [7, 23-25]. In mammals, there are at
least 12 different Cxs that are expressed in the testis and that appear to mediate complex
intercellular communications implicated in testicular functions [26]. There is little information on
the presence of Cxs in the testis of other vertebrates. In the present study, we have shown that
there are at least four different Cxs that are expressed in the salmonid testis: cx43, cx43.4, ¢cx30,
and cx31. Other studies have reported that cx48.5 transcripts are expressed in the testis of adult
zebra fish [27]. Thus, these results indicate that, as in mammals, adult fish testis express a variety
of Cxs. This suggests that there may be different signals that are exchanged between different cell
types of the salmonid testis.

Our observations indicate that Cx43 expressed throughout spermatogenesis and was
localized in Sertoli cells. Marina et al. [18] reported that the Sertoli cells of the spotted ray are
coupled by gap junctions. Our results suggest that these gap junctions are likely composed of
Cx43. Previously, cx43 has been identified in the rodent testis, and its absence results in arrested
spermatogenesis in the mouse; it has also been linked to infertility in humans [10, 28, 29].
Decrouy et al. [30], using in situ hybridization, reported that, in the rat, cx43 participates in the
coupling of neighboring Sertoli cells. Plum et al. [31] have demonstrated that substitution of cx43
by ¢x32 (also known as Gjbl) or cx40 (also known as Gja5) induces altered spermatogenesis,
suggesting not only that cx43 is essential for the control of spermatogenesis, but that there are gap
junctions composed of different Cxs that allow different messages to be exchanged between cells.
It has been suggested that homologous communication between adjacent Sertoli cells provides a

mechanism whereby these cells could synchronize gonadal maturation [30, 32]. Based on the



93

cellular distribution of Cx43 within the testis, it would appear that the role of cx43 in the testis is
highly conserved in evolution, and likely plays a similar role in fish as it does in mammals.
Recent studies have indicated that the expression of Cxs varies with different stages of
spermatogenesis in the mouse [33]. Using cDNA arrays, it was observed that mRNA levels for
¢x26 (also known as Gjb2) and cx40 (also known as Gja5) increase as spermatogonia pass from
type A to type B, and that cx26 mRNA decreases when type B spermatogonia develop into
preleptotene spermatocytes. We have also observed that the expression of Cx transcripts varies as
a function of spermatogenesis. In this case, cx43.4 was expressed only in stages 1 and 2 of
spermatogenesis. Immunolocalization of Cx43.4 indicates the presence of a weak
immunoreaction in spermatogonia and a more pronounced immunostaining reaction in
spermatocytes. Based on the histology of the cells, we could identify two main populations of
spermatocytes in stage 1 and 2 testes of the trout: preleptotene (type I) and pachytene (type II)
spermatocytes. Our results indicate that Cx43.4 is expressed exclusively in type II spermatocytes.
Cx43.4 was not observed at other stages of spermatogenesis. This is consistent with RT-PCR data
that indicate that cx43.4 is expressed only in stages 1 and 2 of spermatogenesis. cx43.4 is an
ortholog of the human and avian Cx45, and has also been identified in the zebra fish [34]. In
zebra fish, cx43.4 is expressed during gastrulation with the first definitive assignments of axial
cell fate, and during tail formation. cx43.4 was not expressed in the most posterior region of the
embryonic shield or in the overlying primary ectoderm during the late stages of gastrulation [34].
In the mouse, Cx45 has also been identified in the testis [23, 35]. Mok et al. [36] have also
reported that Cx3/ (also known as Gjb3) is expressed in spermatogonia and primary
spermatocytes of the rat testes, using both in situ hybridization and immunohistochemistry. These
results suggest that, in rainbow trout, Cx43.4 may play a similar role to that of Cx31 in the

mammalian testis. The specific spatial and temporal expression of Cx43.4 in germ cells suggest



94

that Cx43.4 function is tightly regulated and required during a restricted window of cellular
differentiation at early stages of spermatogenesis.

In our experiments, we observed that Cx30 was localized between Leydig cells of the
testis. Cx30 expression appeared to increase between stages 1 and 2 of spermatogenesis, which is
consistent with the notion that gap junctional communication is involved in the control of
androgen secretion [18, 37, 38]. This observation is consistent with RT-PCR data, which suggest
an increase in cx30 mRNA levels between stages 1 and 2. Whether or not cx30 is androgen-
dependant, or if it is regulated by hypophyseal factors implicated in steroidogenesis, remains to
be determined. In rodents, it has been shown that Cx43 is present between Leydig cells of the
testis [5, 8, 39]. Whether or not cx30 in rainbow trout has a homologous function also remains to
be established. Mammalian studies have shown that Cx30 (also known as Gjb6) is distributed in
different tissues such as the brain, uterus, testis, and kidney [40, 41]. While Dahl et al. [40] have
detected Cx30 in the mouse testis by Northern blot analyses, they did not localize it to a particular
cell type. It is, therefore, not possible at the moment to establish whether or not cx30 has a
cellular distribution in the mammalian testis similar to that in the trout.

Cx31 was expressed at low levels throughout spermatogenesis at the mRNA level and
protein level where it was localized to the endothelial cells of the capillary in the interstitium of
the testis, as well as between spermatogonia and spermatocytes. While Cx31 has never been
identified in teleosts, its localization in the testis appears to resemble that of Cx37 (also known as
GJA4), which is localized primarily to endothelial cells [36, 42]. It has been reported in the
literature that Cx3/ is one of the earliest Cxs to be expressed in murine development, and is
present as early as the morula stage and throughout the blastocyst [40]. The presence of Cx3/
mRNA transcripts in the testis were first reported by Hennemann et al. [35]. As stated above,

Mok et al. [36] identified Cx31 in the spermatogonia and early spermatocytes. Clearly, however,
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rainbow trout Cx31 has a different cellular distribution pattern in the testis than mammalian
Cx31, indicating different functions for Cx31 gap junctions in rainbow trout.

The expression and localization of Cxs at stage 6 of spermatogenesis is complex. At the
end of the reproductive cycle, it has been demonstrated that testis which have just finished
spermatogenesis show the presence of certain cells that have already begun a new cycle of
spermatogenesis [15]. At this stage, the lobules shrink and the Sertoli cells retract their processes,
resulting in a more pronounced lobular membrane. Dziewulska and Domagala [15] have also
observed the presence of large vacuoles in different species of salmonids at this stage. The
vacuoles can remain in the Sertoli cells for a long time after the end of the reproduction cycle.
The appearance of these vacuoles and Sertoli cells’ retraction may explain the diffuse localization
of Cx43 at stage 6. Certainly, it would appear that these cells are not forming specific gap
junctions between Sertoli cells at this stage, since the Cx43 localization is cytoplasmic, as
opposed to being localized on the plasma membranes where gap junctions are normally observed.
Similarly, Leydig cells are also altered at the end of spermatogenesis, as determined by both the
cytoplasmic and mitochondrial structures of the cells [43]. These changes are associated with a
decrease in circulating sex steroids [44]. Furthermore, as steroid levels decrease at the end of the
cycle, Leydig cells degenerate [43]. This phenomenon could explain the altered Cx30 localization
in stage 6, where we observed the presence of Cx43 around Sertoli cells, spermatogonia, and
some spermatocytes.

Together, the data from this study indicate that intercellular communication in the
rainbow trout testis is complex and involves gap junctions comprised of different Cxs.
Interestingly, each Cx is localized to different cell types of the testis, suggesting that different
types of messages are likely exchanged between different cell types of the testis, and that these

change as a function of the stage of spermatogenesis. While we have identified four testicular
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Cxs, it is likely that there are other Cxs in the rainbow trout testis that may be implicated in
communication between more mature spermatogenic cells. Nevertheless, this study shows that
the localization of testicular Cxs in rainbow trout share many similarities with those of
mammalian testis, thereby confirming the importance of this intercellular communication in the
progression of spermatogenesis. Further studies on the endocrine regulation of these Cxs will
allow a better understanding of the physiological role of these proteins in spermatogenesis and

testicular development in fish.
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DEUXIEME PARTIE, SECTION 2 : INFLUENCE OF MUNICIPAL
EFFLUENTS ON THE EXPRESSION OF CONNEXINS IN THE

BROOK TROUT (Salvelinus fontinalis) TESTIS.

Benjamin de Montgolfier, Michel Fournier, Céline Audet, David Marcogliese, et Daniel G. Cyr

Publié dans Aquatic Toxicology 2008; 86 : 38-48.

2.1 Résumé francais de I’article

Les jonctions lacunaires sont composées de connexons, formés de protéines
transmembranaires appelées connexines. Chez les mammiféres, la communication intercellulaire
via les jonctions lacunaires est essentielle au déroulement de la spermatogenése. Des études
précédentes de notre laboratoire ont montré que les effluents municipaux pouvaient modifier la
spermatogenése chez les queues & tiche noire (Notropis hudsonius). Le but de la présente étude
était de déterminer si les effluents municipaux altéraient 1’expression des connexines dans les
testicules de ’omble de fontaine (Salvelinus fontinalis). Les poissons ont été exposés durant
quatre et douze semaines a différentes concentrations d’effluents (0, 1, 10, et 20%). Les taux de
vitellogénine hépatique n’ont pas montré de variations significatives entre les différents groupes
aprés quatre semaines d’exposition. En revanche, les taux d’ARNm de cx43 (connue aussi sous le
nom de Gjal) et de cx31 étaient significativement augmentés dans le groupe exposé a 1%. Les
taux de cx43.4 et de cx30 ne présentaient pas, quant  eux, de variations significatives quelle que

soit la dose d’exposition. Aprés douze semaines d’exposition, la spermatogenése des individus
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exposés a 1% d’effluents était plus avancée que celle des autres groupes, y compris celle des
individus contréles. Les taux de vitellogénine hépatique étaient augmentés significativement aux
doses les plus fortes (10 et 20%) par rapport aux contrdles et au groupe exposé a 1%.
L’expression de cx43 était supérieure chez les individus contréles par rapport a tous les autres
groupes. Les taux de cx43.4 ont augmenté de fagon dose-dépendante, tout en restant plus faible
que chez les contrdles. Les taux de cx3/ étaient significativement plus faibles dans les groupes
exposés a 1 et 10% par rapport aux contrdles et aux individus exposés & 20%. Les taux ’ARNm
de cx30 n’ont pas montré de variations entre les groupes. Ces résultats indiquent qu’une
exposition a des effluents municipaux a long terme stimule les premiers stades de
spermatogenese chez 1’omble de fontaine. De plus, les observations suggérent que les taux
d’ARNm de cx43 pourraient étre un bon indicateur du développement testiculaire chez cette

espece.

2.2 Contribution de I’'étudiant

Le schéma expérimental de 1’expérience et I’entretien des bassins expérimentaux ont été
éllaborés lors de réunions conjointes entre 1’étudiant, son directeur de thése et le laboratoire du
Dr. Fournier. L’ensemble des expériences présentées dans cette étude a été réalisé par 1’étudiant.
La premiére version du manuscrit de ’article a été écrite par 1’étudiant. De plus, 1’étudiant a
participé a la version finale du manuscrit en apportant les corrections nécessaires et en participant

au choix du journal.
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Abstract

Gap junctions are essential for spermatogenesis. Exposure to municipal wastewater effluent can
modify spermatogenesis in fish. The present aim was to determine if municipal wastewater
effluent could alter the expression of testicular connexins (Cxs) in brook trout. Trout were
exposed for 4 and 12 weeks to various concentrations of municipal effluent (0, 1, 10 and 20%,
v/v). Hepatic vitellogenin (vzg) mRNA levels were not different between exposure groups after 4
weeks. At this time, testicular cx43 and cx31 mRNA levels increased in the 1% group, but cx30
and cx43.4 levels were not different at any concentration. Immunolocalization of each Cx did not
differ between groups after 4 weeks. After 12 weeks, spermatogenesis in the 1% group was more
advanced than in other groups, and hepatic vtg mRNA levels were significantly increased at the
higher exposure concentrations. Testicular cx43 mRNA levels were higher than controls at all
doses, while cx43.4 levels increased in a dose-dependent manner but remained lower than
controls. cx3] mRNA levels were significantly lower in the 1 and 10% groups than in control and
20% group, while ¢x30 levels did not vary. Immunolocalization of Cxs did not differ between
groups except for Cx43.4, which was expressed between spermatocytes in the 1% group.
Furthermore, the Cx31 immunoreaction appeared to decrease in testicular blood vessels of fish
exposed to the highest dose. Furthermore, vegf mRNA levels were unaltered by treatment at both
time points. Thus, long-term exposure to environmental concentrations of wastewater effluent

can alter the expression of testicular Cxs.

Keywords: gap junctions, wastewater, spermatogenesis, vitellogenin, brook trout, endocrine
disruptors.
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1. Introduction

Spermatogenesis is a complex process involving highly coordinated intercellular
communication between Sertoli cells and developing germ cells. This type of intercellular
communication is mediated by gap junctions, which allow direct communication between
adjacent cells (S6hl and Willecke, 2004 ). These junctions play a critical role in the control of cell
proliferation and differentiation during spermatogenesis.

Gap junctions are transmembrane channels between adjacent cells, and contain aggregates
of oligomeric channels. These channels, or connexons, allow direct passage of regulatory
molecules (< 1kDa) such as amino acids, secondary messengers, Ca®, and cAMP, between
adjacent cells (Saez et al., 1989; Vaney et al., 1998). Connexons are formed by the
oligomerization of structurally related proteins, connexins (Cxs; Musil and Goodenough, 1991).
Approximately twenty connexins have been identified and sequenced in humans, and many
similarities exist with other vertebrate species (Altevogt et al., 2002; Lagree et al., 2003).

It has been shown that in the mammalian testis, Cx43 is localized between adjacent Sertoli
cells and between Leydig cells (Pelletier, 1995; Tan et al., 1996; Batias et al., 2000). Cx43 has
been shown to be essential for spermatogenesis (Chung et al., 2001; Perez-Armendariz, 2001;
Fiorini et al., 2004). Decreased expression of cx43 in mouse and humans is associated with
defects in spermatogenesis (Batias et al., 1999; Roscoe et al., 2001; Defamie et al., 2003; Pointis
and Segretain, 2005).

Cxs in fish testis were first identified in spotted torpedo, Torpedo marmorata (Marina et
al., 2002). Studies in catfish have suggested that Cxs may be implicated in spermatogenesis
(Batlouni et al., 2005). de Montgolfier et al. (2007) identified and localized four different Cxs
(Cx43, Cx43.4, Cx30, and Cx31) in the testes of rainbow trout (Oncorhynchus mykiss). A

specific expression pattern for each Cx was observed during spermatogenesis. These data suggest
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that, as in mammals, the expression and regulation of testicular Cxs is necessary for normal
testicular functions.

There has been increasing interest in the mechanisms by which endocrine disrupting
chemicals can alter reproductive functions. Previous studies from our laboratory reported that
immature spottail shiner (Notropis hudsonius) from the St. Lawrence River downstream from the
City of Montreal’s sewage effluent discharge exhibit elevated levels of hepatic vtig mRNA,
suggesting that these fish are exposed to environmental estrogens (Aravindakshan et al., 2004b).
Furthermore, these fish exhibit delayed spermatogenesis, decreased sperm counts, altered sperm
motility and a higher incidence of intersex. In subsequent experiments, fish from this exposure
site or from a non-contaminated reference site were fed to lactating rat dams. When the male
pups reached adulthood, those fed with fish from the effluent exposure site exhibited altered
sperm counts and motility, and decreased Cx43 immunostaining in the testes (Aravindakshan et
al., 2004a). Studies using cultured Sertoli cells indicated that Cx43-mediated intercellular
communication could be inhibited by nonylphenol, an environmental toxicant found in
wastewater effluent, and which was present at elevated levels at those sites where fish had been
sampled (Aravindakshan and Cyr, 2005). These studies also demonstrated that nonylphenol
inhibited Cx43 intercellular communication by decreasing Cx43 phosphorylation via the
inhibition of a p38-MAP kinase pathway (Aravindakshan and Cyr, 2005).

Given the role of Cxs in both spermatogenesis and other testicular functions we wanted to
determine whether or not fish exposed to sewage effluent showed altered expression of testicular
Cxs, and if there was a relationship between the expression and localization of testicular Cxs and

the initiation of spermatogenesis in brook trout (Salvelinus fontinalis).
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2. Materials and methods

2.1. Protocol experiment

One-year-old juvenile brook trout, in their first reproductive cycle, were purchased from a
local fish farm (Quebec, Canada) in February 2005, and transported to the Montreal Wastewater
Treatment Plant. Fish were maintained in 1700 L fibreglass tanks with flowing water at constant
temperature (15°C) under natural photoperiod. Trout (n=300) were acclimated to these conditions
for 2 weeks, prior to the experiment, and fed trout pellets (Corey, St-Clet, Canada) at a ration of
1% body weight per day.

To assess the effects of treated wastewater effluent on testicular function, a flow-through
system was used in which dechlorinated Montreal City water flowed at a rate of 50 L/h. Male and
female fish (n=30) were placed in 60 L fibreglass tanks, with two replicate tanks per treatment.
Photoperiod and water temperature were the same as those used during the acclimation period.

Four different exposure concentrations of treated wastewater effluent ratios (v/v) were
used: 0% (control group), 1, 10, and 20%. The effluent concentrations corresponded to levels
observed at 10, 1, and 0.3 km, respectively, downstream from the discharge site in St. Lawrence
River according to coliform count assays (data not shown). Fish were sampled after 4 and 12
weeks of exposure. At the time of sampling, fish were placed in a 10 L tank containing 3-
aminobenzoic-ethyl-ester-acid (MS 222; 0.05 g/L) as an anaesthetic, with a constant aeration.
Fish were killed by decapitation and sexed by dissection using a dissection microscope. Left
testis was fixed in Bouin’s solution for histology, while the right testis was frozen at -80°C. The
sex of each fish was later confirmed by histological examination. All animal procedures were

approved by the university Animal Care Committee.
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2.2. Montreal wastewater effluent

The treatment of municipal effluents by the Montreal city wastewater treatment plant
consists of mechanical screening, grit removal, physical-chemical primary treatment and removal
of sludge and scum. Ferric chloride is used as a chemical precipitant during the treatment process
which increases the levels of iron in the wastewater (Chambers et al., 1997). Characteristics of
the effluent (conductivity, salinity, oxygen dissolved, pH, ammonium, chlorophyll) were sampled

every 4 days during the experiment.

2.3. Expression of testicular Cxs and vegf

Testicular cxs and vegf mRNA levels were measured by semi-quantitative RT-PCR. Two
pairs of degenerate oligonucleotide primers (FIR1 and F2R2; Table 1) were designed according
to highly conserved regions of the amino-terminal cytoplasmic domain and the two extracellular
loops of the mammalian Cx multigene family (Itahana, 1996). We have previously used this
approach to identify Cxs in rainbow trout testes (de Montgolfier et al., 2007). Since the rainbow
trout testes expressed cx43, cx43.4, cx30, and cx31, specific primer pairs were also designed for
each Cx and vascular endothelial growth factor (vegf) (Table 1).

Total RNA was isolated from the right testis of brook trout using the Absolutely RNA
Miniprep Kit (Stratagene, La Jolla, CA). The isolated RNA was treated with DNase (1 U/pg of
RNA; Canadian Life Technologies, Burlington, ON, Canada) to remove any contaminating
genomic DNA. The resulting RNA was reverse transcribed using oligo d(T) 16-18 primers
(Amersham Pharmacia Biotech, Baie D’Urfe, QC, Canada) and M-MLYV reverse transcriptase
(Canadian Life Technologies) according to the suppliers’ instructions. The resulting cDNA

templates (250 ng) were amplified using two different primer combinations FIR1 and F2R2
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Table 1: Sequence of oligonucleotide primers used to amplify the different cxs, vtg, vegf, and

gapdh used in this study.

