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Introduction bibliographique 

I. Le testicule 
L’appareil reproducteur mâle est constitué des testicules, des conduits excréteurs (Rete 

Testis, canaux efférents, épididymes, canaux déférents et urètre) et des glandes annexes (vésicules 

séminales, prostate, glandes bulbo-urétrales ou glandes de Cooper et glandes préputiales). 

A. La différenciation des gonades 
La différenciation sexuelle est un processus séquentiel, ordonné et en cascade qui se fait en trois 

étapes chronologiques. Le sexe génétique est défini dès la fécondation par les chromosomes sexuels 

(XX ou XY chez les mammifères). Le sexe gonadique, ovaire ou testicule, est défini pendant la vie 

fœtale sous contrôle du sexe génétique. Enfin, le sexe phénotypique (ou somatique) correspond aux 

caractères sexuels primaires et secondaires. Les caractères sexuels primaires désignent l’ensemble 

des organes génitaux : gonades, tractus génital, organes génitaux externes et éléments du système 

nerveux central. Les caractères sexuels secondaires (pilosité, modifications de la morphologie 

corporelle et du volume des organes génitaux chez l’humain) eux n’apparaissent qu’à partir de la 

puberté, sous l’action des hormones. 

1. Sexe génétique 
Chez les mammifères, le sexe génétique est défini au moment de la fécondation selon que 

l’embryon hérite de son père d’un chromosome X ou d’un chromosome Y.  

A la fin des années 50, l’analyse des caryotypes d’individus mâles XXY (Syndrome de Klinefelter) ou 

XXXY a permis de mettre en évidence l’importance du chromosome Y dans le déterminisme du sexe 

(Jacob and Strong, 1959). De plus, le syndrome de Turner X0, sans chromosome Y, donne des 

individus de phénotype féminin. Ce syndrome apporte une preuve supplémentaire que, quel que soit 

le nombre de chromosomes X présents, le chromosome Y est nécessaire et suffisant pour induire un 

phénotype mâle.  

Jacobs et Ross en 1966 ont analysé des anomalies de structure du chromosome Y chez l’Homme et 

ont montré que l’information nécessaire pour initier le développement testiculaire était portée sur le 

bras court du chromosome Y. Ces données ont lancé la recherche du TDF (Testis Determining Factor) 

porté par le Y chez l’homme ou TDY (Testis Determining Y-gene) chez la souris. Grâce à des études 

génétiques réalisées sur des patients présentant une discordance entre leur caryotype et leur 

phénotype (dysgénésie gonadique : Homme XX ou femme XY), le facteur TDF a été localisé chez 

l’homme dans la partie télomérique du chromosome Y.  
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Il y a maintenant près d’un quart de siècle que le gène mammalien de détermination testiculaire a 

été découvert chez l’homme (Sinclair et al, 1990 ; Berta et al, 1990) et la souris (Koopman et al., 

1990). Il s’agit du gène SRY (Sex-determining Region of Y). La preuve du rôle de SRY à induire le 

phénotype mâle a été confirmée par des expériences de transgénèse chez la souris. En effet, des 

souris XX portant le gène Sry présentent un développement testiculaire (Koopman et al. 1991). A 

l’inverse, une mutation ou délétion dans le gène Sry conduit à un développement de type femelle 

chez des souris XY (Gubbay et al., 1992, Hawkins et al., 1992).  

Les études de patients atteints d’inversion sexuelle non explicable par la présence ou l’absence du 

gène Sry ont amené McElreavey, Goodfellow & Lovell-Badge à formuler l’hypothèse qu’il existerait 

un gène clé pour la détermination du sexe femelle. Ce facteur « Z » serait produit par la gonade XX, il 

activerait la différenciation ovarienne et inhiberait dans un même temps la différenciation mâle. Le 

gène mâle Sry, et certaines de ces cibles, serait capable d’inhiber le facteur Z et la cascade 

moléculaire qui en découle. Il existerait donc, dans chaque sexe, des facteurs spécifiques du mâle et 

de la femelle qui contrôleraient la différenciation gonadique vers une voie tout en réprimant l’autre 

voie. 

Puis, avec les nouvelles techniques de génétique, il est devenu clair que la différenciation ovarienne 

est un processus activement contrôlé par plusieurs gènes et à toutes les étapes de la différenciation 

(Uhlenhaut et al., 2009). 

2. Sexe gonadique 
La différenciation gonadique est un processus complexe faisant intervenir, dès la 

différenciation des crêtes génitales, de nombreux gènes spécifiques communs aux deux sexes, puis 

des gènes spécifiques de la différenciation ovarienne ou de la différenciation testiculaire. Le premier 

indice de la différenciation sexuelle d’un point de vue morphologique chez le mâle est la mise en 

place des cordons séminifères dans la gonade dite indifférenciée (12.5jpc (jours post-coitum) chez la 

souris) tandis que chez la femelle, le premier indice est soit l’entrée en méiose des cellules 

germinales chez les rongeurs, soit la formation de cordons ovigères chez d’autres espèces comme les 

ruminants et l’humain.  

a) Formation des crêtes génitales 
Chez les mammifères, les crêtes génitales se forment très précocement pendant la vie fœtale 

(dès 9jpc chez la souris, 23-24 jours chez l’ovin et dès 4 semaines chez l’humain). La fonction de 

reproduction est l’une des premières à se mettre en place mais c’est la dernière à être fonctionnelle 

(seulement à la puberté). Chez la souris, la gonadogenèse commence par la formation du système 

uro-génital à partir du mésoderme intermédiaire. Vers 10.5jpc, le système uro-génital remplit la 
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majorité de la cavité cœlomique. Il est alors composé de trois segments, du plus antérieur au plus 

postérieur : le pronéphros, le mésonéphros (le rein embryonnaire transitoire) et le métanéphros 

(futur rein définitif).  

Les crêtes génitales apparaissent sous la forme d’un renflement longitudinal provoqué par la 

prolifération de l’épithélium cœlomique et l’épaississement du mésenchyme sous-jacent, situé sur la 

face médio-ventrale du mésonéphros. Les gènes à homéobox Lhx9 (Lim Homeobox9), Lim1 (Lim 

Homeobox1) et Emx2 (Empty spiracles homeobox gene 2) ont été décrits comme ayant un rôle dans 

la formation des crêtes génitales. Leur invalidation se traduit par une agénésie (absence de 

formation) des crêtes génitales.  

Dès que les crêtes génitales sont formées, les cellules germinales primordiales (CGP) colonisent ces 

crêtes (10,5jpc chez la souris) que l’on appelle alors ébauches gonadiques indifférenciées puisqu’elles 

ont le même aspect dans les deux sexes. Ces ébauches gonadiques évoluent alors en gonades 

bipotentielles via l’implication de plusieurs facteurs dont WT1 (Wilm’s tumor suppressor 1) et SF1 

(Steroidogenic factor 1). 

Le gène WT1 est exprimé dès 9jpc chez la souris dans les crêtes génitales et son expression est 

maintenue après la différenciation sexuelle dans les cellules de Sertoli et les cellules de la granulosa. 

L’invalidation de WT1 ne perturbe pas la formation des crêtes génitales mais conduit à une absence 

de développement des gonades par dégénérescence des crêtes à 11,5jpc (Kreidberg et al., 1993). La 

protéine WT1, de par ses nombreuses isoformes, peut avoir des rôles différents, l’isoforme (+KTS) est 

impliquée dans la différenciation des crêtes génitales tandis que l’isoforme (-KTS) est impliquée dans 

la différenciation testiculaire (Hammes et al., 2001). 

Le gène SF1 code pour un récepteur nucléaire orphelin exprimé dans le tractus uro-génital et dans le 

complexe hypothalamo-hypophysaire. Chez la souris, Sf1 est exprimé jusqu’à 12jpc dans les gonades 

mâles et femelles, puis son expression devient sexe-dimorphique. Chez le mâle, les cellules 

somatiques continuent à l’exprimer jusqu’à 18jpc tandis que chez la femelle l’expression de Sf1 ne 

reprend qu’à partir de 18jpc. L’invalidation de Sf1 chez la souris est létale quelques jours après la 

naissance et les mutants présentent un phénotype gonadique comparable à la mutation de Wt1, 

c’est à dire une agénésie gonadique (Luo et al., 1994). Chez la souris, Sf1 a également un rôle de 

cofacteur pour activer l’expression de Sox9 et de l’AMH, Sf1 est donc impliqué dans la détermination 

sexuelle mâle des gonades. Par ailleurs, Sf1 a également un rôle dans la différenciation ovarienne en 

activant l’expression de Wnt4 et FoxL2 (Combes et al., 2010). 



Figure 1 : Représentation schématique de l'émergence des cellules germinales primordiales
(PGC) dans l'embryon de souris (Saitou and Yamaji, 2010)
A 4.5jpc, au moment de l'implantation, trois feuillets constituent le blastocyste : le
trophectoderme (TE) qui formera le futur placenta, l'épiblaste (Epi) qui formera les annexes
embryonnaires et les cellules de l'embryon et l'endoderme primitif (PE) qui donnera une partie du
sac vitellin. Les cellules de trophectoderme qui sont en contact direct avec celles de l'épiblaste se
multiplient et constituent une couche cellulaire appelée l'ectoderme extraembryonnaire (ExE) qui
entourent une cavité centrale, la cavité proamniotique. A 5.5jpc, les cellules de l'épiblaste
forment également une cavité, ces cellules sont compétentes pour se différencier en tous les
types de cellules somatiques ainsi qu'en cellules germinales. Dès 6.25jpc, les cellules germinales
primordiales (PGCs) se spécifient à partir de cellules de l'épiblaste grâce à des molécules de
signalisation sécrétées par l'ectoderme extraembryonnaire et l'endoderme viscéral (VE).
DVE : Endoderme viscéral distale; AVE : Endoderme viscéral antérieur; ExM : Mésoderme extra
embryonnaire; EM : Mésoderme embryonnaire; DE : Endoderme définitif.
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Les gonades dites indifférenciées sont composées de deux lignées cellulaires différentes, en plus des 

cellules germinales. Chaque lignée présente un double potentiel de différenciation, à savoir qu’elle 

peut s’engager dans une voie femelle ou dans une voie mâle selon la direction donnée par les gènes 

impliqués dans la détermination du sexe. Ces deux lignées sont : (i) les cellules de soutien qui 

donneront les cellules de Sertoli dans un testicule ou les cellules folliculaires (ou de la granulosa) 

dans un ovaire et (ii) les cellules stéroïdogènes qui donneront les cellules de Leydig chez le mâle ou 

les cellules de la thèque chez la femelle. 

b) Différenciation de la lignée germinale 
La différenciation de la lignée germinale correspond à l’ensemble des grandes étapes 

aboutissant à la mise en place du stock de cellules germinales. La mise en place correcte de ce stock 

est décisive pour la quantité de gamètes disponible à l’âge adulte et pour toute la vie reproductive. 

Cette différenciation de la lignée germinale est composée de plusieurs étapes cruciales : la 

spécification des cellules germinales, la migration et enfin la différenciation sexuelle de ces cellules. 

Dès 6,5jpc chez la souris, l’ectoderme extra-embryonnaire sécrète la protéine BMP4 (Bone 

Morphogenic protein, de la famille des TGFβ). L’invalidation de Bmp4 dans l’embryon de souris se 

traduit par l’absence totale de cellules germinales (Lawson et al., 1999). BMP4 constitue le signal qui 

va induire la différenciation des cellules de l’épiblaste (couche épithéliale supérieure du disque 

embryonnaire) en précurseurs des cellules germinales primordiales (CGP) (Figure 1). La spécialisation 

des CGPs implique la suppression de l’expression des gènes somatiques et l’activation des gènes de 

pluripotence comme Pou5f1 (POU domain, class 5, transcription factor 1), Nanog (Nanog homeobox) 

et Sox2 (SRY-box containing gene 2). Après la reprogrammation, les précurseurs des CGPs expriment 

Stella (developmental pluripotency-associated 3) (Saitou et al., 2002). Les CGP sont donc dérivées de 

l’épiblaste alors que les futures cellules somatiques de la gonade ont une origine mésenchymateuse. 

L’invalidation de Bmp2, Bmp8b ou d’un récepteur des BMPs Alk2 empêche l’apparition des CGP dans 

l’embryon de souris (Ying et al., 2000 ; Ying et al., 2001 ; de Sousa Lopes et al., 2004). La voie de 

signalisation de ces BMP se fait via des effecteurs intracellulaires, Smad1 et Smad5, qui pénètrent 

dans le noyau avec Smad4 afin de stimuler l’expression de fragilis (IFITM3, interferon-induced 

transmembrane protein 3) dans les précurseurs des CGP, ce qui induit le transit de CGP du 

mésoderme dans l’endoderme (Tanaka et al., 2005).  

En plus de ces facteurs extrinsèques, des signaux intrinsèques sont requis pour l’acquisition du destin 

germinal. L’invalidation de Prdm1 (ou Blimp1), un facteur de transcription présent dans les cellules 

de l’épiblaste, dans l’embryon de souris provoque une diminution drastique du nombre de CGP et les 



Figure 2 : Représentation schématique de la migration des cellules germinales primordiales dans 
l'embryon humain (Tiré de Reproduction par Johnson et Everitt, De Boeck Université) 

(a) Origine des cellules germinales primordiales.
(b) Migration des cellules germinales primordiales.
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rares CGP restantes présentent un profil d’expression génique aberrant suggérant que Prdm1 est 

indispensable à la spécification des CGP (Ohinata et al., 2005).  

Les CGP peuvent être détectées à la racine de l’allantoïde dès 7.5jpc chez la souris par un marquage à 

la phosphatase alcaline.  

Lors de la gastrulation, à partir de la région postérieure de la ligne primitive, les CGP pénètrent dans 

l’endoderme situé près du pédicule allantoïdien et du sac vitellin (Figure 2, a). Elles migrent ensuite 

pour venir coloniser le territoire mésodermique et former l’ébauche gonadique indifférenciée dans 

les crêtes génitales. Pendant toute la migration, les CGP se multiplient activement et subissent des 

changements morphologiques et biochimiques tels que des pseudopodes (extension cytoplasmiques 

sans organelle) visibles vers 9.5jpc par microscopie électronique (Clark and Eddy, 1975).  

La première partie de la migration se fait de façon passive, l’endoderme viscéral se replie et se 

referme pour former l’ébauche du tube digestif. Les cellules précurseurs des CGP se retrouvent 

emprisonnées dans l’endoderme viscéral et sont passivement emmenées à travers le tube digestif 

grâce aux mouvements des tissus (Figure 2, b).  

Puis, pour aller jusqu’aux ébauches gonadiques indifférenciées, la migration devient active par un 

mécanisme de chimiotactisme : les crêtes génitales sécrètent des molécules telles que SDF-1 

(Stromal derived factor 1 ou CXCL12/Chemokine (C-X-C motif) ligand 12) tandis que les CPG 

présentent à leur surface son récepteur CXCR4 (CXC chemokine Receptor 4, couplé aux protéines G). 

L’invalidation de Sdf-1 ou de Cxcr4 ne perturbe pas les premières étapes de la migration mais 

provoque une diminution du nombre de CGP dans les crêtes génitales tandis que l’expression 

ectopique de Sdf-1 entraîne l’accumulation des CGP à l’extérieur des crêtes génitales (Ara et al., 

2003 ; Molyneaux et al., 2003). Cette voie de signalisation SDF1-CXCR4 est donc indispensable pour 

une localisation normale des CGP dans les crêtes génitales.  

Durant la migration pour rejoindre les crêtes génitales, les CGP suivent des « rails » d’actine associés 

au système c-kit/Kit ligand. La protéine KIT, un récepteur à activité tyrosine kinase, est exprimée par 

les CGP durant la migration, tandis que son ligand : Kit Ligand (KitL = Stem Cell Factor) est exprimé 

fortement sur la voie de migration des CPG jusqu’à 10,5jpc (Keshet et al., 1991). L’invalidation des 

gènes codants pour Kit ou KL est létale à la naissance et s’accompagne d’une absence de CGP dans 

les gonades (Bernex et al., 1996). Vers 10,5jpc, l’expression de KL diminue spécifiquement au niveau 

de la ligne médiane et les CGP encore présentes dans cette partie de l’embryon entrent en apoptose 

(Runyan et al., 2006). Ces résultats montrent que les facteurs KIT et KL sont impliqués dans la 

prolifération, la migration et la survie des CGP.  
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Certains gènes de pluripotence sont également indispensables au maintien des CGP pendant la 

migration. L’invalidation de Nanos3 chez la souris provoque une diminution du nombre de CGP 

pendant la migration, ce qui se traduit par une absence de cellules germinales dans les gonades à 

l’âge adulte (Tsuda et al., 2003 ; Suzuki et al., 2008). L’absence d’expression de Pou5f chez la souris 

cause également une diminution du nombre de CGP avec une augmentation de l’apoptose de ces 

cellules (Kehler et al., 2004).  

A leur arrivée dans les crêtes génitales (à 10,5jpc chez la souris), les CGP perdent leur mobilité et leur 

polarité. Chez les femelles, les CGP vont devenir des ovogonies tandis que chez les mâles, les CGP 

seront appelées pro-spermatogonies. Cependant, à cette période précoce, les cellules germinales 

demeurent bipotentielles. En effet, des cellules germinales XY de 11,5jpc entrent en méiose, 

caractéristique femelle, si elles sont cultivées avec des cellules de crêtes génitales XX (Adams and Mc 

Laren, 2002). Réciproquement, des cellules germinales XX de 11,5jpc sont capables de se développer 

en pro-spermatogonies lorsqu’elles sont cultivées en présence de tissu somatique XY. Ces 

expériences de culture in vitro suggèrent que le déterminisme sexuel des cellules germinales dépend 

davantage de l’environnement somatique dans lequel elles se trouvent, plutôt que de leur sexe 

génétique.  

c) Différenciation du testicule 
A partir de 10.5jpc chez la souris, après la colonisation par les cellules germinales 

primordiales, une partie des cellules somatiques des crêtes génitales XY expriment SRY qui va initier 

la différenciation testiculaire. Le gène Sry n’est composé que d’un seul exon et code pour une 

protéine à domaine de liaison à l’ADN qui se lie à une séquence promotrice activatrice spécifique du 

testicule (TESCO) en amont du gène Sox9 (SRY-like HMG box 9) et, avec SF1, active la transcription de 

Sox9 (Sekido et Lovell-Badge, 2008). SRY est une protéine à high-mobility group (HMG) qui lie et 

courbe l’ADN. La période d’expression de SRY est courte chez la souris (6-8h) et à un niveau faible 

mais suffisant pour stimuler l’expression de Sox9 dans les gonades XY « bipotentielles ». L’expression 

de SRY est plus longue dans d’autres espèces, comme la chèvre (Montazer-Torbati et al., 2010). 

Le facteur de transcription SOX9, exprimé dans les mêmes cellules somatiques des crêtes génitales 

que SRY, possède une HMG box avec un signal de localisation nucléaire et un signal d’export 

nucléaire. Chez la souris, Sox9 est détecté dans les gonades XX et XY autour de 11jpc. Chez les 

individus XX, SOX9 reste cytoplasmique tandis que chez les individus XY, l’expression de SRY active la 

translocation de SOX9 dans le noyau, en coopération avec SF1. L’expression de Sox9 est alors 

augmentée spécifiquement dans les gonades XY à 11,5jpc. SOX9 est donc le premier marqueur des 

cellules de Sertoli en différenciation. L’invalidation de Sox9 chez la souris cause une inversion du sexe 
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chez les XY dû à un échec de différenciation des cellules de Sertoli (Chaboissier et al., 2004). La 

mutation hétérozygote de Sox9 chez l’homme cause un syndrome de dysplasie campomélique 

causant une létalité périnatale avec, entre autre, un développement osseux anormal  (Houston et al., 

1983). Les patients présentant une mutation hétérozygote de Sox9 présentent également un défaut 

de la différenciation testiculaire ou une inversion complète du sexe. 

La différenciation des cellules de Sertoli à partir des précurseurs des cellules de soutien marque le 

début de la différenciation testiculaire. Le nombre de cellules précurseurs de Sertoli est un critère 

majeur de la différenciation des testicules puisque les cellules de Sertoli sont les chefs d’orchestre de 

la différenciation testiculaire.  

On distingue trois boucles de régulation qui augmentent le nombre de cellules exprimant le gène 

Sox9. La première boucle implique des interactions moléculaires entre Sox9 et Fgf9 (Fibroblast 

growth factor 9). SOX9 stimule l’expression de Fgf9. La protéine FGF9, via son récepteur FGFR2 

nucléaire (le récepteur de FGF9 dans les gonades) va maintenir l’expression de Sox9. FGF9 envoie 

également un signal paracrine à d’autres cellules de pré-Sertoli afin de recruter davantage de cellules 

de soutien qui expriment SRY et/ou Sox9 pour se différencier en cellules de Sertoli. L’invalidation du 

gène Fgf9 ou de son récepteur FGFR2 induit une diminution de l’expression de Sox9 provoquant une 

inversion sexuelle de type femelle XY (Colvin et al., 2001; Kim et al., 2007; Bagheri-Fam et al., 2008). 

De plus, les souris mutantes Odd Sex (Ods), qui expriment de façon ectopique Sox9 à partir de 11,5jpc 

dans la gonade embryonnaire femelle, présentent une inversion du sexe complète c'est-à-dire la 

formation d’un testicule plutôt que d’un ovaire (Bishop et al., 2000). Sox9 a un rôle supplémentaire 

antagoniste des gènes de détermination ovarienne (FoxL2, Wnt4 et β-caténine). 

La deuxième boucle d’amplification implique la prostaglandine 2 (PGD2). SOX9 active le promoteur 

du gène de la lipocalin prostaglandine D synthase (PTGDS spécifique du testicule) ce qui conduit à la 

production de PGD2 (Wilhelm et al., 2007). La protéine PGD2 va induire un signal paracrine, via 

l’activation de l’AMPc (Adénosine Mono-Phosphate cyclique) et de la PKA (Proteine Kinase A) 

entrainant la phosphorylation de SOX9. La liaison de l’importine à SOX9 phosphorylée va permettre 

la translocation de SOX9 au noyau, favorisant ainsi la différenciation de nouvelles cellules de Sertoli. 

En absence de PTGDS chez la souris, l’expression de Sox9 est diminuée et sa translocation nucléaire 

semble être plus tardive comparée aux gonades XY contrôles (Moniot et al., 2009).  

Ces deux boucles de régulations impliquant les gènes PTGDS et Fgf9 semblent donc fonctionner en 

parallèle afin d’amplifier et de maintenir l’expression de Sox9. Un autre mécanisme qui augmente le 

nombre de cellules positives pour Sox9 est la prolifération des cellules exprimant SRY. En effet, 

l’expression de SRY augmente la division cellulaire de ces cellules (Schmahl et al., 2000), ce qui 
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permettrait d’augmenter le nombre de cellules positives pour Sox9 par rapport aux cellules de 

soutien n’exprimant pas Sox9. Par ailleurs, SOX9 active FGF9 qui va conduire à la masculinisation des 

cellules germinales comme décrit précédemment. SOX9 active également Desert Hedgehog (DHH) 

qui induira, via son récepteur Patched 1 (PTCH1), la spécification des cellules stéroïdogènes, les 

cellules de Leydig, à partir de 12.5jpc chez la souris.  

Sox9 est suffisant et nécessaire pour permettre un développement testiculaire mais il ne semble pas 

indispensable après 14,5jpc pour le développement des cellules somatiques testiculaires chez la 

souris (Barrionuevo et al., 2009). En effet, on peut supposer la présence de protéines avec des rôles 

redondants à SOX9 telles que SOX8.  

Comme SOX9, SOX8 est un facteur de transcription exprimé dans les cellules de Sertoli 

embryonnaires et post-natales du testicule murin. Les souris mâles Sox8-/- présentent un 

développement testiculaire embryonnaire normal (Sock et al., 2001), ces animaux sont fertiles dans 

leur 1er mois mais ils développent au cours du développement post-natal une défaillance progressive 

des tubes séminifères et une infertilité à 5 mois (O’Bryan et al., 2008). De la même façon, 

l’invalidation conditionnelle de Sox9 dans les cellules de Sertoli à partir de 14jpc (sous le contrôle du 

promoteur de l’AMH) se traduit par un développement testiculaire embryonnaire normal et les 

souris mâles sont initialement fertiles mais deviennent stériles autour de 5 mois à cause d’une 

spermatogenèse non-fonctionnelle (Barrionuevo et al., 2009).  

Pour comprendre si Sox8 est capable de compenser Sox9 au cours de la différenciation testiculaire 

dans l’embryon de souris, des expériences de doubles mutants Sox9, Sox8 ont été réalisées chez la 

souris (Barrionuevo et al., 2009). Chez ces doubles mutants, en l’absence d’un seul allèle Sox8, les 

cordons testiculaires arrêtent de se différencier après 6jpp (jours post-partum) et les animaux mâles 

sont stériles. En cas d’absence des deux allèles de Sox8, la différenciation des cordons testiculaires 

s’arrête dès 0jpp et s’accompagne d’une stérilité primaire complète. De plus, les testicules 

doublement invalidés Sox9,Sox8 total présentent une augmentation de l’expression de marqueurs 

ovariens précoces (Wnt4 et Rspo1) et une diminution des jonctions intercellulaires des cellules de 

Sertoli à 15,5jpc. Le développement des cordons testiculaires, tout comme le maintien de la fonction 

testiculaire, nécessite la coopération de Sox8 et Sox9. 

Par ailleurs, il a été décrit que DMRT1 (Double sex and mab-3 related transcription factor 1) est 

essentiel au maintien de la détermination gonadique de type testiculaire, chez les mammifères. En 

effet, la délétion de Dmrt1, au cours du développement fœtal chez des souris mâles XY induit une 

féminisation post-natale du testicule (Matson et al., 2011) ; une délétion de Dmrt1 au stade adulte 
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conduit à une reprogrammation des cellules de Sertoli différenciées en cellules granulosa-like 

exprimant FoxL2 et d’autres gènes ovariens (Minkina et al., 2014).  

Les cellules de Sertoli sont donc les premières cellules somatiques à se différencier, vers 12jpc chez la 

souris. Les cellules de Sertoli entourent les CGP pour former les cordons testiculaires, les futurs tubes 

séminifères. La différenciation des autres lignées cellulaires somatiques du testicule ne se font pas 

indépendamment mais dépendent de la différenciation des cellules de Sertoli. Ce sont ces dernières 

qui orchestrent la différenciation des autres types cellulaires, par leur rôle central dans la 

signalisation de la différenciation testiculaire.  

Vers 11.5jpc, les cellules endothéliales migrent dans la gonade pour mettre en place une 

vascularisation artérielle primitive. Elles formeront également la vascularisation ramifiée entre les 

tubes séminifères.  

Vers 13jpc, les cellules myoïdes péritubulaires entourent et délimitent les cordons séminifères. 

L’origine développementale des précurseurs des cellules péritubulaires dans la gonade XY demeure 

encore obscure par manque de marqueur spécifique. De plus, contrairement aux cellules de Leydig 

ou de Sertoli, les cellules péritubulaires n’ont pas d’homologues dans l’ovaire. La différenciation des 

cellules péritubulaires est contrôlée par DHH, produit par les cellules de Sertoli, qui agit via son 

récepteur PTCH1 à la surface des cellules péritubulaires. Chez les souris invalidées pour le gène Dhh, 

les cellules péritubulaires sont absentes des tubes ou présentent une morphologie épaissie sans le 

cytosquelette d’actine caractéristique, ce qui suggère que le signal DHH des cellules de Sertoli induit 

la différenciation des cellules péritubulaires (Clark et al., 2000). 

De plus, les cellules de Sertoli expriment Dax1, un signal requis pour la différenciation des cellules 

péritubulaires myoïdes, même si sa voie de signalisation est encore peu connue. L’invalidation de 

Dax1 chez la souris se traduit par une dysgénésie testiculaire primaire. Dans les testicules déficients 

en Dax1, le nombre de cellules péritubulaires est réduit et la lame basale, produite par ces cellules 

péritubulaires, est perturbée ce qui conduit à la formation de cordons testiculaires mal formés se 

traduisant par une infertilité chez la souris adulte (Meeks et al., 2003). 

A partir de 13.5jpc, les cellules péritubulaires myoïdes apparaissent comme une seule couche de 

cellules en périphérie des cordons séminifères et présentent une morphologie plate caractéristique. 

La région interstitielle, extérieure aux cordons, est composée de cellules de Leydig, de fibroblastes et 

de cellules endothéliales.  



XX Développement ovarien
Développement testiculaireXY

XX Od

Tdy Développement testiculaireXY

Développement ovarien

XX Z Développement ovarien

a)

b)

c)

Sry Développement testiculaireXY

Figure 3 : Evolution des différents modèles de déterminisme du sexe (D'après Liu et al., 2010)
(a) Hypothèse de Jost en 1972.
(b) Hypothèse du Od de 1983.
(c) Hypothèse du Z de 1993.
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Les cellules de Leydig sécrètent de la testostérone responsable du maintien des canaux de Wolff. Ce 

sont les canaux de Wolff qui donneront les canaux efférents, l’épididyme, les canaux déférents et les 

vésicules séminales.  

Les cellules de Sertoli sécrètent l’AMH (Hormone anti-müllérienne) à l’origine de la régression du 

canal de Müller. C’est SF1 en interaction avec SOX9 qui active le promoteur de l’AMH, un membre de 

la famille des TGFβ. Ainsi, l’AMH est exprimé dans les gonades mâles à partir de 12.5jpc chez la souris 

et 8 semaines chez l’homme. En cas de délétion du gène de l’AMH, les testicules sont correctement 

développés mais les souris sont infertiles à cause de la persistance des canaux de Müller perturbant 

ainsi le transport du sperme (Behringer et al., 1994).  

Les gonocytes continuent de proliférer jusqu’à leur entrée en quiescence vers 15,5jpc chez la souris. 

La PGD2 (Prostaglandine D2), produite par les cellules somatiques et germinales testiculaires, active 

via son récepteur PTGDR2 l’expression de Cip1 (CDK inhibitor p21) et sa localisation dans le noyau et 

réprime également des marqueurs de pluripotence ce qui conduit à l’arrêt des mitoses des cellules 

germinales (Moniot et al., 2014).  

Après la naissance, les gonocytes se déplacent vers la membrane basale des cordons séminifères 

grâce au complexe KIT/KitL et ils recommencent à proliférer.   

d) Différenciation de l’ovaire 
Les premières observations portant sur la différenciation gonadique ont montré que le 

développement femelle était une voie par défaut, dans les espèces mammaliennes au déterminisme 

génétique de type XX-XY. Cette hypothèse est basée sur les expériences de castration réalisées par 

Jost, en 1953. En castrant des animaux avant la détermination du sexe, quel que soit le sexe 

chromosomique de l’embryon, l’animal développait un phénotype externe femelle.  

Quelques années plus tard, Jost émet l’hypothèse de l’existence d’un élément organisateur mâle 

forçant le développement d’un testicule et empêchant le développement ovarien (Figure 3, a). Puis, 

Eicher et Washburn observent une souche de souris XY présentant une inversion du sexe. Ils 

proposent alors un modèle avec un gène de détermination ovarienne « Od », localisé sur un 

autosome ou sur le chromosome X, qui initierait la différenciation ovarienne, et un gène Tdy de 

détermination testiculaire, sur le chromosome Y, qui inhiberait la différenciation de l’ovaire et dont 

la fonction serait en amont du gène Od (Figure 3, b).  

Le déterminant clé de la différenciation testiculaire Sry a ensuite été découvert ainsi que des cas 

d’hommes XX et de chèvres XX PIS (Polled Intersex Syndrome) présentant des testicules chez des 

femelles XX sans SRY, ni aucun fragment du chromosome Y (Pailhoux et al., 2001). Ces données ont 
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permis de proposer un nouveau modèle pouvant expliquer le mécanisme de différenciation 

ovarienne. Mc Elreavey propose une nouvelle hypothèse : dans les gonades XX normales, le gène Z 

inhibe le programme testiculaire. Une perte de fonction du gène Z dans la gonade XX induit la 

formation d’un testicule ; tandis que, dans les gonades XY, le gène SRY a une fonction opposée à celle 

du gène Z, ce qui permet une progression du programme testiculaire (Figure 3, c). 

Chez la femelle, une fois les crêtes génitales colonisées par les cellules germinales, ces cellules 

germinales s’organisent en clusters avec les cellules somatiques pour former des cordons (ou nids) 

ovigères, à 13,5jpc chez la souris. Ces structures ne sont visibles que par immunomarquage, alors que 

dans le testicule, au stade comparable, les cordons séminifères et le vaisseau cœlomique sont déjà 

visibles. L’ovaire reste, d’un point de vue morphologique, plus longtemps indifférencié comparé au 

testicule. Le premier signe de différenciation ovarienne est l’entrée en méiose des ovogonies jusqu’à 

leur blocage en diplotène de prophase I, à 14,5jpc chez la souris. 

Autour de la naissance, les nids ovigères se dissocient et les cellules somatiques entourent les 

cellules germinales de façon individuelle afin de former les follicules primordiaux. La formation de 

ces follicules primordiaux est cruciale chez les Mammifères car ce sont eux qui constituent la réserve 

ovarienne en cellules germinales disponible pendant toute la vie reproductive de la femelle. 

L’ovaire présente une organisation compartimentée avec les follicules comme unité fonctionnelle. 

Un follicule est constitué d’une cellule germinale, l’ovogonie, entourée de cellules somatiques : les 

cellules de la granulosa et de la thèque. Les follicules subissent une maturation appelée 

folliculogenèse, un petit nombre sera ovulé à partir de la puberté tandis que la majorité disparaitra 

par atrésie au cours de la vie, chez l’animal adulte.  

Par des analyses fonctionnelles, plusieurs gènes somatiques spécifiques de l’ovaire ont été identifiés. 

Parmi eux, on distingue des facteurs intracellulaires comme Dax1 (Dosage-sensitive sex reversal, 

adrenal hypoplasia critical region on the X chromosome gene 1) et FoxL2 (Forkhead box family L 

number 2) ; et des facteurs extracellulaires tels que RSpo1 (R-spondin1 homolog) et Wnt4 (Wingless-

related MMTV integration site 4). 

e) Les facteurs intracellulaires 
FoxL2 et Dax1 sont les premiers gènes candidats pour l’organogenèse ovarienne et 

l’établissement de la lignée des cellules de la granulosa. 

Le gène FoxL2 est un facteur de transcription avec un seul exon, de la famille des gènes à forkhead 

box, conservé a cours de l’évolution.  
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Chez la souris, FoxL2 est exprimé au moment du déterminisme gonadique, vers 12jpc. C’est 

également l’un des premiers gènes à être surexprimé dans l’ovaire en développement, ce qui 

suggère une fonction importante dans la différenciation ovarienne précoce. 

Chez la chèvre, la transcription de FoxL2 débute dans une sous-population de cellules somatiques 

localisée dans la médulla de la gonade XX, entre 34 et 36jpc. Ce stade de développement coincide 

avec le déterminisme du sexe mâle avec augmentation de l’expression de Sox9 dans la gonade XY. 

L’invalidation de FoxL2 chez la souris n’induit pas d’inversion du sexe mais les femelles sont stériles 

(Uda et al., 2004 ; Schmidt et al., 2004). Les ovaires FoxL2-/- sont petits, désorganisés et dégénèrent 

par apoptose. A l’inverse, une surexpression du gène FoxL2 dans les cellules de Sertoli, chez la souris, 

provoque une désorganisation des tubes séminifères et un développement gonadique de type 

ovotestis (Ottolenghi et al., 2007).  

Chez la souris, FoxL2 semble impliqué dans le maintien de l’ovaire post-natal en réprimant les gènes 

impliqués dans la différenciation testiculaire. En effet, l’invalidation conditionnelle de FoxL2 dans les 

cellules de la granulosa matures chez la souris se traduit par l’expression de Sox9, un gène de la voie 

mâle, et cause un développement de caractères testiculaires dans l’ovaire avec une 

transdifférenciation des cellules de la granulosa et de la thèque en cellules de Sertoli et de Leydig, 

respectivement. Les gonades de ces souris XX ressemblent à des testicules avec des tubes 

séminifères à la place des structures folliculaires. Des études précises de cinétiques d’expression 

montrent que FoxL2 et Sox9 sont exprimés de façon mutuellement exclusive (Uhlenhaut et al., 2009). 

Ces résultats montrent que FoxL2 est requis chez la souris pour inhiber la voie testiculaire et 

maintenir l’ovaire, au cours du développement embryonnaire et pendant la vie adulte. 

Chez la chèvre, il existe une délétion naturelle à l’état hétérozygote du locus PIS se traduisant par 

une absence de cornes dans les deux sexes. Cette mutation responsable du syndrome PIS correspond 

à une délétion d’une région régulatrice de 11.7kb en amont du gène FoxL2 (Pailhoux et al., 2001) et 

cause une perte d’expression de FoxL2 ainsi qu’un arrêt de la transcription de trois ARNs longs non-

codant (lncRNAs) (PISRT1, PISRT2 et PFOXic). A l’état homozygote, cette délétion induit en plus une 

inversion sexuelle de type mâle XX (Pailhoux et al., 2001). Cette inversion sexuelle s’accompagne de 

l’absence d’expression de FoxL2 dans la gonade XX en développement, avec une augmentation de 

l’expression du gène Sox9, ce qui conduit à une différenciation des cellules somatiques en cellules 

testiculaires, avec un délai de 4-5 jours comparé à un développement testiculaire normal. Ces 

résultats suggèrent que FoxL2 et/ou les lncRNAs pourraient être des gènes du déterminisme du 

développement ovarien, chez la chèvre.  
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A l’inverse de la souris, la perte de fonction du gène FoxL2, sans perte de fonction des lncRNAs, chez 

la chèvre est suffisante pour entrainer une inversion du sexe de type mâle XX (Boulanger et al., 

2014). La gonade XX présente également une surexpression du gène Sox9 conduisant à une 

masculinisation par la différenciation de cellules de Sertoli. On observe également dans ces gonades 

mutées une expression d’AMH qui provoque la régression des canaux de Müller (Pailhoux et al., 

2002). On note donc une masculinisation des gonades et du tractus génital externe chez les chèvres 

XX mutées pour le gène FoxL2.  

Chez l’humain, une délétion à l’état hétérozygote de FOXL2 cause chez les femmes un syndrome 

PBES (Blepharophimosis-Ptosis-Epicanthus inversus) de type 1, associé à une insuffisance ovarienne 

précoce aboutissant à une infertilité (Crisponi et al., 2001), sans caractéristiques d’inversion sexuelle. 

Dax1 code pour un membre de la famille des récepteurs nucléaires. DAX1 peut agir comme protéine 

de liaison à l’ADN pour réprimer la transcription (Lalli et al., 2000). Le patron d’expression du gène 

Dax1 correspond à un rôle dans la détermination du sexe. En effet, il est exprimé dans les gonades 

des deux sexes à 11,5jpc chez la souris (Swain et al., 1996). A 12.5jpc, après le pic d’expression de Sry, 

Dax1 n’est plus exprimé dans la gonade mâle alors que son expression persiste dans la gonade 

femelle ce qui suggère un rôle du gène Dax1 dans la formation de l’ovaire. L’invalidation de Dax1 

dans l’embryon de souris se traduit par un défaut de spermatogenèse mais sans inversion du sexe ni 

perturbation du développement ovarien (Yu et al., 1998). Chez l’homme XY, une duplication d’une 

portion du chromosome X contenant le gène Dax1 se traduit par une inversion du sexe, du testicule 

vers l’ovaire (Zanaria et al., 1994). De la même façon, les souris portant des copies supplémentaires 

de Dax1 présentent une inversion sexuelle de type femelle XY (Swain et al., 1998). Dax1 aurait donc 

une fonction antagoniste à l’action de Sry et aurait un rôle dose-dépendant anti-testiculaire et 

possiblement pro-ovarien, chez l’homme et la souris. 

f) La voie Rspo1-WNT4-β-caténine 
Les gènes Wnt4 et Rspo1 ont un rôle crucial dans le développement de l’ovaire. Ces deux 

gènes sont exprimés dans la gonade bipotentielle des deux sexes, puis, au moment de la 

détermination du sexe, à 11.5jpc chez la souris, leur expression devient spécifique de la gonade 

femelle, dans les cellules somatiques. L’invalidation de Rspo1 et Wnt4, dans l’embryon femelle de 

souris, provoque des défauts ovariens similaires : Perte de cellules germinales, apparition de cellules 

produisant des androgènes, formation d’une vascularisation de type testiculaire (Vainio et al., 1999). 

Comme les ovaires invalidés pour Rspo1 et Wnt4 partagent le même phénotype, on peut penser que 

ces deux facteurs sont impliqués dans la même voie de régulation de la différenciation ovarienne. 
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Dans les gonades de souris XX invalidées pour le gène Wnt4, l’expression du gène Rspo1 n’est pas 

perturbée. A l’inverse, dans les gonades de souris XX invalidées pour le gène Rspo1, Wnt4 n’est plus 

exprimé (Chassot et al., 2008). L’expression de Wnt4 est donc sous le contrôle de Rspo1. Ces deux 

gènes sont localisés sur la même région chromosomique. Une duplication de cette zone chez un 

patient XY cause une inversion sexuelle de type mâle vers femelle (Jordan et al., 2001). 

WNT4 et Rspo1 agissent via l’activation de la β-caténine (protéine Ctnnb1). La voie de signalisation 

intracellulaire WNT4/ β-caténine est très conservée au cours de l’évolution puisqu’elle est retrouvée 

du nématode à l’homme. La voie β-caténine est une voie canonique décrite pour réguler des 

phénomènes de prolifération et de différenciation. 

L’invalidation de la β-caténine dans les précurseurs des cellules de la granulosa (cellules SF1+) se 

traduit par un phénotype ovarien similaire à celui obtenu chez les animaux invalidés pour Rspo1 et 

Wnt4 (Liu et al., 2009 ; Manuylov et al., 2008). 

L’expression de Wnt4 et Rspo1 n’est pas affectée lors de l’invalidation de FoxL2, et réciproquement, 

ce qui suggère que la voie Wnt4/Rspo1 est indépendant de celle de FoxL2 (Chassot et al., 2008 ; 

Ottolenghi et al., 2007). 

Par ailleurs, les gonades XX Wnt4-/- n’expriment plus le gène de la follistatine et les ovocytes entrent 

en apoptose avant la naissance (Yao et al., 2004). Ces résultats suggèrent que la follistatine est la 

cible de WNT4. Chez les sauvages, la follistatine est connue pour inhiber la formation du vaisseau 

cœlomique dans les gonades XX murines. 

De plus, il a été montré que l’invalidation de Wnt4 dans les gonades murines XX était suffisante pour 

induire une augmentation de l’expression de Fgf9 et Sox9, en absence de Sry (Kim et al., 2006). Il 

existe donc un antagonisme entre Wnt4 et FGF9/FGFR2 qui contrôle le destin de la gonade. Ainsi, 

WNT4 interfère indirectement dans le maintien de l’expression du gène Sox9 et donc sur la 

différenciation mâle. Des patients XX avec une perte de fonction de Wnt4 présentent une inversion 

du sexe de type femelle vers mâle (Bernard and Harley 2007 ; Biason-Lauder et al., 2004).  

Dans l’ovaire, la boucle d’amplification de Sox9 et Fgf9 est bloquée par WNT4, possiblement via 

l’activation de la β-caténine. 

Durant la différenciation ovarienne, l’activation de la voie β-caténine canonique provoque la 

dégradation de SOX9 empêchant ainsi la mise en place de sa boucle d’auto-amplification ainsi que 

l’activation des autres gènes pro-testiculaires, tel que Fgf9 (Maatouk et al., 2008).  
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Rspo1 et Wnt4 joueraient donc un rôle décisif dans la détermination du sexe féminin et dans la 

différenciation des gonades en ovaires grâce à un niveau suffisant de β-caténine dans les cellules 

somatiques ovariennes. L’invalidation de l’un de ces gènes induit une masculinisation de la gonade 

XX ; ils sont donc indispensables pour une différenciation ovarienne. 

Par ailleurs, les souris XX double mutant pour Rspo1 et Sox9 présentent une différenciation 

gonadique de type testiculaire. Ce qui suggère que Sry et Sox9 ne sont pas indispensables pour une 

inversion du sexe de type mâle XX, les gènes Sox8 et Sox10 compenseraient l’absence de Sox9 pour 

induire une différenciation gonadique vers la voie mâle. Les souris XY double mutant pour Rspo1 et 

Sox9 présentent également un développement de type mâle. Rspo1 est donc un gène essentiel pour 

le développement ovarien, en conditions normales ainsi qu’en condition d’inversion sexuelle (en 

absence de Sox9) (Lavery et al., 2012). 

En conclusion, alors que le déterminisme testiculaire fait intervenir deux gènes clés, Sry et Sox9, le 

développement ovarien possède plusieurs gènes essentiels : Rspo1, FoxL2, Wnt4 et β-caténine. Les 

voies génétiques de la différenciation femelle et mâle sont donc actives et indépendantes. 

3. Entrée en méiose des cellules germinales 
L’entrée en méiose n’est pas une fonction intrinsèque aux cellules germinales, elle ne 

dépend pas seulement du sexe chromosomique (XY mâle et XX femelle). Elle résulte de l’exposition à 

des signaux venants des cellules somatiques entourant les cellules germinales dans la gonade. 

Chez la femelle, les cellules germinales stoppent leur prolifération par mitoses et entrent en 

prophase I de méiose à 13,5jpc chez la souris, 50-55jpc chez la brebis et 9-14 semaines de grossesse 

chez la femme. Les ovogonies qui entrent en méiose sont alors appelées ovocytes I. Les cellules 

germinales se bloquent ensuite au stade diplotène de méiose, cet arrêt est spécifique des femelles. 

La diacinèse ne reprendra qu’à la puberté et la méiose se poursuivra à l’ovulation. Chez le mâle, la 

méiose ne débute qu’après la naissance, vers 8 mois chez le bélier et 10 jours chez la souris. 

Un des premiers facteurs impliqués dans l’entrée des cellules germinales dans le processus de 

méiose est Dazl (Deleted in azoospermia-like). DAZL est une protéine de liaison à l’ARN, exprimée à 

partir de 11,5jpc par les cellules germinales mâles et femelles chez la souris. 

L’invalidation du gène Dazl se traduit par une infertilité des souris des deux sexes avec une absence 

d’expression des gènes impliqués en début de prophase I, dont le gène Stra8 (Stimulated by Retinoic 

Acid) par exemple (Lin et al., 2008). 
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Dazl est exprimé précocement, en amont du gène Stra8, responsable de l’initiation de la prophase I 

de méiose. DAZL rend donc les cellules germinales compétentes pour entrer en méiose. 

Chez la souris femelle, l’entrée en méiose des cellules germinales semble dépendre de l’acide 

rétinoïque (AR) (Bowles et al., 2006). L’AR est un métabolite actif de la vitamine A synthétisé par le 

mésonéphros dans les deux sexes par les actions successives de la rétinol-déshydrogénase et de la 

rétinal-déshydrogénase. Cette induction de la méiose par l’acide rétinoïque a également été décrite 

chez l’homme (Le Bouffant et al., 2010). L’AR est également essentiel pour le développement de 

nombreux organes.  

Chez la souris, l’AR est synthétisé par le mésonéphros des deux sexes et diffuserait vers la gonade 

adjacente (Bowles et al., 2006). Une concentration élevée d’AR est responsable de l’induction de la 

méiose dans les ovaires fœtaux en développement (Koubova et al., 2006). L’inhibition chimique des 

récepteurs à l’AR (RAR de type α, β ou γ) dans des cultures ex vivo  de gonades fœtales murines 

femelles cause une inhibition de Stra8 et une inhibition de l’entrée en méiose (Koubova et al., 2006). 

L’AR se fixe sur son récepteur RAR, l’ensemble récepteur-ligand va activer ses gènes cibles, dont 

Stra8, en se fixant sur des éléments régulateurs de type RARE (Retinoic Acid Response Element) 

(Oulad-Abdelgnami et al., 1996). Stra8 code pour un facteur de transcription riche en acide 

glutamique. L’invalidation du gène Stra8 chez la souris empêche l’entrée en méiose des cellules 

germinales dans l’ovaire fœtal ainsi que dans le testicule post-natal (Baltus et al., 2006).  

Dans l’ovaire fœtal, les cellules germinales répondent à leur environnement somatique et donc à la 

présence d’AR. Stra8 est exprimé et provoque l’entrée en méiose des cellules germinales. Ce 

phénomène s’accompagne de la diminution de l’expression de gènes de pluripotence comme Pou5f1 

et de l’augmentation de l’expression de gènes clés intervenant ensuite dans la méiose comme Sycp3 

et Dmc1 (Menke et al., 2003 ; Bullejos and Koopman, 2004 ; Yao et al., 2003). L’augmentation 

d’expression de Stra8 provoque l’expression de Sycp3 et Rec8 dont les protéines vont se localiser le 

long des chromosomes. Ceci atteste d’une préparation des cellules germinales pour l’appariement et 

la recombinaison des chromosomes (Lee et al., 2003). 

De plus, une étude portant sur les souris invalidées pour Aldh1a2 apporte un bémol au rôle de l’AR 

provenant du mésonéphros et induisant la méiose dans l’ovaire fœtal murin. Les souris invalidées 

pour Aldh1a2 sont dépourvues d’AR endogène mais leur alimentation est supplémentée en AR pour 

éviter la mort des souriceaux. Les ovaires fœtaux de ces souris présentent une expression de Stra8 

non modifiée par rapport aux ovaires WT (Kumar et al., 2011). L’ovaire fœtal de souris pourrait donc 

produire de l’AR en quantité suffisante pour induire Stra8. Les auteurs de cette étude suggèrent que 
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l’AR synthétisé par le mésonéphros dans un embryon de souris normal ne diffuserait pas en quantité 

suffisante pour stimuler l’expression de Stra8 dans l’ovaire fœtal. 

Cependant, la régulation de l’initiation de la méiose par l’AR pourrait varier selon l’espèce étudiée. 

Dans l’ovaire fœtal humain, l’expression d’ALDH1A1 (Aldehyde dehydrogenase family 1 ; subfamily 

A1), permettant la synthèse d’AR, est augmentée lorsque la méiose débute. L’expression de CYP26b1 

n’est, par contre, pas modifiée. Par ailleurs, le niveau d’expression de Cyp26b1 est plus élevé dans 

l’ovaire comparé au testicule (Le Bouffant et al., 2010). Dans l’ovaire fœtal murin, au moment de la 

méiose, l’expression de l’ALDH1 est inchangée mais celle de Cyp26b1 diminue ce qui empêche la 

dégradation de l’AR. Deux hypothèses ont été émises : l’ALDH1 contrôlerait le niveau d’AR dans 

l’ovaire fœtal humain (Le Bouffant et al., 2010) ou l’ovaire fœtal humain serait capable de réaliser la 

synthèse intrinsèque de l’AR (Childs et al., 2011). 

Un autre gène a été décrit comme étant impliqué dans l’entrée en méiose, le gène Dmrt1 (doublesex 

and mab-3 related transcription factor 1). Le gène DMRT1 appartient à la famille des gènes à 

domaine DM, montrée comme ayant un rôle dans le développement spécifique du sexe chez 

plusieurs espèces sans Sry comme certains poissons et les oiseaux où DMRT1 agit comme gène du 

déterminisme primaire du sexe. DMRT1 est aussi lié à des cas de tumeurs des cellules germinales 

testiculaires chez l’humain, un phénotype qui rappelle celui des souris invalidées pour Dmrt1 (en 

fond 129Sv). Ces souris présentent un cycle cellulaire anormal incluant une mauvaise régulation de 

l’entrée en méiose, ce qui contribue à la formation des tumeurs (Krentz et al., 2009). Par ailleurs, 

l’invalidation de Dmrt1 chez la souris en fond pur C57BL6 montre que l’expression de Stra8 est 

diminuée dans les ovaires fœtaux et qu’en conséquence le nombre de follicules dans l’ovaire mature 

est également diminué (Krentz et al., 2011). L’implication de Dmrt1 dans la régulation de la méiose 

semble être différente selon le sexe. En effet, l’invalidation conditionnelle de Dmrt1 dans le testicule 

post-natal se traduit par une augmentation de l’expression de Stra8 (Matson et al., 2010). Des études 

de ChIP (Immuno-précipitation de la chromatine) ont montré que DMRT1 était capable de se lier sur 

la même région promotrice proximale du gène Stra8 dans le testicule postnatal (Matson et al., 2010) 

et dans l’ovaire fœtal (Krentz et al., 2011). Si la fixation de DMRT1 à la même région régulatrice peut 

donner deux effets opposés sur l’expression de Stra8 entre un mâle et une femelle, cela suggère qu’il 

doit y avoir d’autres facteurs impliqués pour entrainer un rôle de Dmrt1 dans la régulation de la 

méiose.  

Les facteurs de transcription à homéodomaine Msx (ou Hox, Muscle segment homeobox-like) ont été 

décrits comme ayant un rôle important dans le développement fœtal, en particulier pour la 

structuration dorso-ventrale de l’embryon (Yamamoto et al., 2001). Msx1 et Msx2 chez la souris 
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(MSX1 et MSX2 chez l’humain) sont exprimés dans l’ovaire fœtal murin avec un pic d’expression à 

13,5jpc, ce qui correspond à l’initiation de la méiose. Leur expression est plus importante dans 

l’ovaire que dans le testicule où elle reste très faible, même pendant l’initiation de la méiose mâle 

entre 5 et 15jpc. De la même façon, dans l’ovaire fœtal humain, MSX1 et MSX2 sont fortement 

exprimés pendant l’initiation de la méiose à 14,5 semaines après la fécondation. Msx1 et Msx2 sont 

exprimés majoritairement dans les cellules germinales ovariennes et leur expression est stimulée par 

l’AR et BMP4. La double invalidation de Msx1 et Msx2 chez la souris est létale avec une diminution 

de l’entrée des cellules germinales en méiose à 14.5jpc (Le Bouffant et al., 2011). Les ovaires 

invalidés pour Msx1 et Msx2 présentent une diminution de l’expression de Stra8 s’expliquant par la 

liaison de MSX1 sur le promoteur de Stra8. Msx1 et Msx2 semblent donc stimuler l’expression de 

Stra8, nécessaire pour l’initiation de la méiose et sa progression dans l’ovaire fœtal. 

Dans la gonade mâle, les cellules de Sertoli protègent les cellules germinales de l’effet de l’AR en 

exprimant le gène Cyp26b1. En effet, ce gène code pour une enzyme, CYP26B1, qui inhibe l’entrée en 

méiose des cellules germinales en dégradant l’AR. CYP26B1 crée un déficit en AR spécifique du 

testicule. Il n’y a ainsi pas induction de Stra8, ni d’entrée en méiose des cellules germinales avant la 

puberté chez le mâle.  

Puis à partir de 13,5jpc, l’expression de Cyp26b1 par les cellules de Sertoli diminue et le gène Nanos2 

prend le relais. A ce stade, Nanos2 est exprimé par les cellules germinales mâles et bloque 

l’expression de Stra8 inhibant ainsi l’entrée en méiose des cellules germinales (Suzuki et Saga, 2008). 

La surexpression de Nanos2 dans les cellules germinales mâles est induite par FGF9 (Barrios et al., 

2010), également impliqué dans la différenciation du testicule.  

Dans le testicule fœtal, la voie de signalisation de l’AR est donc réprimée par une combinaison de 

dégradation active par CYP26B1 et par l’action antagoniste de FGF9. Les cellules germinales XY 

maintiennent l’expression des gènes de pluripotence et continuent à proliférer. Elles entrent ensuite 

en quiescence, en G0/G1 du cycle cellulaire, de façon asynchrone entre 12,5-14,5jpc et se 

différencient en prospermatogonies. Elles resteront à ce stade jusqu’à la puberté. A ce moment-là, 

l’AR sécrété par les cellules de Sertoli, en balance avec FGF9, régulera le niveau d’expression de 

Nanos2. Les spermatogonies positives pour Nanos2 resteront indifférenciées tandis que les 

spermatogonies positives pour Stra8 entreront en différenciation. L’expression de Stra8 constitue le 

premier signe visible montrant la décision de la cellule germinale à entrer en méiose.  
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4. Différences entre la méiose mâle et femelle 
Chez le mâle, la méiose aboutit à la formation de quatre gamètes haploïdes. Chez la femelle, 

la moitié des chromosomes issus de la première division méiotique est empaquetée dans une 

structure cellulaire séparée que l’on appelle globule polaire. En méiose II, un deuxième globule 

polaire se forme contenant la moitié du produit de la deuxième division de méiose. La méiose 

femelle conduit donc à la formation d’un ovocyte avec un noyau haploïde et de deux globules 

polaires, bien que l’ovocyte ne soit jamais vraiment haploïde puisque le spermatozoïde a déjà 

pénétré dans le cytoplasme de l’ovocyte avant l’accomplissement de la méiose II (Revue : Morelli and 

Cohen, 2005). 

La méiose présente un fort dimorphisme sexuel. En effet, contrairement au mâle où la méiose est se 

déroule après la naissance, chez la femelle, la prophase I de méiose a lieu pendant la vie fœtale 

tandis que la métaphase I et les étapes suivantes se déroulent après la puberté.  

Tandis que la méiose mâle se déroule sans interruption, la méiose femelle présente deux arrêts. Le 

premier, au stade diplotène et pendant la vie fœtale, c’est ce qu’on appelle l’arrêt dictyate. Les 

cellules germinales femelles restent quiescentes jusqu’à la maturité sexuelle. Après la puberté, à 

chaque ovulation, un ovocyte reprend la méiose et achève la première division de méiose, expulsant 

le premier globule polaire. Le deuxième arrêt a lieu en métaphase II. A la fécondation où la deuxième 

division méiotique se termine, le second globule polaire est alors expulsé. 

Par ailleurs, chez la souris femelle, durant le développement embryonnaire, la population entière 

d’ovocytes entre de façon semi-synchronisée en méiose, jusqu’au stade diplotène où elle s’arrête et 

reste en quiescence. A la puberté, un nombre sélectionné d’ovocytes est recruté à chaque cycle 

d’œstrus pour poursuivre la méiose I et II. A l’inverse, chez le mâle, la spermatogenèse se fait par 

vagues tout au long de la vie adulte. La prolifération des spermatogonies par mitose apporte une 

nouvelle population de spermatocytes  à chaque vague. 

Même s’il existe d’importantes différences entre les méioses mâle et femelle (temporelle, en 

nombre de gamètes…), les processus de recombinaison et d’appariement chromosomiques semblent 

largement conservés entre les deux sexes. Cependant, on observe une différence importante dans le 

taux de succès de la méiose entre mâle et femelle. En particulier chez l’homme où le taux 

d’aneuploïdie représente jusqu’à 25% dans l’ovocyte contre seulement 2% dans le spermatozoïde 

(Hassold and Hunt, 2001). L’aneuploïdie est principalement due à une non-disjonction des 

chromosomes. On pense que les mécanismes régulant et contrôlant la prophase I pendant la méiose 

chez les mammifères seraient plus drastiques chez le mâle que chez la femelle. L’échec des points de 
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contrôle chez la femelle serait responsable de l’augmentation du taux de non-disjonction en méiose 

I.  

Cette différence dans le contrôle de la méiose est retrouvée dans plusieurs modèles de souris 

portant des mutations responsables d’un mauvais appariement des chromosomes homologues et/ou 

d’une recombinaison incorrecte. Chez le mâle, ce genre de mutations provoque souvent un arrêt de 

la méiose. Les cellules germinales ne progressent pas au-delà des stades zygotène ou pachytène, ce 

qui aboutit à une apoptose généralisée des spermatocytes et par conséquent une infertilité due à 

une absence de spermatozoïdes matures. Chez la femelle, le même type de mutations conduit 

également à un défaut de l’appariement chromosomique mais entraine des phénotypes plus variés 

comme une fertilité réduite, une perte embryonnaire (probablement causé par des embryons 

aneuploïdes), une infertilité complète ou une dysgénésie ovarienne. 

D’autre part, l’un des éléments clé de la prophase I de méiose est la mise en place du complexe 

synaptonémal, indispensable pour l’appariement des chromosomes. Bien que ce complexe soit 

présent pendant la méiose mâle et femelle, il existe des différences entre les deux sexes. Ainsi, le 

complexe synaptonémal est environ deux fois plus long dans des ovocytes humains comparé aux 

spermatocytes, augmentant aussi le nombre de crossing-over (Tease and Hulten, 2004).  

On observe également, chez la souris, une rétention des protéines du complexe synaptonémal au 

niveau des centromères jusqu’en anaphase de deuxième division de méiose chez le mâle alors que le 

complexe synaptonémal disparaît avant la première division de méiose chez la femelle (Hodges et al., 

2001). Ce résultat suggère une différence liée au sexe qui expliquerait la plus forte proportion 

d’erreur lors de la méiose femelle.  

On distingue aussi des différences entre le mâle et la femelle concernant la formation des cassures 

double brin pendant la méiose. L’invalidation du gène Spo11, codant pour l’enzyme responsable de 

la formation des cassures double brin, illustre bien cette différence. Les mâles Spo11-/- sont stériles 

car leurs cellules germinales présentent de sévères défauts d’appariement et sont incapables de 

progresser au-delà du stade zygotène de prophase I de méiose. Les femelles Spo11-/- sont également 

stériles mais un défaut ovocytaire apparaît dès 15jpc. Malgré cela, certains ovocytes progressent 

jusqu’au stade dyctiate même si on observe, après la naissance, une déplétion ovocytaire et une 

dysgénésie ovarienne (Romanienko and Camerini-Otero, 2000). Ces résultats montrent que les 

cassures double brin sont essentielles à la recombinaison méiotique dans les deux sexes mais que 

l’absence de ces cassures provoque une perte draconienne des spermatocytes en pachytène alors 

que les ovocytes sont capables de progresser au-delà de ce stade (pour rencontrer des effets 

délétères un peu plus tard). 



Figure 4 : Représentation schématique d'un testicule et d'un tube séminifère, en coupe 
transversale (De Boeck Université, 2007)
Le testicule renferme les tubes séminifères qui se rejoignent et aboutissent à l'épididyme, lui
même finissant dans le canal déférent. En coupe transversale, le tube séminifère présente un
épithélium séminifère constitué de cellules de Sertoli entourant les cellules germinales en méiose.
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Chez l’humain et la souris, les femelles présentent davantage de recombinaisons que les mâles, et 

ces recombinaisons sont préférentiellement localisées dans les régions distales des chromosomes 

chez le mâle (Revue : Hassold et al., 2000 ; Tease et Hulten, 2004). Le nombre de cassures double 

brin est comparable entre le mâle et la femelle mais, au final, il y a davantage de chiasma chez la 

femelle. 

Chez les mammifères et plus particulièrement l’homme, les femelles présentent plus de crossing-

over que les mâles et ces crossing-over sont distribués de façon plus uniforme le long des 

chromosomes (Hassold et al., 2000). Le nombre de foci de MLH1 (marqueur des crossing-over) 

s’élève à environ 60 (entre 42 à 95 selon les études) chez la femme (Lenzi et al., 2005, Morelli and 

Cohen, 2005) contre seulement 20-50 chez l’homme (Lynn et al., 2002). 