Primer name

Primer Sequence (5’ to 3°)

CxF1
CxR1
CxF2
CxR2
VTGF
VTG R
GAPDHF
GAPDH R
VEGF F
VEGF R

ATGGGTGACTGGAGYKYCYTRG
ACCACCARCATRAAGAYRATGAAG
GGCTGYRASAAYGTCTGCTAYG
GCCKGGARAYRAARCAGTCCAC
GATTGCACCACAGAGCTCAAA
AGCATCCAGGCAGACAACG
GGGTGAGGTGAGCATGGAGGACG
GCCCGGACAGGCGGCAGGTTAG
CACATACCCAAGGACGG
GTTGCGATACTCTCTGTTTCA
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(Table 1). Amplification for each set of primers, in addition to vegf, were done using multiple
cycles to establish the linear amplification range of each transcript. Amplification by PCR was
done using 30 cycles of denaturing at 94°C for 30 s, annealing at 60°C for 60 s, and elongation at
72°C for 90 s. vegf amplifications were done using 35 cycles of denaturation at 94°C for 30 s,
annealing at 55.3°C for 30 s, and elongation at 72°C for 30 s.

gapdh mRNA levels were measured by RT-PCR using gene specific primers (Table 1) in
each sample in order to standardize for loading. PCR amplification (linear) was done using 28
cycles of denaturing at 94°C for 30s, annealing at 55°C for 30s, and elongation at 72°C for 30s.
PCR products were separated on a 1.5% agarose gel and visualized by ethidium bromide staining.
gadph mRNA levels did not vary between experimental groups (data not shown) and was used to

normalize expression data.

2.4. Hepatic Vitellogenin

In order to determine the presence of estrogenic compounds in the effluent, hepatic
vitellogenin (vig) mRNA levels were measured. Total cellular RNA was isolated from liver as
described above. Hepatic vig mRNA levels were determined by semi-quantitative RT-PCR. RNA
was reverse transcribed using the anti-sense primer: 5°-AGC ATC CAG GCA GAC AAC G-3’
and amplified using specific vig primers (Table 1). PCR amplification was done using 40 cycles

of denaturation at 94°C for 30 s, annealing at 54°C for 60 s, and elongating at 72°C for 60 s.

2.5. Immunolocalization of the different Cxs
Left testes were immerse-fixed in Bouin’s solution for 24 hrs, and subsequently stored in
70% ethanol at room temperature. Tissues were then dehydrated with graded ethanols and

embedded in paraffin. Tissue sections (5um) were mounted on Snowcoat X-tra micro slides
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(Tenenhouse et al., 2004; Xu et al., 2005). Sections were deparaffinized in HistoClear (Fisher
Scientific, Ottawa, ON) and rehydrated through a series of graded ethanols.
Immunocytochemistry was done using the DAKO Catalyzed Signal Amplification System
(DAKO, Carpenteria, CA). The antibodies used in this study are the same as those described by
de Montgolfier et al. (2007) for the localization of Cxs in rainbow trout testes. Tissue sections
were incubated at 37°C with each of the anti-Cx antisera: anti-Cx43 (800 ng/ml for 60 min), anti-
Cx43.4 (800 ng/ml for 90 min), anti-Cx30 (1 pl/ml for 90 min), and anti-Cx31 (1.33 pl/ml for 60
min). Antibody binding to each Cx was detected using either anti-rabbit or anti-goat horseradish
peroxidase-conjugated secondary antiserum, according to the manufacturer’s instructions. Tissue

sections incubated with normal rabbit pre-immune serum was used as a negative control.

2.6. Statistical analyses

Statistical differences in mRNA levels were determined by one-way ANOVA, followed
by the Holm-Sidak multiple comparisons method. When data failed the Kolmogorov-Smirnov
normality test, a Kruskal-Wallis one-way analysis of variance on ranks was performed instead,
followed by a Dunn’s test. Statistical analyses were performed on SigmaStat software (SPSS Inc.,
Chicago, IL, USA), and considered significant when p < 0.05. Data are expressed as the mean +

SEM.

3. Results
3.1. Effects on body weight and length
There were no significant differences in the body weight or fork length of fish between

control and fish treated with municipal wastewater effluent (Table 2). Furthermore, we did not



Table 2: Sample size, somatic weight, length of male fish exposed to wastewater effluent for 4

and 12 weeks.
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Treatment n Fish weight (g) Fish lenght (cm)

4 weeks
0% (control) 9 33.55+14.45 13.73 +1.92
1% 11 31.07 £10.04 13.54 +1.44
10% 11 30.58 +10.91 13.14 +1.62
20% 13 39.53 £19.05 14.09 +£2.39

12 weeks

0% (control) 6 60.12 £23.73 16.73 £2.25
1% 8 49.10+£19.72 15.38 £2.46
10% 9 58.85+27.04 16.17 £2.74
20% 10 57.93 +20.37 15.81 £2.15

There were no significant differences between groups.
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observed any gross morphological alterations in the appearance of the fish, or in the fish

mortality after 4 or 12 weeks of treatment, irrespective of the exposure concentrations.

3.2. Vitellogenin mRNA levels

Male trout exposed to different concentrations of municipal wastewater effluent did not
show any significant differences in hepatic vtig mRNA levels after four weeks of exposure (Fig.
1A). However, after 12 weeks of exposure, there was a significant increase in hepatic vig mRNA
levels in trout exposed to 10 and 20% effluent. Trout exposed to 1% effluent had low vig mRNA

levels that were not statistically different from those of controls (Fig. 1B).

3.3. Spermatogenesis

Using the description of the stages of rainbow trout spermatogenesis by Bouma and
Nagler (2001), histological analyses of testis indicated that at after 4 weeks of treatment there
were no effects on the stages of spermatogenesis between treatment groups, with all fish in stage
1 of development. However, after 12 weeks of treatment, spermatogenesis in fish exposed to 1%
effluent was stimulated as indicated by the presence of stage 2 testes (data not shown). Fish in

other treatment groups were all at stage 1 of development.

3.4. Expression of Cx43, Cx43.4, Cx30, and Cx31
3.4.1. Four weeks of exposure

After 4 weeks of exposure, we observed significant variations in testicular cx43 mRNA
levels (Fig. 2A). The highest levels were observed in testes of trout exposed to 1% effluent, and a
subsequent dose-dependant decrease in cx43 mRNA levels was observed. Levels of cx43.4

mRNA did not vary significantly between experimental groups (Fig. 2B), although levels
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Figure 1: Hepatic vtg mRNA levels in male brook trout exposed to different concentrations of
municipal effluent for 4 (A), and 12 weeks (B). vig mRNA levels were measure by semi-
quantitative RT-PCR. gadph mRNA levels were used to standardized VTG levels. Letter indicate
a significant difference (P< 0.05 ANOVA).
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Figure 2: Expression of testicular cx43 (A), cx43.4 (B), cx30 (C), and cx31 (D) mRNA levels in
brook trout exposed to different concentrations of municipal effluent for 4 weeks. cx mRNA
levels were measure by semi-quantitative RT-PCR. gadph mRNA levels were used a to
standardized cx mRNA levels. Letter indicate a significant difference (P< 0.05 ANOVA).
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appeared to follow a trend similar to cx43 levels.

Testicular cx30 mRNA levels were not significantly altered by exposure to any effluent
concentration (Fig. 2C). However, we did observe a small increase in cx30 expression in each of
the treated groups relative to unexposed controls. The expression of cx3/ was significantly higher

in brook trout testes exposed to 1% effluent as compared to controls (Fig. 2D).

3.4.2. Twelve weeks of exposure

Following 12 weeks of exposure to the different effluent concentrations, cx43 and cx43.4
mRNA levels varied significantly between groups. cx43 mRNA levels were higher in testes of
fish exposed to effluent (Fig. 3A).

cx43.4 mRNA levels were highest in the non-exposed controls and were significantly
lower in trout exposed to any of the effluent concentrations. Interestingly, the most pronounced
effects were observed in the 1 and 10% groups (Fig. 3B).

Levels of cx30 in effluent-exposed fish were not significantly different from those of
controls (Fig. 3C). However, cx3/ mRNA levels in the 1 and 10% groups were significantly

lower than controls (Fig. 3D).

3.5. Immunolocalization of testicular Cxs

Cx43 was localized along the plasma membrane of Sertoli cell membranes after 4 weeks
of exposure. In controls and all treatment groups, Cx43 was only detected between Sertoli cells
(Fig. 4A and B). No immunostaining was observed in either Leydig cells or other cells of the
interstitium. There were no differences in the immunolocalization of Cx43 in the testes of control

and effluent-exposed fish (Fig. 4C and D).
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4 weeks

12 weeks

Figure 4: Immunolocalization of Cx43 and Cx43.4 in brook trout testes. After 4 weeks of
exposure, Cx43 was localized between plasma membranes Sertoli cells for every treatments (A=
control group; x1000; B= 20% effluent group, x1000). After 12 weeks of exposure, Cx43 was
localized between plasma membranes Sertoli cells for every treatments (A= control group;
x1000; B= 20% effluent group, x1000).Cx43.4 is localized between spermatogonia, after 4 weeks
of exposure (C= control group, x1000; D= 20% effluent group, x1000). Cx43.4 is observed
between spermatogonia in controls, 10%, and 20% effluent groups (G= control group, x1000),
and between spermatogonia, and type I and II spermatocytes (H= 1% effluent group, x1000).
Arrows indicate specific immunostaining; Sg= Spermatogonia; Spl= Preleptotene Spermatocytes
(type I); Spll=: Pachatene Spermatocyte (type II).
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After 4 weeks of exposure, Cx43.4 was localized between spermatogonia and there were
no differences in immunostaining between controls and exposed-groups (Fig 4E and F). After 12
weeks of exposure, the Cx43.4 immunoreaction in controls was more intense than after 4 weeks
of exposure, but remained localized between spermatogonia in controls, 10% and 20% groups,
there were no spermatocytes in those treatment groups (Fig. 4G). In fish exposed to 1% effluent,
we observed Cx43.4 between spermatogonia, and type I and type II spermatocytes (Fig. 4H).

Cx30 was localized exclusively between Leydig cells and there were no differences in
immunostaining between groups (Fig. 5A-D) after 4 and 12 weeks of exposure.

After 4 weeks of exposure, we observed weaker Cx31 immunostaining, which was
localized in the endothelium of interstitial blood vessels of the testes in controls (Fig. SE), 10%,
and 20% groups; whereas we noted a strong immunoreaction in fish exposed to 1% municipal
effluent. At higher doses, the immunoreaction was similar to controls (Fig. 5F). After 12 weeks
of exposure, Cx31 was specifically localized in the endothelium of interstitial blood vessels, and

there were no differences between fish from the different treatment groups (Fig. 5G and H).

3.6. Testicular vegf mRNA levels

After 4 weeks of exposure, testicular vegf mRNA levels were significantly higher in trout
exposed to 1% municipal effluent as compared to controls (Fig. 6A). Testicular vegf mRNA
levels fish exposed to 10 and 20% municipal effluent were similar to controls. Following 12
weeks of exposure to different effluent concentrations, vegf mRNA levels were not significantly
altered by exposure to any effluent concentration (Fig. 6B). These data suggest that the

development of the testicular vasculature did not appear to be altered by the treatment.
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Figure 5: Immunolocalization of Cx30 and Cx31 in brook trout testes. Cx30 was localized
between Leydig cells for each treatment, after 4 weeks of exposure (A= control group, x1000, B=
20% effluent group, x1000) and 12 weeks (C= control group, x1000; D= 20% effluent group,
x1000). After 4 weeks, Cx31 was expressed in the endothelium of blood vessels (E= control
group; x1000; F= 1% effluent group, x1000). After 12 weeks of exposure, Cx31 was localized in
the endothelium of blood vessels, for every fish treatments (G= control group, x1000; H= 20%
effluent group, x1000). Sg= Spermatogonia; Spl= Preleptotene Spermatocytes; Bv= blood vessel;
L= Leydig cell.
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Figure 6: Expression of vegf mRNA in brook trout testis exposed to municipal effluent for four
(A) and twelve weeks (B). vegf mRNA was significantly increase in the 1% group after 4 weeks
of exposure compared to other groups. No significant variations were observed in all groups after
12 weeks of treatment. Letter indicate a significant difference (P< 0.05 ANOVA).
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4. Discussion

The role of steroid hormones in the regulation of vertebrate spermatogenesis is well
established (Nagahama, 1994, Nagahama et al., 1994; Amer et al., 2001; Schulz et al., 2001).
While elevated levels of androgens (testosterone and ketotestosterone) are necessary for
spermatogenesis (Miura et al., 1991, 2002; Cavaco et al., 1998), other hormones such as estradiol
also appear to be implicated in various processes related to spermatogenesis, although the exact
nature of these remain to be completely elucidated. Both oestrogen and androgen receptors have
been identified in developing fish testes (Fitzpatrick et al., 1994), thus supporting the notion for a
physiological role of both hormones in fish spermatogenesis and testicular function. Studies have
shown that exposure to chemical mixtures containing estrogenic compounds can alter
spermatogenesis in fish (Gregory et al., in press). Studies from both our laboratory
(Aravindakshan et al., 2004b) and others (Jobling et al., 2002) have shown that under field
conditions, exposure to municipal effluents containing estrogenic compounds can alter
spermatogenesis.

Our previous studies have shown that spottail shiners from the St. Lawrence River
exposed under field conditions to municipal sewage effluent from the City of Montreal have
elevated levels of hepatic vig mRNA (Aravindakshan et al., 2004a; Aravindakshan et al., 2004b),
indicating that these effluents contain estrogenic compounds. In the present study, we observed
that immature brook trout exposed for four weeks to varying concentrations of Montreal treated
wastewater effluent did not exhibit induced levels of hepatic vg. However in fish exposed for 12
weeks to 10% or 20% effluent, we noted a significant increase in hepatic vig mRNA. Since the
induction of VTG synthesis by estradiol in salmonids is relatively rapid, our data suggest that the

chemicals responsible for inducing hepatic vig are likely present at low concentrations and must
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accumulate in the fish for some time in order to reach concentrations necessary to induce VTG in
immature fish. Likewise the sensitive of the fish to estrogenic compounds may have increased.
Studies have reported that there are threshold concentrations of estrogens for the induction of
VTG and that these vary between species (Hiramatsu et al., 2006). At the moment we have no
information as to whether or not brook trout are more or less sensitive to estrogens than spottail
shiners, the species we used previously for environmental monitoring of estrogenic compounds in
the St. Lawrence River. Another possibility may be related to changes in effluent composition
during the exposure period. Given the complexity of this effluent, it is not possible to discount
this possibility.

Examination of the stages of spermatogenesis in brook trout showed that following 4
weeks of exposure, there were no differences in testicular maturation between experimental
groups. However, after 12 weeks of exposure, we noted an important stimulation in testicular
maturation in fish exposed to the lowest concentration of municipal effluent. Fish exposed to 1%
municipal effluent showed typical structures of an advanced stage 2 of maturation, as their testes
contained few spermatogonia, type I and type II spermatocytes, as well as some spermatids
(Bouma and Nagler, 2001). It is interesting to note that while spermatogenesis was stimulated at
this dose, there was no increase in hepatic vig mRNA, suggesting that the effluent contains
factors other than estrogens which can stimulate spermatogenesis. However, the fact that these
effects are only noted at the lowest exposure concentration, suggests that other factors may
modulate testicular development at higher doses. It is also possible that the testis may be more
sensitive to estrogenic effects than the liver where vtg is induced. The role of low doses of
estrogenic compounds in mammalian reproduction has been previously reported. Studies by
Timms et al. (2005) reported that neonatal exposure to low doses of bisphenol A stimulated

prostatic development, while elevated doses of diethylstilbesterol, a potent oestrogen, inhibited
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prostatic development. Likewise, studies have reported that certain endocrine disrupting
chemicals, particularly at low doses, may stimulate male reproductive functions by hormesis
(Calabrese and Blain, 2005; Weltje et al., 2005). Whether or not this is the case, in the present
study, is not known. While previous studies from our lab have demonstrated that late stages of
spermatogenesis were altered by exposure to estrogenic substances in the St. Lawrence River
(Aravindakshan et al., 2004b), the current studies have focused on the initiation and early stages
of spermatogenesis. The effects observed with 1% effluent exposure for 12 weeks are difficult to
compare with our field studies on spottail shiners. However, the fact that spermatogenesis can be
altered supports the notion that Montreal municipal effluents can alter spermatogenesis in fish.

In the mammalian testis, gap junctions are essential for normal development and
spermatogenesis (Juneja et al., 1999; Risley, 2000; Roscoe et al., 2001; Risley et al., 2002). De
Sousa et al. (1993) reported the expression of at least 12 different Cxs in the mammalian testis,
which mediate complex intercellular communication implicated in testicular functions. In fish, de
Montgolfier et al. (2007) have reported the presence of 4 Cxs in the rainbow trout testis (Cx43,
Cx43.4, Cx30, and Cx31). Each of the four Cxs appeared to be associated with a different
testicular cell type, and was differentially expressed during spermatogenesis. Several studies have
shown that the expression of Cxs represents a sensitive endpoint in response to cellular stress
induced by environmental contaminants in the testis (Fiorini et al., 2004) as well as in other
tissues ( Trosko et al., 1998; Krutovskikh et al., 2002; Plante et al., 2002). Given the sensitivity of
Cxs to environmental toxicants, and because these proteins are essential for spermatogenesis, we
wanted to evaluate whether or not these represent a target for contaminants in municipal sewage
effluent.

Exposure of brook trout for 4 weeks to municipal effluent altered that the expression

levels of certain cx mRNA levels in the testis. Interestingly, the levels of cx43 and cx31 mRNA
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were significantly elevated in the 1% exposure group. The increase in the expression of these Cxs
appears to precede changes in spermatogenesis and may reflect cellular changes associated with
the onset of testicular maturation and spermatogenesis.

Significant changes in cx43.4 mRNA levels in trout testes were observed between 4 and
12 weeks of exposure. We noted that the 1% group seemed to express more cx43.4 mRNA than
all groups after 4 weeks but it expressed the lowest level after 12 weeks; while we observed the
opposite in the other groups. Cx43.4 is expressed in spermatogonia and in type I and II
spermatocytes in rainbow trout (de Montgolfier et al., 2007), and is present only during the first
two stages of the spermatogenesis. Testes of fish from the 1% group presented an advanced stage
2 after 12 weeks of exposure. The decrease in cx43.4 expression between 4 and 12 weeks may be
linked to the advancement of spermatogenesis in the 1% group.

In male fish exposed to effluent for 12 weeks, the expression of testicular Cxs showed a
different pattern of mRNA levels. In these fish, cx43 mRNA levels were increased at all exposure
doses, irrespective of the induction of hepatic vig mRNA that was observed only in fish at the
two highest exposure concentrations. cx43.4 mRNA, which is expressed in spermatogonia was
decreased at all doses while levels of cx30 mRNA were not significantly decreased, although they
also appeared to show a general tendency to be expressed at somewhat lower levels than controls.
Higher expression levels of cx3] mRNA were observed in the 1% group, and a significant
decrease in the 20% group. With the exception of fish exposed to the 1% concentration, there
were no changes in the stages of spermatogenesis in fish exposed to the effluent for 12 weeks,
suggesting that the effects on testicular cx mRNA levels are not related to changes in testicular
maturation. Deregulation of testicular Cxs has been reported in mammals to be associated with
disease and infertility. Overexpression of Cx43 has been shown to be associated with increased

cellular proliferation of Sertoli cells in human seminoma cells (Roger et al., 2004). In many
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studies, increased testicular expression of Cx43 is associated with altered localization of Cx43
(Defamie et al., 2001; Fiorini et al., 2004). In the present study, this does not appear to be the
case, as the localization of Cx43 in the testis of effluent exposed fish is similar to controls. Unlike
Cx43, which is expressed in Sertoli and Leydig cells, Cx43.4 is expressed in developing
spermatogonia. In a previous study we suggested that the role of Cx43.4 in the salmonid testis
may be similar to that of CX31 (also known as GJB3) in mammals. In Cx37 knockout mice,
testicular development was unaltered and the authors suggested that other Cxs may compensate
for Cx31 in the testis and other tissues which express Cx31 but which were unaffected by the
gene deletion. Interestingly, in the placenta of Cx3/ null mice, there was an increase in the
expression of Cx43 mRNA, suggesting that this Cx may compensate for the lack of Cx31 (Plum
et al., 2001).