D’un autre côté, le point de contrôle du fuseau méiotique, le SAC (Spindle assembly checkpoint) 

semble être moins drastique chez les mammifères femelles comparés aux mâles. En effet, les 

ovocytes poursuivent la première division de méiose malgré des perturbations éventuelles du fuseau 

ou de l’alignement des chromosomes, alors que les spermatocytes présentant des défauts similaires 

entrent en apoptose dès la métaphase I. L’invalidation des gènes codant pour MLH1 et MLH3 illustre 

ce dimorphisme sexuel. Dans les spermatocytes invalidés pour ces gènes, les chromosomes ne 

restent pas attachés au stade diplotène ce qui cause l’entrée en apoptose des cellules germinales en 

métaphase I. A l’inverse, certains ovocytes sont capables de progresser suffisamment pour expulser 

un globule polaire (Eaker et al., 2002). 

Par ailleurs, les mâles et les femelles présentent des caractéristiques spécifiques à leur sexe, ce qui 

nécessite des mécanismes adaptés. Les cellules germinales mâles ont besoin d’assurer la ségrégation 

correcte des chromosomes X et Y qui ne s’apparient pas totalement. De plus, l’environnement 

testiculaire étant situé 5 à 7°C en dessous de la température corporelle, le testicule doit avoir une 

réponse spécifique aux fluctuations de température. De son côté, la femelle doit initier, maintenir et 

sortir de l’arrêt dictyate. 



Figure 5 : Schéma des 12 stades de l'épithélium séminifère chez la souris (Russell et al., 1990)
Chaque stades de l'épithélium séminifère est constitué de plusieurs types de cellules germinales à 
différents stade de différenciation.
Les chiffres de 1 à 16 correspondent aux différents stades de la différenciation des spermatides, 
au cours de la spermiogenèse.
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B. Morphologie du testicule 
Le testicule est un organe à fonction exocrine (production de spermatozoïdes) et endocrine 

(production d’androgènes), enveloppé d’une capsule conjonctive, l’albuginée. Le testicule est 

constitué de lobules contenant les tubes séminifères, où a lieu la spermatogenèse. Le testicule est 

une structure fibreuse, riche en vaisseaux sanguins, contenant de nombreuses fibres de muscles 

lisses et de collagène permettant des contractions rythmiques afin d’expulser les fluides intra-

testiculaires et les spermatozoïdes vers l’épididyme. 

Dans le testicule, les tubes séminifères se rejoignent pour former un réseau lacunaire, le Rete Testis. 

Cinq canaux efférents émergent du Rete Testis et se rejoignent pour former un canal unique : le canal 

épididymaire (Figure 4).  

On distingue deux compartiments distincts dans le testicule : le tissu interstitiel, minoritaire, et les 

tubes séminifères. Le tissu interstitiel est composé des cellules de Leydig qui produisent des facteurs 

de croissance et les androgènes, de macrophages, de vaisseaux sanguins et lymphatiques. Les tubes 

séminifères sont constitués de cellules germinales enfermées par une couche de cellules de Sertoli 

dont l’ensemble est entouré par les cellules myoïdes péritubulaires. Ces cellules vont entrer dans un 

processus continu de différenciation cellulaire : la spermatogenèse.  

L’examen histologique des tubes séminifères en coupe transversale montre qu’ils présentent 

toujours la même association de cellules germinales à différents niveaux de différenciation en 

couches superposées. Cette organisation s’explique par l’évolution régulière et coordonnée des 

différentes générations de cellules germinales. Les cellules germinales les moins différenciées se 

trouvent le long de la membrane basale du tube tandis que les cellules les plus différenciées sont 

près de la lumière. Les différentes générations de cellules germinales composent un certain nombre 

d’associations cellulaires de composition constante. Ces associations cellulaires constituent ce que 

l’on appelle les stades de l’épithélium séminifère (Figure 5). Chaque stade présente une longueur 

bien définie ainsi qu’une durée précise et constante, spécifique de chaque espèce. La répétition de 

ces stades constitue le cycle de l’épithélium séminifère. En 1901, Regaud définit que « la vague 

spermatogénique est dans l’espace, ce que le cycle de l’épithélium est dans le temps ».  

  



Figure 6 : Illustration schématique de la spermatogenèse (Rato et al., 2012)
L'éphithélium séminifère se compose des cellules de Sertoli et de cellules germinales en
développement, à différents stades. Les cellules de Leydig et les vaisseaux sanguins se localisent
dans l'espace interstitiel.
Les spermatogonies de type A se divisent et se développent en spermatogonies de type B, qui se
différencient à leur tour en spermatocytes primaires. Ces cellules entament la méiose I afin de
séparer les chromosomes homologues et former ainsi les spermatocytes secondaires haploïdes.
Ces derniers entrent alors en méiose II, ce qui aboutit à la séparation des chromatides sœurs pour
donner naissance aux spermatides. Les spermatides débutent leur différenciation en
spermatozoïdes qui seront libérés dans la lumière du tube séminifère.
BTB : Barrière HématoTesticulaire.
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1. Les cellules de Sertoli 
La cellule de Sertoli accompagne les cellules germinales pendant tous leurs stades de 

différenciation. C’est une grande cellule au noyau pyramidale qui repose sur la lame basale du tube 

séminifère et qui s’étend sur toute la hauteur de l’épithélium séminifère. Ses faces latérales sont en 

contact étroit avec les cellules germinales ainsi qu’avec les cellules de Sertoli voisines (Figure 6).  

La prolifération des cellules de Sertoli s’arrête précocement, au moment de la mise en place de 

jonctions serrées entre elles, ce qui aboutit à la formation de la lumière du tube séminifère. D’autres 

types de jonctions permettent des contacts entre deux cellules de Sertoli : les jonctions adhérentes 

et les jonctions lacunaires (Mital et al., 2011).  

L’arrêt de la multiplication coïncide avec des modifications morphologiques et fonctionnelles, c’est la 

maturation des cellules de Sertoli. Ces cellules sont polarisées et présentent une activité de 

sécrétion.  

Les jonctions (serrées, communicantes, desmosomes et spécialisations ectoplasmiques) au pôle basal 

des cellules de Sertoli constituent la barrière sertolienne et forment ainsi deux compartiments : le 

compartiment basal contenant les spermatogonies et les spermatocytes en pré-leptotène et le 

compartiment adluminal qui contient les spermatocytes et les spermatides (Cheng and Mruk, 2004).  

Les spécialisations ectoplasmiques sont des structures jonctionnelles spécifiques du testicule, 

formées par les cellules de Sertoli, qui sont composées de la membrane plasmique, de faisceaux 

d’actine et qui sont attachées au réticulum endoplasmique  (Cheng and Mruk, 2002). 

Cette barrière est indispensable à la différenciation des cellules germinales, que ce soit avant ou 

après la méiose. Les cellules germinales haploïdes sont isolées dans un environnement contrôlé par 

les cellules de Sertoli indispensable à la méiose. En effet, la barrière sertolienne sélectionne des ions 

et maintient la polarité des cellules de Sertoli et la cytoarchitecture du tube séminifère. Elle a 

également un rôle de barrière immunitaire en protégeant les cellules haploïdes du stress et des 

infections virales par exemple. La fermeture et l’ouverture des jonctions serrées pour laisser passer 

les spermatocytes vers le compartiment adluminal se font en coordination avec le développement 

des cellules germinales (Cheng and Mruk, 2012).  

Chez les rongeurs, l’ensemble barrière sertolienne, vaisseaux sanguins, vaisseaux lymphatiques et 

cellules péritubulaires constitue la barrière hémato-testiculaire (Dym et Fawcett, 1970). Cette 

barrière isole les cellules germinales post-méiotiques de l’environnement externe du testicule et 

particulièrement des cellules immunitaires circulantes et de leurs produits humoraux. Il est en effet 

vital pour la fertilité masculine de protéger les cellules germinales du système immunitaire. 5 à 10% 
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des infertilités mâles sont causées par une auto-immunité aux antigènes testiculaires (McLachlan et 

al., 2002). Cependant, la barrière hémato-testiculaire est en changement continuel car elle doit 

permettre le passage des cellules germinales lorsqu’elles se développent pour se déplacer vers la 

lumière du tubule (Franca et al., 2012) 

En plus de compartimenter le tube séminifère, les cellules de Sertoli sont en lien étroit avec les 

cellules germinales par, entre autres, des jonctions serrées ou des jonctions communicantes. Le 

nombre de cellules germinales est corrélé au nombre de cellules de Sertoli (une trentaine de cellules 

germinales par cellule de Sertoli) (Orth et al., 1988). Les cellules de Sertoli soutiennent et nourrissent 

les cellules germinales durant tout leur développement. Les cellules de Sertoli produisent de 

nombreuses protéines importantes pour la spermatogenèse : des glycoprotéines qui facilitent le 

transport des ions et des hormones ou qui ont une fonction de protection comme la transferrine, 

l’ABP (androgen binding-protein) et la cérulosplasmine ; des protéases et des inhibiteurs des 

protéases impliquées dans le processus de remodelage tissulaire afin de permettre la spermiation ou 

le passage des spermatocytes dans le compartiment adluminal du tube séminifère ; des composants 

de structure de la membrane basale localisée entre les cellules de Sertoli et les cellules péritubulaires 

(Grisworld et al., 1998 ; Sofikitis et al., 2008). Les cellules de Sertoli sécrètent en particulier le fluide 

testiculaire permettant le transport des spermatozoïdes vers l’épididyme.   

L’une des premières protéines sécrétées par les cellules de Sertoli est l’AMH, elle est exprimée dès le 

début de l’assemblage des cordons testiculaires, dès 6 semaines chez l’homme. L’AMH est un 

membre de la famille des cytokines incluant les TGFß (Transforming growth factor), les activines, les 

inhibines et les BMP. L’AMH est le seul ligand du récepteur à l’AMH de type II (Mishina et al., 1996). 

L’expression de l’AMH diminue en période périnatale, puis elle est maintenue à haut niveau jusqu’à 

la puberté où elle diminue lorsque les cellules de Sertoli arrivent à maturation. Dans le fœtus mâle, 

l’AMH induit la régression des canaux de Müller. L’AMH est impliqué dans la régulation de la 

stéroïdogenèse par les cellules de Leydig, la maturation des gonocytes en spermatogonies de type A 

dans le testicule périnatal et la spermatogenèse dans le testicule adulte. 
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2. Les cellules de Leydig 
Les cellules de Leydig sont les cellules stéroïdogènes du testicule, elles sont en dehors des 

tubes séminifères et organisées en îlots à proximité des capillaires sanguins.  

Deux populations de cellules de Leydig peuvent être décrites au cours du développement : les 

cellules de Leydig fœtales, présentent dans l’interstitium à partir de 12.5jpc jusqu’après la naissance 

chez la souris, et les cellules de Leydig adultes qui apparaissent à la puberté. Ces deux populations 

présentent des différences en terme d’origine et de fonction (Shima et al., 2013). La synthèse de 

testostérone nécessite quatre enzymes, CYP11A1 (P450 side chain cleavage), HSD3B (3-beta-

hydroxy-delta-5-steroid dehydrogenase), CYP17A1 (cytochrome P450 17-hydroxylase) et 17βHSDIII 

(17beta-hydroxysteroid dehydrogenase), qui sont de bons marqueurs des cellules de Leydig. Les 

cellules de Leydig fœtales peuvent produire de l’androstenedione mais pas la testostérone car elles 

n’expriment pas la 17βHSDIII. Les cellules de Sertoli fœtales convertissent l’androstenedione en 

testostérone car elles expriment la 17βHSDIII (Shima et al., 2013). 

Dans le testicule fœtal, les cellules de Sertoli expriment dès 11.5jpc chez la souris le morphogène 

DHH (Bitgood et McMahon, 1995) tandis que la majorité des cellules interstitielles, dont les futures 

cellules de Leydig, expriment son récepteur PTCH1 à 12,5jpc chez la souris. La voie de signalisation 

DHH induit la spécification des cellules de Leydig.  

Après la spécification, la population de cellules de Leydig fœtale est multipliée par deux pendant 

l’embryogenèse, ce phénomène ne serait pas dû à une prolifération des cellules de Leydig 

différenciées mais à une différenciation de cellules souches (Orth et al., 1982).  

De plus, dès 12.5jpc chez la souris, les cellules interstitielles expriment des éléments de la voie de 

signalisation Notch : le récepteur NOTCH3 et l’effecteur Hes1. La mutation de Hes1 se traduit par une 

augmentation du nombre de cellules de Leydig différenciées. A l’inverse, une surexpression de la 

voie Notch dans les cellules somatiques à 11,5jpc conduit à une diminution du nombre de cellules de 

Leydig associée à une augmentation du nombre de progéniteurs somatiques (Tang et al., 2008). La 

voie Notch maintient donc la population de progéniteurs et restreint leur différenciation en cellules 

de Leydig.  

Les cellules de Sertoli expriment, à 12.5jpc chez la souris, le PDGFA (Platelet-derived growth factor A) 

qui stimule la différenciation des cellules de Leydig via son récepteur PDGFRA. Les gonades XY 

invalidées pour Pdgfrα présentent une réduction de la prolifération des cellules de Sertoli et de la 

différenciation des cellules de Leydig fœtales (Brennan et al., 2003). Néanmoins, le défaut de 

différenciation des cellules de Leydig pourrait découler du phénotype sertolien. 
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Les cellules de Sertoli expriment également DAX1 qui a un rôle dans la survie des cellules de Leydig. 

Les cellules de Leydig fœtales produisent, en partenariat avec les cellules de Sertoli, la testostérone, 

à partir de 12.5-13jpc chez la souris, avec un pic avant la naissance (Wainwright and Wilhelm, 2010, 

Chapter Six). Les androgènes stimulent la différenciation des organes génitaux internes (épididymes, 

canaux déférents et vésicules séminales) à partir des canaux de Wolff. 

Le développement des cellules de Leydig post-natales comporte plusieurs étapes successives : il 

débute par la prolifération de cellules précurseurs qui se différencient en cellules progénitrices de 

cellules de Leydig qui donneront elles-mêmes les cellules de Leydig adultes nouvellement formées. 

Ces cellules de Leydig nouvellement formées se différencient en cellules de Leydig adultes immatures 

puis en cellules de Leydig matures (Mendis-Handagama and Ariyaratne, 2001). 

Des cellules mésenchymateuses de l’interstitium du testicule se différencient pendant la gestation 

pour donner les cellules de Leydig fœtales. D’autres cellules mésenchymateuses conservent leurs 

caractéristiques indifférenciées pour donner, en post-natal, les cellules précurseurs des cellules de 

Leydig adultes. Chez le rat, les précurseurs des cellules de Leydig adultes correspondent aux cellules 

mésenchymateuses péritubulaires (Ariyaratne et al., 2000). 

Les cellules précurseurs se différencient ensuite en cellules progénitrices des cellules de Leydig 

adultes. Les cellules progénitrices sont morphologiquement indifférenciables des cellules précurseurs 

puisque ces deux types cellulaires sont fusiformes et en position péritubulaires. Mais les cellules 

progénitrices expriment des enzymes stéroïdogéniques, elles sont capables de produire des 

androgènes, et présentent des récepteurs de LH (Hormone Lutéinisante). Les cellules progénitrices 

subissent ensuite un changement de forme pour devenir rondes et se déplacent pour migrer au 

centre de l’interstitium. Elles sont alors appelées cellules de Leydig adultes nouvellement formées. 

Ces cellules de Leydig sont bien identifiables morphologiquement, elles sont petites et polygonales, 

leur contenu cytoplasmique est clairsemé et ne présente pas ou peu de gouttelettes lipidiques. Les 

cellules de Leydig nouvellement formées augmentent ensuite de taille et deviennent des cellules de 

Leydig adultes immatures qui présentent davantage de lipides cytoplasmiques et de récepteurs de 

LH. Ces cellules de Leydig immatures produisent principalement des androgènes 5α-réduits plutôt 

que de la testostérone (Revue : Mendis-Handagama and Ariyaratne, 2001).  

La transition de cellules de Leydig adultes immatures à matures correspond à une augmentation de 

la taille des cellules associée à la disparition des gouttelettes lipidiques cytoplasmiques. La capacité 

de sécrétion de testostérone est augmentée dans ces cellules matures à cause d’une hausse du 

nombre de récepteur de LH (Shan et Hardy, 1992). De plus, les organelles responsables de l’activité 
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stéroïdogénique, comme le réticulum endoplasmique lisse, augmentent de volume. A 

l’accomplissement de la transition vers les cellules de Leydig adultes matures, la puberté est réalisée. 

La différenciation post-natale des cellules de Leydig est régulée par plusieurs facteurs dont la LH 

comme régulateur clé. En plus d’induire la prolifération des cellules de Leydig immatures, l’IGF-1 

(Insuline-like growth factor 1) stimule la différenciation des cellules de Leydig immatures en cellules 

matures adultes (Mendis-Handagama and Ariyaratne, 2001). Les TGFA et TGFB (Transforming growth 

factor) ont été décrits comme stimulant les mitoses des cellules de Leydig en présence de LH. Le 

PDGFA est également un facteur essentiel à la différenciation des cellules de Leydig adultes. Enfin, 

certaines cytokines, sécrétées par les macrophages testiculaires, ont aussi un effet mitogénique sur 

les cellules de Leydig. Les androgènes régulent la différenciation des cellules de Leydig de façon 

différente selon l’étape, l’étape la plus sensible aux androgènes étant la différenciation des cellules 

de Leydig adultes immatures en cellules matures.   

3. Les cellules péritubulaires myoïdes 
Les cellules péritubulaires myoïdes sont des cellules très allongées et plates qui entourent les 

cellules de Sertoli au sein des tubes séminifères dans leur partie la plus externe et leur apporte un 

soutien structurel.  

Lors du développement fœtal, les cellules péritubulaires myoïdes contribuent à la formation et à 

l’architecture des cordons testiculaires. Cependant, elles ne sont pas impliquées dans le 

regroupement initial des cellules de Sertoli et des cellules germinales (Combes et al., 2009). Les 

cellules péritubulaires établissent l’architecture des cordons séminifères en interagissant avec les 

cellules de Sertoli pour former et organiser la membrane basale. Les cellules péritubulaires 

produisent de la fibronectine, du collagène de type I et IV et des protéoglycanes qui sont des 

composants de la matrice extracellulaire (Skinner et al., 1985 ; Richardson et al., 1995). La membrane 

basale ainsi formée constitue une compartimentation physique entre les cordons et l’interstitium 

dans la gonade XY. 

En période post-natale, les cellules péritubulaires myoïdes ont un phénotype de cellule de muscle 

lisse et elles sont responsables de la contraction des tubes séminifères afin d’évacuer les 

spermatozoïdes dans la lumière du tube séminifère.  

Pour ce faire, des substances sont produites localement dans la gonade : l’arginine-vasopressine 

(AVP, ADH), une hormone hypophysaire synthétisée par les cellules de Leydig (Ivell et al., 1992), 

l’endothéline, un peptide vasoactif produit par les cellules de Sertoli (Fantoni et al., 1993) et la 

prostaglandine F2α (PGDF2A), synthétisée par l’épithélium séminifère et le compartiment interstitiel 
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(Tripiciano et al., 1998). Ces trois produits agissent sur les cellules péritubulaires myoïdes pour 

stimuler la contraction des tubes séminifères. 

4. Les cellules endothéliales 
Les cellules endothéliales constituent la vascularisation testiculaire et permettent un lien 

entre le testicule et la circulation générale. Chez la souris, jusqu’à 11.5jpc, la vascularisation primaire 

est identique dans les crêtes génitales XX et XY. A partir de 12.5jpc, chez les XY, une vascularisation 

distincte se développe, complètement absente chez les XX. Une fois engagée dans le développement 

testiculaire, la gonade XY recrute un grand nombre de cellules endothéliales provenant du 

mésonéphros. Les cellules endothéliales migrent du mésonéphros à la gonade où elles forment le 

vaisseau cœlomique qui bifurque dans l’interstitium entre les cordons testiculaires. Les cellules 

endothéliales contribuent à former un système de type artériel puisqu’elles expriment l’ephrinB2, un 

marqueur des vaisseaux artériels (Brennan et al., 2003). Ce modèle de flux sanguin ainsi constitué 

dans la gonade XY aurait un rôle important dans l’export de la testostérone permettant la 

masculinisation de l’embryon XY.  

5. Les macrophages 
Les macrophages sont de puissants régulateurs des réponses immunitaires et 

inflammatoires. Les macrophages testiculaires ont une morphologie identique à celle des 

macrophages résidents dans les autres tissus de l’organisme. Ils expriment majoritairement les 

mêmes marqueurs histochimiques, immunologiques et fonctionnels et présentent une activité de 

phagocytose, et une capacité cytotoxique et bactéricide. Ils expriment le complexe majeur 

d’histocompatibilité de classe II ce qui leur permettent de présenter l’antigène aux lymphocytes T. 

Cela indique que les macrophages sont issus de la lignée des cellules myéloïdes (Revue : Hedger, 

2002). 

Les macrophages sont présents en petit nombre dans le testicule avant la puberté. Ils peuplent 

largement l’interstitium testiculaire au début de la spermatogenèse (Ariyaratne et al., 2000). Chez le 

rat adulte, une déplétion totale en macrophages testiculaires, causée par un traitement avec une 

cytotoxine encapsulée dans des liposomes, est suivie par une repopulation en macrophages (Bergh 

et al., 1993). Ces cellules peuvent donc se multiplier par divisions mitotiques. 

Au cours du développement testiculaire, l’augmentation du nombre de macrophages suit de près 

celle du nombre de cellules de Leydig adultes (Ariyaratne and Mendis-Handagama, 2000). Par 

ailleurs, en 1994, Wang a montré qu’une déplétion transitoire des cellules de Leydig adultes 

s’accompagnait d’une déplétion progressive en macrophages résidents. On observe une 

récupération du nombre de macrophages lorsque les cellules de Leydig repeuplent le testicule. A 
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l’inverse, une déplétion complète en cellules germinales n’a pas d’effet sur le nombre de 

macrophages dans le testicule (Minhardt et al., 1998). Le recrutement et la maintenance des 

macrophages résidents sont donc sous le contrôle des cellules de Leydig. A l’inverse, les souris 

déficientes pour M-CSF (Macrophages-Colony Stimulating Factor 1), et donc totalement déplétées en 

macrophages, présentent des cellules de Leydig avec des fonctions perturbées (Pollard et al., 1997). 

On trouve également dans le testicule des cellules présentant une morphologie de cellules 

dendritiques ainsi que des marqueurs de ce type cellulaire. Ces cellules représentent une petite 

proportion de la population totale de cellules myéloïdes dans le testicule. Le tissu interstitiel de 

testicule de souris contient également un nombre important de lymphocytes T CD4+, CD8+ et des 

lymphocytes Natural Killer. Ces cellules sont également retrouvées chez l’homme (Revue : Hedger, 

2002). Quelques espèces, comme le mouton, ne présentent que relativement peu de macrophages 

testiculaires résidents (Pöllänen et Maddocks, 1988). 

La barrière hémato-testiculaire isole les cellules germinales post-méiotiques de l’environnement 

externe du testicule et, plus important, des cellules immunitaires circulantes ainsi que leur produits 

humoraux. La barrière hémato-testiculaire change continuellement au cours du développement des 

cellules germinales pour leur permettre de se déplacer vers la lumière du tubule. Son bon 

fonctionnement est indispensable pour éviter une infertilité masculine par auto-immunité aux 

antigènes testiculaires (Revue : McLachlan, 2002). 



Figure 7 : Schéma de la spermatogenèse
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II. La spermatogenèse 
La spermatogenèse est un processus complexe de différenciation des cellules souches 

spermatogoniales en spermatozoïdes, le gamète mâle. On peut diviser la spermatogenèse en 3 

phases : une phase mitotique, une phase méiotique et enfin une phase de différenciation terminale 

appelée spermiogenèse (Figure 7). La spermatogenèse se fait de façon centripète dans le tube 

séminifère sous le contrôle de deux hormones gonadotrophines : LH et FSH (Follicle Stimulating 

Hormone). La durée de la spermatogénèse est constante pour une espèce donnée et chaque étape à 

une durée constante. Cette durée est indépendante de toute action hormonale. Chez l’Homme, il 

faut 74 jours pour aboutir à un spermatozoïde mature à partir d’une spermatogonie, chez la souris 

35 jours sont nécessaires.  

A. Mitoses 
La majorité des mammifères mâles en période de reproduction produisent des millions de 

spermatozoïdes. Ce sont les spermatogonies qui constituent la population cellulaire capable de 

produire ce grand nombre de cellules germinales différenciées. Elles subissent dans un premier 

temps des divisions asymétriques donnant naissance à une cellule fille souche permettant le 

renouvellement du stock de cellules souches et à une cellule fille qui va entrer dans le processus de 

spermatogenèse (Revue : De Rooij, 1998).  

A l’observation par simple coloration de coupe testiculaire, les spermatogonies souches apparaissent 

isolées ou par paire, contre la membrane basale du tube séminifère, on les appelle également 

spermatogonies Asingle (As). Les spermatogonies As sont considérées comme des cellules souches 

spermatogoniales (CSS), elles prolifèrent par mitoses dans le compartiment basal de l’épithélium 

séminifère. Les spermatogonies As expriment ID4 (Inhibitor of DNA binding 4), un inhibiteur de la 

synthèse d’ADN. La perte d’expression de ce gène provoque une perte progressive de cellules 

germinales aboutissant à une stérilité mâle chez la souris (Oatley et al., 2011).  

A partir de 4jpp chez la souris, la division des spermatogonies As donne des spermatogonies Apaired 

(Ap) qui entrent à leur tour aussitôt en multiplication. Les spermatogonies Ap sont appelées ainsi car 

elles subissent une cytokinèse incomplète et restent donc liées entre elles par des ponts 

cytoplasmiques. Elles se présentent sous forme de chaines de cellules pouvant aller jusqu’à 32 

spermatogonies A alignées (alors appelées Aal) (Revue : Jan et al., 2012).  

Il est indispensable pour le maintien d’une spermatogenèse tout au long de la vie, de conserver une 

balance finement régulée entre le renouvellement et la différenciation cellulaire. Si la balance 

penche trop du côté du renouvellement cellulaire, cela entraine une accumulation excessive de 

cellules souches et une diminution du nombre de cellules germinales en différenciation. A l’inverse, 
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si la balance penche en faveur de la différenciation, le stock de cellules germinales souches va 

s’épuiser. Cette balance est contrôlée par différents gènes exprimés dans les différents types de 

spermatogonies A tels que Nanos2 (Sada et al., 2009), Zbtb16 (Zinc finger and BTB domain-

containing protein 16) (Costaya et al., 2004) ou encore Id4 (Oatley et al., 2011). Les spermatogonies 

As et Ap expriment NANOS2, une protéine de liaison à l’ARN. Chez la souris, une délétion post-natale 

de Nanos2 cause un épuisement des spermatogonies indifférenciées tandis qu’une surexpression de 

Nanos2 provoque une accumulation de spermatogonies indifférenciées (Sada et al., 2009). De 

même, l’invalidation de Zbtb16 (codant pour Plzf), exprimé par les spermatogonies As jusqu’au stade 

Aal, provoque une diminution du nombre de spermatogonies indifférenciées avec une augmentation 

du pourcentage de spermatogonies différenciées indiquant que ZBTB16 favorise le renouvellement 

des cellules germinales souches (Costoya et al., 2004). 

Chez la souris, la protéine BNC2, à doigt de zinc, présente une expression restreinte aux 

prospermatogonies et aux spermatogonies indifférenciées. L’invalidation de Bnc2 se traduit par une 

multiplication excessive des spermatogonies à 14,5jpc et une entrée en méiose anormale des cellules 

germinales qui commencent à synthétiser un marqueur de méiose (SYCP3) dès 17,5jpc. Cette 

protéine BCN2 est donc un régulateur majeur des cellules souches germinales mâles, indispensable à 

la répression des mitoses des spermatogonies et à l’entrée en méiose de ces cellules 

(Vanhoutteghem et al., 2014). 

Chez le rat et la souris, les spermatogonies Aal se différencient, sans divisions mitotiques, en 

spermatogonies A1. En cas de carence en vitamine A, les spermatogonies Aal échouent à se 

différencier en spermatogonies A1 (van Pelt et De Rooij, 1990 ; van Pelt, De Rooij 1991, Gaemers et 

al., 1996, Gaemers et al., 1998), suggérant que cette étape est dépendante de l’acide rétinoïque.  

Par ailleurs, le récepteur KIT voit son expression induite lors de la différenciation des spermatogonies 

Aal en A1. La mutation à l’état hétérozygote du gène du récepteur kitL ou la mutation de son ligant 

KL provoque un blocage de la différenciation au-delà du stade spermatogonies Aal (Koshimizu et al., 

1991).  

De même, l’expression de la Cycline D2 est induite pendant la transition Aal-A1 et est maintenue 

jusqu’au stade spermatocytes, ce qui suggère une action de cette protéine également pendant la 

méiose (Beumer et al., 2000). Cependant, tous les gènes impliqués dans cette transition Aal-A1 ne 

sont pas encore connus.  

Les spermatogonies A1 entament ensuite des divisions mitotiques successives pour générer des 

chaines de spermatogonies A2, A3 et A4. Chez l’homme, on ne distingue que deux types de 
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spermatogonies A : les spermatogonies A pale (ou Ap) car elles présentent un noyau clair et rond, et 

les spermatogonies A dark (ou Ad) qui présentent un noyau plus foncé et légèrement allongé (Dym et 

al., 2009). Ces deux types de spermatogonies apparaissent simultanément à 3 mois de gestation.  

Les spermatogonies A poursuivent les divisions mitotiques pour donner successivement des 

spermatogonies intermédiaires puis finalement des spermatogonies B, vers 9jpp chez la souris. Ces 

deux types de spermatogonies sont morphologiquement différents, les spermatogonies 

intermédiaires présentent un amas de chromatine le long de la membrane nucléaire qui devient plus 

prononcé dans les spermatogonies B (Russell et al., 1990). Il n’y a pas de spermatogonies 

intermédiaires chez l’homme mais des spermatogonies B reconnaissables à leurs amas de 

chromatine accolés le long de la membrane nucléaire et qui apparaissent postérieurement vers 4 ans 

chez l’Homme (Paniagua et Ni, 1984). Les spermatogonies B sont les spermatogonies les plus 

différenciées, elles se divisent une dernière fois pour donner les spermatocytes primaires, les cellules 

qui entreront en méiose. 

Le gène Dmrt6 (Dmrtb1, Doublesex-related gene) a été décrit comme un ayant un rôle crucial dans 

l’orientation des cellules germinales durant la transition passant des mitoses et de la différenciation 

des spermatogonies à la méiose et au développement des spermatocytes (Zhang et al., 2014). Ce 

gène est exprimé dans les derniers stades de spermatogonies en mitose, son invalidation chez la 

souris (C57BL/6) se traduit par une perturbation de la différenciation spermatogoniale associée à une 

expression inadaptée de facteurs de différenciation spermatogoniale (dont DMRT1) et du facteur 

d’initiation de la méiose STRA8, ce qui provoque l’entrée en apoptose des spermatogonies (Zhang et 

al., 2014). 

B. Méiose 
La méiose permet de passer d’une cellule diploïde (2n) à une cellule haploïde (n) en plusieurs 

étapes : une réplication pré-méiotique suivie de deux divisions, sans synthèse d’ADN entre les deux. 

La première division méiotique, aussi appelée division I réductionnelle, mène à la séparation des 

chromosomes homologues appariés d’origine maternelle et paternelle.  

La deuxième division, ou division  II équationnelle, conduit à la séparation de chaque chromatide 

sœur afin d’obtenir deux cellules filles haploïdes : les spermatides rondes chez le mâle.  

Comme pour toutes divisions mitotiques, chacune des deux divisions méiotiques peut être divisées 

en quatre étapes majeures : prophase, métaphase, anaphase et télophase. 

La prophase de première division méiotique (appelée prophase I) est une étape très longue, elle 

aboutit à un réarrangement de la structure des chromosomes (condensation et appariement) suivi 
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par une recombinaison. On peut subdiviser cette prophase 1 en quatre phases : leptotène, zygotène, 

pachytène et diplotène. Durant la métaphase I et l’anaphase I, les chromosomes appariés sont 

séparés par un mécanisme impliquant des microtubules attachés aux centrioles et aux kinétochores. 

Enfin, durant la télophase I, les chromosomes gagnent les pôles de la cellule et la membrane 

cellulaire se pince pour former deux cellules séparées. Les phases de la deuxième division méiotique 

sont similaires à celles de la première division mais elle n’est pas précédée d’une réplication de l’ADN 

et il n’y a pas de recombinaison homologue pendant la prophase II (La reproduction animale et 

humaine, Chapitre 3, Mézard, Macaine et Grelon, 2014).  

A partir de chaque cellule germinale parentale, la méiose donne naissance à quatre cellules portant 

chacune la moitié du matériel génétique de la cellule de départ. 

1. Pré-leptotène 
Au stade pré-leptotène, la méiose débute par une réplication de l’ADN. Ce sont les seules et 

dernières cellules qui auront une phase S durant la spermatogenèse. Issus des spermatogonies B, les 

spermatocytes primaires ont une morphologie proche bien qu’ils soient un peu plus petits et qu’ils 

présentent moins de chromatine collée le long de la membrane nucléaire.  

Pendant la prophase 1 de méiose, les chromatides sœurs sont maintenues ensembles par un 

complexe protéique de cohésines spécifiques de la méiose. Ce complexe est composé de SMC1β 

(Structural maintenance of chromosome-1b) (Revenkova et al., 2001), RAD21L (RAD21-like) (Ishiguro 

et al., 2011), REC8 (recombinase-8) (Watanabe et Nurse, 1999) et STAG3 (Stromal antigen 3) (Prieto 

et al., 2007) qui constituent une structure dans le noyau maintenant les chromatides sœurs 

ensemble. 

2. Leptotène 
Les spermatocytes passent ensuite au stade leptotène de prophase 1 qui correspond à 

l’entrée en méiose I. Cette initiation de la méiose est dépendante de DAZL, une protéine de liaison à 

l’ARN, qui permet aux cellules germinales de répondre à l’acide rétinoïque. En conséquence, l’acide 

rétinoïque induit l’expression de Stra8 qui initie l’entrée en méiose (Lin et al., 2008, Anderson et al., 

2008). En effet, chez les souris Stra8-/-, on observe un nombre correct de spermatogonies ainsi que 

de spermatocytes en pré-leptotène mais il y a une absence de spermatides et de spermatocytes 

après le stade leptotène suggérant que Stra8 est requis pour initier la prophase 1 (Anderson et al., 

2008). 

Au stade leptotène, le noyau augmente de volume tandis que les chromosomes se condensent 

progressivement afin de permettre l’individualisation des chromosomes. On assiste également 

toujours en leptotène à l’initiation de la mise en place d’un gros complexe protéique en forme de 



Figure 8 : Schéma de la formation du complexe synaptonémal, chez la souris (Morelli and 
Cohen, 2005)
Les nodules méiotiques commencent à s'accumuler en début de leptotène et leurs composants
constitutifs changent au cours de la progression en prophase I, comme indiqué par « early »,
« intermediate » et « late ». Il existe deux types de complexes de cohésines : un complexe de
cohésines de base incluant SMC1β qui se localise sur l'axe des chromosomes durant la prophase I
(Jessberger et al., 2002), tandis que la boucle de cohésines incluant REC8 est localisée sur la
boucle de chromatine durant la prophase I (Jessberger et al., 2002).
CE : Elément central, LE : Elément latéral.
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fermeture éclair appelé complexe synaptonémal qui permettra l’appariement des chromosomes 

homologues.  

Le complexe synaptonémal commence à se former dès le stade leptotène mais ne sera 

complètement formé qu’au stade plus tardif de pachytène. Ce complexe se compose d’éléments 

axiaux constitués des protéines SCP2 (Synaptonemal complex protein 2) et SCP3 en association avec 

des cohésines (SMC1, STAG3 et REC8) liées à des éléments centraux SYCE1, SYCE2 et Tex12 par 

l’intermédiaire d’éléments transversaux (SCP1) (Figure 8) (Morelli et Cohen, 2005). L’assemblage 

incorrect de ce complexe conduit à la mort de la cellule, à une recombinaison méiotique perturbée et 

à la formation de cellules germinales aneuploïdes. 

Pendant le stade leptotène, les éléments axiaux du complexe synaptonémal se mettent en place: 

SCP2 et SCP3 se positionnent tout le long des chromosomes homologues. Chez la souris, 

l’invalidation du gène SCP3 provoque une stérilité mâle alors que les femelles sont fertiles bien que 

présentant un fort taux de cellules aneuploïdes dans les ovaires (Yuan et al., 2002).  

De plus, il a été montré que la protéine Tex11, exprimée uniquement dans les cellules germinales, 

interagit avec SCP2. L’invalidation de Tex11 chez la souris induit une infertilité mâle avec un arrêt de 

la méiose au stade pachytène, par non-appariement des chromosomes homologues, ce qui entraine 

la dégénérescence des cellules germinales par apoptose. Les femelles Tex11-/- sont, quant à elles, 

fertiles bien que présentant un nombre de petits par portée réduit comparé aux souris WT (Yang et 

al.,  2008). 

C’est pendant le stade leptotène qu’apparaissent les cassures double-brins qui constituent le premier 

évènement de recombinaison. La recombinaison méiotique correspond à la formation de cassures 

double brin puis la réparation de ces cassures double brin par recombinaison homologue en utilisant 

une chromatide sœur du chromosome homologue. Pour cela, des recombinases se lient à l’ADN 

simple brin pour former un filament nucléoprotéique capable « d’envahir » une molécule d’ADN 

double brin homologue intacte. Le double brin intact sert de modèle pour réparer le brin cassé.  

Ce mécanisme est légèrement différent de celui existant au cours de la mitose qui utilise la 

chromatide sœur pour réparer les cassures double brin. Chez les mammifères, la protéine qui porte 

l’activité de cassure de l’ADN est SPO11 (SPO11 meiotic protein covalently bound to DSB homolog) 

(Shannon et al., 1999), une topoisomérase découverte chez la levure. Chez la souris, l’invalidation du 

gène Spo11 conduit à une absence de cassures double brin. Chez ces mutants, les cassures double 

brin ne sont pas visibles car les protéines RAD51 (DNA repair protein-51, exprimée dans les cellules 

en mitose et en méiose)) et DMC1 (spécifique de la méiose), normalement fixées au niveau des 
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cassures, ne sont pas détectées. Les souris mutantes Spo11-/- des deux sexes sont infertiles avec 

chez les mâles un arrêt de méiose avant le stade pachytène (Romanienko et Camerini-Otero, 2000).  

Pour induire les cassures double brin, SPO11 se lie de façon covalente via une protéine à l’extrémité 

5’ de l’ADN sur une tyrosine (de Massy et al., 2013). REC102, 104 et 114 sont indispensables au 

recrutement de SPO11 sur l’ADN (Sasanuma et al., 2007). De plus, MEI1 (Meiosis inhibitor-1) et MEI4 

sont, comme SPO11, requis pour la formation de cassures double brin pendant la méiose (Libby et 

al., 2002 ; Li et al., 2006). L’inactivation du gène Mei1 chez la souris conduit à un arrêt de la méiose 

au stade zygotène à la fois chez le mâle et la femelle (Libby et al., 2002). MEI4 est localisée sur les 

axes de chromosomes, de façon corrélée à la formation de cassures double brin. La localisation 

correcte de MEI4 implique MEI1, REC8, RAD21L et HORMAD1. Si MEI4 n’est pas correctement 

localisée le long des chromosomes, la formation de cassures double brin est perturbée (Kumar et al., 

2015). 

Les cassures double brin induites par SPO11 provoquent la phosphorylation de l’histone H2AX 

(Histone family member X) au niveau de la serine-139 pour former γ-H2AX qui va recruter la 

machinerie de réparation de l’ADN au niveau des lésions de l’ADN (Mahadevaiah et al., 2001). Le 

complexe protéique Rad51-NBS1-MRE11 va alors se fixer à γ-H2AX phosphorylé et, grâce à l’activité 

nucléase de MRE11, va dégrader l’ADN au niveau des cassures ce qui génère de l’ADN simple brin 

(Gerton et Hawley, 2005). Alors les recombinases RAD51  et DMC1 vont se fixer au niveau des points 

de cassures de l’ADN simple brin (Tarsounas et al., 1999) et interviendront plus spécifiquement au 

stade suivant. 

La protéine TEX15 intervient dans la localisation des protéines RAD51 et DMC1 sur les points de 

cassures. Chez la souris, l’invalidation de Tex15 (Testis expressed gene-15) entraîne une stérilité chez 

le mâle causée par l’absence des éléments axiaux du complexe synaptonémal entraînant un défaut 

d’appariement des chromosomes. Cependant, l’invalidation de ce gène n’a pas d’effet sur la fertilité 

des femelles (Yang et al., 2008).  

RAD51 et DMC1 vont également interagir avec SCP3 pour rapprocher physiquement les 

chromosomes homologues (Tarsounas et al., 1999).  

A peu près au même moment, les télomères se fixent à l’enveloppe nucléaire afin de former un 

cluster de télomères destiné à favoriser l’appariement des chromosomes homologues.  

3. Zygotène 
Vient ensuite le stade zygotène avec la mise en place de l’élément central du complexe 

synaptonémal et la formation d’intermédiaires de recombinaison.  
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Les éléments axiaux, désormais appelés éléments latéraux, sont reliés par des filaments transversaux 

qui interagissent avec l’élément central. L’élément transversal du complexe synaptonémal est 

composé de SCP1 (Hamer et al., 2006). SCP1 est indispensable au recrutement des protéines de 

l’élément central et donc à l’appariement des chromosomes. Cette protéine est très importante pour 

le déroulement de la méiose puisque l’invalidation de son gène Sycp1 chez la souris induit une 

stérilité mâle et femelle causée par l’absence de formation du complexe synaptonémal et l’entrée en 

apoptose des cellules germinales au stade pachytène (deVries et al, 2005).  

L’élément central, la région dense au milieu du complexe synaptonémal, est composé des protéines 

SYCE1 et SYCE2 qui interagissent avec TEX12 (Hamer et al., 2006). Chez la souris, l’invalidation du 

gène Syce2 provoque une stérilité mâle tandis que les femelles sont fertiles bien que présentant un 

nombre de descendants réduit comparé aux animaux contrôles. Les souris des deux sexes invalidées 

pour Syce2 présentent une absence de formation du complexe synaptonémal (Bolcun-Filas et al., 

2007).  

Chez la souris, la protéine TEX12, spécifique de la méiose, est l’un des composants de l’élément 

central du complexe synaptonémal. TEX12 est en interaction directe avec SYCE2, sa localisation 

correcte nécessite la protéine du filament transversal : SYCP1. TEX12 pourrait ancrer les protéines de 

l’élément central aux filaments transversaux du complexe synaptonémal (Hamer et al., 2006).  

La poursuite de l’appariement des chromosomes et la réparation des cassures double brin est 

dépendante de l’élément central. Les protéines DMC1 et RAD51 sont impliquées dans l’assemblage 

du complexe synaptonémal. En effet, chez la Levure, lorsque DMC1 est absent, le complexe 

synaptonémal ne se forme pas sur toute la longueur des chromosomes (Bishop et al., 1992).   

Pendant la progression de la méiose, la majorité des cassures double brin de l’ADN sont réparées 

sans échange de chromatine. Une petite partie des cassures double brin maturent en crossing-over 

ce qui implique un échange réciproque entre les chromosomes homologues. Les levures doubles 

mutants pour Rad51 et Dmc1 présentent une absence de réparation des cassures de l’ADN ainsi 

qu’une absence de formation du complexe synaptonémal (Richardson et al., 2004). Chez la souris, 

l’invalidation de Rad51 est létale (Tsuzuki et al., 1996) tandis que la mutation de Dmc1 est viable 

mais conduit à un arrêt de la méiose avec une perte des cellules germinales par apoptose. Les 

animaux mâles et femelles invalidés pour Dmc1 sont infertiles, le complexe synaptonémal ne se met 

pas en place à cause de l’absence de SCP1 et les intermédiaires de recombinaisons sont absents 

(Pittman et al., 1998).  
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Pendant la réparation des cassures double brin, certaines de ces cassures sont traitées pour former 

des liaisons entre le brin paternel et maternel, appelées chiasma. Ces chiasmas auront un rôle crucial 

dans la ségrégation des chromosomes. 

En parallèle de la formation du complexe synaptonémal, les protéines MSH4, MSH5 et PMS2 

permettent le bon appariement des chromosomes homologues afin d’éviter des échanges 

« illégitimes » entre régions d’ADN non homologues lors des crossing-over qui auront lieu au stade 

pachytène (Kneitz et al., 2000, deVries et al., 1999 ; Baker et al., 1995).  

Chez les mammifères, la protéine MSH4 est localisée sous forme de foyers le long des chromosomes 

dès le début de leur appariement au stade zygotène. Les souris Msh4-/- présentent un défaut 

d’appariement des chromosomes homologues, entrainant un blocage des cellules germinales au 

stade zygotène causant une stérilité mâle et femelle (Kneitz et al., 2000). Ces résultats suggèrent un 

rôle de MSH4 dans l’appariement des chromosomes. Chez la souris, le gène Msh5 est détecté à 1jpp 

chez le mâle et à 16-18jpc chez la femelle (Edelmann et al., 1999). Comme pour Msh4, les souris 

invalidées pour Msh5 présentent une stérilité associée à un défaut d’appariement des chromosomes 

(deVries et al., 1999). De la même façon, l’invalidation du gène Pms2 chez la souris provoque une 

stérilité mâle avec un défaut d’appariement des chromosomes (Baker et al., 1995). Ces résultats 

montrent que les protéines PMS2, MSH4 et MSH5, sont donc essentielles pour l’appariement des 

chromosomes homologues. Ils suggèrent également que ces trois protéines appartiennent à un 

même complexe protéique. En effet, un hétérodimère de MSH4-MSH5 se fixe à l’ADN puis interagit 

avec un hétérodimère de MLH ou PMS. L’interaction de ces deux hétérodimères est indispensable à 

l’appariement des chromosomes homologues. 

Les chromosomes autosomiques sont homologues sur toute leur longueur, ils sont donc capables de 

s’apparier entièrement. A l’inverse, les chromosomes X et Y ne sont pas homologues sauf au niveau 

de la région pseudo-autosomale (PAR). La reconnaissance et l’appariement des chromosomes X et Y 

ne peuvent se faire que grâce aux cassures double brin présentes dans la PAR. Chez la souris, on 

compte une cassure double brin tous les 10 méga base (Mb) environ mais la PAR mesure 0.7Mb. Il 

est pourtant indispensable d’avoir au moins une cassure double brin dans la PAR. Grâce à une 

structure particulière de sa chromatine, en nombreuses petites boucles, la PAR favorise la formation 

de cassures double brin (Kauppi et al., 2012).  

Par ailleurs, le complexe DMC1-RAD51 détecte sur les chromosomes homologues les séquences 

simple brin générés au stade leptotène. Il permet ensuite l’invasion de la chromatide homologue par 

le simple brin. Après élongation par synthèse d’ADN, il y a formation d’intermédiaires de 

recombinaison appelées doubles jonctions de Holliday. Ces jonctions de Holliday permettent la 
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Figure 9 : Modèle du comportement des chromosomes X et Y pendant la méiose (Kauppi et al., 
2012)
Une paire de chromosomes autosomiques est représentée en gris et noir, le chromosome X est en
rouge et le Y en bleu. La majorité des DSB (cassures doubles brin) sur les autosomes se forme
avant celles localisées sur les PAR (Pseudoautosomales Régions). En conséquence, les
chromosomes homologues s'apparient avant les chromosomes sexuels. Seules les DSB pouvant
faciliter l'appariement des homologues sont représentées (cercles jaunes). Les nombreuses DSB
qui se forment sur la zone nonPAR du chromosome X mais qui ne peuvent agir sur l'appariement
ne sont pas représentées. Dans de nombreuses cellules, les PARs subissent une formation plus
tardive des DSB, à peu près au moment de la formation du Sex Body (en grisé). Ce domaine
chromatidien lie le X et le Y ensemble et facilite ainsi l'appariement des PAR.
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réalisation des crossing-over qui aboutiront à l’obtention de chromosomes recombinés au stade 

pachytène. Les crossing-over permettent l’échange d’informations génétiques entre les 

chromosomes d’origine parentale différente. Ils permettent ainsi d’augmenter la variabilité 

génétique dans le gamète qui, ainsi, n’héritera pas seulement d’un chromosome d’origine paternel 

ou maternel mais pourra hériter d’un chromosome hybride portant l’information génétique des deux 

parents. 

Une nouvelle protéine a été décrite comme indispensable pour maintenir un nombre correcte de 

foyers DMC1-RAD51 au cours du stade zygotène : MEIOB (Meiosis specific with OB domains). Cette 

protéine contient des sites de liaison à l’ADN (confirmé in vitro) et est exprimé spécifiquement dans 

les cellules germinales en début de méiose. Elle se localise sur les axes des chromosomes et son 

invalidation chez la souris se traduit par une infertilité mâle et femelle avec arrêt de la méiose à un 

stade zygotène-pachytène like. Cet arrêt de la méiose est causé par la perturbation de la réparation 

des cassures double brin et de l’appariement des chromosomes homologues (Souquet et al., 2013) 

ce  qui montre que MEIOB est impliquée dans la recombinaison homologue pendant la méiose. 

4. Pachytène 
Ce stade méiotique est bien souvent lui-même divisé en trois sous-périodes : le pachytène 

précoce, intermédiaire et tardif.  

Une fois les chromosomes complètement appariés, les spermatocytes passent au stade pachytène. 

Les spermatocytes en pachytène sont reconnaissables par leur noyau de grande taille à l’aspect 

granuleux en microscopie optique. Le stade pachytène est très long chez les mammifères par rapport 

aux autres stades mais sa durée est fixe pour chaque espèce (5 à 6 jours chez la souris).  

Cependant, tous les chromosomes ne sont pas appariés puisqu’en dehors des PARs, les 

chromosomes X et Y demeurent non-appariés. Les PAR sont les seules régions où peuvent avoir lieu 

des recombinaisons entre les chromosomes X et Y chez le mâle. Cela conduit à la formation du XY-

body (ou sex body), un domaine nucléaire en périphérie des autres chromosomes appariés, dans 

lequel se localisent les chromosomes sexuels identifiables par plusieurs protéines telles que BRCA1, 

γ-H2AX et ATR. (Revue : Handel, 2004) (Figure 9). Ces protéines provoquent l’arrêt de la transcription 

des chromosomes X et Y par un mécanisme appelé Meiotic Sex Chromosome Inactivation (MSCI) 

(Revue : Turner et al., 2007). Cette inactivation est réalisée par un remodelage important des 

chromosomes X et Y. On retrouve un MSCI dans la lignée germinale de presque tous les organismes 

possédant des chromosomes sexuels différenciés. 



Figure 10 : Représentation schématique du MSCI (Turner et al., 2007)
Durant le stade leptotène, une phosphorylation globale de H2AX dépendante d'ATM a lieu en
réponse à la formation de DSB (cassures double brin) de l'ADN. BRCA1 et ATR forment des foyers
sur les éléments axiaux (Aes) nouvellement formés.
A. Durant le stade zygotène, l'appariement coïncide avec la perte de BRCA1, ATR et γH2AX

sur les AEs des chromosomes autosomiques. BRCA1, ATR et γH2AX restent en foyers sur
les Aes des autosomes qui ne se sont pas encore appariés et sur l'AE du chromosome X.

B. Transition zygotènepachytène. L'appariement des chromosomes autosomiques est
complet et γH2AX lié à la recombinaison disparaît. Les marquages de BRCA1 et ATR
deviennent linéaire sur les Aes des chromosomes X et Y. L'ADN méiotique s'organise en
boucles attachées à leur base au niveau des AEs.

C. En pachytène précoce, ATR se transloque le long des boucles d'ADN, là où il phosphoryle
H2AX, ce qui produit le MSCI et la formation du sex body.

D. Pachytène moyen – tardif. D'autres modifications d'histones (production de H3K9me,
uH2A et variants d'histone (H2AFY)) assurent la maintenance du MSCI.

E. Diplotène à diacinèse. Les chromosomes X et Y migrent au centre du noyau. BRCA1, ATR
et γH2AX disparaissent des chromosomes sexuels mais les autres modifications persistent.
Ces modifications assurent la maintenance du MSCI au cours des divisions méiotiques (G)
et dans les spermatides (H), c'est ce que l'on appelle la répression postméiotique des
chromosomes sexuels (PSCR).
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Dans la gonade mâle des mammifères, l’activité transcriptomique des chromosomes sexuels varie 

beaucoup dans les cellules germinales au cours de la spermatogenèse. Les chromosomes X et Y sont 

transcriptionnellement inactifs dans les spermatocytes primaires en pachytène et restent réprimés 

pour toute la durée de la spermatogenèse. Juste après la transition zygotène-pachytène, les 

chromosomes X et Y sont cloisonnés dans le XY-body.  

Le MSCI correspond à un mécanisme particulier de répression général appelé Meiotic Silencing 

Unsynapsed Chromatin (MSUC), initié par des protéines de réparation de l’ADN et maintenu par des 

modifications d’histones associées à une répression transcriptomique. Le MSCI persiste tout au long 

du stade pachytène et jusqu’au stade diplotène (Figure 10) (McKee et Handel, 1993 ; Turner, 2007). 

L’un des acteurs clé du MSCI est le variant d’histone H2AX. Ce variant, abondant dans les testicules 

de mammifères en comparaison avec d’autres tissus, est un des composants du nucléosome des 

cellules en méiose. Des souris mâles invalidées pour H2AX présentent un arrêt de la méiose associé à 

un échec de mise en place du MSCI (Fernandez-Capetillo et al., 2003), et il a été montré que la 

phosphorylation de H2AX en γ-H2AX est impliquée dans la mise en place du MSCI.  

De plus, il a été décrit que la protéine de réparation de l’ADN, ATR (ataxia telangiectasia and Rad3 

related), est co-localisée avec γ-H2AX sur les chromosomes sexuels à partir de la mise en place du 

MSCI jusqu’à la déphosphorylation de γ-H2AX (en H2AX) au moment de la transition diplotène-

métaphase I.  

Enfin, une autre protéine intervient dans le bon déroulement du MSCI. Des études ont montré que la 

protéine suppresseur de tumeur BRCA1 (breast cancer 1) est également localisée sur les 

chromosomes sexuels pendant le MSCI et son invalidation chez la souris provoque une absence de 

phosphorylation de H2AX au niveau des chromosomes sexuels et donc un défaut de MSCI (Turner et 

al., 2004). 

Dès le stade leptotène, H2AX est phosphorylé dans tout le noyau en réponse à la formation des 

cassures double brin. Les protéines BRCA1 et ATR  forment des foyers sur les éléments axiaux de tous 

les chromosomes. Au stade zygotène, les chromosomes autosomes commencent à s’apparier ce qui 

coïncide avec la perte de BRCA1 et ATR au niveau des éléments axiaux des autosomes. Ainsi BRCA1, 

ATR et γ-H2AX restent sous forme de foyers sur les autosomes non appariés et sur les chromosomes 

sexuels.  

En début de pachytène, ATR change de localisation pour se retrouver le long des boucles des 

chromosomes sexuels et induit une deuxième vague de phosphorylation (après celle du stade 

leptotène) de H2AX mais uniquement au niveau de la chromatine des chromosomes X et Y (Turner et 
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al., 2005). Cette 2ème vague de phosphorylation de H2AX provoque la mise en place du MSCI et la 

formation du sex-body. Si ATR n’est pas correctement localisé sur les chromosomes X et Y, on assiste 

à une phosphorylation ectopique de H2AX et à un échec du MSCI d’où un arrêt méiotique. 

Juste après l’initiation du MSCI, au stade pachytène intermédiaire, les chromosomes X et Y subissent 

d’autres modifications post-transcriptionnelles: ubiquitylation de H2A (qui devient uH2A), 

déacétylation des histones H3 et H4, diméthylation de H3 (qui devient H3K9me2) et de la 

sumoylation de différentes protéines. Le rôle de ces modifications post-transcriptionnelles est de 

maintenir le MSCI (Revue : Turner, 2005). 

Du stade diplotène jusqu’en diacinèse, les chromosomes X et Y migrent au centre du noyau. Les 

protéines BRCA1, ATR et γ-H2AX ne sont plus liées aux chromosomes sexuels mais les autres 

modifications post-transcriptionnelles de ces chromosomes perdurent, ce qui maintient le MSCI 

pendant les deux divisions méiotiques et jusque dans les spermatides où il sera appelé PSCR (Post-

meiotic sex chromosome repression). On ne parle plus alors de XY inactif mais réprimé. 

Le MSCI s’accompagne de l’augmentation de l’expression de gènes de sauvegarde (backUp genes) 

sur les autosomes afin de compenser l’expression des gènes inactivés sur les chromosomes sexuels 

(Wang et al., 2005).   

Une autre protéine se localise dans le XY body des spermatocytes et s’associe avec γH2AX : SCML2 

(Sex comb on midleg-like 2, codée par le chromosome X). Cette protéine est spécifiquement 

exprimée dans les spermatogonies, spermatocytes et spermatides rondes et recrute la dé-

ubiquitinase USP7 dans le XY body. L’invalidation de Scml2 chez la souris conduit à un échec de 

l’accumulation d’USP7 dans le XY body ainsi qu’à la mono-ubiquitination de H2AX sur les 

chromosomes sexuels, ce qui se traduit par un défaut de la spermatogenèse (Luo et al., 2015). 

Pour la suite de la méiose, la recombinaison homologue se poursuit sous le contrôle du complexe 

protéique MSH4-MSH5-MLH1-MlLH3. A la fin du stade pachytène, les crossing-over sont maintenus 

sous le contrôle de l’hétérodimère MLH1 et MLH3. En effet, les souris mâles et femelles invalidées 

pour le gène Mlh1 (MutL homolog 1) sont stériles, les chromosomes homologues se séparent 

prématurément lors de la méiose à cause d’une recombinaison incomplète (Baker et al., 1996). De 

même, les souris invalidées pour Mlh3 (MutL homolog 3) sont stériles dans les deux sexes et les 

mâles présentent un appariement correct des chromosomes homologues mais la formation des 

crossing-over ne se fait pas convenablement (Lipkin et al., 2002). Par ailleurs, MLH3 est nécessaire 

pour que MLH1 se lie aux chromosomes méiotiques (Lipkin et al., 2002).  
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Chez la levure, le complexe MSH2-MSH3 stimule l’activité endonucléase portée par MLH1-MLH3 

pour permettre la formation de cassures simple brin de l’ADN, ce qui permettrait la résolution des 

intermédiaires de recombinaison et la réparation de l’ADN (Rogacheva et al., 2014). 

Chez la souris, le nombre de foyers marqués dans des expériences d’immunohistochimie avec MSH4 

entre le zygotène et le zygotène augmente durant le stade pachytène puis diminue jusqu’à une 

disparition totale en fin de pachytène (Santucci-Darmanin et al., 2000). De plus, MSH4 est colocalisé 

avec MLH1 sur les chromosomes méiotiques et il a été montré que, in vitro, ces deux protéines 

interagissent ensemble. Cette observation suggère que MSH4 intervient également lors de la 

formation des crossing-over en association avec l’hétérodimère MLH1-MLH3. 

En fin de pachytène, les chromosomes homologues sont totalement appariés grâce au complexe 

synaptonémal, exception faite des chromosomes X et Y. Les chromosomes sont compactés et leurs 

centromères sont étroitement appariés. 

5. Diplotène 
La dissociation du complexe synaptonémal marque l’entrée en diplotène des cellules 

germinales. Cette étape est cruciale à la progression de la méiose puisque les spermatocytes dont le 

complexe synaptonémal ne se dissocie pas présentent un arrêt en pachytène/diplotène. La 

séparation des chromosomes homologues est marquée par l’enlèvement de l’élément central du 

complexe synaptonémal. En effet, par immunomarquage, le signal de SCP1 disparait au niveau du 

complexe synaptonémal (Moens et Spyropoulos, 1995). En conséquence, SCP3 est redistribué, il 

passe d’une localisation au niveau de l’élément latéral à une localisation sur les régions 

centromériques (Dobson et al., 1994) et entre les chromatides sœurs (Parra et al., 2004). 

Cependant, les chromosomes homologues restent liés l’un à l’autre par l’intermédiaire d’au moins un 

crossing-over par paire de chromosomes homologues. A ce stade, on peut distinguer les chiasmas, 

des croisements entre deux chromatides de chromosomes homologues. Les cohésines, dont REC8, 

impliquées dans l’appariement des chromosomes ont un rôle important dans le maintien des 

chiasmas jusqu’à la fin de la prophase I (Klein et al., 1999). Chez les mammifères, la séparation des 

chromosomes est sous le contrôle de plusieurs protéines dont HSPA2 (Heat shock-related protein 2) 

chez l’humain et son homologue chez la souris HSP70-2 (Dix et al., 1997 ; Sun et Handel, 2008). La 

protéine HSP70-2 est présente dans le complexe synaptonémal, au niveau de l’élément latéral dans 

les spermatocytes en pachytène (Dix et al., 1997). Les spermatocytes Hsp70-2-/- présentent un 

complexe synaptonémal normal ce qui montre que HSP70-2 n’est pas indispensable pour sa 

formation. Mais le complexe synaptonémal ne se dissocie pas en fin de pachytène chez  les mutants, 

HSP70-2 est donc nécessaire directement ou indirectement pour la dissociation du complexe 
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synaptonémal et ainsi l’accomplissement de la méiose I. HSP70-2 pourrait affecter directement le 

désappariement via la déphosphorylation en C-terminal de SYCP1 (Dix et al., 1997). 

La dissociation du complexe synaptonémal s’accompagne d’autres évènements de remodelage de la 

chromatine. Tout d’abord, l’histone H3 est phosphorylé sur la Ser10. C’est un marqueur de l’entrée 

en phase M (Hendzel et al., 1997). De plus, les chromosomes sont compactés et on assiste à la 

formation de bivalents morphologiquement distincts. 

Chez les mammifères, c’est à ce stade diplotène que se bloque la méiose I chez les femelles. Ce 

blocage intervient pendant la vie fœtale et perdure jusqu’à la puberté qui peut intervenir, selon les 

espèces, plusieurs années plus tard (comme chez la femme) ou quelques jours plus tard (comme 

chez la souris). La fin de la méiose des ovocytes reprendra donc à partir de la puberté, avant chaque 

ovulation. A ce moment, les ovocytes achèveront la prophase I puis entreront en métaphase I. 

Chez le mâle, à la fin du stade diplotène, on n’observe plus de nodules de recombinaison et les 

chromosomes ne sont plus appariés qu’au niveau des chiasmas. Les chromosomes sont au maximum 

de leur état de compaction et leur centromère s’éloignent. 

6. Diacinèse 
Chez la femelle à la reprise de la méiose ou de suite en fin de stade diplotène chez le mâle, le 

stade diacinèse se met en place. L’enveloppe nucléaire se fragmente tandis que les fuseaux 

méiotiques s’organisent à partir de deux centres actifs d’organisation des microtubules, localisés aux 

pôles opposés du noyau.  

Le bon positionnement et donc la ségrégation correcte des chromosomes homologues pendant la 

première division méiotique est dépendante de la présence d’au moins un chiasma par paire de 

chromosomes homologues. En effet, la ségrégation des chromosomes homologues nécessite un lien 

physique afin de permettre une orientation correcte des paires de chromosomes sur le fuseau 

méiotique lors de la métaphase I. Un déficit en crossing-over entraine une diminution du nombre de 

chiasma et une ségrégation incorrecte des chromosomes homologues ce qui peut aboutir à la 

formation de cellules germinales aneuploïdes (Revue : Handel et Schimenti, 2010). 