Immunohistochemistry revealed that exposure to municipal effluent did not affect the
specific localization of the four connexins (Cx43, Cx43.4, Cx30, and Cx31) in brook trout testes.
Localization was the same as that observed in rainbow trout testes by de Montgolfier et al.
(2007). Interestingly, we observed an important increase in Cx31 immunostaining after 4 weeks
of exposure in the 1% group in comparison to the other treatment groups and controls. This more
intense Cx31 staining corroborated the increased cx3/ mRNA levels measured in the testes of
fish from the same group. Cx31 is specifically localized in the endothelium of blood vessels. In
mammals, four Cxs have already been identified in the vascular wall (Cx37, Cx40, Cx43, and
Cx45) (Hill et al., 2001; Rummery and Hill, 2004), and each Cx is specifically distributed. In
fact, Cx37 and Cx40 are commonly found in the endothelium of blood vessels like Cx31 in
rainbow trout and brook trout, whereas Cx43 and Cx45 are mostly observed in smooth muscle
cells (Simon and McWhorter, 2002). Studies have observed periodic variations in diameter of

blood vessel which regulate the blood flow in the testis (Collin et al., 2000). Vasomotion could
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play an important role in the regulation of the fluid transfer in the vascularization of the organ
(Collin et al., 2000). A reduction in blood flow may be an important cause of male infertility
(Bergh et al.,, 2001). We suggest that Cx31 staining may be a good indicator of the extent of
developing testicular vascularization. Whether or not alterations in the immunostaining of Cx31
is due to changes is vascularisation or specific effects on Cx31 remains to be determined.

To assess if changes in the expression of cx3/ was related to alteration in testicular
vasculature, we measured veg/ mRNA levels. VEGF promotes angiogenesis and its expression is
restricted to endothelial cells (Ferrara and Davis-Smyth, 1997; Sumpio et al., 2002). While there
was an increase in testicular vegf mRNA levels at 4 weeks in the 1% group, there were no
differences in vegf mRNA levels after 12 weeks of exposure. Thus the effects observed on
testicular Cx31 immunoreaction in the trout exposed to 20% municipal effluent is not likely the
result of changes in developing testicular vasculature and most likely represents a direct alteration
of Cx31 levels between endothelial cells. This could suggest that the effluents may alter cellular
components of the testicular vasculature.

Results from the present study indicate that exposure to municipal effluent for 4 and 12
weeks can alter the expression of testicular Cxs. Since intercellular communication has been
shown to represent a critical component of spermatogenesis, alterations in the expression of these
Cxs prior to alterations in spermatogenesis may represent one mechanism responsible for the
delayed spermatogenesis and altered sperm motility that has been reported in spottail shiners
exposed to municipal effluent under field conditions. These results are the first to show that
intercellular communication in the fish testis may represent a target for contaminants in the
complex composition of municipal effluents. The fact that many effects occur at doses where

hepatic vzg is not induced suggests that either the effects of endocrine disrupting chemicals on the
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testis occur at doses much lower than those needed to induce vzg production, or that the effects

occur independently of estrogenic chemicals.
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DEUXIEME PARTIE, SECTION 3: SEANONAL VARIATIONS
ON TESTICULAR CONNEXIN LEVELS AND THEIR

REGULATION IN THE BROOK TROUT, Salvelinus fontinalis.

Benjamin de Montgolfier, Aliou Faye, Céline Audet, et Daniel G. Cyr

Publié dans General and Comparative Endocrinology 2009 ; 162 : 276-285.

3.1 Résumé frangais de I’article

La maturation des gonades males est un phénoméne complexe impliquant des mécanismes
de communication intercellulaire. Les jonctions lacunaires ont été identifiées comme étant des
structures permettant le passage bidirectionnel entre deux cellules adjacentes de molécules de
poids inférieur 4 1 KDa. On les considére donc comme jouant un réle essentiel dans le contrdle
de la prolifération et de la différenciation cellulaire. Les jonctions lacunaires sont composées de
deux connexons; le connexon est une structure cylindrique formée par six protéines
membranaires appelées connexines (Cxs). Les Cxs sont assemblées afin de constituer un pore
central. Chez les vertébrés, on observe la présence de différentes Cxs qui sont spécifiques pour un
tissu donné et leur expression peut varier au cours du développement de I’individu. Afin de
mieux comprendre les processus impliqués dans la spermatogenése de 1’omble de fontaine,
Salvelinus fontinalis, un salmonidé, nous avons échantillonné mensuellement les gonades de dix

méles de mai & novembre. Nous avons effectué des immunobuvardages de type Western, des RT-
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PCR, ainsi que des analyses histologiques afin de suivre les variations des Cxs, des récepteurs
aux androgénes (RA), des récepteurs aux hormones thyroidiennes (RHT), et du récepteur a la
gonadotropine I (rGtH I). Les résultats indiquent que chaque Cx posséde son propre patron
d’expression ; certaines sont présentes durant toute la période de maturation (Cx30 et Cx43),
alors que Cx31 et Cx43.4 ne sont présentes qu’uniquement a certains stades. Les concentrations
plasmatiques de testostérone (T) et de 11-cétotestostérone (11-CT) ont montré les variations
caractéristiques, que I’on retrouve chez les salmonidés, avec une forte augmentation avant la
période de reproduction, suivie d’une baisse de la 11-CT avant la T. Les résultats obtenus lors de
la culture in vitro ont permis d’identifier la régulation directe de Cx43 par T3 et I’AMPc. Cette
étude présente pour la premiére fois les variations de quatre Cxs durant toute la période de
maturation, et démontre la régulation de Cx43 par T; et I’ AMPc. Cette Cx pourrait jouer un réle
majeur dans la prolifération et la différentiation des cellules de Sertoli. Cx43, Cx43.4, et Cx31

pourraient étre utilisées comme des marqueurs de maturation.

3.2 Contribution de I’'étudiant

Le suivi quotidien des poissons, I’entretien des bassins d’élevage, ainsi que les suivis de
concentrations plasmatiques de T et 11-CT ont été réalisés par Aliou Faye. L’ensemble des autres
expériences présentées dans cette étude a été réalisé par I’étudiant, tout comme la rédaction de la
premiére version du manuscrit de I’article. De plus, I’étudiant a participé 4 la version finale du

manuscrit en apportant les corrections nécessaires et en participant au choix du journal.
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ABSTRACT

Spermatogenesis requires coordinated intercellular communication mediated by gap
junctions. Gap junctions are composed of connexons that are themselves composed of connexins
(Cxs). The present objective was to determine the regulation of testicular Cxs in a seasonal
breeder, the brook trout. To assess seasonal variations in testicular Cxs, trout were sampled
monthly throughout spermatogenesis (June-November). Circulating levels of testosterone (T) and
11-ketotestosterone (11-KT) as well as mRNA levels for testicular androgen receptors (ar-alpha,
ar-beta), thyroid hormone receptors (tr-alpha, tr-beta) and gonadotropin I receptor (rgthl) were
measured. Plasma T levels peaked in October, one month prior to spawning, while 11-KT levels
peaked at spawning. ar-alpha and ar-beta mRNA levels increased during spermatogenesis and
peaked in November while tr-alpha, tr-beta mRNA levels stayed constant throughout
spermatogenesis and increased dramatically in November. rgthl mRNA levels decreased
progressively during spermatogenesis. Cx43 and Cx30 levels were constant during
spermatogenesis and decreased in November. Cx31 levels were also constant during
spermatogenesis but decreased dramatically in October and November. Cx43.4 levels peaked in
July then decreased in September and levels were undetectable thereafter. Using in vitro cultures
of testicular fragments we demonstrated that cx43 mRNA levels were regulated in a dose-
response manner by 3,5,3’-triiodo-L-thyronine (0-370nM) and cAMP (0-100 ng/ml) but levels
were not regulated by 11-KT. These results indicate that testicular Cxs vary as a function of
spermatogenesis and that the expression of cx43 in the trout testis is regulated by both cAMP and

TH.
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1. Introduction

Spermatogenesis requires highly regulated intercellular communication in order to
coordinate germ cell maturation. Intercellular communication between neighboring cells is
mediated by gap junctions (Goodenough et al., 1996). Gap junctions are comprised of connexons
which align themselves with a connexon from an adjacent cell to form an intercellular pore.
Connexons are formed by six integral transmembrane proteins termed connexins (Cxs)
(Goodenough et al., 1996; Kumar and Gilula, 1996). Gap junctions permit direct passage of small
molecules (< 1kDa), including secondary messengers, such as cAMP, and small amino acids,
between adjacent cells (Cyr et al., 2003; Saez et al., 1989; Vaney et al., 1998). Approximately
twenty different Cxs have been identified and sequenced in humans (Lagree et al., 2003), and 37
different Cxs have been identified in zebrafish genome (Eastman et al., 2006). In mammals,
testicular gap junctions were identified by electron microscopy to be localized between adjacent
Sertoli cells (Lagree et al., 2003). Risley et al. (1992) first reported the presence of CX43
between Sertoli cells as well as between the Leydig cells of the interstitium. There are 11
different Cxs which have been identified in the testis suggesting the presence of selective
communication between the different cell types (Pointis et al., 2005). Cx43 (also known GJA1)
has been shown to be correlated with testicular development and function in human and rodents
(Batias et al., 1999; Roscoe et al., 2001; Defamie et al.,, 2003; Pointis and Segretain, 2005).
Sertoli-specific Cx43 deletion has been shown to inhibit spermatogenesis, thereby demonstrating
the critical nature of this Cx in spermatogenesis (Sridharan et al., 2007).

In fish, de Montgolfier et al. (2007) identified 4 different Cxs in the rainbow trout testis
(cx43, cx43.4, cx30, and cx31). The expression of these Cxs was both stage- and cell type specific
(de Montgolfier et al., 2007). Recent studies on brook trout suggest that the expression of

testicular cx43 and cx31 increase prior to testicular maturation from stage I to stage II of
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spermatogenesis. This suggests that specific exchanges of intercellular signals may change prior
to the differentiation of germ cell during spermatogenesis (de Montgolfier et al., 2008).

In salmonids, spermatogenesis is regulated in part by gonadotropins (GtHs) released from
the adenohypophysis. Two different GtHs have been identified and appear to be homologous to
LH and FSH (Swanson et al., 1991; Van der Kraak et al., 1992). GtH I (FSH-like) is secreted
prior to gonadal maturation and regulates steroid synthesis, growth, and differentiation of the
testis (Miura et al., 1991; Nagahama, 1994). At the time of spermiation, the pituitary gland
secretes less of GtH I and higher levels of GtH II (LH-like). GtH II induces receptor-mediated
changes in gonadal enzymes and steroid synthesis resulting in increased levels of 17c,20p-
dihydroxy-4-pregnen-3-one (170,20B-DP) which is responsible for the final stages of spermiation
(Antonopoulou et al., 1999). GtH I and II interact with specific receptors on the testis which
modulate gene expression via the production of cAMP (Oba et al., 1999). GtH I receptors (rGtH
I) are present in Sertoli cells at each stage of spermatogenesis while GtH II receptors (rGtH II)
are only detected in Leydig cells during spermiation (Scott and Sumpter, 1989; Antonopoulou et
al., 1999). Testosterone (T) and 11-ketotestosterone (11-KT) are the major steroid hormones
implicated in spermatogenesis. Seasonal variations of plasma T and 11-KT levels are well
characterized in salmonids. In general, T increases during the early maturation process while 11-
KT increases during spermatogenesis and peaks prior to spawning (Pottinger, 1988). In rainbow
trout, two different ARs have been identified, ar-alpha and ar-beta (Takeo and Yamashita,
1999). These two isoforms are homologous to the mammalian androgen receptor (AR), but have
different biological activities (Takeo and Yamashita, 1999).

Thyroid hormones (THs) are also believed to play an important role in spermatogenesis.
(Buzzard et al., 2003; Holsberger and Cooke, 2005). Several studies have shown the presence of

TH receptors in the fish testis (Kumar et al., 2000; Nelson and Habibi, 2006). Two TH receptor
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isoforms, tr-alpha and tr-beta, have been identified in several fish species (Jones et al., 2002;
Raine et al., 2004). There is, however, no information on the expression of these receptor
isoforms during spermatogenesis. Studies have reported that treatment with thyroid inhibitors,
such as thiourea, can inhibit spermatogenesis. In mammals, THs are important regulators of
Sertoli cell differentiation (Buzzard et al., 2003; Holsberger et al., 2003; Holsberger et al., 2005).

There is limited information on the endocrine regulation of testicular Cxs in both fish and
mammals. In mammals, 2n-propyl-thiouracil (PTU)-induced hypothyroidism altered the
expression of Cx43 in the testis (St-Pierre et al., 2003). In vitro studies have also shown that THs
can regulate the expression of Cx43 in a murine Sertoli cell line (Gilleron et al., 2006).

The objectives of this study were to determine the regulation of testicular Cxs, in
particular cx43, by studying seasonal variation in testicular Cxs during spermatogenesis in brook
trout and examine whether or not testicular cx43 is regulated in vitro by androgens, THs and

cAMP.

2. Materials and methods
2.1. Animals and experimental protocols

One-year-old male brook trout were sampled at the Station aquicole de Pointe-au-Pére
(Rimouski, Quebec). Fish were held indoor in 500 L circular tanks under natural photoperiod and
water temperature. Fish were sampled each month from June to November 2004 (n=10 fish per
month) during spermatogenesis. They were anesthetized in 3-aminobenzoic-ethyl-ester-acid (MS-
222; 0.16 g/L), with constant aeration. Fish were weighed, measured, and sexed by dissection
under a stereomicroscope. The sex of each fish was later confirmed by histological examination.
The gonadosomatic index (GSI) of each fish was determined as follows: GSI = (testis weight x

100) / (body weight — testis weight). Blood samples were removed from caudal blood vessels
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using a heparinized syringe and fish were euthanized by decapitation. Blood samples were
immediately centrifuged and the resulting plasma was transferred to microfuge tubes and stored
at -80°C. For each fish, the left testis was fixed by immersion in Bouin’s solution for 24 hrs and
subsequently stored in 70% ethanol before being processed for histology. The right testis was
rapidly frozen and stored at - 80°C.

Comparisons in testicular Cx levels were made between two strains of brook trout which
predominantly mature at different ages. The first strain, most of the fish mature in the first year
after hatching and are referred to as maturing fish. In the second strain, most of the fish mature at
two years of age and are referred as immature fish since all measuremnents were done in the first
year. All fish were maintained under identical holding and feeding conditions. All animal
procedures were approved by the University Animal Care Committee.

A total of 30 tubules per slide at a magnification of 630X were used to evaluate the
developmental stage of the testis. The stages of spermatogenesis were defined as follows: stage 1,
testes contained only spermatogonia; stage 2, the testicular cysts are increased in size,
spermatogonia and spermatocytes are both present; stage 3, the testis contains spermatogonia,
spermatocytes and spermatids; stage 4, spermatozoa are present in the tubules; stage 5, tubules
are filled with spermatozoa; and stage 6, postspawning in which the structure of testicular cysts is

disorganized and vacuoles are present (Schulz, 1984).

2.2. In vitro experiment
Four testes from immature brook trout males (n = 4) were used for in vitro tissue culture.
In a first experiment, different concentrations of 11-KT were added to the medium (0, 1, 10, and

100 ng/ml of 11-KT). Spermatogenesis was staged histologically in tubules after 5, 9, 21, and 25
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days of culture. The testes were removed from the medium and fixed in Bouin’s solution and
prepared for histological analyses as described above.

To determine the role of TH and cAMP in the regulation of testicular Cx levels, tissues
from four different males (n = 4) were cultured for 48 hrs in the presence or absence of either T;
(194 nM; 3,3°,5°-Triiodo-L-thyronine sodium salt, Sigma-Aldrich, Oakville, ON) and/or cAMP
(50 ng/ml; N6,2’-o-dibutyryladenosine-3’,5’-cyclic monophosphate sodium salt, Sigma-Aldrich)
to determine the optimal incubation time for maximal response. Dose-response experiments for
cAMP (0, 25, 50, and 100 ng/ml) and T; (0, 18, 194, and 370 nM) were also done to determine
whether or not testicular cx43 mRNA levels were TH- or cAMP-dependent. T3 and cAMP
concentration ranges were based on previous studies on the regulation of steroidogenesis in
rainbow trout ovarian follicles (Cyr and Eales, 1988; 1989). Incubations were also done in which
both cAMP (25 or 50 ng/ml) and T3 (18 nM) were added together to the culture medium in order

to determine if the two could induce synergistic effects.

2.3. Plasma androgens

ImmuChem™ Double Antibody (ICN Biomedicals Inc., Costa Mesa, CA)
radioimmunoassay kits were used to measure total plasma testosterone levels in male brook trout
(n = 10). The radioactive (I'**) hormone was supplied in a phosphate buffered saline solution
containing gelatin. A standard curve was constructed using six testosterone concentrations (0,
0.2, 0.6, 2, 6, and 20 ng/ml). Plasma testosterone levels were within the linear range of the assay.
All measurements were done in duplicate and replicate measurements varied by less than 5%.

11-KT was measured using an ELISA kit (Cayman Chemical, Ann Arbor, MI). This assay

was based on the competition between 11-KT and a 11-KT-acetylcholinesterase (AChE)
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conjugate. The inter-assay coefficient of variation was 15.6% and parallelism was tested on pools

of plasma and a 0.99 correlation coefficient was obtained.

2.4. mRNA extraction and reverse transcription

Total RNA was isolated from brook trout testes using the Absolutely RNA® Miniprep Kit
(Stratagene, La Jolla, CA). The isolated RNA was treated with DNase (1 U/pg of RNA;
deoxyribonuclease 1, amplification grade; Canadian Life Technologies, Burlington, ON) to
remove any contaminating genomic DNA. The resulting RNA was reverse transcribed using
oligo d(T) 16-18 primers (GE Health Sciences, Baie D’Urfe, QC, Canada) and M-MLYV reverse

transcriptase (Canadian Life Technologies) according to the suppliers’ instructions.

2.5. RT-PCR

cDNA templates (250 ng) were amplified for ARs using two different primer
combinations: Ar-alpha and Ar-beta (Table 1). Amplification by PCR was done using 35 cycles
of denaturation at 94°C for 30 s, annealing at 58°C for 30 s, and elongation at 72°C for 30 s. For
testicular #-alpha and tr-beta, the cDNA templates (250 ng) were amplified using two different
primer combinations as described in Table 1. PCR amplifications were done using 38 cycles of
denaturation at 94°C for 30 s, annealing at 46°C for 30 s, and elongation at 72°C for 30s. rgth I
(Table 1) was measured using specific forward and reverse primers designed against salmonid
rgth I. Amplification by PCR was done using 35 cycles of denaturation at 94°C for 30s,
annealing at 59.2°C for 30 s, and elongation at 72°C for 30s. Amplicons for each of the amplified
genes were separated on a 2% agarose gel and visualized by ethidium bromide staining. gadph
was amplified by PCR using 28 cycles of denaturation at 94°C for 30s; annealing at 55°C for 30s;

and elongation at 72°C for 30s. PCR products were separated on a 1.5% agarose gel, visualized
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Table 1: Gene-specific primer sequences used for RT-PCR to identify ar-alpha, ar-beta, tr-alpha,
tr-beta, rgthl and gadph in adult brook trout testes.

Primer Sequence Product size (bp)
ARaF GCACATCCATGCACAGATA 225
ARaR CATGTGCTGGGGGTT
ARPBF ACAATATGGACCGAGGCA 451
ARBR ATGGGCAGTTCTTCCTTCTC
TRaF GCACAACATTCCCCACTTCT 117
TRaR AGTTCGTTGGGACACTCCAC
TRBF TCACCTGTGAAGGATGCAAG 152
TRPR GACAGCGATGCACTTCTTGA
rGtH I-F TGGACGCCATTTGGAACATCA 201
rGtH I-R AGGCCAGACCCAGCATCCTCT

GAPDH-F GGGTGAGGTGAGCATGGAGGACG 608

GAPDH-R GCCCGGACAGGCGGCAGGTTAG
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by ethidium bromide staining, and scanned using a Fluor-STM Multilmager (Biorad,
Laboratories, Mississauga, ON). gadph mRNA levels did not vary between experimental groups
(data not shown) and were used to normalize expression data. For each transcript measured, the

densitometric readings used for quantfication were within the linear range of the assay.