En diacinèse, les chromosomes homologues sont toujours maintenus ensemble par les crossing-over. 

Ces crossing-over sont stabilisés au niveau des sites d’échange de chromatine grâce aux cohésines 

qui maintiennent l’appariement des chromatides sœurs. 
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Dans les spermatocytes primaires de souris, en fin de prophase I, les deux centrosomes sont 

adjacents et localisés près de la membrane nucléaire. Les chromosomes bivalents sont prêts pour la 

métaphase. 

7. La Métaphase 1 
Durant la première division de méiose, les chromosomes s’alignent sur la plaque 

métaphasique et sont ségrégés dans deux futures cellules filles. Cette étape est indispensable pour 

assurer le succès final de la méiose. Les erreurs en première division de méiose constituent la cause 

principale d’aneuploïdies chez l’Humain. La division de métaphase I est rapide chez le mâle 

contrairement à celle des ovocytes. 

En pro-métaphase, les fuseaux méiotiques, essentiels à la ségrégation des chromosomes, 

s’organisent à partir de structures spécifiques, les MTOCs (microtubule organizing center). Les 

kinétochores apparaissent au niveau des centromères. Les kinétochores sont des complexes 

protéiques de type tri-laminaire qui constituent un point d’ancrage des chromosomes aux 

microtubules (Jablonski et al., 1998). Contrairement aux cellules en mitose ou en métaphase II où les 

kinétochores sont situés « dos à dos » sur les chromatides sœurs, en métaphase I les kinétochores 

des chromatides sœurs sont localisés « côte à côte » pour que les deux chromatides d’un même 

chromosome soient attachées au même pôle cellulaire par les microtubules. Les deux kinétochores 

agissent comme une seule entité, attachées toutes les deux au même fuseau méiotique (Parra et al., 

2004).  

Le régulateur clé des kinétochores de méiose I est MEIKIN. Cette protéine a un rôle crucial dans la 

mono-orientation des kinétochores et protège les cohésines au niveau des centromères. MEIKIN 

fonctionne principalement en partenariat avec PLK1 (une kinase polo-like) qui se localise au niveau 

des kinétochores de façon MEIKIN-dépendante (Kim et al., 2015). 

Au moment de la rupture de la membrane nucléaire, les kinétochores sont rapidement capturés par 

les microtubules en cours d’élongation. Les microtubules migrent pour former les deux pôles d’un 

fuseau aplati, en forme de tonneau. Les chromosomes bivalents sont orientés de façon radiale par 

rapport à chaque fuseau. En fin de pro-métaphase, la majorité des chromosomes bivalents ont 

atteint le centre du fuseau méiotique. 

La métaphase I progresse lorsque tous les chromosomes sont attachés et alignés au centre de la 

cellule. La métaphase I est très rapide, suivie aussitôt de l’anaphase puis de la télophase de première 

division méiotique.  
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8. L’Anaphase I 
En anaphase I, les chiasmas sont résolus et la cohésion entre les deux bras homologues est 

levée sauf au niveau des centromères, là où sont localisés les kinétochores. Pour séparer les deux 

chromosomes, les cohésines sont clivées par une endopeptidase spécifique, la séparase (Nasmyth et 

al., 2002). Afin d’éviter une séparation trop précoce des chromosomes, l’activité de la séparase est 

inhibée par une protéine chaperonne, la sécurine. La séparase est inbibée par la sécurine jusqu’à la 

transition métaphase/anaphase qui se fait sous le contrôle de nombreuses protéines formant un 

complexe promoteur de l’anaphase (Anaphase-promoting complex/cyclosome, APC/C) (Peters et al., 

2006). L’APC/C dispose d’une activité ubiquitine ligase qui déclenche l’ubiquitination de régulateurs 

clés du cycle cellulaire (Cycline B1 ; sécurine) et ainsi leur dégradation via le protéasome. L’activation 

de l’APC/C est dépendante de Cdc20 (Fang et al., 1998). L’APC/C permet le passage en anaphase en 

activant la séparase qui retire les liens entre les chromatides sœurs. 

En fin d’anaphase I, les chromosomes à deux chromatides sont tirés vers les pôles opposés de la 

cellule germinale. La cellule s’allonge pour préparer la division cellulaire suivante, la méiose II. 

9. La Télophase I 
En télophase I, le fuseau méiotique disparaît tandis que chaque groupe de chromosomes est 

situé près d’un des pôles cellulaires. Une nouvelle membrane cellulaire se forme pour donner deux 

cellules filles. 

Les cellules sont alors appelées spermatocytes secondaires (II) et sont reconnaissables à leur noyau 

de taille réduite avec une chromatine légèrement granuleuse. 

10. La Deuxième division de méiose 
Les spermatocytes II ont une durée de vie très courte, ils se divisent rapidement au cours de 

la deuxième division de méiose pour devenir des spermatides rondes. Il n’y a pas de réplication de 

l’ADN avant la deuxième division de méiose. Cette méiose II est similaire à une mitose classique, les 

chromatides sœurs de chaque chromosome se séparent dans chaque cellule fille. 

En conclusion, au cours de la méiose, à partir d’une spermatogonie, on obtient quatre gamètes 

haploïdes génétiquement différents. 

C. Points de contrôle de la méiose 
La prophase I est la phase la plus critique de la méiose, elle comporte des étapes cruciales 

(appariement des chromosomes et mise en place des crossing-over) soumises à des points de 

contrôle. En cas d’anomalie dans l’une de ces étapes, le cycle cellulaire est stoppé ou retardé pour 

éviter la production de gamètes anormaux. En effet, en cas de mauvaise ségrégation des 



Figure 11 : Modèle classique du cycle cellulaire mitotique (Wolgemuth et al., 2013)
La phase G1 est initiée par la liaison de la cycline D et l'activation des kinases Cdk4/Cdk6. Le
complexe actif cyclin DCdk4/6 phosphoryle la protéine rétinoblastome (pRb) ainsi que les
protéines liées au pRb p107 et p130. quand pRb est phosphorylée, son interaction avec le facteur
de transcription E2F est abolie. E2F libre stimule alors la synthèse de cycline E. La cycline E se lie
ensuite avec Cdk2 pour former le complexe Cycline ECdk2. Ce complexe, avec le complexe Cycline
DCdk4/6, augmente la phosphorylation de pRb, libérant ainsi d'avantage de E2F jusqu'à atteindre
un taux suffisant pour induire l'entrée en phase S du cycle cellulaire. E2F a également pour cible la
cycline A2 et plusieurs gènes spécifiques de la phase S, qui conduiront finalement à la transition
G1/S. La cycline A2 se lie à Cdk2 et induit la transition G1/S ainsi que la transition S/G2, tout
comme la réplication de l'ADN. Plus tardivement, la cycline A2 et la cycline B se lient à Cdk1 pour
faire la transition G2/M et initier la mitose.
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chromosomes pendant la méiose I ou de non séparation des chromatides sœurs durant la méiose II, 

il y a non-disjonction des chromosomes qui se traduit par une aneuploïdie. 

On distingue trois points de contrôle, deux pendant la prophase I et un pendant la métaphase I lors 

de la formation des fuseaux méiotiques. 

1. Points de contrôle en prophase I 
 Le premier point de contrôle concerne la réparation des cassures double brin. En effet, après 

le stade pachytène I, toutes les cassures double brin doivent être restaurées. Il y a donc un point de 

contrôle pour détecter d’éventuelles erreurs de réparation des cassures et, le cas échéant, empêcher 

l’entrée en métaphase I. Il a été montré qu’une vingtaine de cassures double brin non réparées 

étaient nécessaires pour bloquer la division cellulaire (Deckbar et al., 2007). Ce point de contrôle 

implique les protéines kinases ATM (Ataxia Telangiectasia Mutated) (Meyn et al., 1999) et ATR 

(Iliakis et al., 2003). Grâce à leur fonction de phosphorylation, ces protéines forment un complexe sur 

les régions endommagées de l’ADN (Cortez et al., 1999). ATM et ATR ont comme substrats BRCA1 et 

BRCA2 (breast cancer). La recombinaison homologue est liée à l’appariement des chromosomes. Il 

est donc également contrôlé lors de ce point de contrôle. En effet, les régions génomiques 

incapables de s’apparier correctement sont inaptes à la réparation de leurs cassures double brin. Ces 

régions présentent encore au stade pachytène les complexes protéiques recrutés pour résoudre les 

cassures double brin (De Vries et al., 2005 ; Plug et al., 1998). Le point de contrôle repère ainsi les 

cassures double brin persistantes et alerte la cellule. Les protéines BRCA1 et ATR s’accumulent le 

long du chromosome concerné au lieu de former des foci (Turner et al., 2004). Cette localisation 

particulière de BRCA1 et ATR le long des chromosomes est retrouvée sur les chromosomes sexuels 

chez le mâle. De plus, l’accumulation de ces deux protéines est corrélée à la présence de la forme 

phosphorylée de H2AX qui est une marque de répression génétique (Turner et al., 2005 ; Baarends et 

al., 2005). 

Le second point de contrôle surveille le nombre de chiasmas par la présence de chromosome 

univalent. Si le nombre de chiasmas est insuffisant, la cellule n’entame pas la métaphase I et entre en 

apoptose. C’est le cas dans l’invalidation de Mlh1 ou de Mlh3 (Baker et al., 1996, Eaker et al., 2002).  

2. Transition Prophase I – Métaphase I 
Le passage des cellules germinales de la prophase I de méiose à la métaphase I est similaire 

du point de vue moléculaire à la transition G2/M du cycle cellulaire mitotique (Figure 11). De plus, 

cette transition se caractérise par des changements morphologiques dont le principal est le 

remodelage de la chromatine qui passe d’un état relativement dispersé à une forme hautement 

condensée ainsi que le désassemblage des composants du complexe synaptonémal.  
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Le MPF (metaphase promoting factor) est le régulateur de l’entrée en métaphase, dans la mitose et 

la méiose. Il est requis pour la transition G2/M c’est à dire la sortie de prophase I. Le MPF est un 

hétérodimère composé de deux sous-unités, une sous-unité catalytique la kinase CDC2A (ou CDK1) et 

une sous-unité régulatrice la CyclineB1 (CCNB1). La régulation du MPF est induite par des 

phosphorylations et déphosphorylations par des kinases ou phosphatases spécifiques du cycle 

cellulaire. La kinase CDK1 est présente dans les spermatocytes au stade pachytène (Godet et al., 

2000). Aux stades précédant la transition en métaphase, on assiste à une accumulation de CCNB1 

dans la cellule germinale avec un pic de concentration dans les spermatocytes en pachytène (Godet 

et al., 2000). L’activation de l’activité kinase de CDK1 en transition G2/M implique la Cak (Cyclin 

dependent kinase activation kinase) et sa déphosphorylation par la phosphatase Cdc25c. Le taux de 

transcrits de Cdc25c augmente en fin de pachytène dans les spermatocytes de souris. L’activité 

kinase de CDK1 est principalement présente dans les spermatocytes en pachytène (Chapman et 

Wolgemuth, 1994) tandis que chez la femelle, l’activité de CDK1 augmente durant la pro-métaphase 

et la métaphase de méiose I (Davydenko et al., 2013). 

Un traitement in vitro avec un inhibiteur de phosphatase, comme l’acide okadaique, stimule la 

transition G2/M1 des spermatocytes de souris. Ce résultat suggère l’implication du MPF ou d’autres 

kinases dans la transition G2/M1 chez la souris (Wilshire et al., 1995). En cas d’inhibition du MPF, il 

n’y a pas d’inhibition de la phosphorylation de l’histone H3 sur la Ser10, ce qui est un événement 

caractéristique de la transition G2/M1 (Cobb et al., 1999).  

Les mammifères présentent des cyclines de type A, la cycline A2 exprimée de façon ubiquitaire et la 

cycline A1 codé par le gène Ccna1 qui est exprimé spécifiquement dans la lignée germinale mâle 

(Ravnik et Wolgemuth, 1996). Il a été décrit que l’ARNm et la protéine de la CyclineA1 sont détectés 

seulement en pachytène tardif jusqu’en diplotène. Il n’y a pas d’expression significative durant la 

deuxième division de méiose (Sweeney et al., 1996). Les souris invalidées pour le gène Ccna1 sont 

viables mais les mâles sont stériles avec une absence de différenciation des cellules germinales au-

delà du stade diplotène (Liu et al., 1998). Des expériences de TUNEL, montrant une mort massive des 

cellules germinales en diplotène, ce qui confirme un arrêt à la transition diplotène/métaphase I. Ces 

résultats suggèrent que la cyclineA1 est indispensable pour l’entrée en métaphase I spécifiquement 

chez les mâles. La cyclineA1 activerait donc la transition en métaphase de première division de 

méiose en parallèle avec le MPF.  

De plus, les cyclines E1 et E2 sont exprimées dans le testicule. L’ARNm et la protéine de la cyclineE2 

(codée par le gène Ccne2) sont détectés dans les spermatocytes en prophase I (Martinerie et al., 

2014). L’invalidation du gène codant pour la CyclineE2 chez la souris est viable mais les mâles sont 
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sous-fertiles ce qui suggère que cette cycline aurait un rôle dans la spermatogenèse. Plus 

précisément, ces souris mâles présentent un chargement anormal des protéines du complexe 

synaptonémal, des foci de γH2AX persistant et une association de chromosomes non homologues 

(Martinerie et al., 2014). CDK2 est un partenaire catalytique connu des cyclines de type E, il est 

également exprimé en prophase1 de méiose et semble requis pour la progression méiotique (Ortega 

et al., 2003). Il a donc été fait l’hypothèse que le complexe CyclineE2-CDK2 est engagé dans la 

phosphorylation des protéines impliquées dans la progression méiotique (Martinerie et al., 2014).  

Chez la majorité des mammifères, les testicules, localisées dans le scrotum, ont une température 

inférieure d’environ 5°C à la température corporelle. A la moindre augmentation de la température, 

la spermatogenèse s’arrête, ce qui suggère l’implication de protéines Heat Shock Protein (HSP). Les 

HSP fonctionnent comme des molécules chaperonnes et ont une activité ATPase, elles forment des 

complexes avec d’autres protéines pour réguler leur transport et leur assemblage en complexes avec 

d’autres protéines. On distingue six protéines HSP70 dont deux sont exprimées spécifiquement dans 

les cellules spermatogéniques : HSP70-2 (HSPA2) exprimé pendant la phase méiotique (Rosario et al., 

1992) et HSP70T exprimé durant la phase post-méiotique de spermatogenèse. Bien qu’exprimé à un 

niveau faible dans certains tissus somatiques, l’invalidation de Hsp70-2 n’est délétère que dans les 

cellules en spermatogenèse. Les souris mâles Hsp70-2-/- sont stériles avec une entrée en apoptose 

des cellules germinales en fin de prophase I de méiose correspondant à un arrêt de la 

spermatogenèse lors de la transition G2/M (Dix et al., 1996). Des expériences de Western Blot 

associées à des immunoprécipitations ont montré que HSP70-2 était associé à CDK1 mais pas à la 

cyclineB1. De plus, dans les testicules Hsp70-2-/-, les protéines CDK1 et CyclineB1, bien que 

présentes, ne forment pas d’hétérodimère et CDK1 n’a pas d’activité kinase. Ces résultats suggèrent 

qu’HSP70-2 est requise pour activer la fonction kinase de CDK1 et pour que CDK1 acquière la 

conformation nécessaire pour former le complexe MPF. 

La métaphase est entamée lorsque tous les chromosomes sont attachés et alignés au centre de la 

cellule. 

3. Transition Métaphase I – Anaphase I 
Le troisième point de contrôle se situe à la transition métaphase I - anaphase I. Il correspond 

au contrôle du fuseau méiotique aussi appelé Spindle assembly checkpoint (SAC). Après attachement 

du fuseau aux kinétochores, le SAC vérifie que les chromosomes sont correctement orientés en 

détectant si la tension mécanique est équivalente entre les chromosomes qui doivent être séparés. 

Ce point de contrôle est essentiel pour la ségrégation correcte des chromosomes lors de l’anaphase I. 

Le SAC empêche l’entrée en anaphase I tant que tous les chromosomes ne sont pas correctement 



Figure 12 : Ultrastructure du spermatozoïde humain (Tiré de La Reproduction chez les 
Mammifères et l'Homme, Ellipses, Editions INRA)
Le spermatozoïde humain est constitué de trois parties : la tête contenant le noyau et l'acrosome,
la pièce connective ou pièce intermédiaire avec le centriole et le flagelle. Le flagelle est luimême
composé de la pièce intermédiaire qui contient le manchon mitochondrial, de la pièce principale
avec la gaine fibreuse et d'une pièce terminale.
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attachés au fuseau méiotique (Taylor et al., 2004). Le SAC empêche ainsi la ségrégation inégale des 

chromosomes et prévient ainsi la formation de cellules aneuploïdes (Nicklas et al., 1997). Deux 

facteurs régulent l’activité du SAC : l’attachement des microtubules aux kinétochores et la tension 

exercée par les microtubules sur les chromosomes. Il est à noter que, lors de la méiose I, la tension 

n’est pas directement générée par les kinétochores mais plutôt par les chiasmas. Pendant la 

métaphase 1 de méiose, l’orientation et la tension entre les chromosomes homologues dépend de la 

présence de chiasmas. MLH1 et MLH3, deux homologues de MutL chez la souris, sont indispensables 

pour la transformation de sites de recombinaison en crossovers au stade pachytène. En cas 

d’invalidation de l’un de ces gènes, le SAC est activé et les spermatocytes s’arrêtent en métaphase I 

(Eaker et al., 2002). De nombreux composants du SAC fonctionnent également dans le Mitotic 

Spindle Checkpoint, ils ont été caractérisés dans des cellules en mitose (May et Hardwick, 2006). Ce 

point de contrôle implique des protéines principalement issues de deux familles : les BUD (Bulding 

uninhibited by bezimidazole) et MAD (Mitotic arrest deficient) (Vogt et al., 2008). Ces protéines 

peuvent former plusieurs complexes : Mad1-Mad2, Bub1-Bub3 ou encore Bub3-BubR1/Mad3. Ces 

complexes sont essentiels pour cibler les kinétochores libres et pour enclencher le SAC. 

De plus, la kinase Aurora B (Aurhb) est impliquée dans le SAC et dans la ségrégation correcte des 

chromosomes.  Elle agit sous forme de complexe avec la protéine INCENP pour phosphoryler de 

nombreuses cibles. Ces deux protéines sont localisées sur l’hétérochromatine centromérique en fin 

de prophase et se concentrent plus précisément sur les centromères au cours de la métaphase (Parra 

et al., 2003). La perturbation de ce complexe dans les cellules en mitose provoque une mauvaise 

ségrégation des chromosomes (Lampson et al., 2004).  

D. Spermiogenèse 
Chez les mâles, la spermiogenèse est l’étape de différenciation permettant de passer d’une 

spermatide ronde, avec un noyau non condensé, à une cellule avec un flagelle et un noyau condensé. 

Les spermatides rondes subissent donc des modifications morphologiques et cytologiques radicales 

pour se différencier en spermatozoïde. Au niveau morphologique, les spermatides acquièrent trois 

régions distinctes : la tête, la pièce intermédiaire et la queue (Figure 12). Au niveau cytologique, elles 

subissent un remodelage de la chromatine, elles développent un acrosome et perdent la majorité de 

leur cytoplasme. La formation de la tête du spermatozoïde se fait en trois évènements majeurs : la 

condensation de la chromatine, la modification de la morphologie nucléaire et la formation de 

l’acrosome. Ces trois évènements ne sont pas indépendants car, par exemple, l’absence d’acrosome 

est souvent combinée à des anomalies morphologiques du noyau. Au cours de la spermiogenèse, 

plusieurs structures apparaissent : deux structures transitoires, l’acroplaxome et la manchette et une 



Figure 13 : Représentation schématique des gènes clés impliqués dans les changements 
morphologiques et cytoplasmiques des spermatides murins au cours de la 
spermiogenèse (Jan et al., 2012)

a) Formation de l'axonème
b) Formation de la manchette, du sac acrosomal et remodelage de la chromatine.
c) Formation de la gaine mitochondriale.
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structure qui sera observée dans les spermatozoïdes, la thèque périnucléaire (Figure 13) (Revue : 

O’Donnell et al., 2011). 

Cette étape dure 23 jours chez l’Homme et environ deux semaines chez la souris.  

D’après des critères morphologiques, on peut distinguer 16 étapes dans la spermiogenèse chez la 

souris. Les étapes 1 à 8 correspondent aux spermatides rondes tandis que les étapes 9 à 16 

correspondent aux spermatides allongées qui seront finalement libérées dans la lumière du tube 

séminifère (Figure 5). 

1. Remodelage de la chromatine 
Les spermatides rondes voient la transcription des gènes reprendre avant que leur 

information génétique se condense pour réduire la taille du gamète et protéger l’ADN de la cellule 

(Figure 13, b). La condensation du noyau nécessite le remplacement des histones par des 

protamines.  

Le remplacement des histones par les protamines est un processus graduel et associé à une 

hyperacétylation des histones H4. La transition d’histones à protamines commence chez la souris 

environ 6.5jours après l’accomplissement de la méiose, cela correspond au stade 10 de la 

spermiogénèse lorsque les spermatides sont en élongation. 36h plus tard, au stade 12, on ne détecte 

plus d’histones dans les spermatides. Au stade 15, les protéines de transition ont disparues. La durée 

de la transition d’histones à protamines est donc d’environ 120h  (Meistrich et al., 2003).  

Le remplacement des histones par les protamines est facilité par l’incorporation de variants 

d’histones, par des modifications post-transcriptionnelles, par des complexes de remodelage de la 

chromatine ainsi que par des cassures transitoires de l’ADN (Revue : Rathke et al., 2014). 

Chez la majorité des cellules eucaryotes, les unités de compaction de l’ADN sont les nucléosomes. 

Les nucléosomes correspondent à un fragment d’ADN d’environ 200pb entourant un octamère 

d’histones. L’octamère est formés par deux molécules de chacun des noyaux d’histones canoniques : 

H2A, H2B, H3 et H4. La fonction majeure des histones canoniques est de conditionner le génome et 

de réguler les gènes. On trouve également des histones non canoniques, les variants d’histones, qui 

ont un rôle dans des processus variés. Il existe des variants d’histones exprimés dans les cellules 

germinales post-méiotiques et pouvant être impliqués dans le relâchement de la structure 

chromatinienne en préparation de la transition histone/protamine. 
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En premier, certaines histones canoniques sont remplacées par des variants d’histones spécifiques 

du testicule. Chez les mammifères, parmi les 11 sous-types d’histone H1 connus, trois sont exprimés 

spécifiquement dans le testicule : H1t, H1T2 et HILS1 (Happel et Doenecke, 2009). 

La lignée germinale mâle se distingue par des variants d’histone qui lui sont spécifiques : TH2A, TH2B 

(apparaissent dans les spermatocytes précoces), H1t (apparait dans les spermatocytes dès le stade 

pachytène tardif), TH3 (exprimé dans les spermatogonies différenciés) et ssH2B (dans les 

spermatides rondes) (Smith et al., 1992 ; Moss et Orth, 1993 ; Meistrich et al., 1985).  

Les histones sont communément modifiés post-traductionnellement au niveau de la queue amino-

terminale. Ces modifications qui jouent un rôle dans le remodelage de la chromatine peuvent être : 

acétylation, méthylation, phosphorylation, ubiquitination et SUMOylation (Revue : Rathke, 2014). 

Des études ont montré que la phosphorylation et l’acétylation étaient décisives pour permettre la 

suppression des histones et leur remplacement par les protéines de transition. En effet, chez les 

mammifères, on observe une hyperacétylation des histones H4 dans les spermatides en élongation 

juste avant l’enlèvement des histones (Sonnack et al., 2002). De plus, l’invalidation de gènes 

impliqués dans la phosphorylation, Sstk par exemple, ou dans l’acétylation, Pygo2 par exemple, 

cause des anomalies morphologiques associées à des défauts de condensation de la chromatine dans 

les spermatides, ce qui provoque une stérilité mâle (Spiridonov et al., 2005 ; Nair et al., 2008). Ces 

modifications d’histones permettraient d’ouvrir la structure de la chromatine ce qui faciliterait le 

déplacement des histones (Sassone-Corci et al., 2002). Un niveau réduit d’hyperacétylation de 

l’histone H4 est corrélé avec une fertilité altérée (Fenic et al., 2004). En plus de l’acétylation, une 

forte méthylation des histones est détectée dans les spermatides en élongation. Acétylation et 

méthylation pourraient permettre une conformation plus ouverte de la chromatine. Un 

enrichissement des histones H2A et H2B est remarqué pendant la méiose et l’élongation des 

spermatides chez la souris (Baarends et al., 1999). 

Ensuite, les protéines de transition sont incorporées alors que les nucléosomes sont retirés. 

On trouve deux protéines de transition importantes chez la souris : TNP1 et TNP2, codées 

respectivement par les gènes Tnp1 et Tnp2 (TNP1 et TNP2 chez l’homme).  Enfin, les protamines 

créent le noyau spermatique hautement condensé. Les protamines constituent une unité 

nucléoprotéique d’environ 15pb. Comme les protéines de transition, les protamines sont des 

protéines riches en arginine et hautement basiques qui neutralisent la charge négative de l’ADN 

permettant ainsi sa compaction. Chez la souris et l’homme, on distingue deux protamines : PRM1 et 

PRM2, codées respectivement par Prm1 et Prm2. La majorité des mammifères n’ont qu’un seul type 

de protamine. Chez la souris, PRM1 et PRM2 sont indispensable à la fertilité mâle et une délétion dès 
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l’état hétérozygote de Prm1 ou Prm2 conduit à une infertilité (Cho et al., 2001). L’expression des 

gènes Prm1 et Prm2 est initiée dans les spermatides au stade 7, en même temps que Tnp1 et Tnp2, 

chez la souris. Le remplacement des histones par les protamines se fait en deux étapes chez la souris: 

Aux stades 11-12 de différenciation, les histones sont remplacées par les protéines de transition.  

Aux stades 13-15, dans les spermatides tardives, les protéines de transition sont remplacées par les 

protamines (Meistrich et al., 2003). 

Les protamines stabilisent la chromatine des spermatozoïdes par leur assemblage dans le petit sillon 

de l’ADN. En effet, le niveau élevé d’arginine dans les protamines permet une forte liaison à l’ADN et 

les cystéines facilitent la formation de ponts disulfures inter et intra-protamines ce qui est essentiel 

pour une forte compaction de la chromatine. 

Plusieurs arguments peuvent expliquer pourquoi les spermatozoïdes présentent une structure 

chromatinienne si spécialisée. Pour commencer, la condensation de la chromatine permet d’obtenir 

une forme compacte hydrodynamique au spermatozoïde. Ensuite, comme dit précédemment, la 

compaction de la chromatine permet de protéger le génome paternel des dégâts physiques et 

chimiques. Enfin, les protamines peuvent être impliquées dans des régulations épigénétiques. 

Une diminution en protamines conduit à des modifications dans la compaction de la chromatine, 

dans la forme et l’organisation de l’acrosome et même dans l’architecture globale du spermatozoïde 

(Cho et al., 2003). Des expériences d’ICSI (Injection Intra-Cytoplasmique) avec des spermatozoïdes 

Prm2-/- épididymaires montrent que ces spermatozoïdes sont capables d’activer la majorité des 

ovocytes arrêtés en métaphase II mais peu de zygotes se développent jusqu’au stade blastocyste. 

Chez l’humain, un niveau réduit de protamines est corrélé avec une infertilité mâle, l’ADN 

endommagé des spermatozoïdes affecte le développement embryonnaire après une ICSI 

(Rogenhofer et al., 2013). 

Le remplacement des histones n’est pas total. Il a été montré que des régions chromatiniennes 

péricentriques conservaient leur organisation à base d’histones (Pittoggi et al., 1999). Ce phénomène 

pourrait être impliqué dans l’empreinte épigénétique paternelle en permettant de maintenir une 

structure de chromatine ouverte aux modifications épigénétiques ce qui faciliterait la mise en place 

de l’empreinte paternelle. La conservation de certaines histones pourrait constituer elle-même une 

marque épigénétique en constituant les premières régions à être transcrites après la fécondation.  

La condensation du noyau conduit à l’arrêt de la transcription dans les spermatides. La synthèse 

protéique reste pourtant active au cours de la spermiogenèse grâce à l’accumulation d’ARNm dans le 

cytoplasme des spermatides. Plus précisément, il a été montré que les ARNm peuvent être 
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accumulés au niveau du corps chromatoïde, une structure intracellulaire mise en place dans les 

spermatocytes au stade pachytène. Ces ARNm ont une demi-vie exceptionnellement longue 

puisqu’ils peuvent être traduit jusqu’à 15 jours plus tard (durant spermiogenèse) chez la souris (Stern 

et al., 1983).  

2. Elongation du flagelle 
Au stade 2 de différenciation, tandis que le noyau des spermatides se condense, le flagelle 

commence son élongation. Le flagelle est l’élément indispensable à la mobilité des spermatozoïdes 

mais ceux-ci n’acquièrent la capacité à se mouvoir qu’après le passage dans l’épididyme. Le flagelle 

permettra le déplacement du spermatozoïde sur de longues distances dans l’appareil génital de la 

femelle afin d’atteindre l’ovocyte.  

La formation du flagelle débute par la migration des centrioles au futur pôle caudal des spermatides. 

Le centriole proximal reste inactif tandis que le centriole distal donne naissance à un ensemble de 

microtubules à l’origine de l’axonème (Figure 13, a). L’axonème, partie motrice principale du flagelle, 

est constituée de 9 doublets de microtubules A et B organisés autour d’un doublet central. Le 

microtubule A est circulaire et formé par la juxtaposition de 13 protofilaments correspondant à une 

alternance de dimères de sous-unités α et β de tubuline. Les microtubules B sont incomplets et 

constitué de 11 protofilaments. Chaque doublet de microtubules est lié à son voisin par un bras de 

nexine et présente deux bras de dynéine. Les bras de dynéine contiennent des ATPases libérant 

l’énergie nécessaire aux mouvements du flagelle (La reproduction chez les mammifères et l’homme, 

Chapitre 13, Dadoune et Demoulin). 

Plusieurs études de mutations de gènes ont montré que des défauts dans la formation de l’axonème 

causent une stérilité mâle. La délétion de protéines impliquées dans la formation de l’axonème, 

SPAG6 ou TEKSTIN-T par exemple, conduit à l’absence de structure importante pour l’axonème et en 

conséquence provoque une perte de motilité du flagelle (Sapiro et al., 2002 ; Tanaka et al., 2004). De 

façon intéressante, la perte de ces structures de l’axonème s’accompagne également d’anomalies de 

la tête suggérant une coordination entre la formation de la tête et de la queue. Une gaine fibreuse se 

met ensuite en place autour de ce complexe axonémal.  

Une partie des mitochondries migre et se regroupe dans la région adjacente à la pièce intermédiaire. 

Puis ces mitochondries se condensent, s’allongent et se lient bout à bout pour former un manchon 

hélicoïdal enroulé autour de la gaine fibreuse de l’axonème. C’est ce qu’on appelle la gaine 

mitochondriale qui est la source d’énergie du flagelle (Sun et al., 2010). Cette gaine mitochondriale 

est limitée à son extrémité distale par l’anneau de Jensen qui fait la jonction entre la pièce principale 

et la pièce intermédiaire (Figure 13, c). 
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La spermatide ronde devient alors une spermatide en cours d’élongation qui correspond aux stades 8 

à 14 de différenciation. Une structure transitoire, la manchette, se met alors en place (Figure 13, b). 

La manchette comporte une partie en anneau, l’anneau périnucléaire, formé de tubuline α qui 

entoure la base du noyau en élongation. Cet anneau joue un rôle clé dans l’élaboration du noyau et 

de la tête du spermatozoïde, c’est à partir de cet anneau que rayonnent les faisceaux de 

microtubules, parallèlement au flagelle en formation, pour former le manteau de la manchette 

(Kierszenbaum et Tres, 2004). Un défaut dans la formation de la manchette se traduit par une 

stérilité. Par exemple, la mutation du locus Azh (abnormal spermatozoa head) chez la souris se 

traduit par une manchette anormale des spermatozoïdes associée à une queue enroulée et courbée 

ainsi que des spermatozoïdes avec des têtes anormales (Mochida et al., 1999). La tête anormale de 

ces spermatozoïdes azh/azh est induite par la position ectopique des microtubules de la manchette 

qui perturbe la forme du noyau (Russell et al., 1991). Par ailleurs, la mutation du gène Hook1, localisé 

dans la même région du chromosome 4 que le locus Azh, provoque le même type de défaut des 

spermatozoïdes (Mendoza-Lujambio et al., 2002). Le gène Hook1 est exprimé majoritairement dans 

les cellules germinales haploïdes  et il a été montré que la protéine HOOK1 stabiliserait la manchette 

et serait impliquée dans la liaison de la manchette au noyau. La mutation Azh chez la souris est en 

fait causée par une délétion des exons 10 et 11 du gène Hook1 conduisant à une protéine non-

fonctionnelle. C’est donc la perte de fonction de la protéine HOOK1 qui cause le phénotype Azh. Le 

gène HOOK1 humain pourrait être un bon gène candidat aux infertilités mâles causées par une 

tératozoospermie ou des défauts de la tête du spermatozoïde. 

3. Réduction cytoplasmique 
En même temps que l’élongation des spermatides, le volume cytoplasmique est 

progressivement réduit. Cette réduction se fait majoritairement grâce au complexe tubulo-bulbaire 

(TBC) c’est-à-dire des protusions cytoplasmiques de la tête du spermatide entourées par des 

invaginations profondes de la membrane des cellules de Sertoli afin de leur transférer l’excès de 

cytoplasme. Les TBC sont bordés par des filaments d’actine β (Cavicchia et al., 2011).  

Chez la souris, la protéine CAPZA3 interagit avec l’actine F pour permettre l’évacuation de 

cytoplasme. Une mutation dans le gène Capza3 se traduit par une stérilité des souris mâles associée 

à une morphologie anormale des spermatides avec un défaut de motilité causé par une mauvaise 

élimination du cytoplasme (Geyer et al., 2009). Le reste du cytoplasme est enlevé sous forme de 

gouttelettes de cytoplasme, appelées corps résiduels, qui sont phagocytées par les cellules de Sertoli.  
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4. Formation de l’acrosome 
L’acrosome est une vésicule dérivée de l’appareil de Golgi qui se situe à l’avant du noyau 

haploïde et contient des enzymes capables de digérer des protéines et des sucres complexes afin de 

pouvoir lyser les enveloppes externes de l’ovocyte et permettre la fécondation. Parmi ces enzymes 

protéolytiques, on trouve la hyaluronidase, la phosphatase acide, la neuraminidase ainsi qu’une 

protéase portant une activité trypsinique, l’acrosine (Lin et al., 1994 ; Adham et al., 1997 ; Tulsiani et 

al., 1998).  

La formation de l’acrosome est progressive et débute au stade 2 pour finir au stade 12 de la 

spermiogenèse. Au départ, des vésicules pro-acrosomales issues de l’appareil de Golgi sont 

transportées jusqu’au pôle supérieur des spermatides. Une fois arrivées, elles s’accrochent et 

fusionnent au niveau d’une structure d’actine F et de kératine, l’acroplaxome. L’acroplaxome se 

présente comme un complexe dense aux électrons en microscopie électronique. Les composants de 

l’acroplaxome sont assemblés dans l’espace étroit entre l’enveloppe du noyau en allongement et la 

membrane de l’acrosome en formation L’acroplaxome est localisé à la pointe du sac acrosomal dans 

les spermatides en développement. L’acroplaxome est constitué de deux éléments : l’anneau 

marginale et la plaque acroplaxomique. L’anneau marginal de l’acroplaxome est un complexe de 

filaments d’actine et de kératine. 

En plus d’être impliqué dans le transport des vésicules pro-acrosomales, l’acroplaxome ancre 

l’acrosome en formation au noyau de la spermatide. 

La proacrosine est exprimée spécifiquement dans la lignée germinale mâle et intervient dans la 

formation de l’acrosome. La proacrosine est la forme inactive de l’acrosine, elle s’activera au contact 

de la protéine ZP2 (Zona Pellucida glycoprotein 3), présente à la surface de l’ovocyte.  

Durant les stades 5 à 12 de différenciation, la vésicule acrosomale s’aplatit, se condense et s’allonge. 

Un défaut dans la formation de l’acrosome cause une globozoospermie, c'est-à-dire des 

malformations graves de l’acrosome et de la tête des spermatides, ce qui se traduit par une stérilité 

mâle. Cela a été montré chez la souris avec l’invalidation de protéines impliquées dans le transport et 

la fusion des vésicules,  comme AGFG1 (Kang-Decker et al., 2001) ou GOPC (Golgi associated PDZ and 

coiled motif containing protein) (Yao et al., 2002), qui causent une  malformation de l’acrosome et, 

en conséquence, une globozoospermie. En plus de ce défaut de l’acrosome, ces deux mutants ne 

présentent pas de gaine mitochondriale autour de la pièce intermédiaire ; la motilité de la cellule 

germinale est donc impactée. La protéine KIFC1 (C-terminal kinesin motor) a également été décrite 

comme étant impliquée dans la formation et l’élongation de l’acrosome (Yang et al., 2003). 
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Figure 14 : Schéma de la spermiation (O'Donnell et al., 2011)
A l'initiation de la spermiation, au stade VII, les spermatides présentent un cytoplasme abondant
autour du flagelle et sont enveloppées par des projections en forme de doigts du cytoplasme
apical des cellules de Sertoli. Les complexes tubulo-bulbaires se forment au niveau de la tête des
spermatides, là où les spécialisations ectoplasmiques (ES) sont absentes. Le cytoplasme des
cellules de Sertoli recule jusqu'à ne plus être en contact qu'avec la surface dorsale de la
spermatide au stade VIII. Le pédoncule de la cellule de Sertoli s'allonge et repousse la spermatide
vers la lumière du tube. Le cytoplasme de la spermatide se condense et demeure dans
l'épithélium, il se retrouve localisé sous le niveau de la tête et est alors appelé lobe cytoplasmique
de la spermatide. C'est ce lobe qui formera le corps résiduel après son désengagement. Durant la
progression du stade VII à VIII, seules les ES dans le pédoncule des cellules de Sertoli persistent.
Les complexes tubulo-bulbaires sont plus nombreux dans la courbure ventrale de la tête de la
spermatide au stade VII, puis au niveau de la courbure dorsale au stade VIII (parfois sans
composant bulbaire). La spermiation se termine : Désengagement rapide de la tête de la
spermatide, rupture du pédoncule cytoplasmique et phagocytose du corps résiduel par la cellule
de Sertoli.
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Par ailleurs, il a également été montré que la condensation de l’acrosome jouait un rôle crucial dans 

sa formation. Par exemple, la protéine ZPBP1 aurait un rôle dans la condensation de l’acrosome au 

stade 6 de la différenciation des spermatides. Son invalidation chez la souris cause un phénotype de 

spermatozoïdes anormaux et immobiles similaire à celui des mutants pour AGFG1 et GOPC et 

conduit à une stérilité mâle (Lin et al., 2007). 

5. Spermiation 
La spermiation est un processus long et complexe qui permet la libération des spermatides 

matures par les cellules de Sertoli dans la lumière du tube séminifère. La spermiation est un critère 

déterminant pour le nombre de spermatozoïdes qui entrent dans l’épididyme et donc pour la 

quantité de spermatozoïdes présente dans l’éjaculat.  

Les évènements morphologiques et structuraux associés à la spermiation sont bien décrits et 

semblent conservés entre les espèces murine et humaine (Revue : O’Donnell et al., 2011) (Figure 14). 

La spermiation est initiée au stade VII chez la souris, ce qui correspond au stade II chez l’homme. Elle 

débute avec l’alignement des spermatides allongées au bord luminal de l’épithélium séminifère. La 

cellule de Sertoli enveloppe largement la spermatide par des projections en forme de doigts de son 

pôle apical. A ce stade, les spermatides sont en contact avec les cellules de Sertoli par des 

Spécialisations Ectoplasmiques (SE). Ces SE sont des complexes protéiques qui apparaissent au 

niveau des spermatides rondes au stade 8 de différenciation, dans le modèle murin. Elles sont 

associées avec des microtubules et des protéines motrices afin de transloquer les spermatides à 

travers l’épithélium séminifère pendant la spermiogenèse. Le cytoplasme de la cellule de Sertoli 

recule jusqu’à n’être plus en contact qu’avec la surface dorsale de la tête de la spermatide au stade 

VIII. Alors que la spermiation progresse, la cellule de Sertoli s’allonge et pousse la spermatide dont la 

tête et le flagelle sont progressivement plus étendus dans la lumière du tube séminifère. Alors que la 

tête de la spermatide s’allonge, son volume cytoplasmique se condense et reste dans l’épithélium 

séminifère. Le cytoplasme de la spermatide est donc localisé en dessous du niveau de la tête, il parait 

ainsi couler vers l’épithélium séminifère. Ce cytoplasme stationné dans l’épithélium est appelé lobe 

cytoplasmique et est relié à la spermatide par une fine tige cytoplasmique. Les organelles de la 

spermatide se concentrent dans le lobe cytoplasmique qui formera, après la libération de la 

spermatide, le corps résiduel. Au cours de la progression du stade 7 au stade 8 de la différenciation 

des spermatides, les SE disparaissent de la membrane plasmique de la cellule de Sertoli. 

La fin de la spermiation se caractérise par un désengagement rapide de la tête de la spermatide de la 

cellule de Sertoli. La tige cytoplasmique entre la région périnucléaire de la spermatide et le corps 

résiduel se rompt. La spermiation se termine par la libération de la spermatide, alors appelée 
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spermatozoïde, dans la lumière du tube séminifère et la phagocytose du corps résiduel par la cellule 

de Sertoli. 

E. Maturation post-testiculaire des gamètes mâles 
Une fois la spermiogenèse terminée, les spermatozoïdes sortent du testicule, mais ne sont 

pas fonctionnellement matures. Ils possèdent un flagelle non fonctionnel car les mitochondries ne 

sont pas encore aptes à leur permettre des déplacements. Le pouvoir fécondant du spermatozoïde 

est acquis à la sortie du testicule par deux étapes : la première est la maturation épididymaire, la 

seconde est la capacitation dans les voies génitales femelles.  

1. Maturation épididymaire 

a) Caractéristiques et fonctions de l’épididyme 
L’épididyme est un tubule simple, long (1,5m chez la souris, environ 6m chez l’homme, 60m 

chez le bélier) et pelotonné, empaqueté dans une tunique conjonctive. Il relie les canaux efférents au 

canal déférent. L’épididyme assure le transport des spermatozoïdes hors du testicule, ce transit est 

très important pour la maturation des spermatozoïdes. La durée du passage des spermatozoïdes 

dans l’épididyme est variable selon les différentes espèces (13 jours chez le bélier, 1 à 12 jours chez 

l’homme). 

L’épididyme est organisé en trois parties : la tête (Caput), le corps (Corpus) et la queue (Cauda). Ces 

trois parties sont séparées par des cloisons conjonctives et ont des rôles fonctionnels différents 

(Belleannée et al., 2012).  

La paroi de l’épididyme est constituée d’un épithélium pluristratifié entouré de fibres musculaires 

lisses qui permettent des contractions péristaltiques régulières de l’épididyme. Cet épithélium est 

constitué de deux couches cellulaires : une couche de grandes cellules principales présentant de 

nombreuses microvillosités et une couche de petites cellules basales. La barrière hémato 

épididymaire est composée de jonctions serrées entre les cellules épithéliales. 

L’épididyme possède plusieurs fonctions. Sa première fonction est bien-sûr le transport des 

spermatozoïdes vers le système éjaculateur. Mais il a aussi une fonction de réabsorption des ions, 

des protéines et d’eau, afin de concentrer les spermatozoïdes. De plus, il capte et concentre des 

substances sanguines, comme la carnitine et l’inositol, dans la lumière du tube. In vitro, la carnitine a 

été décrite pour augmenter la motilité des spermatozoïdes (Aliabadi et al., 2012). L’épididyme 

sécrète également des petites molécules organiques comme la glycérylphosphorylcholine ainsi que 

des protéines spécifiques, majoritairement des enzymes (phosphatases, protéases, glucosidases et 

glycotransférases) qui modifient le revêtement de surface des spermatozoïdes et interviennent ainsi 

dans leur maturation. L’épididyme sécrète également des inhibiteurs de protéases et de glycosidases 
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qui contrôlent l’activité de ces enzymes (Dacheux et al., 2009). Les cellules épithéliales du tube sont 

reliées entre elles par des jonctions serrées au pôle apical ce qui permet au liquide épididymaire 

d’avoir une composition contrôlée et très différente de celle du sang.  

b) Modifications des spermatozoïdes 
C’est dans l’épididyme que le spermatozoïde acquièrt sa capacité de motilité fléchante, c'est-

à-dire avec une trajectoire rectiligne grâce à des battements du flagelle coordonnés. Dans la tête et 

le début du corps de l’épididyme, le spermatozoïde subit des modifications importantes afin 

d’acquérir un pouvoir fécondant. Ces modifications sont dépendantes de l’environnement, c'est-à-

dire selon la composition du liquide épididymaire. Le corps et la queue de l’épididyme jouent un rôle 

dans la protection et la survie des spermatozoïdes ainsi qu’un rôle de contrôle qualité, les 

spermatozoïdes qui ne terminent pas le programme sont éliminés.  

Au cours du transit dans la région proximale de l’épididyme, le spermatozoïde subit une modification 

(maturation, masquage ou perte) de ses protéines membranaires d’origine testiculaire. Chez les 

rongeurs, les protéines de la famille ADAM (A disintegrin and metalloproteases) (fertiline α, fertiline 

β et cyritestine par exemple), présentes sur la membrane du testicule sous forme de précurseurs 

inactifs, subissent un clivage protéolytique accompagné d’une relocalisation au niveau de la région 

post-acrosomique (Blobel et al., 2000). Ces protéines sont indispensables pour la reconnaissance 

spermatozoïde-ovocyte. En effet, l’invalidation des gènes codant pour l’hétérodimère formé des 

fertilines α et β (respectivement Adam2 et Adam3) et l’invalidation d’Adam3 codant pour la 

cyritestine provoquent un défaut de liaison et de fusion du spermatozoïde à l’ovocyte se traduisant 

par une stérilité mâle (Cho et al., 1998 ; Nishimura et al., 2004 ; Shamsadin et al., 1999). 

L’invalidation de ces gènes se traduit également par une incapacité des spermatozoïdes à se déplacer 

correctement dans l’oviducte (Yamaguchi et al., 2009). 

Dans la région médiane de l’épididyme, certaines protéines membranaires du spermatozoïde 

apparaissent transitoirement puis disparaissent. Ces protéines, comme la clusterine et la 

lactoferrine, peuvent avoir un rôle dans la protection contre l’oxydation ou un rôle dans le masquage 

de certains sites, comme c’est le cas pour l’hexosaminidase. Enfin, dans la partie caudale de 

l’épididyme, de nouvelles protéines (fortement sialylées et de faible poids moléculaire) se mettent 

en place au niveau de la membrane du spermatozoïde (Dacheux et al., 2005). Ces nouvelles 

protéines sont caractéristiques du pouvoir fécondant du spermatozoïde.  

Des études (Yamaguchi et al., 2006 ; Han et al., 2009 ; Krutskikh et al., 2012) ont montrés, par des 

invalidations de gènes, que les modifications membranaires des spermatozoïdes étaient 

dépendantes les unes des autres. L’invalidation des gènes tels que Adam2 et Adam1a provoque 
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l’absence d’autres composés de la membrane du spermatozoïde comme ADAM3. La composition 

membranaire du spermatozoïde dépend de la position correcte de tous ses composés puisque 

l’absence d’une seule protéine peut perturber la maturation des autres protéines et la mise en place 

de sites cruciaux pour la reconnaissance ovocytaire causant ainsi une stérilité. 

Par ailleurs, au niveau lipidique, il existe un changement du ratio phospholipides/cholestérol ce qui 

augmente la fluidité membranaire des spermatozoïdes.  

Des échanges ioniques et aqueux se mettent aussi en place, surtout au niveau de la tête de 

l’épididyme, ce qui régule le volume du spermatozoïde et principalement de sa tête. La compaction 

du noyau de la spermatide a débuté dans le testicule, par le remplacement des histones par les 

protamines. Dans la tête de l’épididyme, la compaction du noyau de la spermatide continue avec 

l’oxydation des groupements thiols libres des protamines. Plus la tête est petite, plus la mobilité du 

spermatozoïde est efficace et plus l’information génétique contenue dans le noyau est protégée 

contre d’éventuels effets mutagènes (Noblant et al., 2012). 

De plus, la tête de l’épididyme sécrète de la GPx5 (Glutathion peroxydase) qui contrôle le niveau en 

pexoxyde d’hydrogène (H2O2) dans la lumière de l’épididyme. La concentration en H2O2 doit être 

régulée, en effet une concentration en H2O2 importante provoque des dommages radicalaires 

(peroxydation des lipides membranaires, atteintes du noyau des cellules germinales) pouvant 

perturber la fécondation (O’Flaherty et al., 2006). Cependant, un défaut d’expression de GPx4 

perturbe la condensation du noyau de la spermatide au niveau de la tête de l’épididyme. En effet, 

l’H2O2 est aussi nécessaire à la formation de ponts disulfures sur les résidus thiols des cystéines et 

donc à la compaction du noyau des spermatides dans l’épididyme (Revue : Drevet, 2006).  

2. Capacitation 
 Après l’éjaculation, les spermatozoïdes arrivent dans le tractus femelle, ils sont 

progressivement motiles mais encore incapacités c'est-à-dire capables de se déplacer mais ne 

peuvent pas encore se fixer à l’œuf ni le féconder. Ils traversent ensuite la cavité utérine où les 

premières étapes de la capacitation ont lieu : perte des facteurs membranaires de décapacitation, 

majoritairement acquis dans les plasmas épididymal et séminal. Ces modifications de la membrane 

du spermatozoïde augmentent la fluidité de la membrane et la perméabilité à l’ion Ca2+. Ceci facilite 

les mouvements des protéines membranaires. Les récepteurs spermatiques impliqués dans la 

reconnaissance et la fixation à la zone pellucide de l’ovocyte deviennent exposées (Reid et al., 2011). 

La membrane plasmique est prête à initier la réaction acrosomale en réponse au Ca2+ (Florman et al., 

2008). 
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L’un des premiers changements subits par le spermatozoïde correspond à l’enlèvement du 

cholestérol libre de la membrane plasmique du spermatozoïde par un stress oxydatif combiné à des 

accepteurs du cholestérol : l’albumine et la lipoprotéine HDL, présentes dans les sécrétions génitales. 

Le cholestérol constitue un puissant facteur de décapacitation car il stabilise la membrane plasmique 

du spermatozoïde durant le transit épididymaire et évite les interactions intermoléculaires 

responsables d’un état de décapacitation (Davis et al., 1980). L’enlèvement du cholestérol redonne 

de la mobilité aux phospholipides membranaires du spermatozoïde ce qui laisse pénétrer des ions, 

dont le Ca2+ qui se lie à la phosphatidylsérine. Or la phosphatidylsérine stabilise la 

phosphatidyléthanolamine membranaire qui, en son absence, quitte la bicouche lipidique pour 

former des micelles. Ceci fluidifie davantage la membrane du spermatozoïde.  

Les spermatozoïdes se lieraient ensuite aux cellules épithéliales dans la région de l’isthme de 

l’oviducte où ils entreraient en quiescence et seraient stockés en attente de l’ovulation (Baillie et al., 

1997).  

Un signal endocrine coïncidant avec l’ovulation provoque un changement soudain dans la biochimie 

du spermatozoïde : augmentation des espèces réactives de l’oxygène (ROS), des niveaux 

intracellulaires d’adénosine cyclique monophosphate et de phosphorylation des tyrosines. En effet, 

une augmentation massive de la phosphorylation des tyrosines est observée au niveau de la gaine 

fibreuse du flagelle (Visconti et al., 1995). En réponse à ce signal, le calcium est relargué de façon 

pulsatile ce qui induit une motilité hyperactive du spermatozoïde.  

La motilité hyperactive implique une transition d’un battement du flagelle symétrique et de faible 

amplitude à un mouvement de grande amplitude et asymétrique de la queue du spermatozoïde 

(Yanagimachi et al., 1994). 

Le spermatozoïde hyperactif est relaché par l’épithélium de l’oviducte et migre dans les trompes de 

Fallope jusqu’à l’ovocyte où il pénètre dans le cumulus de l’ovocyte. Les spermatozoïdes peuvent 

réaliser la réaction acrosomique dans le cumulus. 
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III. Régulations de la spermatogenèse 

A. Régulations hormonales et paracrines 
L’étude de la régulation hormonale de la différenciation testiculaire et de la spermatogenèse 

a été permise grâce à l’existence de mutants chez la souris. On trouve des mutants naturels comme 

les testicular feminised mouse (tfm) qui n’ont pas de récepteurs des androgènes fonctionnels (Lyon 

et al., 1970) et les hypoganed mouse (hpg) qui présentent une déficience sévère en gonadotrophines 

circulantes (Cattanach et al., 1977).  Il existe également des lignées de souris invalidées pour certains 

gènes comme le récepteur de la FSH (FSHRKO) (Abel et al., 2008), le récepteur des androgènes 

(ARKO) (O’Shaughnessy et al., 2012), le récepteur des androgènes spécifiquement dans les cellules 

de Sertoli (SCARKO) (De Gendt et al., 2004) et des souris sans le récepteur des androgènes 

spécifiquement dans les cellules péritubulaires myoïdes (PTM-AKO) (Welsh et al., 2009). Ces souris 

mutantes apportent des informations sur l’initiation de la spermatogenèse mais pas sur son 

maintien, c’est pour cela qu’un nouveau modèle de souris à expression  inductible dans le testicule a 

été développé, permettant de diriger une expression conditionnelle de certains gènes d’intérêt 

(Revue : O’Shaughnessy, 2014) 

1. Régulation hormonale de la différenciation germinale mâle 
Pendant la vie fœtale, le développement des pro-spermatogonies à lieu avant la formation et 

la maturation de l’hypophyse. Le développement précoce des gonocytes n’est donc pas régulé par 

les gonadotrophines, hormones qui seront ensuite produites par l’hypophyse. Les mutants FSHRKO 

et hpg confirment cette absence de régulation par les gonadotrophines puisque le nombre de 

cellules germinales n’est pas affecté, à la naissance, chez ces souris (O’Shaughnessy et al., 2012 ; 

Baker et al., 2001).  

Les cellules de Leydig fœtales commencent à produire des androgènes peu de temps après la 

formation du testicule, vers 13jpc chez la souris (O’Shaughnessy et al., 2005). Cependant, les souris 

ARKO ou ARKO+FSHRKO présentent un nombre de gonocytes normal à la naissance, ce qui montre 

que le développement fœtal des gonocytes n’est pas régulé par les androgènes (O’Shaughnessy et 

al., 2012). 

Entre la naissance et 5jpp, les gonocytes prolifèrent. Chez toutes les souris mutantes pour les 

androgènes ou leur récepteur, on observe une diminution d’environ 45% du nombre de cellules 

germinales en postnatal à 5jpp, même si elles migrent correctement jusqu’à la membrane basale du 

tube séminifère. Ces résultats suggèrent que la prolifération post-natale des gonocytes et leur survie 

avant le stade CSS (Gonocytes formant le pool de cellules germinales disponibles après la puberté 
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pour la spermatogenèse) sont dépendantes des hormones (O’Shaughnessy et al., 2012 ; Baker et al., 

2001). 

2. Régulation hormonale de la spermatogenèse 
Sous l’influence de l’hormone GnRH (Gonadotropin Releasing Hormone), l’hypophyse sécrète 

deux hormones appelées gonadotrophines : FSH et LH. Ces deux hormones sont indispensables à la 

spermatogenèse puisqu’en leur absence chez l’homme, lors de cas d’hypophysectomie, il y a un arrêt 

de la spermatogenèse. Les souris hpg invalidées pour les gonadotrophines présentent une absence 

de spermatogenèse (Singh et al., 1995). Les souris sans récepteurs de la FSH ou des androgènes ne 

présentent que 3% du nombre normal de cellules germinales à 20jpp (O’Shaughnessy et al., 2012). 

Dans la gonade pubère, LH stimule les cellules de Leydig au niveau de ses récepteurs. Ces récepteurs 

sont de la famille des récepteurs à 7 domaines transmembranaires couplés à une protéine G 

intracellulaire. Le signal passe ensuite par la formation d’AMPc. En réponse à ce signal, les cellules de 

Leydig produisent et sécrètent la testostérone. Cette hormone est l’androgène principal chez la 

plupart des espèces de mammifères. Elle agit hors du testicule sur les organes sexuels et les 

caractères sexuels secondaires.  

FSH sécrétée pendant la vie fœtale agit directement sur les cellules de Sertoli via son récepteur 

couplé à une protéine G. La transduction du signal se fait par l’intermédiaire de cette protéine G 

associée à l’adénylcyclase qui stimule la production d’AMPc. L’AMPc semble être le principal second 

messager, puisqu’in vitro il peut remplacer seul les effets de la FSH (Huhtaniemi, 1996). A son tour, 

l’AMPc entraine la phosphorylation de la protéine de liaison CREB (Cyclic adenosine 3’,5’-

monophosphate Response Element-Binding Protein). Cette protéine CREB fonctionne comme un 

activateur de transcription en se liant à la région promotrice de gènes cibles de l’AMPc (Walker et al., 

1995). La FSH régule ainsi les fonctions et la structure des cellules de Sertoli.  

Avant la puberté, FSH stimule la prolifération des cellules de Sertoli. C’est un rôle fondamental pour 

la fertilité car c’est le nombre de cellules de Sertoli qui définit le nombre de spermatozoïdes pouvant 

être produit. En plus de ce rôle sur la prolifération, FSH joue également un rôle sur la maturation et 

la différenciation des cellules de Sertoli. De plus, FSH est la principale hormone impliquée dans 

l’initiation de la spermatogenèse à la puberté. L’invalidation du gène codant pour FSH (Souris 

FSHβKO) ou pour son récepteur (FSHRKO) ne provoque pas de stérilité mais induit une diminution du 

nombre de cellules germinales ainsi que de la qualité du sperme (Kumar et al., 1997 ; Abel et al., 

2000 ; Wreford et al., 2001). FSH augmente donc le nombre de spermatogonies, en augmentant la 

prolifération des cellules de Sertoli et ainsi leur capacité à nourrir les cellules germinales. De même, 

chez des patients présentant une mutation inactivatrice du récepteur de la FSH, on observe une 
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réduction de la taille des testicules mais sans azoospermie, certains patients sont même fertiles 

(Huhtaniemi et al., 1998 ; Tapanainen et al., 1997).  

La testostérone semble, elle, indispensable au maintien de la spermatogenèse. Les souris déficientes 

en récepteurs des androgènes fonctionnels (ARKO et tfm) présentent une perte des spermatocytes 

qui échouent à réaliser la méiose (O’Shaughnessy et al., 2012 ; De Gendt et al., 2004). Par ailleurs, 

des expériences d’hypophysectomie chez le rat ou de souris déficientes en gonadotrophines 

montrent une forte diminution du poids testiculaire ainsi d’une dégénérescence de certaines cellules 

germinales (spermatocytes en pachytène et spermatides rondes principalement) conduisant à une 

stérilité. L’injection de LH ou de testostérone juste après l’hypophysectomie permet de restaurer une 

spermatogenèse (Huang et al., 1987 ; Sun et al., 1989 ; Pakarainen et al., 2005). L’administration de 

FSH seule ne maintient pas la spermatogenèse chez ces animaux mais si elle est injectée avec de la 

testostérone ou de la LH, elle augmente l’effet de la testostérone seule (Russell et al., 1998). La FSH 

et la testostérone semblent donc agir en synergie pour contrôler la spermatogenèse bien qu’elles 

semblent posséder chacune un rôle physiologique spécifique.  

L’invalidation des récepteurs des androgènes dans les cellules péritubulaires myoïdes (souris PTM-

AKO) se traduit par une diminution du nombre de spermatocytes et de spermatides ainsi que par une 

perte progressive des spermatogonies (Welsh et al., 2009). Les androgènes maintiennent donc la 

spermatogenèse en agissant sur les cellules péritubulaires myoïdes, même si cet effet se fait 

probablement via les cellules de Sertoli car la fonction de ces cellules est pertubée chez ces souris. 

Néanmoins, d’autres hormones interviennent dans le contrôle endocrine de la spermatogenèse, 

comme, par exemple : l’hormone de croissance (Bartlett et al., 1990), la prolactine (Takase et al., 

1990), les hormones thyroïdiennes qui augmentent le nombre de cellules de Sertoli (Kumar et 

al., 2014), l’ocytosine (Assinder et al., 2002), l’insuline et l’IGF qui contrôlent la prolifération des 

cellules de Sertoli immatures (Pitetti et al., 2013). 

Plus précisément, l’épithélium séminifère à certains stades de développement semble dépendant de 

FSH tandis qu’à d’autres stades, l’épithélium semble dépendant de la testostérone. En effet, 

l’expression des récepteurs des androgènes des cellules de Sertoli varie en fonction du cycle de 

l’épithélium séminifère. Chez le rat, l’expression des récepteurs des androgènes la plus forte est 

retrouvé au stade VII, qui serait donc le stade le plus sensible à la testostérone (Kerr et al., 1993). 

L’épithélium séminifère alterne donc la dépendance à FSH et à la testostérone au cours de leur 

développement. 
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3. Régulation paracrine de la spermatogenèse 
En plus d’être régulées par les hormones, les fonctions des différentes cellules du testicule 

sont soumises à une régulation paracrine au cours de la spermatogenèse. On appelle facteur de 

régulation paracrine un facteur produit par un type cellulaire et qui régule (prolifération ou 

différenciation) un autre type cellulaire adjacent au sein du même organe. Le testicule, de par son 

architecture complexe, est typiquement le genre d’organe cible à régulation paracrine. La cellule de 

Sertoli a, comme décrit précédemment, plus particulièrement un rôle primordial dans la régulation 

de la spermatogénèse car elle se localise entre le milieu interstitiel et la lumière du tube séminifère, 

en contact avec les différents types cellulaires du testicule. Il existe un nombre important d’inter-

relations spécifiques entre ces différents types cellulaires au sein du testicule. On s’intéressera à trois 

d’entre elles : cellules de Sertoli et cellules germinales, cellules de Leydig et cellules de Sertoli, 

cellules péritubulaires et cellules de Sertoli.  

- L’élément de régulation paracrine principal des cellules de Leydig sur les cellules de Sertoli est la 

production de testostérone qui stimule la sécrétion par les cellules de Sertoli de différents facteurs 

comme l’ABP (Androgen Binding Protein) ou la tranferrine. Réciproquement, les cellules de Sertoli 

jouent un rôle sur les cellules de Leydig. En effet, en cas de fonctionnement anormal des cellules de 

Sertoli (déficience en vitamine A, par exemple), la morphologie des cellules de Leydig est altérée. La 

cellule de Sertoli sécrète donc une substance régulant les cellules de Leydig. Cette substance peut 

être les œstrogènes, l’IGF-1, le TGFα, le TGFβ, l’IL-1 ou encore l’inhibine.  