2.6. Western Blot analyses

Testicular Cxs were measured in membrane enriched protein fractions. Testes (n = 6)
were ground with a mortar and pestle in liquid nitrogen and homogenized in buffer (7 mM Tris-
HCl, pH 6.8, 0.04 mM CaCl,, 2 pg/ml leupeptin, 2 pg/ml aproptonin, 100 pg/ml PMSF, 1 pg/ml
pepstatin, and 2 pg/ml antipain) using a motor driven pestle (10 strokes). Samples were
centrifuged at 2 200 g for 30 min at 4°C and the resulting supernatant was then centrifuged at
30000 g for 30 min at 4°C. The resulting protein pellet was resuspended in homogenization
buffer and the protein concentration was determined using the Bio-Rad protein assay (Bio-Rad
Laboratories, Toronto, ON). Samples were subsequently stored at -86°C until electrophoresis.
Proteins were resolved in Laemmli buffer on a 12.5% SDS polyacrylamide gel until the dye
reached the bottom of the gel. Separated proteins were transferred onto a nitrocellulose
membrane (Bio-Rad Laboratories) at 0.9 A for 60 min at 4°C. The resulting blots containing the
separated proteins were stained with Ponceau red S to evaluate transfer efficiency, rinsed, and
blocked overnight at 4°C in TBST buffer (20 mM Tris-HCI, 500 mM NaCl, and 0.05% Tween
20, pH 7.5) containing 5% non fat powdered milk. Membrane blots were incubated with the
corresponding anti-Cx antisera: anti-Cx43 (800 ng/ml, Cx43 H-150, Santa Cruz Biotechnology,
Inc., Santa Cruz, CA) and anti-Cx43.4 (800 ng/ml, Cx45 N-19, Santa Cruz Biotechnology).

Antisera against trout Cx30 (1 ul/ml) and Cx31 (1.33 pl/ml) were those previously described in
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de Montgolfier et al. (2007). Blots were incubated with specific antisera in TBST buffer for 75
min at room temperature. The blots were washed four times for 15 min in TBST at room
temperature and subsequently incubated for 60 min with an alkaline phosphatase-conjugated anti-
rabbit (for Cx30, Cx31, Cx43) or anti-goat (for Cx43.4) secondary antibody (400 ng/ml; Santa
Cruz Biotechnology) in TBST containing 5% non fat milk and subsequently washed as described
above. Complexed antibodies were revealed by using the colorimetric Bio-Rad blotting detection
kit (Bio-Rad Laboratories). Membranes were then scanned using a Fluor-STM Multilmager
(Biorad, Laboratories, Toronto, ON) to quantify the intensity of the revealed protein bands.
Membranes were subsequently stripped and actin levels were measured by
immunoblotting using chemiluminescent detection in order to standardize for protein loading.
Blots were incubated with mouse ascites fluid containing anti-actin antibody (29 mg/ml; Sigma-
Aldrich, St. Louis, MO) for 60 min at room temperature. The blots were washed four times for 15
min in TBST at room temperature and incubated for 60 min with a horseradish peroxidase
conjugated anti-mouse secondary antibody (1.0 mg/ml; Abcam, Cambridge, MA) in TBST
containing 5% non-fat milk, and washed as previously described. Complexed antibodies were
revealed using the Lumi-Light Western Blotting Substrate (Roche, Indianapolis, IN). The
intensity of the bands was determined by densitometry and the ratios of Cx to actin were
determined for each animal. There was no protein bands revealed in blots incubated in the

absence of primary antibody (negative control).

2.7. Testicular culture
Testes from immature brook trout (n = 4) were cut in 1 mm’ pieces and placed on
nitrocellulose floats in 24-well plastic tissue-culture dishes. Testicular pieces were covered with a

drop of culture medium and incubated at 11°C. The culture medium was composed of Leibovitz
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L-15 medium without phenol red and supplemented with proline (1.7 mM), aspartic acid (0.1
mM), glutamic acid (0.1 mM), bovine serum albumin fraction V (0.5%; Sigma-Aldrich), retinol
(50 pg/l), bovine insulin (1 mg/1), and Hepes (10 mM; Amresco, Ohio, OH), adjusted to pH 7.4.
The medium was changed every 2 days. At the end of the incubation, mRNAs were extracted and
RTs were done as described above. cx43 PCR amplifications were done using 30 cycles of
denaturation at 94°C for 30 s, annealing at 56.5°C for 30 s, and elongation at 72°C for 30 s. cx43
product was 649 pb and was separated on a 2% agarose gel and visualized by ethidium bromide

staining.

2.8. Statistical analyses

Statistical differences in mRNA levels were determined by one-way ANOVA, followed
by the Holm-Sidak multiple comparisons method (a < 0.05). When data failed the Kolmogorov-
Smirnov normality test, a Kruskal-Wallis one-way analysis of variance on ranks was performed
instead, followed by a Dunn’s test. Statistical analyses were performed using the Statistica

software (ver 6.0; StatSoft Inc., Tulsa, OK, USA).

3. Results
3.1. Gonadosomatic indices

In maturing fish, morphological analyses of the testis indicated that testes were at stage I
of spermatogenesis from May until June (Fig. 1A). Testes were at stage 2 of development during
the month of July and matured to stage 111 from the end of July until mid August. Spermiogenesis
(stage IV) proceeded until the first half of September and testes matured to stage V, when testes
were filled with spermatozoa, until the beginning of October. Final maturation, stage 6, ensued

after the spawning (from October to November).



155

A Stages of spermatogenesis
T

v

1 'um'v v Tw

Gonadosomatic index (99)

o~

Plasma testosterone levels
(ng/ml)

@]

ab

Plasma 11-KT levels
(ng/mi)
cuwEBZBBEY S

Figure 1: Seasonal variations in the stages of spermatogenesis, gonadosomatic indices (A),
plasma testosterone (B), and plasma 11-KT (C) levels. Trout spawned in November. The dotted
line represents GSI in immature fish while the solid line represents GSI in maturing fish.
Different letters indicate significantly different means (o < 0.05; n=10 per month).
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GSI in immature fish was always below 0.06% and did not vary from May to November
(Fig. 1A). In maturing fish, GSI peaked in October (5.05 + 0.81 %). In November, after

spawning, the GSI of mature fish significantly decreased (3.45 + 0.32 %).

3.2. Circulating levels of 11-ketotestoterone

In order to determine if correlations exist between androgen levels and testicular Cxs we
monitored circulating levels of plasma androgen levels during the annual cycle of
spermatogenesis. In maturing males, testosterone concentrations were very low and constant from
June to August (stages I-III; Fig. 1B). In september (stage IV), testosterone levels reached their
maximum levels and remained elevated until November (stage V or VI). Plasma 11-KT
concentrations increased from non-detectable levels in June (stage I) to peak concentrations in
September (stage IV; 275 + 50 ng/ml; Fig. 1C). Plasma 11-KT levels subsequently decreased by
almost 10-fold in October (transition from stages V to VI, 30 + 20 ng/ml) and remained at this

level in November (stage V or VI).

3.3. Androgen receptor mRNA levels

Both the alpha and beta isoforms of the androgen receptors were amplified in the brook
trout testis. We observed a small but significant decrease in ar-alpha mRNA levels (Fig. 2A)
from June to August (stages I-III) when levels reached their minimum. ar-alpha mRNA levels
subsequently increased until November (stage V or VI). In contrast, ar-beta mRNA levels (Fig.

2B) gradually increased from June (stage I) to November (stage V or VI).
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tr-beta (D) and rgthl (E). Total cellular RNA was isolated from testes each month from May until
November. Relative mRNA levels were obtained by RT-PCT using gene-specific primers. gadph
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3.4. Thyroid hormone receptor mRNA levels

TH receptor (TR) isoforms were amplified by RT-PCR in the brook trout testis. tr-alpha
mRNA levels (Fig. 2C) were constant from June to October (stages I-V), and then increased to
peak levels in November (stage V or VI). tr-beta mRNA levels initially decreased from June to
July (stages I-II) by more than 85% and remained constant until November when levels increased

6-fold to peak values (Fig. 2D).

3.5. Gonadotropin IrReceptor mRNA levels
Testicular rgzh I mRNA levels were high during spermatogenesis (June to October, stages

I-V; Fig. 2E). Levels significantly decreased by almost 50% in November (stage V or VI).

3.6. Cxs levels in maturing and immature trout

We compared Cxs levels in immature and maturing trout at the early beginning of testicular
development. Interestingly, Cx43, Cx43.4 and Cx31 (Figs. 3A, B, and D) levels were all
significantly higher in June and July (transition from stage I to II), in those fish that would mature
as compared to fish that remained immature during this reproductive season (stage I). Cx30 was
not significantly different between immature and maturing males (Fig. 3C). These data suggest
that increased expression of Cxs precedes changes in testicular maturation and that specific gap

junctional communication may be required to initiate the process of spermatogenesis.
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Figure 3: Variations in testicular Cx43 (A), Cx43.4 (B), Cx30 (C), and Cx31 (D) protein levels
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were used to standardize Cxs protein levels. I: immature fish; M: on-going-maturation fish; *:
significant variation (a < 0.05; n=6 per month).
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3.7. Testicular Cx protein levels

The Cx antisera used in the present study are the same as those we have previously used
to assess the presence of Cxs in brook trout (de Montgolfier et al., 2008). Testicular Cx43 protein
levels remained constant throughout the summer until October and then subsequently decreased
to their lowest levels in November (Fig. 4A). Cx43.4 levels gradually decreased from July to
September (stage III-IV), and were undetectable in October and November (stages V-VI; Fig.
4B). Testicular Cx30 protein levels remained constant from June to October and dramatically
decreased by almost 90% in November (Fig. 4C). Testicular Cx31 levels were constant from June
(stage I) until September (stage IV; Fig. 4D) and then decreased by 80 and 90% in October and

November (stage V or VI).

3.8. In vitro model for testis culture and influence of 11-KT on cx43 mRNA levels

While 11-KT levels were not detectable in fish at stage I of development, and since 11-
KT gradually increased until fish reached stage VI, we wanted to know whether or not cx43
mRNA levels were regulated by 11-KT. cx43 mRNA levels after 9 days of culture with either 1,
10, and 100 ng/ml of 11-KT were not significantly different from controls (Fig. 5). During the
incubation period cultured testicular fragments remained at the same stage of spermatogenesis

(data not shown).

3.9. Effect of cAMP and T on cx43 mRNA levels
To assess the effects of cAMP on testicular cx43 mRNA levels in vitro, testicular fragments were
first cultured in the presence of cAMP (50 ng/ml) for up to 48 hrs. Results indicated that maximal

response was observed after 12 hrs of culture (Fig. 6A). In testes cultured for 12 hrs with varying
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Figure 4: Seasonal variations in testicular Cx43 (A), Cx43.4 (B), Cx30 (C), and Cx31 (D) protein
levels during gonadal maturation. Protein levels of Cxs were determined by Western blot
analyses. Levels of actin were used to standardize Cx protein levels. Different letters indicate
significantly different means (a < 0.05; n = 6).
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Figure 5: Effects of 11-KT on cx43 mRNA levels in vitro. Testicular fragments were incubated in
the present of 11KT (0-100 ng/ml) for up to 9 days. Total cellular RNA was isolated from the
testicular fragments (n = 4) at 0, 5 and 9 days of culture. Relative cx43 mRNA levels were
measured by RT-PCR using specific primers for cx43. gadph mRNA levels were used to
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mRNA levels were measured by RT-PCR using gene-specific primers and the data was expressed
relative to gadph mRNA levels. Different letters indicate significantly different means (a < 0.05;.
n = 4/group at each time point).
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doses of cAMP, a significant dose-response relationship between cAMP and cx43 mRNA levels
was demonstrated (Fig 6B).

To determine if TH regulate testicular cx43 mRNA levels, testes were first incubated with
194 nM T; for up to 48 hrs. Results indicated, as with cAMP, a maximal response after 12 hrs of
culture (Fig. 6C). In testes incubated for 12 hrs with varying concentrations of T (0-370 nM),
results indicate a significant dose-response relationship between cx43 mRNA levels and
increasing T concentrations (Fig 6D).

In order to determine if cAMP and T3 acted in synergy with each other, testicular
fragments were cultured for 12 hrs in the presence of either cAMP, T or a combination of cAMP
and Ts. Results indicate that the combination of cAMP and T did not stimulate testicular cx43

mRNA levels at levels significantly differently different from T alone (Fig. 7).

4. Discussion

In this study, we examined seasonal changes in testicular Cxs during the reproductive
cycle of the brook trout. Our results indicate that the expression of testicular Cxs was regulated
during spermatogenesis. Cx43, Cx30, and Cx31 were expressed throughout spermatogenesis
whereas Cx43.4 was present only from June to September. These four Cxs have been previously
identified using degenerated primers in a RT-PCR approach, where each PCR product has been
cloned and sequenced (de Montgolfier et al., 2007). While recent study suggested that these Cxs
could have homology with other Cxs of other fish species (Cruciani and Mikalsen, 2007), we
aligned Cxs trout sequences with different Cxs of other fish species, and we did not observed
sequence similarities with other Cxs. This supports the notion that each antibody used in this

study identified a specific Cx.
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Figure 7: Effects of cCAMP and T3 on testicular cx43 mRNA levels. Testicular fragments were
cultured for 12 hrs in the presence of both cAMP and T C: negative control; Al: 25 ng/ml of
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18 nM of Ts. Relative cx43 mRNA levels were measured by RT-PCR using gene-specific primers
and the data was expressed relative to gadph mRNA levels. Different letters indicate significantly
different means (o < 0.05; n = 4/group at each time point).
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Our observations indicate that changes in the expression of testicular Cxs may precede the
onset of spermatogenesis. By comparing the expression of Cxs in immature with those of
maturing fish prior to the onset of spermatogenesis, levels of testicular Cx43, Cx43.4, and Cx31
were always higher in maturing fish. In mammals, it has been shown using a Sertoli-specific
conditional knock out mice that Cx43 is necessary for spermatogenesis (Sridharan et al., 2007).
Furthermore, in a previous study on the effects of treated sewage effluent on brook trout testis, it
was observed that cx43 mRNA levels were increased in fish exposed to low doses and that these
fish subsequently had increased stages of spermatogenesis (de Montgolfier et al., 2008). The
results from this study support the notion that changes in intercellular communication vig gap
junctions may occur prior to the onset of spermatogenesis and that these may contribute to
initiating spermatogenesis. However, we cannot discount the possibility that strain differences
may account for some of the differences observed.

There is no information on the regulation of testicular Cxs in fish. It has been shown in
mammals that the levels of different Cxs may be regulated by different hormones (Cyr et al.,
2007). In Leydig cells, Cx43 levels are regulated by the activation of protein kinase A, protein
kinase C as well as cAMP (Goldenberg et al., 2003). TH have also been shown to be important
regulators of Cx43 in Sertoli cells of the seminiferous tubule (St-Pierre et al., 2003). Cyr et al.
(1996) have also shown that androgens can regulate the cellular targeting of Cx43 in the rat
epididymis. Therefore, we wanted to determine whether or not there existed any correlations
between the seasonal levels of Cxs in the testis and receptor mRNA levels for androgens, TH and
GtHs.

In teleost fish, 11-KT and T are the major androgens implicated in gonadal maturation

(Miura et al., 1996). Seasonal changes in T and 11-KT during spermatogenesis in brook trout
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were similar to those described in other salmonid species (Tveiten et al., 1998). ar mRNA levels
varied seasonally. While ar-alpha mRNA levels were high early in spermatogenesis, levels of
both ar-alpha and ar-beta increased as a function of spermatogenesis and peaked in November at
the time of spermiation. Changes in either androgen receptor mRNA levels or in circulating
hormone levels did not correlate with the levels of testicular Cxs. Previous studies on mammals,
indicate that in prostate, Cx43 is androgen repressed (Stock et al., 1998) while in the epididymis
the targeting of Cx43 in the initial segment was regulated by androgens (Cyr et al., 1996).

To verify if androgens could regulate testicular cx43 in brook trout, an in vitro model was
used in which testicular fragments were incubated with different concentrations of 11-KT. This
model, which has been used in both the eel and the rainbow trout (Miura et al., 1991; Bouma et
al., 2005). There were no changes in cx43 mRNA levels after 9 days of culture with increasing
concentrations of 11-KT (0, 1, 10, and 100 ng/ml). During the incubation period, cultured
testicular fragments remained at the same stage of spermatogenesis.

In rainbow trout, two TRs, tr-alpha and tr-beta, have been identified and sequenced
(Power et al., 2001; Jones et al., 2002; Raine et al., 2004). In the present study, seasonal changes
in mRNA levels for the two TR isoforms in the testis were similar. tr-alpha mRNA levels were
constant throughout spermatogenesis until November when levels increased. The patterns of r-
beta mRNA levels were similar except in June when levels were significantly higher than levels
observed from July to October. These data were not correlated with changes in any of the
testicular Cxs. It has been reported that circulating levels of TH in the dentex (Dentex dentex)
increase in males at the time of spawning (Pavlidis et al., 2000). In male cod (Gadus morhua)
there were no discernable cycles of circulating TH levels (Cyr et al., 1998). However, Sambroni,
et al. (2001) reported that testicular type 2 deiodinase mRNA levels decreased as a function of

spermatogenesis in rainbow trout, suggesting a decrease in TH responsiveness in the testis at the
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time of spawning, since type II deiodinase levels have been reported to be TH-dependant (Brown
et al. 2004). If this were the case in the brook trout, then this may explain in part the lower levels
of Cx43 observed at the time of spawning. The regulation of TH receptor isoforms in the fish
testis has not, to our knowledge, been characterized. During development, it has been reported
that fr-beta mRNA levels are regulated by thyroid hormones but not tr-alpha (Walpita et al.,
2007; Manchado et al., 2009). In this study both tr-alpha and tr-beta mRNA levels appear to
change simultaneously suggesting that these may be regulated differently from other tissues.
Further studies will be needed to establish this.

To determine if TH can regulate cx43 mRNA levels, experiments were done to determine
the effects of T3 on testicular cx43 mRNA levels using cultured testicular fragments. The results
indicated a clear dose response relationship between T3 and cx43 mRNA levels. It has been
shown in mammals that the Cx43 promoter contains a specific thyroid response element and that
TH can regulate the expression of Cx43 (Stock et al., 1998; Stock and Sies, 2000). Likewise, St-
Pierre et al. (2003) have shown that testicular Cx43 is decreased during transient PTU-induced
hypothyroidism. These data would suggest that the regulation of cx43 by TH in the testis is
similar in fish and mammals. However, the fact that cx43 and TH receptor isoforms are not
correlated during the annual cycle of spermatogenesis, suggests that either the TH receptor
isoforms or cx43 are also regulated by other factors.

GtHs also play a predominant role in the regulation of teleost spermatogenesis (Borg,
1994). GtHs stimulate androgen production by Leydig cells which is necessary for
spermatogenesis (Amer et al., 2001). Testicular mRNA levels of rgth I were elevated from the
onset of spermatogenesis until spermiogenesis in brook trout which is consistent with previous

studies in the Japanese eel, and the sea bass (Miura et al., 1991; Nagahama, 1994).
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Since GtHs act on the testis to increase intracellular levels of cAMP, we determined
whether or not cAMP levels could stimulate cx43 mRNA levels in cultured testicular fragments.
Our data indicates that cx43 mRNA levels were responsive to cAMP. Studies in mammals have
reported that Cx43 levels can be regulated by cAMP (Paulson et al., 2000; Cherian et al., 2003).
Depending on the cell type and developmental stage, cAMP has been shown in the rat to either
inhibit or stimulate Cx43 expression (You et al., 2000). Our data suggest that in the adult brook
trout testis, CAMP can stimulate cx43 levels. This may explain why we observe differences in
testicular Cx43 levels between immature and maturing fish. In mammals, the onset of
spermatogenesis can be induced by T alone (Haywood et al., 2003). FSH also plays an important
role in the regulation and development of both Sertoli and germ cells in the immature testis
(Sharpe et al., 2003). The initiation of spermatogenesis in fish is induced by GtH I which
stimulate Leydig cells to produce 11-KT which in turn can act on Sertoli cells and stimulate
gonadal maturation (Miura et al., 1991). Previous studies have shown that T3 can stimulate GtH-
induced steroidogenesis in ovarian follicles (Cyr and Eales, 1989). Our data indicate that T; in the
culture medium did not significantly enhance cAMP-induced cx43 mRNA levels and that the
regulation of Cx43 by these factors likely occurs independently of one another.

In conclusion, this is the first report on seasonal variations of testicular Cxs during
spermatogenesis in fish. The expression of different testicular Cxs appeared to be associated with
different stages of spermatogenesis, as previously reported in rainbow trout (de Montgolfier et
al., 2007). Cx43, a predominant testicular Cx that is expressed in trout Sertoli cells, was regulated
by both T3 and cAMP indicating that TH and hormones that act on a cell via G-protein coupled

receptors may regulate, at least in part, by regulating intercellular gap junctional communication.



170

Acknowledgements

Dominique Lavallée is thanked for her technical assistance. This study was supported by the
AQUANET Network of Excellence, the SORDAC, and the VRQ-Réseau Aquaculture Québec
(RAQ).



171

References
Amer, M.A., Miura, T., Miura, C., Yamauchi, K., 2001. Involvement of sex steroid hormones in
the early stages of spermatogenesis in Japanese huchen (Hucho perryi). Biol Reprod. 65,

1057-1066.

Antonopoulou, E., Mayer, 1., Borg, B., Swanson, P., Murza, 1., Christoforov, O., 1999. Effects of
testosterone on gonadotropins, testes, and plasma 17a,20p-dihydroxy-4-pregnene-3-one
levels in postbreeding mature Atlantic salmon, Salno salar, male parr. J Exp Zool. 284,

425-436.

Batias, C., Defamie, N., Lablack, A., Thepot, D., Fenichel, P., Segretain, D., Pointis, G., 1999.
Modified expression of testicular gap-junction connexin 43 during normal spermatogenic

cycle and in altered spermatogenesis. Cell Tissue Res. 298, 113-121.

Borg, B., 1994. Androgens in teleost fishes. Comp Biochem Physiol C Pharmacol Toxicol

Endocrinol. 109, 219-245.

Bouma, G.J., Cloud, J.G., Nagler, J.J., 2005. An in vitro system for the long-term tissue culture of

juvenile rainbow trout (Oncorhynchus mykiss) testis. J Exp Zool. 303A, 698-703.

Brehm, R., Zeiler, M., Riittinger, C., Herde, K., Kibschull, M., Winterhager, E., Willecke, K.,

Guillou, F., Lécureuil, C., Steger, K., Konrad, L., Biermann, K., Failing, K., Bergmann,



172

M., 2007. A Sertoli cell-specific knockout of connexin43 prevents the initiation of

spermatogenesis. Am J Pathol. 171, 19-31.

Brown, S.B., Adams, B., A., Cyr, D.G., Eales, J.G., 2004. Contaminant effects on the teleost fish.
Environ Toxicol Chem. 23, 1680-1701.

Buzzard, J.J., Wreford, N.G., Morrison, J.R., 2003. Thyroid hormone, retinoic acid, and

testosterone suppress proliferation and induce markers of differentiation in cultured rat

Sertoli cells. Endocrinology. 144, 3722-3731.

Cherian, P.P., Cheng, B., Gu, S., Sprague, E., Bonewald, L.F., Jiang, J.X., 2003. Effects of

mechanical strain on the function of gap junctions in osteocytes are mediated through the

prostaglandin EP2 receptor. J Biol Chem. 278, 43146-43156.

Cruciani, V., Mikalsen, S.0., 2007. Evolutionary selection pressure and family relationships

among connexin genes. Biol Chem. 388, 253-264.

Cyr, D.G., Dufresne, J., Gregory, M., 2003. Cellular communication and the regulation of gap
junctions in the epididymis. In: B.T. Hinton and T.T. Turner eds. “The Third International

Conference on the Epididymis”. The Van Doren Company, Charlottesville, VA, pp 50-59.

Cyr, D.G.,, Eales, J.G., 1989. T3 enhancement of in vitro estradiol-17B secretion by oocytes of

rainbow trout, Salmo gairdneri, is dependent on cAMP. Fish Physiol Biochem. 6, 255-
259,



173

Cyr, D.G,, Eales, J.G., 1988. In vitro effects of thyroid hormones on gonadotropin-induced
estradiol-17P secretion by ovarian follicles of rainbow trout, Salmo gairdneri. Gen Comp

Endocrinol. 69, 80-87.

Cyr, D.G., Gregory, M., Dube, E., Dufresne, J., Chan, P.T., Hermo, L., 2007. Orchestration of
occludins, claudins, catenins and cadherins as players involved in maintenance of the

blood-epididymal barrier in animals and humans. Asian J Androl. 9, 463-475.

Cyr, D.G., Hermo, L., Laird, D.W., 1996. Immunocytochemical localization and regulation of

connexin43 in the adult rat epididymis. Endocrinology. 137, 1474-1484.

Cyr, D.G., Ildler, D.R,, Audet, C., McLeese, J.M., Eales, J.G., 1998. Effects of long-term
temperature acclimation on thyroid hormone deiodinase function, plasma thyroid

hormone levels, growth, and reproductive status of male Atlantic cod, Gadus morhua.

Gen Comp Endocrinol. 109, 24-36.

de Montgolfier, B., Fournier, M., Audet, C., Marcogliese, D.J., Cyr, D.G., 2008. Influence of
municipal effluents on the expression of connexins in the brook trout (Salvelinus

Jontinalis) testis. Aquat Toxicol. 86, 38-48.

de Montgolfier, B., Duftesne, J., Letourneau, M., Nagler, J., Fournier, A., Audet, C., Cyr, D.G.,
2007. The expression of multiple connexins throughout spermatogenesis in the rainbow

trout testis suggests a role for complex intercellular communication. Biol Reprod. 76, 2-8.



174

Defamie, N., Berthaut, I, Mograbi, B., Chevallier, D., Dadoune, J.P., Fenichel, P., Segretain, D.,
Pointis, G., 2003. Impaired gap junction connexin43 in Sertoli cells of patients with

secretory azoospermia: a marker of undifferentiated Sertoli cells. Lab Invest. 83, 449-456.

Eastman, S.D., Chen, T.H., Falk, MM., Mendelson, T.C., Iovine, M.K., 2006. Phylogenetic
analysis of three complete gap junction gene families reveals lineage-specific duplications

and highly supported gene classes. Genomics. 87, 265-274.

Gilleron, J., Nebout, M., Scarabelli, L., Senegas-Balas, F., Palmero, S., Segretain, D., Pointis, G.,
2006. A potential novel mechanism involving connexin 43 gap junction for control of

Sertoli cell proliferation by thyroid hormones. J Cell Physiol. 209, 153-161.

Goldenberg, R.C.S., Fortes, F.S.A., Cristancho, J.M., Morales, M.M., Franci, C.R., Varanda,
W.A., Campos de Carvalho, A.C., 2003. Modulation of gap junction mediated

intercellular communication in TM3 Leydig cells. J Endocrinol. 177, 327-335.

Goodenough, D.A., Goliger, J.A., Paul, D.L., 1996. Connexins, connexons, and intercellular

communication. Annu Rev Biochem. 65:475-502.

Haywood, M., Spaliviero, J., Jimemez, M., King, N.J., Handelsman, D.J., Allan, C.M., 2003.
Sertoli and germ cell development in hypogonadal (hpg) mice expressing transgenic
follicle-stimulating hormone alone or in combination with testosterone. Endocrinology.

144, 509-517.



175

Holsberger, D.R., Cooke, P.S., 2005. Understanding the role of thyroid hormone in Sertoli cell

development: a mechanistic hypothesis. Cell Tissue Res. 322, 133-140.

Holsberger, D.R., Jirawatnotai, S., Kiyokawa, H., Cooke, P.S., 2003. Thyroid hormone regulates
the cell cycle inhibitor p27(Kip1) in postnatal murine Sertoli cells. Endocrinology. 144,

3732-3738.

Holsberger, D.R., Kiesewetter, S.E., Cooke, P.S., 2005. Regulation of neonatal Sertoli cell

development by thyroid hormone receptor al. Biol Reprod. 73, 396-403.

Jones, 1., Rogers, S.A., Kille, P., Sweeney, G.E., 2002. Molecular cloning and expression of
thyroid hormone receptor a during salmonid development. Gen Comp Endocrinol. 125,

226-235.

Kumar, N.M., Gilula, N.B., 1996. The gap junction communication channel. Cell. 84, 381-388.

Kumar, R.8., Ijiri, S., Kight, K., Swanson, P., Dittman, A., Alok, D., Zohar, Y., Trant, JM.,
2000. Cloning and functional expression of a thyrotropin receptor from the gonads of a
vertebrate (bony fish): potential thyroid-independent role for thyrotropin in reproduction.

Mol Cell Endocrinol. 167, 1-9.



176

Lagree, V., Brunschwig, K., Lopez, P., Gilula, N.B,, Richard, G., Falk, M.M., 2003. Specific
amino-acid residues in the N-terminus and TM3 implicated in channel function and

oligomerization compatibility of connexin43. J Cell Sci. 116, 3189-3201.

Manchado, M., Infante, C., Rebordinos, L., Canavate, J.P., 2009. Molecular characterization,
gene expression and transcriptional regulation of thyroid hormone receptors in Senegalese

sole. Gen Comp Endocrinol. 160, 139-147.

Miura, C., Miura, T., Yamashita, M., Yamauchi, K., Nagahama, Y., 1996. Hormonal induction of
all stages of spermatogenesis in germ-somatic cell coculture from immature Japanese eel

testis. Dev Growth Differ. 38, 257-262.

Miura, T., Yamauchi, K., Takahashi, H., Nagahama, Y., 1991. Hormonal induction of all stages

of spermatogenesis in vitro in the male Japanese eel (dnguilla japonica). Proc Natl Acad

Sci U S A. 88, 5774-5778.

Nagahama, Y., 1994. Endocrine regulation of gametogenesis in fish. Int J Dev Biol. 38, 217-229.

Nelson, E.R., Habibi, H.R., 2006. Molecular characterization and sex-related seasonal expression

of thyroid receptor subtypes in goldfish. Mol Cell Endocrinol. 253, 83-95.

Oba, Y., Hirai, T., Yoshiura, Y., Yoshikuni, M., Kawauchi, H., Nagahama, Y., 1999. The duality

of fish gonadotropin receptors: cloning and functional characterization of a second



177

gonadotropin receptor cDNA expressed in the ovary and testis of amago salmon

(Oncorhynchus rhodurus). Biochem Biophys Res Commun. 265, 366-371.

Paulson, A.F., Lampe, P.D., Meyer, R.A., TenBroek, E., Atkinson, M.M., Walseth, T.F.,
Johnson, R. G., 2000. Cyclic AMP and LDL trigger a rapid enhancement in gap junction

assembly through a stimulation of connexin trafficking. J Cell Sci. 113, 3037-3049.

Pavlidis, M., Greenwood, L., Mourot, B., Kokkari, C., Le Menn, F., Divanach, P., Scott, A.P.,
2000. Seasonal variations and maturity stages in relation to differences in serum levels of
gonadal steroids, vitellogenin, and thyroid hormones in the common dentex (Dentex

dentex). Gen Comp Endocrinol. 118, 14-25.

Pointis, G., Fiorini, C., Defamie, N., Segretain, D., 2005. Gap junctional communication in the

male reproductive system. Biochim Biophys Acta. 1719, 102-116.

Pointis, G., Segretain, D., 2005. Role of connexin-based gap junction channels in testis. Trends

Endocrinol Metab. 16, 300-306.

Pottinger, T.G., 1988. Seasonal variation in specific plasma- and target-tissue binding of
androgens, relative to plasma steroid levels, in the brown trout, Salmo trutta L. Gen Comp

Endocrinol. 70, 334-344.



178

Power, D.M., Llewellyn, L., Faustino, M., Nowell, M.A., Bjornsson, B.T., Einarsdottir, 1.E.,
Canario, A.V., Sweeney, G.E., 2001. Thyroid hormones in growth and development of

fish. Comp Biochem Physiol C Toxicol Pharmacol. 130, 447-459.

Raine, J.C., Cameron, C., Vijayan, M.M., Lamarre, J., Leatherland, J.F., 2004. The effect of
elevated oocyte triiodothyronine content on development of rainbow trout embryos and

expression of mRNA encoding for thyroid hormone receptors. J. Fish Biol. 65, 206-226.

Risley, M.S., Tan LP., Roy C, Saez, J.C., 1992. Cell-, age- and stage-dependent distribution of

connexin43 gap junctions in testes. J Cell Sci. 103, 81-96.

Roscoe, W.A., Barr, K.J., Mhawi, A.A., Pomerantz, D.K., Kidder, G.M., 2001. Failure of

spermatogenesis in mice lacking connexin43. Biol Reprod. 65, 829-838.

Sambroni, E., Gutieres, S., Cauty, C., Guiguen, Y., Breton, B., Lareyre, J J., 2001. Type 1
iodothyronine deiodinase is preferentially expressed in rainbow trout (Oncorhynchus

mykiss) liver and gonads. Mol Reprod Dev. 60, 338-350.

Schulz, R., 1984. Serum levels of 1l-oxotestosterone in male and 17B-estradiol in female
rainbow trout (Salmo gairdneri) during the first reproductive cycle. Gen Comp

Endocrinol. 56, 111-120.



179

Scott, A.P., Sumpter, J.P., 1989. Seasonal variations in testicular germ cell stages and in plasma
concentrations of sex steroids in male rainbow trout (Salmo gairdneri) maturing at 2 years

old. Gen Comp Endocrinol. 73, 46-58.

Sharpe, R.M., McKinnell, C., Kivlin, C., Fisher, J.S., 2003. Proliferation and functional
maturation of Sertoli cells, and their relevance to disorders of testis function in adulthood.

Reproduction. 125, 769-7 84.

Sridharan, S., Simon, L., Meling, D.D., Cyr, D.G., Gutstein, D.E., Fishman, G.I, Guillou, F.,
Cooke, P.S., 2007. Proliferation of adult Sertoli cells following conditional knockout of

the gap junctional protein GJA1 (Connexin 43) in mice. Biol Reprod. 76, 804-812.

St-Pierre, N., Dufresne, J., Rooney, A.A., Cyr, D.G., 2003. Neonatal hypothyroidism alters the
localization of gap junctional protein connexin 43 in the testis and messenger RNA levels

in the epididymis of the rat. Biol Reprod. 68, 1232-1240.

Stock, A., Sies, H., 2000. Thyroid hormone receptors bind to an element in the connexin43

promoter. Biol Chem. 381, 973-979.

Stock, A., Sies, H.,, Stahl, W., 1998. Enhancement of gap junctional communication and

connexin43 expression by thyroid hormones. Biochem Pharmacol. 55, 475-479.

Swanson, P., Suzuki, K., Kawauchi, H., Dickhoff, W.W., 1991. Isolation and characterization of

two coho salmon gonadotropins, GTH I and GTH II. Biol Reprod. 44, 29-38.



180

Takeo, J., Yamashita, S., 1999. Two distinct isoforms of cDNA encoding rainbow trout androgen

receptors. J Biol Chem. 274, 5674-5680.

Tveiten, H., Mayer, I., Johnsen, H. K., Jobling, M., 1998. Sex steroids, growth and condition of

Arctic charr broodstock during an annual cycle. J Fish Biol. 53, 714-727.

Van der Kraak, G., Suzuki, K., Peter, R.E., Itoh, H., Kawauchi, H., 1992. Properties of common

carp gonadotropin I and gonadotropin II. Gen Comp Endocrinol. 85, 217-229.

Vaney, D I, Nelson, J.C., Pow, D.V., 1998. Neurotransmitter coupling through gap junctions in

the retina. J Neurosci. 18, 10594-10602.

Walpita, C.N., Van der Geyten, S., Rurangwa, E., Darras, V.M., 2007. The effect of 3.,5,3-
triiodothyronine supplementation on zebrafish (Danio rerio) embryonic development and
expression of iodothyronine deiodinases and thyroid hormone receptors. Gen Comp

Endocrinol. 152, 206-214.

You, S, Li, W., Lin, T., 2000. Expression and regulation of connexin43 in rat Leydig cells. J

Endocrinol. 166, 447-453.



181

DEUXIEME PARTIE, SECTION 4: CHARACTERIZATION OF
THE BROOK TROUT CX43 PROMOTER: ROLE OF THE
THYROID HORMONE RECEPTOR-BETA AND C/EBP BINDING

SITES IN TRANSCRIPTIONAL ACTIVATION.

Benjamin de Montgolfier, Céline Audet, et Daniel G. Cyr

En préparation pour soumission.

4.1 Résumé francgais de I'article

Les jonctions lacunaires sont essentielles pour assurer le déroulement de la
spermatogenese. En effet, une diminution des niveaux de CX43 dans le testicule entraine une
perturbation de la spermatogenése, voire une infertilité, chez les mammiféres. Des études ont
montré que ’AMPc et les hormones thyroidiennes augmentaient ’expression de la Cx43. Les
objectifs de la présente étude étaient de déterminer si I’ AMPc et la T régulaient I’expression de
la cx43 via la transcription. Un fragment de 607 pb du promoteur de la cx43 a été cloné et
séquencé par Genome Walking. C/EBP (-164 to -156) et tr-beta (-112 to -107), deux sites de
liaison ont été identifiés sur ce fragment ; de plus, des expériences par retardement sur gel ont
montré la fixation de protéines nucléaires sur ces deux régions. Des cellules RTG-2 ont été
incubées avec différentes concentrations d’AMPc ou de T;. En présence d’AMPc, seules les

contructions -431 présentaient une augmentation significative des niveaux de transactivation, et
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les construits mutés pour le site C/EBP n’ont pas montré de transactivation, suggérant ainsi que
C/EBP augmente la transcription de cx43. Les constructions -158 et -431 ont montré une
augmentation des niveaux de transactivation en présence de Ts. Aucune transactivation n’a été
observée lorsque tr-beta était muté chez ces construits, confirmant aussi I’activation de la cx43
par tr-beta. En présence d’AMPc et de T; dans le milieu de culture, aucun effet additif n’a été
noté sur les construits -158 et -431. En conclusion, nous avons isolé, cloné et séquencé pour la
premiére fois le promoteur de la cx43 et démontré I’activation de sa transcription in vitro par

C/EBP et tr-beta.

4.2 Contribution de I'étudiant

L’ensemble des expériences présentées dans cette étude a été réalisé par 1’étudiant. La
premiére version du manuscrit de I’article a été écrite par I’étudiant. De plus, I’étudiant participe
au choix du journal et effectue les modifications du manuscrit en apportant les corrections

nécessaires.
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Abstract

Gap junctions are crucial for spermatogenesis; in fact, a loss of CX43 expression in
mammalian Sertoli cells prevents spermatogenesis. Previous studies in brook trout have
demonstrated that cAMP and thyroid hormones regulate Cx43 expression. The objective of the
present study was to determine if cAMP and 3,5,3’-triiodo-L-thyronine (Ts) regulate cx43
transcription. A 607 bp 5 flanking sequence of the cx43 promoter was cloned and sequenced by
Genome Walking. The TATA box was predicted to be located between position -36 and -30, and
67 different binding sites were identified using the TRANSFAC software. 5’-Rapid amplification
of cDNA ends (RACE) indicated a single transcriptional start site for the brook trout cx43
(btCx43) gene. Single C/EBP (-164 to -156) and tr-beta (-112 to -107) response elements were
identified, and electrophoretic mobility shift assays indicated the presence of competitive protein
binding sites at each of the two regions in brook trout testis. Cells from an immortalized rainbow
trout gonadal cell line (RTG-2) were shown to express the cx43 transcript. The btCx43 promoter
was inserted into a luciferase gene expression vector and transfected into RTG-2 cells.
Transactivation of the construct was stimulated by either cAMP or Ti. Sequential deletion
analysis revealed that cAMP-induced transactivation occurred only in the -431bp construct and
that the activity was lost in the -158 bp and -91 bp constructs. This is consistent with the position
of the C/EBP response element. Point mutations in the C/EBP response element prevented
cAMP-induced transactivation. T3 induced transactivation was induced in both the -158 and -431
constructs. There was no transactivation activity in the -91pb construct. Mutation of the t-beta
response element prevented Ts-induced transactivation of the btCx43 promoter. No additive
effects were observed with the -158 and -431 constructs when cells were incubated with both T
and cAMP, suggesting that either signalling molecular can elicit maximal activity. Together these

data indicate that both cAMP and T; stimulate cx43 expression via direct regulation of gene
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transcription.
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Introduction

Spermatogenesis is a process that requires complex cell—cell interactions. Gap junctions,
which are low-resistance channels, allow the passage of small molecular weight metabolites (< 1
KDa) such as cAMP, inositol, and ions (Ca®*, H', CI') between neighbouring cells, thereby
allowing direct intercellular communication between adjacent cells. Gap junctions are composed
of hexomeric connexons which are themselves composed of proteins referred to as connexins
(Cxs) which are differentially expressed in different tissues. Certain cells express a single Cx
while others can express several Cxs (Beyer et al., 1990). There are few studies on Cxs in fish. A
recent study on the zebrafish genome revealed the presence of 37 different Cxs (Eastman et al.,
2006). Previous studies done in our lab have identified four different Cxs in both rainbow and
brook trout testis: Cx43, Cx43.4, Cx30, and Cx31 (de Montgolfier et al., 2007; 2008). Each of the
four Cxs identified in the testis is expressed in different cell types. Cx43 was localized along the
plasma membrane of Sertoli cells in both rainbow and brook trout testes, as is the case in
mammals (Risley et al., 1992; Pointis and Segretain, 2005; de Montgolfier et al., 2007).