- Les cellules de Sertoli et les cellules péritubulaires sont séparés par la membrane basale du tube 

séminifère et présentent de nombreuses interactions, principalement de type coopératif. Elles 

collaborent ensemble pour produire la matrice extracellulaire. In vitro, les cellules péritubulaires 

seules en culture monocouche nécessitent l’addition de sérum dans le milieu de culture pour 

survivre alors que des cultures des cellules de Sertoli avec les cellules péritubulaires survivent 

pendant plusieurs mois et on observe la production d’une matrice extracellulaire sous forme 

d’agrégats (Skinner et al., 1985). De la même façon, la présence de cellules péritubulaires en culture 

augmente la survie des cellules de Sertoli et leur permet une sécrétion de transferrine, d’ABP ou 

d’inhibine (Skinner et al., 1985).  Ainsi, les cellules péritubulaires sécrètent des facteurs de 

croissance, tels que IGF-1, GFα, TGFβ et de l’activine qui ont un effet paracrine sur les cellules 

environnantes et notamment les cellules de Sertoli (Maekawa et al., 1996 ; Verhoeven et al., 1995). 

Les cellules péritubulaires produisent également, sous le contrôle des androgènes, le facteur P-Mod-

S pouvant réguler la fonction et la différenciation des cellules de Sertoli. Les androgènes pourraient 

donc avoir un effet sur les fonctions testiculaires via les cellules péritubulaires (Norton et al., 1989). 
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Enfin, puisqu’elles sont impliquées dans le contrôle et le maintien des fonctions des cellules de 

Sertoli, les cellules péritubulaires contrôlent donc indirectement sur la spermatogenèse.  

- Les cellules de Sertoli sécrètent un grand nombre de protéines pouvant réguler les fonctions des 

cellules germinales (multiplication, différenciation et métabolisme) ou pouvant  être aussi des 

protéines de transport, de liaison, des protéases ou antiprotéases et des composants des complexes 

jonctionnels (La reproduction animale et humaine, Quae 2014, Chapitre 5, Jégou, Rolland et Albert). 

Ces facteurs sont produits de façon bidirectionnelle : soit exportés vers la lumière du tube 

séminifère, soit produits vers la membrane basale. Le compartiment de sécrétion, adluminal ou 

basal, définit la cellule qui sera ciblée par les différents facteurs de régulation. Les facteurs libérés 

dans le compartiment adluminal peuvent ainsi réguler les cellules germinales en méiose 

(spermatocyte) ou en spermiogénèse (spermatides, spermatozoïdes) tandis que les facteurs sécrétés 

dans le compartiment basal peuvent réguler les cellules interstitielles ainsi que les cellules 

germinales préméiotiques (spermatogonies et spermatocytes jusqu’en pré-leptotène).  

Si les cellules de Sertoli ont un rôle très important dans la régulation des cellules germinales, 

ces dernières jouent également un rôle dans la régulation de certaines fonctions des cellules de 

Sertoli. Le dialogue est donc bidirectionnel. Les cellules germinales peuvent agir principalement de 

trois façons différentes : via des molécules membranaires (Cell Adhesion Molecules et Substrate 

Adhesion Molecules), via le transfert de matériel cellulaire ou via la sécrétion de protéines. Comme 

décrit précédemment, les spermatogonies présentent des pseudopodes qui pourraient être 

phagocytés par les cellules de Sertoli et permettraient ainsi une interaction entre ces deux types 

cellulaires. Cependant, le mécanisme majeur de contrôle par transfert de matériel cellulaire 

concerne la phagocytose des corps résiduels pendant la spermiation. La phagocytose de ces 

structures germinales active la production d’interleukine-1α et 6 par la cellule de Sertoli (Syed et al., 

1993). Cette phagocytose semble donc réguler les fonctions de sécrétion des cellules de Sertoli. Par 

ailleurs, la phagocytose des corps résiduels est réalisée au stade de l’épithélium séminifère 

précédant le stade correspond à la division des spermatogonies et à l’initiation de la méiose au sein 

du cycle de l’épithélium séminifère. Elle aurait donc un rôle clé dans la coordination du cycle de 

l’épithélium. Les cellules germinales peuvent également réguler les fonctions des cellules de Sertoli 

par la sécrétion de protéines. En effet, l’utilisation in vitro de milieux conditionnés à partir de 

différentes cellules germinales a montré qu’il existait des protéines sécrétées par ces cellules 

germinales capables d’inhiber ou de stimuler certaines fonctions des cellules de Sertoli comme la 

sécrétion d’ABP, de transferrine ou encore d’inhibine (Gerard et al., 1993). De plus, les cellules 

germinales sécrètent des facteurs de croissance spécifiquement selon le stade de développement de 

l’épithélium séminifère. Ces facteurs de croissance pourraient avoir un rôle dans la régulation 
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paracrine des cellules de Sertoli sur les cellules germinales. Parmi ces facteurs est décrit le NGF 

(Nerve Growth Factor), sécrété par les spermatocytes au stade pachytène et les spermatides rondes 

(Ayer-Lelievre et al., 1988). On trouve également le TNFα (Tumor Necrosis Factor α) et l’EGF 

(Epidermal Growth Factor) exprimés également dans les spermatocytes au stade pachytène et les 

spermatides rondes. Leurs récepteurs sont eux exprimés par les cellules de Sertoli induisant une 

régulation paracrine des cellules germinales sur les cellules de Sertoli (De et al., 1993).  

La régulation de la spermatogenèse fait donc intervenir de multiples voies hormonales et paracrines 

et les cellules de Sertoli jouent un rôle central dans cette régulation en étant en relation avec les 

autres types cellulaires du testicule.  

B. Piwi interacting RNA 
Chez les mammifères, les cellules germinales et les embryons en développement subissent 

une reprogrammation épigénétique à l’échelle du génome qui nécessite l’effacement et le ré-

établissement du patron des marques épigénétiques. Ces marques sont constituées de la 

méthylation de l’ADN sur les dinucléotides CpG, des modifications des histones, de l’inactivation du 

chromosome X (permettant l’expression monoallélique de nombreux gènes liés à l’X chez la femelle) 

et des empreintes génomiques (permettant l’expression monoallélique de certains gènes de façon 

spécifique selon l’origine parentale de l’allèle).  

La méthylation globale de l’ADN est un phénomène dynamique au cours de la vie des mammifères. 

On assiste à une première vague de déméthylation globale de l’ADN génomique peu de temps après 

la fécondation (0,5jpc chez la souris). Le génome d’origine maternel est déméthylé de façon directe 

et passive tandis que les méthylcytosines du génome d’origine paternel, dans le pronucléus, sont 

converties en hydrométhylcytosines qui seront rapidement éliminées (Hales et al., 2011). Au stade 4 

cellules, le niveau de méthylation de l’ADN est égal pour les deux génomes parentaux (Hales et al., 

2011). A 3,5jpc, le point de méthylation le plus faible est atteint dans la masse cellulaire interne de 

l’embryon. 

Après cela, au moment de l’implantation, vers 4,5jpc chez la souris, le génome subit une méthylation 

de novo globale. La méthylation est presque complète à 6,5jpc. A cet instant, les cellules destinées à 

être des cellules somatiques continuent à se développer et maintiennent un niveau de méthylation 

globale élevé. Les autres cellules s’orientent vers un destin de cellules germinales et se spécifient en 

CGP. Elles initient une phase de déméthylation globale de l’ADN  au moment de leur migration dans 

les crêtes génitales. Le génome des CGP est pratiquement complètement déméthylé (seuls 7% des 

CpG restent méthylés) vers 12,5jpc ce qui permet l’établissement d’un patron de méthylation 

spécifique des gamètes (Popp et al., 2010).  
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Pendant la période de déméthylation, les transposons perdent également leur marques d’inhibition, 

les cellules germinales sont alors vulnérables à l’invasion de leur ADN par les éléments transposables. 

On détecte en effet une expression des rétrotransposons dans les gonocytes et les ovocytes en 

croissance. 

Les cellules germinales, spermatozoïdes et ovocytes, sont des cellules hautement spécialisées dont 

l’expression génique diffère car elles présentent un patron de méthylation distinct (Morgan et al., 

2005). 

La mise en place de la méthylation dans les cellules germinales ne se fait pas en même temps chez le 

mâle et la femelle. Chez la femelle, les empreintes de méthylation ne sont acquises qu’après la 

naissance, vers 10-25jpc, dans les ovocytes en croissance (Saitou et al., 2012). Dans les cellules 

germinales mâles, la méthylation des gènes à empreinte et des séquences répétées se met en place 

dans les prospermatogonies, vers 15,5-17,5jpc (Saitou et al., 2012). La méthylation est complète 

après la naissance, avant le stade pachytène de division méiotique (Oakes et al., 2007).  

Les éléments transposables sont des séquences répétées mobiles capables de transporter ou 

d’amplifier du matériel génétique d’un endroit du génome à un autre, par un mécanisme de 

copier/coller ou de couper/coller, ce qui altère l’information et l’organisation du génome. Les 

éléments transposables représentent approximativement 37% du génome murin et environ 45% du 

génome chez l’homme (Waterston et al., 2002 ; Lander et al., 2001). 

Les éléments transposables sont responsables d’un remodelage des génomes au cours de l’évolution 

de par leur grand nombre (ils constituent environ la moitié du génome des mammifères) et leur 

mobilité. Cependant, la majorité des éléments transposables est inactive car ils sont mutés ou 

tronqués, on dit qu’ils sont à l’état d’ADN fossile. Les éléments transposables restant sont actifs ou 

peuvent être réactivés et ainsi continuer de s’amplifier ce qui provoque l’apparition de nouvelles 

copies de transposons dans le génome. Les transposons sont répandus chez les procaryotes, les 

eucaryotes et les archées.  Et leur nombre augmente au cours de l’évolution, les organismes 

supérieurs ont une proportion plus importante de copies de transposons dans leur génome (45% 

chez l’humain, 5% chez le poulet et 10% chez la drosophile) (Sela et al., 2010). 

Des mécanismes de défense contre l’action négative et l’expansion des éléments transposables sont 

donc nécessaires.  

On distingue deux catégories d’éléments transposables, selon leur mécanisme de déplacement ou 

d’amplification : les transposons à ADN et les rétrotransposons médiés par l'ARN. 



Eléments 
transposables

Transposons à ADN

Rétrotransposons

LTR

NonLTR

IAP

MERVLs

LINE (L1, fact1)

SINE (Alu, B1…)

Figure 15 : Les différents types d'éléments transposables
LTR : Long Terminal Repeat Sequence
IAP : Intracisternal Atype particle
MERVLs : Mouse Endogenous RetroVirus Like
LINE : Long Interspersed Nuclear Element
SINE : Short Interspersed Nuclear Element
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- Les transposons à ADN (Classe II) se déplacent d’un site à l’autre de l’ADN en utilisant une 

transposase puis une protéine de réparation pour être « couper/coller » ailleurs dans le génome 

(Revue : Feshotte et Pritham, 2007). 

- Les rétrotransposons (Classe I) s’amplifient eux-mêmes à partir d’un intermédiaire ARN. Un locus 

portant des séquences de rétrotransposons est transcrit pour donner des ARNs intermédiaires qui 

subissent à leur tour une transcription inverse pour donner de l’ADN capable de se transposer à une 

nouvelle position du génome via une intégrase. Il s’agit donc d’un mécanisme de type 

« copier/coller ». 

1. Les éléments transposables à ARN 
Les rétrotransposons peuvent être classés en trois sous-classes, selon leur structure : Les 

rétrotransposons long terminal repeat (LTR), les non-LTR autonomous long interspersed elements 

(LINEs) et les non-LTR non autonomous short interspersed elements (SINEs) (Chuma and Nakano, 

2012) (Figure 15). 

Les LTR sont analogues aux rétrovirus de par leur mécanisme d’action car, de la même façon, ils 

codent pour la protéine Gag (groupe specific antigen) et Pol (reverse transcriptase). Cependant, ils ne 

codent pas pour la protéine Env, nécessaire à la formation de l’enveloppe rétrovirale. Les LTR 

représentent 8 à 10% du génome des mammifères mais ils sont principalement inactifs chez 

l’homme. On trouve des copies actives chez la souris, les IAPs (intracisternal A particles) par exemple. 

Ils sont encadrés de longues séquences en répétitions, d’où leur nom de LTR (Deininger et al., 2003). 

Les LINEs présentent un promoteur interne en 5’UTR et un signal de poly-Adénylation en 3’UTR. Ils 

présentent deux cadres de lecture ouverts (ORF, Open Reading Frame) : ORF1 codant pour une 

protéine de liaison à l’ARN et ORF2 codant pour une protéine à domaines d’endonucléase et de 

transcription inverse (Kazazian et al., 2004). Les LINEs sont les rétrotransposons les plus abondants 

dans les génomes des Mammifères. L1 est le type de LINEs le plus commun puisqu’on le retrouve à 

environ 500 000 copies dans les génomes mammaliens dont 100 copies pleines longueurs chez 

l’homme et 3000 copies actives chez la souris. 

Les SINEs sont courts et ils ne codent pas pour des protéines fonctionnelles. Ils sont d’ailleurs 

incapables de transposer avec leur propre machinerie, ils utilisent donc les protéines des LINEs 

(principalement ORF2) pour fonctionner. Le SINE le plus abondant chez l’homme est Alu qui 

représente environ 10% du génome. Chez la souris, les SINEs les plus importants sont B1 et B2 qui 

représentent 2-3% du génome murin (Kramerov et Vassetzky, 2005).   
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2. Contrôle des rétrotransposons 
La proportion des éléments transposables varie en fonction des espèces et nécessite une 

régulation fine. La méthylation de l’ADN et les modifications post-traductionnelles des histones sont 

des modifications épigénétiques qui interviennent dans la régulation des éléments transposables 

chez de nombreuses espèces. La méthylation de l’ADN génomique est une modification chimique des 

cytosines de l’ADN. Elle est contrôlée par des DNMT (DNA methyl transferase). L’une de ces enzyme, 

la DNMT1 de maintenance, agit pour réprimer les transposons et son invalidation chez la souris se 

traduit par une létalité embryonnaire (Li et al., 1992). DNMT3a et DNMT3b sont étroitement liées et 

sont considérées comme étant des méthyltransférases de novo, c'est-à-dire nécessaire à 

l’établissement du patron de méthylation génomique (Okano et al., 1999) ; l’invalidation de Dnmt3a 

se traduit par une absence de cellules germinales chez le mâle  tandis que l’invalidation de Dnmt3b 

cause une léthalité embryonnaire par déméthylation de l’ADN (Okano et al., 1999). DNMT3L, qui n’a 

pas d’activité catalytique démontrée in vitro, a un rôle plus spécifique dans la régulation des 

rétrotransposons des cellules germinales (Bourc’his et Bestor, 2004). Ces mécanismes sont 

épigénétiques et transmettent donc l’inactivation des éléments transposables aux cellules filles. 

Les modifications d’histones jouent également un rôle essentiel dans la répression épigénétiques des 

éléments transposables. C’est le cas de la modification répressive de type diméthylation de la lysine 

9 de l’histone H3 qui réprime l’expression des rétrotransposons (Di Giacomo et al., 2013).    

En réponse au danger représenté par les rétrotransposons, le génome a mis en place un mécanisme 

de répression génique post-transcriptionnel basé sur des petits ARNi (ARN interférant). Ce 

mécanisme est relayé par des small non coding RNA (sncRNA) qui guident les protéines Argonaute 

afin de cliver ou de supprimer la transcription d’ARNs cibles complémentaires. Les protéines 

Argonaute sont caractérisées par leurs domaines PAZ, MID et PIWI (Song et al., 2004). Le domaine 

PAZ reconnaît l’extrémité 3’ des petits ARNs tandis que le domaine MID reconnaît leur extrémité 5’. 

Le domaine PIWI contient un motif catalytique conservé de type aspartate-aspartate-glutamate qui 

permet une activité nucléase (Song et al., 2004). Les protéines Argonautes se divisent en deux sous-

familles : les Ago et les Piwi (P-element induced wimpy testis).  

Les Ago sont des protéines plutôt ubiquitaires, elles sont retrouvées dans les organismes 

pluricellulaires. Elles interagissent avec les miARNs et les siARNs, des ARNs non-codant (ncARNs) de 

21-22 nt de long environ. Les ncARNs ne sont pas traduit en protéines, ils régulent l’expression de 

gêne en agissant par appariement de bases complémentaires avec leur ARNs cibles. De leur côté, les 

PIWI ne sont exprimées que dans les gonades animales et s’associent avec des ARNs de 24 à 30 nt de 

long, les piARNs (Piwi-interacting RNA), afin de contrôler les rétrotransposons au niveau 



Souris Homme, bovidés
MIWI PIWI L1

MILI PIWI L2

- PIWI L3

MIWI2 PIWI L4

Figure 16: Les différentes protéines Piwi chez la souris et leurs orthologues humains et bovins 
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transcriptionnel et post-transcriptionnel au cours du développement de la lignée germinale. La voie 

des Piwi est conservée au cours de l’évolution et joue un rôle crucial dans la suppression des 

rétrotransposons (Grimson et al., 2008). 

Chez l’homme et l’ovin, on distingue quatre protéines PIWI : PiwiL1, PiwiL2, PiwiL3 et PiwiL4 (Figure 

16). Chez la souris, on distingue trois protéines PIWI : Miwi, Mili et Miwi2 qui sont exprimés dans les 

cellules germinales mâles avec des patrons d’expression séquentiels et superposés durant la 

spermatogenèse (Figure 18, a) (Kuramochi-Miyagawa et al., 2001 ; Carmell et al., 2007 ; Deng et al., 

2002). Chez la souris, Mili est exprimée dans les cellules germinales fœtales au moment de la 

différenciation du sexe vers 12.5jpc et son expression se poursuit jusque dans les spermatides rondes 

précoces. Pour le moment, peu d’études sur les Piwi ont été réalisées chez la femelle et seul Mili est 

exprimé dans l’ovaire fœtal murin (Kuramochi-Miyagawa et al., 2001). Miwi2 est exprimée dans les 

spermatogonies et jusqu’en périnatal (vers 15.5jpc jusqu’à 3jpp), au stade correspondant à l’arrêt du 

cycle cellulaire et à la méthylation de novo des CGPs (Carmell et al, 2007). Les deux autres protéines 

ont un profil d’expression plus restreint. Miwi est exprimé le plus tardivement, puisque son 

expression ne commence que dans les spermatocytes en pachytène puis elle se poursuit jusque dans 

les spermatides allongées (Deng et al., 2002). La protéine MIWI apparaît à 14jpp au stade pachytène 

puis on la retrouve jusque dans les spermatides rondes des stades V-VII de l’épithélium séminifère ; 

elle est particulièrement abondante dans les spermatocytes en diplotène (Stade XI de l’épithélium 

séminifère) (Deng et al., 2002).  

Chez les Mammifères, les piARNs sont exprimés de façon majoritaire dans la lignée germinale mâle, 

même si des piARNs ont également été détectés dans les ovocytes en développement (Watanabe et 

al., 2006). Une étude récente par séquençage a également montré la présence de piRNA-like RNAs 

(pilARNs) dans les cellules somatiques (Ortogero et al., 2014). 

Les piARN, sont très diversifiés (1 million de séquences uniques et peu conservées entre espèces) et 

faiblement exprimés. Les piARNs sont retrouvés dans toutes les espèces qui ont été étudiées pour le 

moment (Drosophile, poissons, mammifères), ils apparaissent donc très tôt au cours de l’évolution ce 

qui suggère qu’ils ont un rôle majeur dans la lutte contre l’expression des éléments transposables. 

Les piARNs font 24 à 33 nucléotides de long, ils sont donc légèrement plus grands que les siARNs (21 

nt) et les miARNs (22 nt). La biogenèse des piARNs est différente de celle des miARN et des siARN. 

Les miARN sont maturés à partir de structures en tige boucle, les siARNs nécessitent la présence de 

double brin d’ARNs et les piARNs sont issus de longs précurseurs d’ARNs simple brin. Contrairement 

aux autres ARNi, les piARNs sont synthétisés par un mécanisme indépendant de Dicer (Vagin et al., 

2006). 
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Des études par séquençage (Brennecke et al., 2007) ont montré que les millions de piARNs différents 

provenaient d’un nombre limité de locus, une centaine chez les mammifères. Ces clusters mesurent 

quelques kilobases à plus de 100kilobases de long. De plus, ces loci sont principalement localisés 

dans des régions riches en répétitions ou dans des régions intergéniques. Chez la souris, au sein d’un 

cluster, les séquences de piARNs peuvent être issus de l’un ou de l’autre brin sans chevauchement. 

Une base de donnée regroupant les piARNs chez l’humain, la souris et le rat fournit les annotations 

des piARNs selon leur localisation dans les gènes, dans les régions intergéniques, les 5’UTR, 3’UTR ou 

les régions répétées ainsi que les caractéristiques des différents clusters (Sarkar et al., 2014). 

Les piARNs peuvent être classés en trois sous-population selon leur moment d’expression : pré-

pachytène fœtal/prénatal, pré-pachytène post-natal ou pachytène (Gan et al., 2011).  

Chez la souris, au stade pro-spermatogonie, MILI et MIWI2 se lient aux piARNs fœtaux qui dérivent 

majoritairement de transposons. MILI se lie préférentiellement à des piARNs qui sont sens des 

éléments transposables tandis que MIWI2 se lie aux piARNs qui sont antisens (Aravin et al., 2008). 

Une petite partie (3%) des piARNs pré-pachytène fœtaux dérivent d’exons de gènes codant pour des 

protéines (Aravin et al., 2008). 

Les piARNs pré-pachytène post-nataux sont liés par MILI, la seule protéine PIWI exprimée entre la 

naissance et la méiose. Les piARNs pré-pachytène post-nataux présentent les mêmes 

caractéristiques que les piARNs fœtaux mais avec une proportion plus grande (20%) de piARNs 

dérivant d’exons de gènes codant pour des protéines (Aravin et al., 2008).  

Pendant le stade pachytène de méiose I, le taux de piARNs augmente fortement ainsi que dans les 

spermatides rondes post-méiotiques.  Ces piARNs spécifiques du stade pachytène sont issus en 

partie d’éléments transposables mais sont enrichies en séquences intergéniques, non annotées, 

appelées clusters de piARNs. Les piARNs de pachytène s’associent avec les protéines MILI et MIWI.  

La taille des piARNs est déterminée par l’encombrement stérique de chaque protéine PIWI : 26 

nucléotides de long pour Mili, 28 nucléotides pour Miwi2 et 29-30 nucléotides pour Miwi. Ainsi, les 

protéines PIWI interagissent avec des piARN de taille et de nature différente (Chuma et Nakano, 

2012). 

  



Figure 17 : Modèle théorique de la biogenèse primaire des piARNs et de l'amplification par 
cycle ping-pong (Muller et al., 2013)
L'endonucléase Zucchini est responsable de la maturation de transcrits portant les clusters de
piARN. Les pré-piARN sont reconnus par une protéine PIWI (ici PiwiA), qui a une préférence pour
les séquences présentant un U en 1ère position. Associés à PiwiA, les pré-piARN subissent ensuite
une maturation par une exonucléase 3'—5', ainsi que par HEN1 qui apporte un groupement
méthyl en 2'0 de l'extrémité 3', ce qui les rend fonctionnels. Les piARN primaires ainsi générés
peuvent s'engager dans le cycle ping-pong. Par complémentarité de séquence, le piARN primaire
dirige le clivage du rétrotransposon cible (brin sens ou antisens) par la protéine PiwiA qui porte
l'activité endonucléase. La nouvelle extrémité 5' générée est reconnue par une autre protéine
PIWI (ici PiwiB) ou par une protéine Piwi identique à la première. L'extrémité 3' du piARN
secondaire est maturée et modifiée de la même façon que celle du piARN primaire. Le piARN
secondaire peut diriger l'activité de clivage de PiwiB sur le transcrit portant les clusters de piARN,
générant ainsi un nouveau piARN secondaire dont la séquence est identique au piARN primaire,
et ainsi de suite. Les piARN dont l'extrémité 5' est générée par l'action de Zucchini sont appelés
piARN primaires, alors que les piARN dont l'extrémité 5' est générée par les protéines PIWI sont
appelés piARN secondaires. De cette façon, les piARN notés A10 représentent des piARN
secondaires tandis que les piARN U1 peuvent être primaires ou secondaires.
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3. Biogenèse des piARNs 
Chez la souris, les piARNs du pré-pachytène sont générés par un mécanisme primaire suivit 

d’un mécanisme secondaire consistant en une boucle d’amplification. Pour commencer, le cluster de 

piARNs est transcrit par l’ARNpol II afin de générer un long transcrit simple brin avec une coiffe 5’ et 

poly-adénylé appelé piARN précurseur (Li et al., 2013) (Figure 17). 

La première étape est réalisée par une endonucléase Mitopld (également appelée Zucchini chez la 

Drosophile ou Pld6) qui coupe le transcrit précurseur de piARN en formant un pré-piARN (ou piARN 

intermédiaire) avec une extrémité en 5’ portant un groupe phosphate (Nishimasu et al., 2012). Ce 

pré-piARN ainsi obtenu est reconnu et lié par la protéine MILI qui a une préférence pour les 

séquences présentant un U en première position 5’. Le pré-piARN, associé à MILI, subit ensuite une 

maturation de son extrémité 3’ par une exonucléase 3’-5’ pour produire une extrémité OH. De plus, 

une enzyme HEN1 (Hua enhancer) apporte un groupement 2’O-méthyl sur l’extrémité 3’ du pré-

piARN (Saito et al., 2007). Cette méthylation pourrait avoir un rôle dans la protection du piARN. Ces 

maturations aboutissent à un piARN fonctionnel dit piARN primaire d’une taille réduite à 21-30 

nucléotides.  

Les piARNs primaires s’engagent ensuite dans un cycle d’amplification « ping-pong ». Par 

complémentarité de séquence, totale ou partielle, le piARN dirige le clivage de l’ARNm d’un 

rétrotransposon cible. Le clivage est réalisé par l’activité endonucléase portée par la protéine MILI. 

La protéine PIWI clive l’ARN cible entre les nucléotides en 10 et 11ème position (Gunawardane et al., 

2007). Une nouvelle extrémité 5’ est ainsi générée sur l’ARNm du rétrotransposon qu’on appelle 

alors pré-piARN secondaire.  

L’extrémité 5’ du pré-piARN secondaire est reconnue par une protéine PIWI, MILI ou MIWI2. Si le 

piARN secondaire est lié par MILI, l’extrémité 3’ du piARN secondaire est alors maturée et modifiée 

de la même façon que pour le piARN primaire, c'est-à-dire avec une exonucléase et HEN1. Le piARN 

secondaire dirige MILI sur le transcrit précurseur de piARN ce qui génère un nouveau piARN 

secondaire dont la séquence est identique au piARN primaire. Ce piARN secondaire peut à son tour 

diriger le clivage  d’un autre rétrotransposon cible et ainsi de suite, ce qui constitue l’amplification 

« ping-pong » (De Fazio et al., 2011). 

Si le piARN secondaire est lié par la protéine MIWI2 alors la protéine MIWI2 est transloquée au 

noyau avec le piARN secondaire et guide la méthylation de la séquence génomique des 

rétrotransposons. Cette marque épigénétique est une marque à long terme. MIWI2 n’ayant pas 

d’activité endonucléase, elle ne peut pas participer au mécanisme « ping-pong ». 



Figure 18 : Rôle des piARNs dans l'inactivation des rétrotransposons chez la souris (Muller et al., 
2013)

A. Expression des protéines PIWI et des piARN au cours de la spermatogenèse de souris. Jpc :
jours postcoïtum. Jpp : jours post-partum.

B. Biogenèse et fonction des piARN du pachytène. Après export du noyau, le transcrit
portant les clusters de piARN génère des piARN primaires qui s'associent avec Mili.
L'endonucléase de Mili clive sa cible pour donner naissance à un piARN secondaire. Un
cycle pingpong entre deux protéines Mili peut amplifier la production de piARN
secondaires. Le piARN secondaire associé à Miwi2 peut entrer dans le noyau et guider la
méthylation de l'ADN des rétrotransposons en s'appariant à un transcrit en cours
d'élongation pour recruter une machinerie encore inconnue conduisant à la modification
des histones et à la méthylation de l'ADN.
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En pré-pachytène, il existe donc une répression post-transcriptionnelle rapide des rétrotransposons 

par MILI et une répression épigénétique à long terme par MIWI2.  

Pour résumer, les piARNs portant une extrémité 5’ générée par l’exonucléase Mitopld sont appelés 

piARN primaires tandis que les piARNs avec une extrémité 5’ générée par MILI sont considérés 

comme des piARNs secondaires. Les piARNs secondaires ont une séquence complémentaire au 

piARN primaire sur les 10 premiers nucléotides avec un A en position 10 car le piARN primaire 

présente un U en première position (Pillai et Chuma, 2012). La longueur de l’extrémité 3’, et donc la 

longueur du piARN, est déterminé par la protéine Piwi impliquée dans sa synthèse, ce qui explique 

les différentes tailles des piARNs associés aux différentes Piwi. 

Chez la souris, la boucle d’amplification « ping-pong » n’a lieu que lors de la biogenèse des piARNs du 

pré-pachytène fœtaux, lorsque les piARNs primaires sont chargés par MILI et les piARNs secondaires 

sont chargés par MILI et MIWI2 (Aravin et al., 2008 ; De Fazio et al., 2011). 

Au stade pachytène, les piARNs s’associent à la protéine MIWI qui, par son activité endonucléase, 

réprime les rétrotransposons qui auraient échappés à la première vague de répression (Figure 18, b).  

Chez la souris, une absence de MILI ou de MIWI2 (Kuramochi-Miyagawa et al., 2004 ; Carmell et al., 

2007) se traduit par des défauts importants de biogenèse des piARNs fœtaux accompagnés d’une 

méthylation de novo incorrecte des loci des rétrotransposons dans les spermatogonies. Cette 

hypométhylation provoquerait une activation transcriptionnelle des rétrotransposons dans les 

spermatocytes en période post-natale aboutissant à une mort cellulaire des cellules germinales. Ce 

phénotype, marqué par une déméthylation des rétrotransposons et une catastrophe méiotique 

(mort cellulaire pendant la méiose), ressemble à celui obtenu chez les mutants pour DNMT3L (DNA-

méthyl-transférase 3 L) (Bourc’his et Bestor, 2004). La méthylation de l’ADN pourrait donc être une 

cause majeure du phénotype des mutants Miwi2 et Mili.  

Cependant, les souris invalidées pour l’activité catalytique de MIWI2 sont fertiles et présentent une 

répression des rétrotransposons comparable à celle des souris sauvages (De Fazio et al., 2011). 

L’activité d’épissage de MIWI2 n’est donc pas requise pour la répression de Line1. Cependant, la 

répression des éléments transposables par la méthylation de novo de l’ADN nécessite l’activité 

d’épissage de MILI (Di Giacomo et al., 2013). 

La protéine MIWI est une protéine cytoplasmique dont l’invalidation provoque un arrêt en début de 

spermiogénèse. L’analyse des testicules Miwi-/- montre que la spermatogenèse est arrêtée avant le 

stade 4 de la spermiogénèse (Deng et al., 2002).  
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4. Les autres composants de la voie des Piwi 
Les protéines PIWI et les piARNs sont les éléments centraux de la machinerie des piARNs 

mais ils n’agissent pas seuls. Ils forment avec d’autres facteurs indispensables un gros complexe 

ribonucléoprotéique, le piRISC, comparable au complexe RISC (RNA induced silencing complex) des 

miARNs.  