In brook trout, 11-ketotestosterone (11-KT) does not appear to be an important regulator
of testicular cx43 (de Montgolfier et al., 2009). However, cAMP and triiodothyronine (T3) can
modify cx43 mRNA levels, suggesting that FSH, acting through cAMP, and thyroid hormone
may be implicated in regulating cx43 levels in brook trout testis (de Montgolfier et al., 2009).
CAMP has been implicated in the regulation of gap junctions in various cell types (Dowling-
Warriner and Trosko, 2000; Romanello et al., 2001; TenBroek et al,, 2001; Yao et al., 2006).

Thyroid hormones (THs) are implicated in fish reproduction (Cyr and Eales, 1996);
thyroid inhibitors can inhibit spermatogenesis (Swapna et al., 2006). In teleosts, two isoforms of
thyroid hormone receptors (TRs), t-alpha and tr-beta have been shown to be present in the

brook trout testis (de Montgolfier et al., 2009). Furthermore, incubation of testicular fragments
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with varying concentrations of T is correlated with increased levels of cx43 mRNA levels.
Studies in mammals have also shown that THs can modify Cx43 levels in the testis and in a
murine Sertoli cell line (St-Pierre et al., 2003; Gilleron et al., 2006). Moreover, THs are known to
be important regulators of Sertoli cell differentiation (Buzzard et al., 2003; Holsberger et al.,
2003; Holsberger and Cooke, 2005), a process that is dependant on Cx43 (Brehm et al., 2007;
Sridarahan et al., 2007).

While we have previously shown that testicular mRNA levels of cx43 is dependent on
both cAMP and Ts, there is no evidence to indicate whether or not this regulation occurs at the
transcriptional level or via other means. In order to determine if cAMP and/or T; regulate the
transactivation of the btCx43 gene, we intend to characterize the btCx43 promoter and, using in
vitro approaches, assess whether or not cAMP and T3 can directly stimulate the transcription of

the btCx43 gene
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Material and Methods
Animals

One-year-old male brook trout were sampled at the Station aquicole de Pointe-au-Pére
(Rimouski, Québec). Fish were held indoors in 500 L circular tanks under natural photoperiod
and water temperature conditions. For sampling, fish were anesthetized in 3-aminobenzoic-ethyl-
ester-acid (MS-222; 0.16 g/L) with constant aeration. Fish were weighed, measured, and sexed.

All animal procedures were approved by the University Animal Care Committee.

mRNA extraction and reverse transcription

Total RNA was isolated from brook trout testes and RTG-2 cells using the Absolutely
RNA® Miniprep kit (Stratagene, La Jolla, CA). The isolated RNA was treated with DNase (1
U/ug of RNA; deoxyribonuclease I, amplification grade; Canadian Life Technologies,
Burlington, ON) to remove any contaminating genomic DNA. The resulting RNA was reverse
transcribed using oligo d(T) 16-18 primers (GE Health Sciences, Baie D’Urfe, QC, Canada) and
M-MLV reverse transcriptase (Canadian Life Technologies) according to the supplier’s

instructions.

RT-PCR

cDNA templates (250 ng) were amplified for cx43 using specific primers (Table 1).
Amplification by PCR was done using 35 cycles of denaturation at 94°C for 30 s, annealing at
58°C for 30 s, and elongation at 72°C for 30s. Amplicons were separated on a 2% agarose gel

and visualized by ethidium bromide staining,
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Rapid amplification of cDNA 5' ends (RACE)

Total RNA was isolated from brook trout testes at stages 2 and 3 of spermatogenesis using the
Absolutely RNA Miniprep kit (Stratagene, La Jolla, CA, USA). The isolated RNA was treated
with DNase (1 U/pg of RNA; deoxyribonuclease I, amplification grade; Canadian Life
Technologies, Burlington, ON, Canada) to remove contaminating genomic DNA. A Ipg aliquot
of total mRNA was used for first-strand cDNA synthesis. RACE-PCR was done using the BD
SMART™ RACE cDNA Amplification kit (BD Biosciences, San Jose, CA). The amplification
was done by Touchdown PCR using 5 cycles of denaturation at 94°C for 30 sec, annealing at
72°C for 3 min; 5 cycles of denaturation at 94°C for 30 sec, annealing at 70°C for 30 sec,
elongation at 72°C for 3 min; and 25 cycles of denaturation at 94°C for 30 sec, annealing at 68°C
for 30 sec, and elongation at 72°C for 3 min. The RACE-PCR products were separated on a 0.5%
agarose gel and visualized by ethidium bromide staining. RT-PCR products were extracted from
the agarose gel (QIAEX II Gel Extraction kit; Qiagen, Mississauga, ON, Canada), and sequenced
using an automated sequencer (Genetic analyzer 3130, Applied Biosystems, Foster city, CA,
USA). Cx43R1 and Cx43RC1 were used as gene-specific primers in two separate reactions
which were designed to amplify products of 594 bp and 233 bp respectively (Table 2). RACE-
PCR reactions with buffer alone were used as negative controls and the amplication of transferrin
from human placenta was used as positive control. The sequences of the resulting amplicons were
compared to other known Cxs using BLAST homology comparisons (GenBank, National Center

for Biotechnology Information, Bethesda, MD).
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Table 1: Gene-specific primer sequences used for RT-PCR to identify cx43 in adult brook trout
testes.

Product size
Primer Sequence (bp)

CxF1 ATGGGTGACTGGAGYKYCYTRG
CxR1 _ACCACCARCATRAAGAYRATGAAG

649
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Table 2: Gene-specific primer sequences used for RACE-PCR in adult brook trout testes. N = A,

C,GorT,V=A,G,orC

Primer Sequence (5' to 3") Product size (bp)
Cx43R1 CGATGTAGGTTCTCAAGAGGGCTCC 600
UPM CTAATACGACTCACTATAGGGC
Cx43RC1 CGT GGA GTA AGC CTG AACCTTGT 240
UPM CTAATACGACTCACTATAGGGC

5-CDS primer  (T)25V N

2600
UPM CTAATACGACTCACTATAGGGC
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Isolation of the 5' flanking region of the brook trout cx43 gene

The 5° flanking region of the btCx43 gene was done by genome walking using the
Genome Walker kit (Clontech, Palo Alto, CA). Genomic DNA was digested with four different
enzymes (Dra I, EcoR V, Pvu 1], and Stu I). The BD GenomeWalker Adaptor was linked to the 5'
ends of each DNA fragment in the four libraries with T4 DNA ligase. PCRs were done using
specific primers; the resulting products were resolved on a 0.5% agarose gel and visualized by
ethidium bromide staining. The PCRs products were then extracted from the gel (QIAEX II Gel
Extraction kit; Qiagen, Mississauga, ON, Canada), cloned into the pCRII-Topo vector. The

resulting clones were sent for automated sequencing (DNA Landmarks, Ste-Julie, QC)

Extraction of nuclear proteins

Nuclear proteins from brook trout testis were extracted using a nuclear protein extraction
kit (Nuclear Extraction kit; Active Motif, Carlsbad, CA) according to the manufacturer’s
instructions. Protein concentrations were quantified using the Bio-Rad protein assay reagents

(Bio-Rad Laboratories, Mississauga, ON, Canada).

Electrophoresis mobility shift assays (EMSA)

Electrophoretic mobility shift assays (EMSA) were done according to the methods
described in previous studies (Plante et al., 2002; Dufresne and Cyr, 2007; Plante et al., 2007).
Nuclear extracts from brook trout testes were prepared as described above. Protein concentrations
were measured using the Bio-Rad reagent. Two oligonucleotides spanning the region of interest
(positions -173 to -143 and -123 to -93 relative to the transcription start site; Table 3) were

synthesized, as were their respective complementary strands (Invitrogen Inc., Burlington, ON,
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Table 3: Sequence of the promoter fragments used as DNA probes for EMSA.

Fragment name® _ Position® Length Sequence (5'-3")°

BtT3R-beta F -123 to0 -93 30 CCATGCATTTGTTACTTCTAGGTTAGACTA

mBtT3R-beta F -123 t0 -93 30 CCATGCATTTGGGCAGGCTAGGTTAGACTA

BtC/EBP F -173 to -143 30 ATTGCAAAAATCAGAAATTTTCTGTCCAGA

mBtC/EBP F -173 to -143 30 ATTGCAAAACGACTCCCGTTTCTGTCCAGA
*F, forward.

® Forward primer names indicate the length of the PCR products.
¢ Letters in bold represent a binding site sequence, whereas underlined letters in bold represent a mutation site.



194

Canada). Brook trout cx43 promoter fragments (10 pmol of sense oligonucleotides) were
incubated with T4 polynucleotide kinase (InVitrogen Life Technologies, Burlington, ON) and [y
32p] ATP, for 30 min at 37°C using 5 U of T4 polynucleotide kinase and reaction buffer (GE
Healthcare, Mississauga, ON) in a total volume of 50 pl. Following the incubation, the labeled
oligonucleotide was heated at 65.8°C for 10 min and incubated for 30 min at room temperature
with a 2.5 molar excess of its antisense counterpart preheated in the same manner. The double-
strand oligonucleotide was purified on a sephadex G-50 column (Nick Column; GE Healthcare),
and the radioactive content from 2 pl of the resulting fraction was determined in order to ensure a
specific activity of at least 5000 cpm/fmol. A radioactive double-stranded DNA. fragment was
incubated for 30 min at room temperature with 30 pg of nuclear protein (a pool of three
individuals) in EMSA incubation buffer (4% glycerol, 10 mM MgCl,, 0.5 mM EDTA, 10 mM
Tris-HC1 pH 7.5, 50 mM NaCl, 0.5 mM DTT, and 50 pg/ml poly dI-dC), and preincubated, when
appropriate, with unlabeled oligonucleotide for 30 min at room temperature. Labeled
oligognucleotides (30 fmol) were then added to the mixture for a final volume of 15 ul, and
incubated for an additional 30 min at room temperature. The binding reaction products were
mixed with 3 ul of 6X DNA loading buffer then separated by electrophoresis (120 V, 400 mA)
on a 6% polyacrylamide gel, dried, exposed overnight to a phosphorus screen, and scanned with a

PhosphorImager (Molecular Dynamics, Sunnyvale, CA).

Construct and luciferase assay
Sequential deletion constructs of the cx43 promoter were achieved by PCR using specific
primer combinations (Table 4). Restriction sites were inserted into the primers to ensure that the

cloning was unidirectional. PCR products were ethanol-precipitated, purified on agarose gel, and



195

double-digested with Nhel and Kpnl (GE Healthcare, Baie d’Urfe, QC). The digested products
were loaded onto an agarose gel, separated by electrophoresis, and purified. These fragments
were ligated into the Nhel and Kpnl cloning site of the pGL3-Basic vector upstream of the firefly
luciferase gene (Promega, Madison, WI) using T4 DNA ligase (Invitrogen). Competent JM109
bacteria were chemically transformed with the three different constructs. Colonies were analyzed
by restriction enzyme digest, and positive clones were selected, grown, purified with a
commercial kit (Plasmid Midi Kit; Qiagen), and stored at -20°C.

The tr-beta binding site in pGL3 constructs containing the -431 to +75 fragment and the
~-158 to +75 fragment of the cx43 promoter were mutated using the QuickChange II Site-Directed
Mutagenesis kit (Stratagene, La Jolla, CA). A four-base mutation (GGCG to TTAC) was
introduced according to the manufacturer’s instructions using the sense mutagenic primer 5'-GGT
ACC GCT GCA TGC CGG GAG GTT ACG AGC TGC TTT AAA TCG-3' and its
complementary strand as the antisense primer (Operon Biotechnologies, Huntsville, AL). The
selected resulting clones were sequenced (Genome Quebec), and plasmids were purified (Plasmid
Midi kit) and stored at -20°C.

The C/EBP binding site in pGL3 constructs containing the -431 to +75 fragment of the
cx43 promoter was mutated using the same protocol described above for the tr-beta binding site
mutation. A four-base mutation (GGCG to TTAC) was introduced using a sense mutagenic
primer 5'-GGT ACC GCT GCA TGC CGG GAG GTT ACG AGC TGC TTT AAA TCG-3' and
its complementary strand as the antisense primer (Operon Biotechnologies, Huntsville, AL). The
selected resulting clones were sequenced (Genome Quebec) and grown. Plasmids were purified
using a Plasmid Midi kit (Qiagen, Mississauga, ON) and stored at -20°C. Plasmids were purified
using a Plamid Midi kit (Qiagen, Mississauga, ON) and stored at -20°C. A plasmid containing the

luciferase gene under the control of the Rous sarcoma virus long terminal repeat (pRSV-L) was
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Table 4: List of primers used to generate the cx43 promoter sequential deletion constructs.

Primers *® 5' Position Length Sequence (5' to 3") ¢ Annea(lci’g temp.
BTCx43PF-522pb -431 14 CGCTGGTACCCTGT 513
BTCx43PR-522pb +75 17 CCTGGAGGCTAGCCTGA
BTCx43PF-249pb -158 21  AACTTTCGGTACCAAAATGAT 50.7
BTCx43PR-249pb +75 17  CCTGGAGGCTAGCCTGA
BTCx43PF-172pb -91 18 TGCAATGCGGTACCTTCC 507
BTCx43PR-172pb +64 17 GCCTGAAGCTAGCAATC

R, Reverse; F, forward.
® Forward primer names indicate the length of the PCR products.
° Underlined text indicates Nhel (reverse primer) and Kpnl (forward primer) restriction sites.
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used as a positive control.

RTG-2 cell line culture and transfection

Immortalized rainbow trout gonadal cell line (RTG-2; American Type Culture Collection,
ATCC, CCL 55) were used to assess the transactivation of the btCx43gene. RTG-2 cells were
grown at 24°C with 5% CO; in Eagles Minimal Essential Medium supplemented with 2 mM L-
glutamine, 10% FBS, 1 mM sodium pyruvate 90%, and 1.5 g/L sodium bicarbonate. The medium
was changed every two days.

Cells were cotransfected (in triplicate) in 24-well plates with 1 pg of different cx43
promoter constructs (Table 3) and 100 ng of Renilla (transfection control) using lipofectamine.
Cells were grown with 0.5 ml of fresh growth medium before transfection. After 24 h, medium
was removed and cells were washed with PBS. Cells were lysed directly in the plate using 200 pl
of Passive Lysis Buffer (Promega Corporation, Madison, WI). Firefly and Renilla luciferase
activity in a 20 pl aliquot were determined using the Dual-Luciferase Reporter Assay System kit

(Promega). Relative luciferase activity was expressed as the ratio of firefly to Renilla activity.

Results
cx43 promoter sequence

We isolated, cloned, and sequenced a 607 bp fragment of the brook trout cx43 promoter
containing the untranslated sequence. The sequence, including a 592 bp upstream fragment of the
translation start codon, is shown in Fig. 1. The TATA box was predicted using the Proscan

software (Version 1.7) and is located between position -36 to -30. A large number of transcription
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factor binding sites (67 different sites) were identified using the TRANSFAC software

(http://www.cbil.upenn.edu/cgi-bin/tess/tess).

RACE-PCR results

RACE experiments were done using the RACE-PCR kit 5' specific primer and two
specific brook trout 3’ primers (Cx43R1, and Cx43RCl) in two separate reactions. Two products
with a difference in size of 361 bp (594 bp and 233 bp) were purified, and sequenced successfully
(Fig. 2A; lanes 5 and 6 respectively). PCR products from each reaction were sequenced (Fig. 2B).
Transcription start site was determined to be a guanine at the junction of the genomic sequence

and the BD SMART II A oligonucleotide (position 537; Fig. 2B arrow).

EMSA results

To determine if nuclear proteins specifically bind to the C/EBP and #r-beta consensus sequences
of the cx43 promoter, we performed EMSA using two oligonucleotides (BtC/EBP and BtT3R;
Table 3) spanning the -173 to -143, and -123 to -93 regions respectively. BtC/EBP (position -173
to -143) contains the putative binding site of C/EBP, while BtT3R (position -123 to -93) contains
the fr-beta binding site. Nuclear proteins from brook trout testes specifically bound to both the
BtC/EBP and BtT3R double-stranded oligonucleotides (Fig. 3). Nuclear proteins out competed
with double-stranded oligonucleotides and did not bind mutated oligonucleotides. Supershift

assays could not be performed as specific antibodies to fish C/EBP and tr-beta are not available.
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GwAdapier
ACTATAGGGCACGCOTGOTCCGACGGCCCOGGCTGUTCTCGTACATTTCAA 462

TGAAACATGGTGGAGCCCCAAAAATTGCCCTCOCTGUGAAGCCTGTGTTT 413
CAGACATAAGGAAGTGGATGGCTCGAACGACGTTCTACTTTTAAACTCGGA -364
CAAAACAGAGATGCTTGT TCTAGGTCCCAAGAAACAAAGAGAACTTCT  -318
GTTGAATCTGACAATTAATCTTGATOGGTTGTAAAGTCGTCTCAAATASA  -267
ACTGTGAAGGACCTCGGCGTTACTCTTGACCCTGATCTCTATTGACGAA  -218
CATATCAAGACTGTTTCAAGGACAGCTTTTTTCCATCTACGTAACATTGC -1468
AALA ATC%%;.ACTTTCTGTCCA AASATGATGCACGAAABATGAATCCA -120
TGCTTTTCTT&EJ;TCTA GGTTAGACTACTGCAATGCTCTACTTTCCGGCT 70
ACCCOGATAAAGCACTAAATAAACTTCAGTITA GCT'{;I’&;:;I’ACGGCTGC 221
TAGAATCCTGACTAGAACCCCAGAAATTTATCATATTACTCAGTGCTAG 28
CCTCCCTACACTGGCTTCCTGTTAAGGCAAGGGCTOATTTCAAGGTTCA 77
Biex3R

GGCTITACTCCAGGGCTGGAAGGGC GAATTCTGC AGATATCCATCACAC 126

TGGCGGCCOCTCGAGCATGE ATCTAGAGGGCCCAATTCG 165

Figure 1: Schematic representation of the cx43 promoter. Primers used to produce the three
deletion constructs for the reporter gene experiment are underlined.
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drgdl 810 ATGLETGAUTGAG TG =CTTTOGEEAGGL TACTHEACAMEG TTUASGE CUACE 108
Zraqld 57 AT ;GCTCAE'.'CCAG-CIC':?!CCCCACCCTACTCCCCMOC?‘:U\CCC'."HLCTCCM.‘C
fraqls 3T ATCCCTCACTCCACHC -CTTTCGCCACCCTACTCCACAACCTTCACCCTTACTCCACC

cxd) t 147 mmmcwmmamcmmww 0

foey 1 Thi  SGUTHMBERAAGETGTGHN TCTUTGTOCTCTTUATU T AGGATN CTGG TG 20n
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cxdl t 208 AACCGCTOTCCACTCTCCCTCOOCOCGACCASCACTCCCCCTTCAMG TOCAACACCCA 276
ieary I 29% QRO s TISMGTU TG SGLODACHAGCAATT T AAL AAUAITTA (L)
ety 1% SACKETOTIRMETE TTCRTGGGEERAUGAGCAA T THUD TTUAAGTGUAACALT TA 2oy
cxdl t 277 CCAMCCTGOTTOTCACAACCTOTOTTACCACAAATCCTTTCCTATATCACATOTACT 145
Sec BL 237 CCAACCTCCTTCTCACAACCTCTCTTACCACAAATCCITTCCTATATCACATETASC 18
SeeéRL 261  CCAACCTGCTICTCACAACCTCTCTIACCACAMATCCTTICCTCTACCACATOTALE 204

cxd4) t 46 ommmnhmmmw:mm 1)
ey B STTUTGOU TR TAUASATTATC 3 AU S GACTOTTE T TACTTTGUT - /
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Sec 3. 64 AAACCATCCAZAACLACCOACCCCACCTCCACT TACCTC ICAACAACATTCACTTAA
Segdinl 83  ARACCATCCACAACCACGCACCGCOACCICCALTTAZCTCICAACANCATTCACTTAN .
cxd43 ¢ 40) AAAMGCTCAAGCATGS

irry f RARALTTI
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Figure 2: Determination of the cx43 gene transcription start site by RACE. A) Amplification
products of 594 bp and 233 bp were obtained using Cx43R1 and Cx43RC1 respectively as the
specific primer (lanes 5 and 6). Human transferrin was used as a positive control for the 55RACE
reaction and produced a 2.6 kb amplicon, as predicted (lane 1). Non-contamination by genomic
DNA was tested (lane 2). A water control was included for each primer (lane 3, Cx43R1; lane 4,
Cx43RCl; lane 7, 5°-CDS primer). B) Sequences of the cloned 594 bp (Seq_BI, and Seq4R1),
and 233 bp (Seq14, and Seq15) RACE products, and cx43 mRNA rainbow trout sequence. The 3’
gene-specific primers and the 5 BD SMART II A oligonucleotide are underlined. The
transcriptional start site is indicated by arrow, and sequencing artefacts are indicated in bold.
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A B
Oligo BIC/EBP Oligo BtT3R
Cold competitos - =S S00 - - - =5 500 - -
Mutated competitor —— - - - - 50 500 - = - = 50500

Figure 3: EMSA on the promoter region of the cx43 gene containing the C/EBP binding
site (A) and the tr-beta binding site (B). Radiolabeled oligonucleotides were incubated with 30
pg of nuclear extract from brook trout testis. For competition studies, nuclear extracts were
preincubated with 50- or 500-fold molar excess of unlabeled competitor or mutated competitor.
Specific shifts are indicated by arrows.
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cx43mRNA and tr-beta expression in the RTG-2 cell line

PCR amplifications were done to assess the presence of cx43 and tr-beta by RTG-2 cells.
Results indicate that RTG-2 cells expressed transcripts for both cx43 (Fig. 4A) and #r-beta (Fig.
4B).

Experiments were conducted with RTG-2 cells to assess whether the C/EBP and #r-beta
binding sites could transactivate the btcx43 promoter. RSV-luciferase was used as a positive
control and presented the highest luciferase activity. To determine if cAMP regulated the
expression of cx43, we performed experiments in which RTG-2 cells transfected with the cx43
constructs were incubated with increasing concentrations of cAMP (0, 25, 50, and 100 ng/ml).
Three different cx43 promoter constructs were used: the -91 constructs did not contain C/EBP or
tr-beta binding sites; the -158 constructs contained only the fr-beta site; and the -431 constructs
contained both #-beta and C/EBP sites. No transactivation was observed with the -158 and -91
constructs when compared to the empty vector (Fig. 5A). The -431 construct, which contains the
C/EBP binding element, was significantly transactivated with 50 and 100 ng/ml of cAMP,
suggesting that cAMP enhances the cx43 promoter in brook testis.

To assess whether T; also regulates trout cx43 expression, RTG-2 cells were exposed to
different concentrations of Tz (0, 19, 194, and 370 nM) and luciferase assays were conducted.
Three different constructs were done: -91 did not contain C/EBP or t-beta binding sites, -158
constructs contained only #r-beta binding sites, and -431 constructs contained both #-beta and
C/EBP sites. The -91 construct did not present any transactivation while the -158 and -431
constructs showed a significant dose-response transactivation with increasing T3 concentrations

(Fig. 5B).
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Figure 4: Identification by RT-PCR of cx43 (A) and tr-beta (B) expression in the RTG-2 cell line.
1, 2, and 4: samples from the RTG-2 cell line; 3 and 5: positive controls from brook trout testes.
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Figure 5: Relative luciferase activity of sequential deletion constructs of the cx43 promoter.
Sequential portions of the cx43 gene 5' UTR were PCR amplified and directionally inserted in the
pGL3-Basic vector. RTG-2 cells were transfected with each construct and with the phRL-TK
vector to normalize for transfection efficiency. Cells were incubated for 24 h with different
concentrations of cCAMP (A), T3 (B), or cAMP and T3 (C), and the firefly and Renilla luciferase
activities were measured. Data are expressed as the ratio of firefly to Renila luciferase activity.
Different letters indicate significantly different means (o < 0.05; mean + SEM, n = 3).
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cAMP and T; were added simultaneously to the medium to assess potential additive effects.
While the -91 construct did not present any activation at all, an increase in transactivation of the -
158 and the -431 constructs was observed (Fig. 5C). However, in these two constructs, no
changes in transactivation levels were noted relative to the cAMP doses. These observations
suggest that there is no additive effect between cAMP and Ts.

To demonstrate that the 5'cAMP binding site was responsible for the transactivation of the
cx43 product, we mutated the C/EBP binding element in the -431 construct. The insertion of the
mutation was confirmed by sequencing. Transfection of the mutated -431 construct into the RTG-
2 cells with the addition of 100 ng/ml of cAMP resulted in a 30-fold loss in luciferase activity as
compared to wild-type constructs (Fig. 6A). This supports the notion that this C/EBP binding site
is necessary for cx43 promoter activity.

To assess if the 5' tr-beta binding site was involved in the transactivation of the cx43
gene, we mutated the -158 and the -431 constructs that contain the thyroid response element. The
insertion of the mutation was confirmed by sequencing. RTG-2 cells transfected with the mutated
construct were exposed to 370 nM of Ts. This resulted in a 5-fold loss in luciferase activity
compared to wild-type constructs (Fig. 6B). Transfection of the -431 constructs from C/EBP
mutated binding sites into RTG-2 cells resulted in a 28% increase of luciferase activity, whereas
transfection with the -431 contructs from mutated fr-beta binding sites induced a 57% decrease in
luciferase activity. These results confirmed that this #-beta binding site is required for cx43

promoter activity in brook trout testis.
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Figure 6: Relative luciferase activity of the different cx43 promoter constructs mutated at the
C/EBP or tr-beta binding sites. RTG-2 cells were transfected with the wild-type construct or with
the clones mutated along with the phRL-TK vector to normalize for transfection efficiency. A
pGL3-basic empty vector and the pRSV-L plasmid were used as negative and positive controls,
respectively. Cells were incubated for 24 h with 100 ng/ml of cAMP (A) or 370 nM of T3 (B)
and the firefly and Renilla luciferase activity was measured. Data are expressed as a ratio of

firefly to Renilla luciferase activity (mean + SEM, n = 2).
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Discussion

Previous studies from our laboratory have demonstrated that Cx43 is localized between
Sertoli cells and along the plasma membrane of spermatogonia in both rainbow and brook trout
(de Montgolfier et al., 2007; 2008). Cx43 protein levels increase at the onset of spermatogenesis,
and this protein is expressed at all stages of spermatogenesis. In vitro experiments show that cx43
mRNA levels were not regulated by androgens, but rather by cAMP and T3 (de Montgolfier et al.,
2009).

The cx43 promoter has been studied in zebrafish, and its analysis revealed a high degree
of conservation with mouse and human Cx43 promoter (Chatterjee et al., 2001). The btcx43
promoter did not have a high degree of similarity with zebrafish, mouse, or human Cx43
promoter. Proscan analysis identified a TATA box between position -36 and -30, and 67 different
potential binding sites were identified. The 592 bp sequence obtained by RACE experiments was
aligned with reported rainbow trout cx43 mRNA sequence (DQ204869, 1285 bp). Sequence
similarity suggests that the transcript is the brook trout cx43 mRNA (93% of sequence similarity).
The transcriptional start site for the btCx43 gene in the testis was shown to be a guanine.
Previous studies on the cx43 gene in zebrafish showed that a potential alternative transcript was
synthesized as a result of multiple transcription start sites (Chatterjee et al., 2005); this does not
appear to be the case for cx43 in brook trout testis where there was a single transcriptional start
site. These results are similar to those reported by Etchetebu el al. (1999) in mouse and human.

Transfection experiments with luciferase reporter gene constructs indicate that the btcx43
promoter region contained sufficient sequence information to drive the expression of the reporter
gene in the RTG-2 cell line. We observed different levels of transactivation when sequential
deletions were done, suggesting that the C/EBP and tr-beta binding sites may regulate cx43

transcription in brook trout testis.
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Because we had previously shown that cAMP and T3 were major regulators of cx43 in
brook trout testes, we decided to focus exclusively on the regulation of cx43 by these two factors.
The C/EBP binding site is located between positions -163 and -154 and the tr-beta site between
-111 and -106 on the cx43 brook trout promoter. The minimal promoter region of the cx43 gene
was located between -91 and +64 from the transcriptional start and did not show any increase in
transactivation activity during luciferase assays compared to the empty vector. This suggests that
even though other transcription factor binding sites were predicted in this region of the promoter,
these sites were not able to induce transactivation. Promoter constructs (-158 and -431)
containing the #r-beta binding site showed transactivation when T3 was added to the medium. T;
binds to a nuclear receptor that acts as a DNA-binding transcription factor (Oetting and Yen,
2007). According to the nature of the TREs, gene expression may be enhanced or inhibited (Wu
and Koenig, 2000). In fact, the absence of ligand induces the recruitment of co-repressor proteins
like N-Cor and SMRT, and the bound receptor generally acts as a repressor. However, TR
changes its conformations when ligand binds; there is replacement of the corepressor complex by
co-activator proteins, which in turn activate transcription of the target gene (Power et al., 2001).
Activation of Cx43 expression by T3 has been observed in rat liver (Stock et al., 1998; Stock and
Sies, 2000) and more recently in rat Sertoli cells, where Gilleron et al. (2006) demonstrated that
Cx43 is a T; target gene. Our results confirm that cx43 is a T3 target gene, as in rat testis, and
demonstrate that cx43 is directly regulated by T3, which binds to #-beta and increases cx43
transcription. This indicates that T regulation of cx43 is highly conserved during evolution and
likely represents a critical regulatory mechanism.

Several studies have shown Cx43 up-regulation in different cell types by agents increasing
intracellular concentrations of cAMP (Flagg-Newton et al., 1981; Kessler et al., 1984; Banoub et

al., 1996; Matesic et al., 1996; Yao et al., 2006). C/EBP, a cAMP binding site family, is
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composed of six different members (C/EBPa, -b, -g, -d, -e, -z) and regulates the expression of
genes involved in cell division, growth, and differentiation in a variety of tissues. CAMP has been
shown to inhibit Cx43 expression in rat Leydig cells (You et al., 2000). Studies have also
demonstrated that cAMP can regulate Cx43 levels in Novikoff hepatoma cell lines and osteocytes
(Paulson et al., 2000; Cherian et al. 2003). Since previous studies have suggested that FSH and T3
could be implicated in cx43 expression, we decided to focus on these compounds; however, our
analysis demonstrated that the cx43 promoter does not only contain C/EBP and tr-beta binding
sites. These results suggest that cx43 activation is not dependent on one or two factors but is
likely more complex. In mammals, studies have identified different activation factors, e.g., AP-1,
SP-1, SP-3, and c-jun, on the Cx43 promoter in humans and rats (Echetebu et al., 1999;
Fernandez-Cobo et al., 2001; Teunissen et al., 2003). Chatterjee et al. (2005) sequenced the cx43
gene in zebrafish and observed a high degree of sequence conservation with several transcription
factor motifs in mouse.

This is the first study to report that C/EBP and tr-beta act on the btcx43 promoter to
regulate the transcriptional activation of this gene. Moreover, in vitro experiments showed that
cAMP and T; binding sites enhanced cx43 mRNA levels in RTG-2 cells. However, we did not
observe any additive effects of cAMP and Ti. It has been shown that T3 can enhance
gonadotropin-induced steroidogenesis in the ovarian follicles of rainbow trout (Cyr and Eales,
1989). As already shown in in vitro testis tubule cultures (de Montgolfier et al., 2009), Ts did not
increase cAMP-induced cx43 mRNA levels. The regulation of cx43 by these factors is likely
independent of one another and appears to be inducible to maximal levels by having only one of
these factors present

This study clearly demonstrates that C/EBP and tr-beta activate the cx43 mRNA

expression. cx43 activation at the beginning of spermatogenesis, as observed in a previous study
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(de Montgolfier et al., 2009), could be linked to increases in T3 and cAMP levels due to increased
levels of FSH. Further experiments will be required to determine if other factors are also involved

in the regulation of the cx43 transcription in the salmonid testis.
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TROISIEME PARTIE, SECTION 1 : DISCUSSION

Chacun des chapitres précédents inclue une discussion des résultats qui y sont présentes.
La présente discussion ne se veut pas une répétition ou une traduction d’éléments déja
disponibles dans la thése, mais au contraire se veut une réflexion plus générale sur I’ensemble du
projet.

Trés peu d’études ont été réalisées jusqu’a présent sur le réle particulier des Cxs dans la
spermatogenése. Celles-ci ont été majoritairement réalisées sur la souris ou le rat et celles
effectuées chez les poissons ne présentent aucune donnée quant a leur régulation durant la
spermatogenése. Il faut tout de méme souligner que les conclusions des études effectuées chez les
poissons suggérent, comme chez les mammiféres, un réle important des Cxs dans la maturation
des gonades, tant au niveau de la multiplication que de la différenciation des cellules germinales
et somatiques. Les quatre articles présentés dans le cadre de cette thése de doctorat constituent
donc une contribution tout a fait originale et posent les premiers jalons de 1’acquisition de
connaissances sur cet aspect de la régulation de la spermatogenése chez ce groupe de vertébrés.
Cette discussion générale porte donc plus particuliérement sur les différentes perspectives de

recherche qui pourraient faire suite aux travaux présentés dans cette thése.

1.1 Combien de Cxs testiculaires ?

Les amorces dégénérées, correspondant & des séquences communes de deux familles de
connexines a et B, ont permis d’identifier uniquement quatre Cxs dans les testicules de truite arc-

en-ciel et d’omble de fontaine. Les alignements de séquences entre les différentes Cxs de truite
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arc-en-ciel avec celles de mammiféres et d’autres espéces de poissons ont permis d’utiliser deux
anticorps commerciaux. La Cx43 de truite posséde 33,2% de similarité avec la CX43 de souris,
mais cette similitude n’est pas également répartie sur toute la séquence. En effet, on observe une
trés forte similarité dans la partie C-terminale des deux protéines, ce qui nous a conduit a pouvoir
utiliser un anticorps commercial qui identifie cette région. Pour la Cx43.4 de truite, 1’alignement
de séquence a montré une similitude quasi-parfaite avec la Cx43.4 de poisson zébre ; c’est
pourquoi nous avons pu utiliser le méme anticorps que celui identifiant spécifiquement la Cx43.4
de poisson zébre. En revanche, la Cx30 et la Cx31 ne présentaient pas de réelles similarités de
séquences avec d’autres espéces. Afin de mettre au point des anticorps spécifiques dirigés contre
ces Cxs, nous avons effectué des tests d’hydropathie pour identifier les régions extra-
membranaires des Cxs ; puis nous avons synthétisé un peptide correspondant a une partie de cette
région pour chacune des deux Cxs. Ces peptides ont ensuite été injectés dans des lapins qui ont
produit des anticorps dirigés contre ces peptides. Cela nous a donc permis de pouvoir utiliser des
anticorps spécifiques pour localiser et observer les variations des Cx43, Cx43.4, Cx30 et Cx31
chez I’omble de fontaine.

La littérature rapporte pourtant ’existence de 20 connexines différentes chez les
mammiféres, dont 11 uniquement dans le testicule (Pointis et al. 2005; Pointis et Segretain 2005).
De plus, une étude portant sur la comparaison des génomes de souris, humain et du poisson
zébre, indique 1’existence de 37 Cxs chez le poisson z&bre (Eastman et al. 2006). Cette derniére
espéce posséderait en outre des Cxs spécifiques qui ne peuvent étre comparées avec d’autres déja
identifiées chez les mammiféres. Sachant que nous n’en avons identifié que quatre exprimées
dans les gonades de truite arc-en-ciel et d’omble de fontaine, on peut s’interroger sur le pourquoi
d’un si petit nombre de Cxs exprimées dans les testicules de salmonidés. En effet, plusieurs

études rapportent la présence de jonctions lacunaires au niveau des cellules de Sertoli, de Leydig
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et des cellules germinales (4 ’exception des spermatozoides) chez les mammiferes (Pointis ef al.
2005; Pointis et Segretain 2005). La localisation spécifique des quatre Cxs étudiées suggeére, au
regard des études publiées chez les mammiféres et au nombre de Cxs anticipé chez le poisson
zébre, que d’autres types de Cxs devraient étre présentes dans le testicule de salmonidé.
D’ailleurs, Batlouni ez al. (2005) ont identifié la Cx32 dans le testicule de poisson chat au niveau
des cellules germinales. Ce qui conforte I’hypothése que d’autres Cxs pourraient étre impliquées
dans la régulation de la synchronicité du processus de spermatogenése dans le testicule de
poisson. Des études ultérieures s’avérent nécessaires afin d’obtenir des informations
supplémentaires sur I’expression possible d’autres Cxs et notamment au niveau des spermatides,

ou la présence de Cxs a été détectée chez différentes espéces de mammiferes (Pointis ef al. 2005).

1.2 Les Cxs, marqueurs précoces de maturation

L’étude réalisée durant toute la période de maturation des gonades montre clairement une
expression spécifique des différentes Cxs au cours du processus de spermatogenése. De plus, les
travaux réalisés a la station de traitement des eaux usées de Montréal démontrent non seulement
une expression spécifique des Cxs, mais une élévation des niveaux d’ARNm de cx43 et cx31,
précédant tout changement histologique chez des individus qui débutent leur spermatogenese.
Enfin, les résultats, obtenus durant la deuxiéme partie section 3, renforcent I’hypothése que les
Cxs jouent un réle dans la régulation de la spermatogenése, bien que ce rdle reste a définir. En
effet, en comparant deux souches d’omble de fontaine dont les taux de maturation des gonades
sont significativement différents & 1%, nous avons noté que le groupe caractérisé par un plus fort

pourcentage de maturation précoce présentait des niveaux protéiques de Cx43, Cx43.4 et Cx31
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significativement supérieurs par rapport aux individus du groupe présentant peu de maturation
sexuelle précoce.

En combinant ces résultats avec ceux obtenus lors de 1’exposition des ombles de fontaine
aux effluents municipaux, on remarque dans les deux cas que I’initiation de la spermatogenese est
accompagnée par I’augmentation des niveaux de cx43, cx43.4 et cx31, que ce soit au niveau de
1’ARNm pour cx43 et cx31 (dans le cas de ’exposition aux effluents municipaux) qu’au niveau
protéique pour les trois Cxs (dans le cas de 1’expérience entre deux souches différentes). Les
résultats obtenus dans les chapitres 2 et 3 suggérent que I’augmentation d’expression des Cx43 et
Cx43.4 chez ’omble de fontaine pourrait étre un bon indicateur de la maturation des gonades, et

plus particuliérement du déclenchement de la spermatogenese.

1.3 Le réle essentiel des Cxs dans la spermatogenése

Un des objectifs principal de cette thése était d’étudier les Cxs dans le testicule de
salmonidé afin de comprendre dans un premier temps, leur place dans la spermatogenése, puis de
savoir si elles pouvaient étre utilisées comme marqueurs de maturation. De part leur expression et
leur localisation spécifique, les quatre Cxs identifiées chez la truite arc-en-ciel puis chez I’omble
de fontaine semblent étre indispensables au bon déroulement de la spermatogenése. Lorsqu’on
compare la localisation des Cxs dans les testicules de souris et de rat avec celle observée chez la

truite et I’omble, on note certaines similitudes (Tableau 1).
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Tableau 1: Similitudes de localisation entre les Cxs de truite et les Cxs de mammifére dans
le testicule.

Cxs de truite  Cxs de mammifére Localisation
Cx43 Cx43 Cellules de Sertoli; Spermatogonies
Cx43.4 Cx31 Spermatogonies, Spermatocytes I etll
Cx30 Cx43; Cx30.2 Cellules de Leydig
Cx31 Cx37 Endothélium des vaisseaux sanguins

Des études sur le role de la Cx43 dans le testicule de mammiféres ont montré que sa
présence était essentielle 2 la réalisation compléte du processus de spermatogenése. Sridharan et
al. (2007) ont observé chez la souris, en inhibant ’expression de CX43 au niveau des cellules de
Sertoli, que les individus mutés ne présentaient pas de différenciation des cellules de Sertoli. De
plus, si le développement de spermatogonies a pu étre noté, aucune différenciation en
spermatocytes ou en tout autre type de cellule germinale n’a été observée indiquant a nouveau
I’importance primordiale de la CX43 dans la régulation de la spermatogenése. L’étude montre
également que 1’action de la CX43 se situe au niveau des cellules de Sertoli dont elle activerait la
différenciation, permettant ainsi la prise en charge par celles-ci de la différenciation et de la
maturation des cellules germinales.

Pour la premiére fois, nous avons donc pu caractériser avec précision I’expression de
différentes Cxs dans un testicule de poisson. Les seules études effectuées auparavant sur les Cxs
de poissons étaient les travaux de Marina et al. (2002) sur I’analyse par microscopie électronique
de testicules de raie torpille, Torpedo marmorata, et 1’étude de Batlouni ez al. (2005), toujours
par microscopie électronique et immunobuvardages de type Western, de testicule de poisson chat,

Pseudoplatystoma fasciatum. Si Marina et al. (2002) ont observé la présence de jonctions
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lacunaires au niveau des cellules de Sertoli et suggéré la régulation de cette expression, Batlouni
et al. (2005) ont, quant 4 eux, détecté la présence de Cx32 au niveau de la membrane des cellules
de Sertoli, dans les spermatogonies et les spermatocytes de premier ordre situés a la base des
tubules séminiféres. Ces auteurs concluent que la présence de Cxs et de ponts intercellulaires
faciliterait la synchronisation des cellules germinales lors de la spermatogenése. Bien que n’ayant
détecté que la Cx32, ils n’en ont pas moins suggéré la présence d’autres Cxs dans le testicule de
poisson, ce que nos travaux viennent confirmer.

Par ailleurs, I’expérience d’exposition d’omble de fontaine & des effluents municipaux
avait principalement pour but d’observer I’expression des Cxs avant la maturation des gonades
(période de latence), ainsi qu’au tout début du processus en présence de perturbations d’origine
anthropique. L’augmentation des niveaux de certaines Cxs dans le groupe exposé a 1%
d’effluents municipaux est un résultat qui nous a surpris. Nous pensions, avant cette expérience,
que les effluents municipaux auraient un effet inhibiteur augmentant avec leur concentration dans
les bassins expérimentaux. Ce résultat souléve plusieurs hypothéses.

Premiérement, ’importance de la dose dans notre étude ; en effet, le seul effet significatif
d’un impact des effluents sur la spermatogenése se produit durant I’expostion a la concentration
la plus faible ; ce qui correspond sur le terrain & la concentration d’effluents rencontrée 4 10 km
de la station. D’un point de vue écotoxicologique, cette étude démontre pour la premiére fois que
les Cxs peuvent étre la cible de polluants. De plus, on observe des effets alors que la vitellogénine
hépatique n’est pas produite, ce qui suggére que des doses trés faibles de perturbateurs
endocriniens (trop faibles pour induire la production de vitellogénine) peuvent induire de telles
variations; ou que les polluants impliqués ne sont pas d’origine oestrogénique. La mise au point
d’un protocole de culture de tubules testiculaires in vitro devrait permettre d’apporter de

nouvelles informations puisque cette technique permettrait de tester directement 1’effet d’un ou
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plusieurs produits sur ’expression des Cxs. Il s’agit 1a d’une suite plus écotoxicologique de ce
projet.

Le second point important de cette étude a été que 1’augmentation des niveaux de Cxs a
précédé les changements histologiques; nous avons déja discuté de ce point dans la partie
précédente, mais il reste 2 déterminer quelles places occupent les Cxs dans Dinitiation de la
spermatogenése. Est-ce ’augmentation du niveau d’expression d’une ou plusieurs Cxs qui,
favorisant la communication inter-cellulaire, permet la propagation des signaux de maturation ?
Y a-t-il un autre signal, qui serait alors le véritable responsable de I’initiation de la
spermatogenése, envoyé par un autre tissu (ou un autre type cellulaire) qui activerait 1’expression
des Cxs, d’ou découlerait ensuite tout le processus de maturation ?

Nous ne possédons pas de réponse précise a I’issue de ce projet ; cependant, il semble
maintenant évident que la place des Cxs dans I’ensemble des processus de la spermatogenese se
situe en amont de la cascade de réactions. Enfin, nous ne savons pas quelles sont les
conséquences a plus long terme de ces expositions. Rien dans nos résultats n’indique que les
poissons exposés 2 1% d’effluents municipaux achéveront leur maturation gonadique, ni qu’ils
produiront des spermatozoides fonctionnels. De méme, nous n’avons aucune indication sur la
maturation gonadique que pourraient avoir les individus exposés aux plus fortes doses. Il faut
préciser ici que le but de cette expérience était d’oberver les variations des niveaux de Cxs lors de
I’initiation de la spermatogenése, afin de mieux cerner leur role dans ce phénoméne et de pouvoir
peut étre les utiliser en tant que marqueur de la maturation gonadique.

De nombreuses études portant sur les mammiféres présentent la Cx43 comme étant la
principale Cx dans le testicule, que ce soit au niveau de son réle biologique ou de sa quantité
relative (Pointis et Segretain 2005). Les résultats obtenus lors du suivi de la maturation des

gonades, ainsi que lors des expositions aux effluents municipaux indiquent effectivement que
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chez I’omble de fontaine, la cx43 semble jouer un réle prépondérant lors de Iinitiation de la
maturation gonadique. Nous avons en effet constaté 4 chaque fois une augmentation des niveaux
d’ARNm de cx43 lors de Dinitiation de la spermatogénése. Pour cette raison, nous avons décidé
de lui porter une attention plus particuliére.

Les études, menées in vitro et décrites aux chapitres 3 et 4, ont permis d’identifier deux
voies de signalisation qui activeraient ’expression de la cx43 dans le testicule. Nous avons ainsi
démontré que la GtH 1 via son second messager I’AMPc, et I’hormone thyroidienne Tj
activeraient de fagon significative I’expression de cx43. Des sites de fixation pour I’AMPc et le
récepteur beta de ’hormone thyroidienne ont été identifiés sur le promoteur de cx43.
L’expérience par retardement sur gel de type EMSA (« Electrophoresis Mobility Shift Assay »),
décrite au chapitre 4, a permis de vérifier la fixation de protéines nucléaires sur ces sites ;
I’absence d’anticorps spécifiques pour ces protéines chez les salmonidés n’a malheureusement
pas permis de confirmer la présence spécifique des protéines suspectées, c/EBP et tr-beta.
Cependant, les essais luciférase nous ont permis d’observer la fonctionnalité des sites par
transfection de différents fragments de promoteur de cx43 dans une lignée cellulaire de cellules
de gonades de truite arc-en-ciel, RTG-2.

Des études portant sur la régulation de la Cx43, réalisées chez les rongeurs, suggeérent que
la Cx43 serait régulée par les androgénes (Cyr et al. 1996; Huynh et al. 2001; Roscoe et al. 2001;
Goldenberg et al. 2003). La 11-CT est ’androgéne majeur chez les salmonidés (Mayer 1992).
Cependant, les résultats, obtenus in vitro en culture de tubules séminiféres, ne montrent aucune
influence directe de la 11-CT sur les niveaux de cx43. En revanche, ’ajout d’AMPc ou
d’hormones thyroidiennes (T3) induit une augmentation significative et dose-dépendante des
niveaux d’expression de la cx43. A la différence des mammiféres, il semblerait donc que la

régulation de la cx43 s’effectue par d’autres voies que celle des androgénes.
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Une explication possible de Iutilisation de différentes voies de régulation pourrait étre
liée 4 la différence de mode de spermatogenése entre certains mammiferes (continu) et les
salmonidés (annuel). En effet, 4 la différence des rongeurs qui ont une spermatogenése continue,
celle des salmonidés est saisonniére. Chez ces derniers, on observe des profils de sécrétion
hormonale caractérisés par de trés fortes variations saisonniéres. Ainsi, les niveaux d’hormones
stéroides sont trés faibles, voire indétectables, en début de cycle reproducteur (stades I 2 III). Si la
cx43 est véritablement indispensable 4 I’initiation de la spermatogenése, il est alors envisageable
que son expression soit régulée par des facteurs plus fortement présents en début de cycle,
comme la FSH (GtH I) et la T5 (Figure 1).

Chez les mammiféres, la CX43 est localisée au niveau de la membrane des cellules de
Sertoli, mais aussi de celle des cellules de Leydig. Il est connu que ce sont les cellules de Leydig
qui sont le siége de la production des hormones stéroides dans le testicule. Par contre, tel que
nous I’avons démontré chez I’omble de fontaine, la Cx43 est localisée uniquement au niveau des
cellules de Sertoli et nous avons observé que ses niveaux d’expression ne coincidaient pas avec
les niveaux d’androgénes. On peut donc poser la question sur le réle d’une autre connexine, la
Cx30, dans la régulation du processus de spermatogenése. En effet, nos travaux montrent que,
durant la spermatogenése, celle-ci est localisée spécifiquement & la membrane des cellules de
Leydig. Si les niveaux protéiques ne montrent pas un lien direct entre les niveaux d’androgenes et
la Cx30 (voir les résultats de la deuxiéme partie, section 2), il est cependant tout a fait

envisageable que les androgénes puissent agir sur son expression.



230

T3 Q

Jonction lacunaire
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Figure 1: Activation de la synthése de cx43 en début de spermatogenése dans les cellules de
Sertoli. L’ensemble des différents chapitres de la thése a permis de mettre en évidence 2 sites
d’activation de cx43. Tout d’abord via la GtH I qui, en se fixant a son récepteur rGtH I, augmente
la concentration d’AMPc qui va entrainer la fixation de protéine liée 4 I’AMPc sur le promoteur
de cx43 et activer ainsi sa transcription. La seconde voie d’activation s’effectue via les hormones
thyroidiennes. T active son récepteur nucléaire (RHT) en se fixant dessus. Le récepteur se lie au
promoteur de cx43 et déclenche aussi son activation.
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1.4 Régulation de Ila cx43

Les résultats présentés au chapitre 2 (lors de 1’exposition aux effluents municipaux), au
chapitre 3 (lors du suivi de la spermatogenése) et enfin au chapitre 4 (qui montre la régulation du
promoteur de cx43 par I’ AMPc et T3) permettent de dégager un plan de régulation de la cx43.

Les résultats issus du mémoire de Maitrise par Faye (2006) et repris dans le chapitre 2,
montrent que les hormones stéroides sont faiblement sécrétées en début de spermatogenése chez
I’omble de fontaine en maturation gonadique. La 11-CT est considérée comme la principale
hormone sexuelle stéroidienne chez les salmonidés males (Borg, 1994) et plusieurs études
montrent que les hormones stéroides jouent un rdle dans I’expression de la Cx43 chez la souris et
le rat (You et al. 2000 ; Bravo-Moreno et al. 2001 ; Roscoe et al. 2001). Cependant, les résultats
présentés au chapitre 3, durant I’expérience de culture tissulaire, démontrent 1’absence de
régulation de 1’expression de la cx43 par la 11-CT chez I’omble de fontaine. La régulation de la
synthése de la cx43 en début de spermatogenése passe donc par d’autres facteurs; ce que
confirment les résultats obtenus dans les chapitre 3 et 4. En effet, ceux-ci montrent non seulement
une augmentation du niveau de cx43 en présence d’AMPc ou de T3, mais indiquent également
que ces composés se fixent directement au niveau du promoteur de cette Cx et activent ainsi la
transcription du géne.

L’activation de la synthése de cx43 passerait donc par les hormones thyroidiennes. Les
travaux de Timmermans et al. (1997) sur les juvéniles males de carpe (Cyprinus carpio) ont
montré que la T activait la spermatogenése en stimulant I’activité des gonadotropines, qui a leur
tour activaient la production d’hormones stéroides. Par ailleurs, les travaux de Cyr et Eales
(1989) sur la truite arc-en-ciel ont montré que la T; stimulait 1’expression d’AMPc. Sachant que

les résultats présentés au chapitre 4 montrent que le promoteur de la cx43 est activé a la fois par
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la T3 et par I’élément de réponse de I’AMPc, il semble que la T3 pourrait jouer un réle primordial
dans 1’activation de I’expression de la cx43. Le mécanisme pourrait étre une activation directe de
la cx43 par fixation de la T3 sur le site tr-beta du promoteur. Ce pourrait également étre une
activation indirecte, la T3 augmentant le niveau d’AMPc, qui lui se fixerait sur leur promoteur et
activerait ainsi I’expression de la cx43.

On pourrait également suggérer que les variations d’expression des Cxs qui ont été
observées (augmentation des niveaux d’ARNm de cx43 aprés 4 semaines d’exposition) durant
I’exposition aux effluents municipaux pourraient étre dues a la présence de composés activant les
hormones thyroidiennes ou I’activité des récepteurs. Ainsi, parmi les composés identifiés comme
ayant une action de stimulation des récepteurs des hormones thyroidiennes chez les rongeurs et
I’humain, on trouve les biphényls polychlorés (« polychlorinated biphenyl», PCB) et les
biphényls polybromés (« polybrominated biphenyl », PBDE) qui sont utilisés pour leurs
propriétés ignifuges dans les plastiques (Gutleb et al., 2010). La présence de certains composés,
mimant I’action de Tj, activerait via les éléments de réponse situés sur le promoteur de cx43
d’omble de fontaine, la transcription de la cx43 dans le testicule.

Nous avons également observé une hausse significative de I’expression de la cx3/ durant
I’expérience d’exposition des ombles de fontaine aux effluents municipaux, aprés 4 semaines
d’exposition (une augmentation de la cx43.4 a également été observée, bien que non significative
statistiquement). L’augmentation des niveaux de plusieurs Cxs a une méme période pourrait étre
indicateur de similitudes au niveau de leur régulation. Il est en effet envisageable que les
hormones thyroidiennes puisse réguler I’expression d’autres Cxs (cx3! et/ou cx43.4), mais cela

reste & démontrer.
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1.5 Perspectives

A la suite des résultats obtenus dans cette étude, plusieurs nouvelles études peuvent étre
envisagées. Tout d’abord, I’identification des Cxs testiculaires doit étre poursuivie. Si ’on
souhaite comprendre I’importance des Cxs dans la spermatogenése, il faut connaitre tous les
composants du réseau de communication intercellulaire. L’utilisation de différentes séquences
dégénérées correspondant a d’autres sections homologues de Cxs pourrait permettre d’identifier
d’autres Cxs présentes dans le testicule de salmonidé.

Ensuite, sur le réle spécifique de chaque Cx au sein du testicule doit étre élucidé. Si nos
expériences ont permis d’identifier, de localiser et de caractériser I’expression de Cx43, Cx43.4,
Cx30, et Cx31, elles n’ont pas apporté de réponse précise quant au réle que chacune d’elles joue
au cours des différentes étapes de la spermatogenése. La Cx43.4, exprimée uniquement dans les
spermatogonies et les spermatocytes de types I et 1I, pourrait jouer un réle primordial pour
I’initiation du processus. De plus, 1’augmentation de 1’expression des niveaux d’ARNm de cx43
et cx31 lors de Pinitiation de la spermatogenése, suppose également un rdle important de ces
deux Cxs durant les deux premiers stades de maturation. Cependant, le suivi des niveaux de Cxs
au cours de la spermatogenése indiquent qu’elles sont exprimées durant toute la maturation
gonadique, et non uniquement lors des premiers stades. Il faut envisager que cx43 et cx3/
puissent avoir d’autres réles a jouer durant les stades plus avancés, ou que ce réle soit le méme
durant toute la maturation gonadique.

De plus, la mise au point d’un protocole de culture in vitro de tubules testiculaires, et
I’induction des différents stades de la spermatogenése, offrent des outils qui permettront dans
I’avenir de mieux cerner les rdles spécifiques de ces quatre Cxs. En effet, connaissant les

séquences de chacune d’elles, il est possible de synthétiser des ARN d’interférences (siARN) qui
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inhiberont de maniére spécifique la traduction de chaque Cx. En combinant cette technique avec
la culture tissulaire in vitro, on peut envisager suivre les effets de ’inhibition d’une ou plusieurs
Cxs sur le déroulement des différentes étapes de la spermatogenése in vitro.

Ensuite, les travaux réalisés sur la régulation du promoteur de la cx43 ont montré
I’influence de la concentration d’AMPc sur I’augmentation des niveaux de cx43. Nous avons
supposé en s’appuyant sur les résultats du suivi de D’expression des Cxs durant la
spermatogenése, que ce seraient les niveaux de GtH I via I’AMPc, qui moduleraient les niveaux
de cx43. En ajoutant de la GtH I au milieu de culture, cela permettrait: 1) d’observer, en la
quantifiant, la concentration d’AMPc dans les tubules testiculaires ; 2) de suivre 1’évolution du
testicule durant les stades de maturation.

Le systéme de culture tissulaire in vitro offre de nombreux avantages. Il permet dans un
premier temps de se soustraire aux signaux émis par le cerveau en direction des gonades et de
n’avoir que les stimulations engendrées par le testicule et le milieu de culture. On comprend
aisément qu’il devient alors possible d’observer les effets d’une quantité quasi-illimitée de
substances sur le déroulement de la spermatogenése, et donc aussi sur 1’expression des Cxs

testiculaires, en ajoutant simplement au milieu de culture le ou les composés 4 étudier.
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TROISIEME PARTIE, SECTION 2 : CONCLUSIONS ET

AVANCEMENT DES CONNAISSANCES

Si la présence de Cxs avait déja été montrée chez les poissons (Marina et al. 2002;
Batlouni er al. 2005), les travaux réalisés dans le cadre de ce projet apportent, & plusieurs
niveaux, une contribution originale i 1’avancement des connaissances. Tout d’abord, ils ont
permis d’identifier et de localiser quatre nouvelles Cxs dans les testicules de salmonidés et de
montrer leurs variations durant les différents stades de la spermatogenése. De plus, en étudiant
plus spécifiquement 1’initiation de la spermatogenése et en comparant les niveaux de Cxs entre
individus immatures et d’autres en voie de maturation, ils ont permis de montrer que certaines
Cxs pourraient étre utilisées comme des marqueurs de maturation. Ensuite, les travaux réalisés
plus spécifiquement sur la régulation de 1’expression de cx43 ont démontré que la régulation de
cette Cx était différente de ce que 1’on observe chez les mammiferes, puisqu’elle était dépendante
des niveaux de FSH et/ou de Ts.

Un autre élément original mérite d’étre souligné. En effet, I’ensemble des expériences in
vitro a été réalisé grace a la mise au point d’un protocole de culture de tubules séminiféres,
permettant d’induire les cinq premiers stades de spermatogenése en 30 jours. Ce protocole, mis
au point par Miura ef al. (1991) pour I’anguille japonaise, a été spécifiquement adapté pour
’omble de fontaine dans le cadre de ce projet. Cette technique a depuis été reprise au laboratoire
dans le cadre d’autres projets portant sur la reproduction de I’omble de fontaine.

En conclusion, en utilisant des approches expérimentales in vivo comme in vitro, ainsi
qu’une grande variété de techniques de biologie cellulaire et moléculaire, les travaux réalisés ont

permis de localiser et d’identifier différents types de Cxs dans le testicule ds salmonidés, de faire
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le lien entre leur expression et le déroulement de la spermatogenése, de mettre en lumiére certains
aspects régulateurs et d’ainsi confirmer 1’hypothése d’un réle essentiel de ces protéines dans la

régulation du processus saisonniser de spermatogenése caractérisant ces animaux.
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