- Chez la souris, les protéines PIWI interagissent avec des protéines de la famille TDRD (une classe de 

protéines contenant un domaine Tudor). MILI lie TDRD1, MIWI2 forme un complexe avec TDRD9 et 

MIWI avec TDRD6. Ces protéines TDRD constituent une plateforme d’assemblage pour former un 

complexe macromoléculaire via leur domaine tudor (Mathioudakis et al., 2012). 

Une mutation de Tdrd1 ou de Tdrd9 chez la souris provoque une activation du rétrotransposon LINE1 

pendant la spermatogenèse accompagnée d’une absence d’activation de MILI et MIWI2 (Reuter et 

al., 2009 et Shoji et al., 2009). On observe également chez ces mutants une très forte diminution de 

la méthylation de novo du promoteur de LINE1 dans les spermatogonies.  TDRD1 et TDRD9 sont donc 

indispensables à la régulation de LINE1 au niveau transcriptionnel et post-transcriptionnel.  

- L’un des composant de la voie des PIWI est aussi le facteur VASA appelé mvh (Mouse Vasa homolog 

ou Ddx4 chez la souris). La protéine VASA, à domaine hélicase à ARN, est utilisée comme nous l’avons 

vu précédemment comme marqueur spécifique des cellules germinales. Chez la souris, l’invalidation 

de Mvh se traduit par une augmentation de l’expression des rétrotransposons LINE1 et IAP associée 

à un blocage de la spermatogenèse pendant la méiose (Kuramochi-Miyagawa et al., 2010). De plus, 

les piARNs fœtaux ne sont pas chargés par Miwi2 et la méthylation de l’ADN est perturbée. Ces 

résultats suggèrent que Mvh est un facteur essentiel à la voie des piARNs. 

- Mov10L1 (Moloney Leukemia virus 10-like 1, homologue de Armitage chez la drosophile) est une 

hélicase à ARN requise pour la biogenèse primaire des piARNs ainsi que pour la répression de LINE1 

et IAP dans la spermatogenèse (Frost et al., 2010). De plus, cette étude montre que MOV10L1 

pouvait interagir avec MILI et MIWI (Frost et al., 2010) 

- Mael (Maelstrom homolog) est une protéine à HMG-box nécessaire à la répression de LINE1 et IAP. 

Sa perte de fonction provoque un défaut dans le profil d’expression des piARNs et une 

hypométhylation transitoire des spermatogonies précoces (Soper et al., 2008). 

- Le gène Gasz code pour une protéine à domaine ankyrin repeat et à domaine SAM (Domaine 

d’approximativement 70 acides aminés, pourrait jouer un rôle dans les contacts intercellulaires et les 

processus de signalisation (Shultz et al., 1997). Il agit pour réprimer LINE1 et IAP, peut-être en 

stabilisant MILI et d’autres facteurs de la voie (Ma et al., 2009). 
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Globalement, chez la souris, les mutations, avec perte de fonction, des différents éléments de la 

machinerie des piARNs conduisent toujours à une stérilité mâle dû à un arrêt de la spermatogenèse. 

On peut distinguer deux phénotypes différents selon le stade à laquelle s’arrête la spermatogenèse.  

a) Arrêt en méiose 
Le premier phénotype correspond à un arrêt de la méiose des spermatocytes, cet arrêt est 

causé par l’invalidation des gènes Mili, Miwi2, Tdrd1, Tdrd9, Mvh, Mov10L1, Maelstrom, Gasz et 

Mitopld. Lorsque ces gènes sont mutés, on observe un arrêt de la spermatogenèse au stade zygotène 

de méiose I avec un échec d’appariement des chromosomes homologues et une augmentation des 

cassures double brin. On peut avancer une explication simple à ce phénotype : la forte activité des 

rétrotransposons provoque des dommages à l’ADN génomique. Cette hypothèse semble être 

confirmée puisque, l’élimination de Mael dans une lignée invalidée pour Spo11 montre que les 

cassures double brin persistent dans les spermatocytes, signe que les dommages à l’ADN sont 

indépendants de la recombinaison méiotique endogène (Soper et al., 2008). Chez ces animaux 

mutants, la genèse des piARNs est perturbée tandis que l’expression des rétrotransposons est 

augmentée. De plus, on observe une méthylation de novo incorrecte des loci des rétrotransposons. 

Cette méthylation est normalement établie dans les spermatogonies après la déméthylation globale 

des CGPs. Ce phénotype différé peut s’expliquer si l’hypométhylation des loci des rétrotransposons 

dans les spermatogonies précoces est transmise aux cellules suivantes jusqu’aux spermatocytes en 

méiose (Chuma et Nakano, 2013). Dans ces spermatocytes, les rétrotransposons sont 

transcriptionnellement activés, mais réprimés chez les animaux WT alors que chez les mutants des 

gènes de la voie des piwi une hypométhylation conduit à la mort cellulaire. Une autre explication à ce 

phénotype différé pourrait être que l’hypométhylation du génome modifierait la conformation 

chromatidienne ce qui conduirait à une recombinaison homologue non-allélique ou à une 

condensation chromosomique aberrante d’où la mort cellulaire.    

b) Arrêt en spermiogenèse 
Le deuxième phénotype correspond à un arrêt plus tardif, pendant la spermiogenèse des 

spermatides haploïdes. On retrouve ce phénotype lors de la mutation des gènes Miwi, Tdrd1 et 

Tdrd5 (Deng et al., 2002 ; Chuma et al., 2006 ; Yabuta et al., 2011). Ce phénotype est moins bien 

caractérisé. Les piARNs exprimés dans les spermatocytes en pachytène ou dans les spermatides ne 

sont pas enrichis en séquences dérivées de transposons. Ceci suggère que la voie des PIWIs ne 

semble pas avoir de rôle sur le contrôle des transposons après la méiose. Par ailleurs, l’invalidation 

du gène Miwi provoque l’activation du rétrotransposon LINE1. MIWI est capable de cliver LINE1 afin 

de diminuer sa quantité et générer des piARNs par le mécanisme ping-pong (Reuter et al., 2011). 

Cependant, cette action de MIWI est post-transcriptionnelle et n’affecte pas la méthylation des loci 
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apparentés aux rétrotransposons. L’invalidation de Tdrd5 cause également un phénotype dans les 

spermatides rondes rappelant celui des KO Miwi. Cependant, en plus de ce phénotype dans les 

spermatides rondes, les mutants pour Tdrd5 présentent aussi des modifications moléculaires dans 

les spermatogonies fœtales : l’expression de LINE1 est augmentée tandis que son locus est 

hypométhylé.  

Les différents acteurs de la machinerie des piARNs sont confinés dans des granules cytoplasmiques 

(ou encore appelés Nuages) (Eddy et al., 1975). Chez les mammifères, trois structures différentes 

rassemblent la plupart des acteurs de la machinerie des piARNs : les ciments intermitochondriaux, 

les corps P (ou processing bodies) et les corps chromatoïdes. Les corps chromatoïdes, périnucléaires 

et sans membrane, hébergent la majorité des acteurs de la machinerie des piARNs. Pour l’instant, le 

rôle de ces structures demeure inconnu mais elles pourraient intervenir sur la dégradation des 

piARNs et des protéines impliquées ou avoir un rôle de stockage des protéines de la voie des piARN 

afin de limiter leur action à une fenêtre temporelle précise (Muller et al., 2013).  

En conclusion, les études génétiques chez la souris ont permis de montrer que la voie des PIWIs est 

essentielle à la fertilité mâle de cette espèce. Chaque protéine de cette voie agit à des étapes 

distinctes de la spermatogenèse et leurs fonctions ne sont pas redondantes. 

Chez la femelle, certains composants de la voie des PIWIs (Mili, Tdrd9 et Tdrd1 par exemple) ainsi 

que les piARNs sont exprimés dans les ovocytes de souris (Kuramochi-Miyagawa et al., 2001 ; Aravin 

et al., 2008). Pourtant, il n’y a pas de stérilité femelle ni de dégénérescence ovocytaire décrites dans 

les mutants invalidés pour les gènes de la voie des PIWIs. Cette absence de phénotype chez les 

mutants femelles pourrait être expliquée par l’action des siARNs endogènes et de la voie des ARNi 

canonique qui agissent pour réprimer les rétrotransposons dans l’ovocyte (Watanabe et al., 2008 ; 

Tam et al., 2008). Par ailleurs, les ovocytes murins invalidés pour le gène Mili présentent une 

augmentation modérée des rétrotransposons (Watanabe et al., 2008). Ces ovocytes mutants sont 

malgré cela toujours fonctionnels et fécondables. On peut donc faire l’hypothèse que les ovocytes 

invalidés pour les gènes impliqués dans la voie des PIWIs peuvent être affectés mais à un niveau 

inférieur au seuil létal pour l’ovocyte. Il pourrait également exister des phénomènes de 

compensation chez les femelles. 

  



Objectifs de la thèse
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Contexte / Objectifs de la thèse 
 

L’une des thématiques de recherche du laboratoire porte sur le développement ovarien chez 

l’ovin qui comporte trois évènements clés : la différenciation de la gonade bipotentielle en ovaire et 

la multiplication des cellules germinales, l’entrée en prophase I de méiose des cellules germinales et 

la formation des follicules ovariens. Le laboratoire travaille plus particulièrement sur les gènes 

impliqués dans l’ovogenèse et la mise en place précoce des follicules. 

Des études précédemment menées ont montré que la technique d’Hybridation Suppressive 

Soustractive (SSH) était parfaitement adaptée pour isoler de nouveaux gènes de mammifères 

impliqués dans différentes étapes de l’ovogenèse. Le laboratoire a ainsi généré deux banques 

d’ADNc d’ovaires fœtaux ovins, dans le but de découvrir de nouveaux gènes spécifiquement 

exprimés au cours de l’initiation de la prophase I de méiose et de la formation des follicules. Ces 

banques ont été réalisées à partir de gonades femelles à 55jpc, stade correspondant à l’entrée en 

méiose des cellules germinales, et des gonades femelles à 82jpc, stade correspondant à l’initiation de 

la folliculogenèse chez l’ovin (Baillet et al., 2008). L’analyse de ces banques a mis en évidence 

plusieurs transcrits préférentiellement exprimés pendant la méiose, dans l’ovaire fœtal ovin. Parmi 

ces transcrits, des gènes présentant des profils d’expression sexe-dimorphique ou spécifique d’un 

stade ont été trouvés, tels que Mov10L1, Tex11 et Gtsf1 (Gametocyte-specific factor1). De plus, 

plusieurs ESTs (Expressed Sequence Tag) correspondant à des gènes non-annotés ont été mis en 

évidence. Ces ESTs ont d’abord été comparé à des ESTs préalablement identifiés dans d’autres 

études sur les gonades. C’est ainsi que nous avons sélectionné un EST présent dans des banques de 

testicules adultes humains et murins et dans des ovaires de souris à la naissance. La séquence de la 

protéine putative humaine correspond à cet EST possède un domaine PAZ. Le domaine PAZ, pour 

PIWI/Argonaute/Zwille, est un domaine conservé au cours de l’évolution, retrouvé dans les protéines 

impliquées dans la répression des rétrotransposons et donc le maintien des cellules germinales, chez 

la souris et la drosophile (Song et al., 2003 ; Yan et al., 2003 and Höck and Meister, 2008). La 

caractérisation de cet EST a donc été menée au laboratoire (Baillet et al., 2011). 

Le gène correspondant à cet EST a été nommé Topaz1 pour Testis and Ovary-specific PAZ domain 

gene1. Ce transcrit a été isolé et sa séquence déterminée au laboratoire par 5’RACE à partir d’ARNm 

d’ovaires fœtaux ovins à 60jpc et à partir de testicules murins. Le gène TOPAZ1 présente un ARNm 

dont la séquence codante représente 4803 bp chez l’ovin et 4962 bp chez la souris, chacun 

présentant 20 exons. Par homologie de séquence du gène Topaz1 ovin dans les bases de données 

publiques, les gènes Topaz1 humain et bovin ont été recherchés, ils sont également composés de 20 

exons avec une ORF (phase ouverte de lecture) de 5079bp et 4960bp respectivement. Chez la souris 

(chromosome 9), l’ovin (chromosome 19), le bovin (chromosome 22) et l’homme (chromosome 3), le 
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gène Topaz1 présente une gamme de tailles nucléotidiques identiques pour chaque exon entre les 

différentes espèces sauf l’exon 1, dont la taille varie considérablement entre ces quatre espèces (46 

à 346 pb).  

Le gène Topaz1 code pour une protéine putative TOPAZ1 de 1600 acides aminés chez l’ovin, 1653 

acides aminés dans l’espèce murine et bovine, et 1692 acides aminés chez l’homme. La protéine 

TOPAZ1 est hautement conservée dans la phylogénie de divers Vertébrés. 

En plus du domaine PAZ, la protéine TOPAZ1 présente un domaine CCCH situé dans l’exon 8. Le 

domaine CCCH est un domaine de type doigt-de-zinc consistant en un motif canonique C-X8-C-X5-C-

X3-H mais se présentant sous forme C-X9-C-X4/5-C-X3-H dans la protéine TOPAZ1 de différentes 

espèces.  

Les protéines avec un domaine doigt de zinc de type CCCH sont des protéines de liaison à l’ARN qui 

présentent des fonctions de régulation à tous les stades du métabolisme des ARNm (Epissage des 

pré-ARNm, transport, localisation subcellulaire, stabilité, dégradation, transcription, ubiquitination 

ou encore poly ADP-ribosylation des ARNm). On retrouve ce domaine CCCH hautement conservé 

dans le gène Topaz1 jusque chez le zebrafish. La présence de ces domaines PAZ et doigt de zinc dans 

la protéine TOPAZ1 suggère fortement un rôle dans la reconnaissance ou la liaison avec des ARNs. 

Par RT-PCR semi-quantitative sur différents tissus adultes, le laboratoire a montré que Topaz1 est 

exprimé spécifiquement dans les gonades ovines et murines. Des expériences de RT-qPCR ont 

ensuite permis de montrer que le gène Topaz1 est préférentiellement exprimé chez les femelles 

pendant la vie fœtale chez l’ovin alors qu’il est majoritairement exprimé dans le testicule adulte chez 

la souris. Le gène Topaz1 est donc exprimé spécifiquement dans les gonades chez le mouton et la 

souris mais son profil d’expression est spécifique de l’espèce.  

De plus, chez l’ovin, Topaz1 présente un profil d’expression similaire à celui d’un gène de prophase I 

de méiose, comme Dmc1. 

Afin de déterminer le type cellulaire exprimant Topaz1, nous avons utilisé la lignée de souris 

invalidées pour le gène kit (Bernex et al., 1996). Ces souris mutantes à l’état homozygote présentent 

une absence de migration puis de survie des CGP ce qui se traduit par des gonades sans cellules 

germinales. Ainsi, le laboratoire a montré qu’il n’y a pas d’expression de Topaz1 dans les gonades 

mâles et femelles kit-/-, indiquant que Topaz1 est spécifique des cellules germinales chez la souris. 

Le profil d’expression de Topaz1 et sa conservation élevée au cours de l’évolution suggèrent un rôle 

important de ce gène dans le développement gonadique. Il est donc paru nécessaire de pouvoir 

étudier son rôle fonctionnel. Dans ce but, une invalidation de Topaz1 a été réalisée chez la souris par 

l’Institut Clinique de la Souris (Strasbourg).  

Le gène Topaz1 présente un domaine PAZ et est exprimé spécifiquement dans les cellules 

germinales, comme les gènes Piwi. L’invalidation chez la souris des gènes de la voie des Piwi se 
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traduit par une stérilité mâle régulièrement associée à une augmentation de l’expression des 

rétrotransposons. Ainsi Topaz1 pourrait également avoir un rôle dans la voie de répression des 

rétrotransposons et donc son invalidation chez la souris pourrait entrainer un phénotype comparable 

à celui des autres gènes impliqués dans la voie des piARNs.  

Mon travail de thèse a donc été de caractériser le phénotype des souris Topaz1-/- en répondant plus 

particulièrement aux questions suivantes : 

x L’invalidation de Topaz1 impacte-elle la fertilité des animaux mutés, chez les mâles et les 

femelles ? 

x Quel est le phénotype gonadique des mutants Topaz1-/- d’un point de vue histologique et 

expression génique ? 

x Dans quels mécanismes de la méiose Topaz1 intervient-il ? 

Pour cela, nous avons mis en œuvre des techniques d’histologie, d’immunofluorescence,  

d’hybridation in situ ainsi que des analyses d’expression de gènes par microarray et par RT-qPCR. 
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Résultats supplémentaires



Tableau 1 : Protéines différentiellement exprimées dans les testicules Topaz1+/+ (WT) et Topaz1/ (KO). 

Protéines absentes dans les testicules Topaz1/ 
Gène Top Protein Description Ttest KO WT 

Trim35 Ubiquitinprotein Trim36 2,70E07 0 25 

Pdilt Disulfideisomeraselike protein of the testis Pdilt 5,02E07 0 26 

Ace Isoform Testisspecific of Angiotensinconverting enzyme Ace 1,24E05 0 25 

Cabs1 Calciumbinding and spermatidspecific protein 1 Cabs1 1,80E05 0 20 

Ccdc103 Coiledcoil domaincontaining protein 104 Ccdc104 1,91E05 0 14 

Gpd1 Glycerol3phosphate dehydrogenase, mitochondrial Gpd2  3,36E05 0 11 

Zp3r Zona pellucida spermbinding protein 3 receptor Zp3r 3,36E05 0 11 

Oxct2a  SuccinylCoA:3ketoacid coenzyme A transferase 2A 4,15E05 0 53 

Acrbp Isoform 2 of Acrosinbinding protein Acrbp 6,05E05 0 19 

Prkar2a Protein kinase, cAMP dependent regulatory, type II alpha  6,51E05 0 16 

Spata19 Spermatogenesisassociated protein 20 Spata20 8,95E05 0 92 

Crat Carnitine Oacetyltransferase Crat 1,05E04 0 18 

Sord Sorbitol dehydrogenase Sord 1,31E04 0 30 

Lrrc45 Leucinerich repeatcontaining protein 46 Lrrc46 1,31E04 0 10 

Irgc0 Interferongammainducible GTPase Ifgge protein Irgc1  1,61E04 0 37 

Tcp11 Tcomplex protein 11 Tcp11 2,89E04 0 26 

Dctn2 Dynactin subunit 2 Dctn2 3,25E04 0 12 

Asrgl1 Isoaspartyl peptidase/Lasparaginase Asrgl1 3,83E04 0 27 

Kif2c Kinesinlike protein KIF2C Kif2c 4,23E04 0 7 

Vps13a Isoform 2 of Vacuolar protein sortingassociated protein 13A  4,23E04 0 7 

Txndc2 Thioredoxin domaincontaining protein 2 Txndc2 5,95E04 0 24 

Odf2 Isoform 5 of Outer dense fiber protein 2 Odf3 7,25E04 0 19 

Akap4 Isoform 2 of Akinase anchor protein 4 Akap4 1,09E03 0 63 

PromAKAP82 Major sperm fibrous sheath protein PromAKAP82  1,09E03 0 63 

Dynll2 Dynein light chain 2, cytoplasmic Dynll2 2,02E03 0 18 

Dynll1 Dynein light chain 1, cytoplasmic Dynll1 2,02E03 0 18 

Ppm1b  Protein phosphatase 1B, magnesium dependent, beta  2,02E03 0 12 

Acr Acrosin Acr 2,02E03 0 6 

Phpt1 phosphohistidine phosphatase Phpt1  2,02E03 0 6 

Fth1 Ferritin heavy chain Fth1 2,45E03 0 5 

Pdhx  Pyruvate dehydrogenase protein X component 2,45E03 0 5 

Eif3e  Eukaryotic translation initiation factor 3 subunit E Eif3e  2,45E03 0 5 

Ropn1 Ropporin1 Ropn1 2,45E03 0 5 

Aspscr1 Tether containing UBX domain for GLUT4 Aspscr1  2,71E03 0 8 

Cox6b2 Cytochrome c oxidase subunit 6B2 Cox6b2  2,71E03 0 8 

Dnaja4 DnaJ homolog subfamily A member 4 Dnaja4  2,71E03 0 8 

Spaca1 Sperm acrosome membraneassociated protein 1 Spaca1  2,71E03 0 8 

Tsta3 GDPLfucose synthase Tsta3 5,42E03 0 12 

Adam2 Disintegrin and metalloproteinase domaincontaining protein 2 6,46E03 0 27 

Tdrd6 Tudor domaincontaining protein 6 Tdrd6  8,90E03 0 13 
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Résultats supplémentaires 

Résultats complémentaires de l’article sur Topaz1  

• Marquage à la β-galactosidase 
Dans notre modèle de souris invalidées pour le gène Topaz1, les exons 1 et 2 ont été 

remplacés par le gène rapporteur LacZ codant pour la β-galactosidase de la bactérie E coli. L’activité 

enzymatique de la β-galactosidase (hydrolyse des β-galactosides) est mesurée avec un substrat (X-

Gal) dont l’hydrolyse donne un produit coloré bleu. La visualisation de l’activité enzymatique codée 

par le gène LacZ requiert la fixation préalable des tissus et ne peut donc pas être employée pour 

marquer des cellules vivantes. 

Le but d'une telle construction est de pouvoir suivre l’expression de Topaz1 à travers un 

marquage à la β-galactosidase. L’expression du gène de la β-galactosidase a été vérifiée par qPCR 

dans les testicules Topaz1-/- et ce gène est bien exprimé dans les testicules des souris mutantes 

selon le même profil que le gène Topaz1 dans des animaux normaux (Figure 19). Les premières 

expériences de marquage ont été réalisées sur des organes Topaz1+/- et des organes WT comme 

contrôles négatifs. Différents protocoles ont été testés : 

- un protocole selon le kit commercial de la société Millipore. 

- un protocole issu de Young et al., 2011. 

- et trois autres protocoles différents mais réalisés avec des solutions fabriquées au 

laboratoire. 

Les différents protocoles ont été testés sur plusieurs organes (testicules, épididyme, cerveau et rein) 

inclus en paraffine ou en TissueTek, avec ou sans fixation avant inclusion et à différentes 

températures d’incubation selon le protocole.  

Les testicules présentent des marquages variables selon le protocole utilisé : dans les tubes 

séminifères ou dans l’espace péritubulaire. De plus, quel que soit le protocole de marquage utilisé, 

l’épididyme ainsi que le rein présentent un marquage à la β-galactosidase. Or, ces deux organes sont 

connus pour être marqués de façon non-spécifique par les substrats de la β-galactosidase. Par 

ailleurs, les contrôles négatifs (organes issus d'animaux WT) présentaient également un marquage β-

gal, ce qui démontrait que les marquages obtenus n’étaient pas spécifiques. La coloration par la 

technique de marquage β-galactosidase a donc été abandonnée. 

• Etude protéomique des testicules adultes Topaz1+/+ et Topaz1-/- 
Nous avons réalisé une étude LC-MS/MS (Liquid chromatography coupled to tandem mass 

spectrometry) afin d’identifier des protéines dérégulées par l’absence de TOPAZ1 dans des testicules 

de souris adultes. Cette étude a été réalisée sur la plateforme d’Analyse Protéomique de Paris Sud-

Ouest (PAPPSO) du centre de Jouy en Josas, à l’aide d’un ORBITRAP Discovery (ThermoFinnigan). 



Protéines sousexprimées dans les testicules Topaz1/ 
Top Protein Description Ttest KO WT 

Hyou1 Hypoxia upregulated protein 1 4,06E06 54 111 

Sucla2 SuccinylCoA ligase [ADPforming] subunit beta 4,41E06 30 48 

Creld2 Cysteinerich with EGFlike domain protein 2 5,53E06 1 16 

Gpx4 Isoform Cytoplasmic of Phospholipid hydroperoxide glutathione peroxidase 6,05E06 3 43 

Fbp1 Fructose1,6bisphosphatase 1  1,18E05 8 42 

Ldhal6b Llactate dehydrogenase  1,28E05 8 34 

Lancl2  LanClike protein 2  3,14E05 1 18 

Ipo5  Importin5  3,90E05 28 103 

Txnrd3  Thioredoxin reductase 3  5,04E05 9 44 

Dlat  
Dihydrolipoyllysineresidue acetyltransferase component of pyruvate 
dehydrogenase complex 6,42E05 7 22 

Shcbp1 SHC SH2 domainbinding protein 1like protein 7,30E05 5 31 

Fabp9  Fatty acidbinding protein 9  7,82E05 9 39 

Ddt  Ddopachrome decarboxylase  1,14E04 11 28 

Fads2  Fatty acid desaturase 2  1,31E04 14 4 

Ckap4  Cytoskeletonassociated protein 4 1,31E04 2 12 

Pgp Phosphoglycolate phosphatase  1,40E04 11 64 

Hspa4l Heat shock 70 kDa protein 4L  1,84E04 154 284 

Hspa4  Heat shock 70 kDa protein 4  1,84E04 154 284 

Piwil1 Piwilike protein 1  2,08E04 20 66 

Dak  
Bifunctional ATPdependent dihydroxyacetone kinase/FADAMP lyase 
(cyclizing)  2,27E04 37 77 

Dnpep  Aspartyl aminopeptidase  2,80E04 28 47 

 UPF0364 protein C6orf211 homolog 2,87E04 9 40 

Sccpdh Saccharopine dehydrogenaselike oxidoreductase  3,11E04 9 25 

Tpp2 Isoform Short of Tripeptidylpeptidase 2  3,48E04 31 120 

Cops4  COP9 signalosome complex subunit 4  3,63E04 3 14 

Uchl3  Ubiquitin carboxylterminal hydrolase isozyme L3 3,63E04 2 13 

Uchl3 Putative uncharacterized protein  3,63E04 2 13 

Ppp3cc  Serine/threonineprotein phosphatase 2B catalytic subunit gamma isoform 4,01E04 1 11 

Ppp3cb 
Isoform 1 of Serine/threonineprotein phosphatase 2B catalytic subunit beta 
isoform  4,01E04 1 11 

Cep72 Isoform 2 of Centrosomal protein of 72 kDa  4,23E04 1 8 

Bsg Isoform 2 of Basigin 4,38E04 5 27 

Pgk2  Phosphoglycerate kinase 2  4,85E04 21 73 

Pgk1  Phosphoglycerate kinase 1  4,85E04 21 73 

Uqcrc1  Cytochrome bc1 complex subunit 1, mitochondrial  5,00E04 31 44 

Pabpc1  Polyadenylatebinding protein 1  6,55E04 58 105 

Pabpc6  Protein Pabpc6  6,55E04 58 105 

Thop1 Thimet oligopeptidase  7,42E04 23 50 

Ldhc  Llactate dehydrogenase C chain  7,46E04 146 218 

Ldhb  Llactate dehydrogenase B chain 7,46E04 146 218 

Ldha  Llactate dehydrogenase A chain  7,46E04 146 218 

Ldha  Llactate dehydrogenase  7,46E04 146 218 

Pgam1 Phosphoglycerate mutase 1  8,12E04 53 84 

Pgam2  Phosphoglycerate mutase 2 8,12E04 53 84 
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Cette technique permet d’identifier les protéines contenues dans un mélange provenant 

d’un gel d’électrophorèse. Chaque spectre de fragmentation MS/MS obtenu est interprété et traduit 

en séquence primaire d’acides aminés. Les séquences obtenues sont ensuite utilisées pour identifier 

les protéines par homologie de séquence avec la base de données protéiques. Une protéine est 

considérée comme présente dans un mélange protéique initial si au moins deux peptides différents 

lui correspondant sont retrouvés dans l'analyse. Nous avons comparé les résultats obtenus à partir 

de testicules adultes (3 mois ou plus) de souris Topaz1+/+ et -/- (4 repliquats biologiques par 

génotype). 

1126 protéines différentes ont été détectées. Pourtant, la protéine TOPAZ1 n’est pas retrouvée dans 

les extraits testiculaires Topaz1+/+ ce qui pourrait s’expliquer par un faible niveau d’expression. 

D’autres protéines impliquées dans la méiose telles que SPO11, DMC1, ne sont également pas 

retrouvées parmi les 1126 protéines. Par un test statistique de Student, 200 protéines se sont 

révélées différentiellement exprimées entre les deux génotypes avec une p-value inférieure à 0,01 

(Tableau 1). Parmi ces 200 protéines, 146 protéines sont sous-exprimées dans les testicules Topaz1-

/- dont 40 sont absentes dans les testicules Topaz1-/- alors qu'elles sont présentes dans le WT et 54 

protéines sont surexprimées dans les testicules Topaz1-/- dont 13 sont présentes uniquement dans 

les testicules Topaz1-/-.  

L'annotation fonctionnelle des 40 protéines absentes dans les testicules mutants par le logiciel David 

(http://david.abcc.ncifcrf.gov/) met en évidence, avec la plus haute stringence le cluster 

"spermatogenesis" avec des protéines spécifiques des spermatides comme SPATA20; TDRD6, ce qui 

confirme l’arrêt de la spermatogenèse avant le stade spermatide observé chez les mutants, et le 

cluster "microtubule" (comportant entre autres les protéines Dynactin; Dynein light chain LC8-type 2) 

montrant que les processus biologiques basés sur les microtubules, tels que le désassemblage des 

microtubules du cytosquelette suivi de la formation du fuseau indispensable à la division méiotique 

(O’Donnell and O’Bryan, 2014), pourraient être perturbés dans les testicules de souris Topaz1-/-. De 

plus, les microtubules constituent l’un des composants fondamentaux du flagelle du spermatozoïde. 

La dynactine ou complexe activateur de la dynéine est une protéine constituée de plusieurs sous-

unités que l’on retrouve dans les cellules eucaryotes et qui aide au transport intracellulaire 

bidirectionnel en se liant à la dynéine et à la kinésine-2 et en les reliant à la vésicule ou l’organelle à 

transporter. En transcriptome, la dynactine 2 et 4 ainsi que la dynéine light chain LC8-type 2 sont 

différentiellement exprimées entre 15 et 20jpp mais leur expression n’est pas statistiquement 

différentielle ni à 15 ni à 20jpp entre les testicules Topaz1+/+ et Topaz1-/-. Sur les 40 protéines non 

exprimées dans les testicules Topaz1-/-, 20 protéines ont été décrites comme étant exprimées dans 

les cellules germinales haploïdes mâles ou comme pouvant avoir un rôle dans la fonction ou la 

morphologie des spermatozoïdes. L’absence des 20 protéines restantes pourraient soit être la 



Bag6  Large prolinerich protein BAG6  1,05E03 7 23 

Ybx2  Y box protein 2  1,06E03 45 76 

Ybx3 Isoform 2 of Yboxbinding protein 3  1,06E03 45 76 

Ppia  Peptidylprolyl cistrans isomerase A  1,06E03 36 54 

Ppid  Peptidylprolyl cistrans isomerase D  1,06E03 36 54 

Wdr62 Isoform 3 of WD repeatcontaining protein 62  1,06E03 1 10 

Nasp Nuclear autoantigenic sperm protein  1,15E03 31 60 

Pdhb Pyruvate dehydrogenase E1 component subunit beta, mitochondrial  1,24E03 15 47 

Pdha2 
Pyruvate dehydrogenase E1 component subunit alpha, testisspecific form, 
mitochondrial  1,25E03 13 40 

Rsph1 Radial spoke head 1 homolog  1,45E03 11 32 

Psmc2  26S protease regulatory subunit 7 1,63E03 31 65 

Psmc1 26S protease regulatory subunit 4  1,63E03 31 65 

Psmc5  26S protease regulatory subunit 8  1,63E03 31 65 

Psmc4  26S protease regulatory subunit 6B  1,63E03 31 65 

Psma7  Proteasome subunit alpha type7  2,02E03 14 20 

Psma8 Psma8 protein  2,02E03 14 20 

Psma8 Proteasome subunit alpha type  2,02E03 14 20 

Tmed10 Transmembrane emp24 domaincontaining protein 10 2,02E03 6 12 

Nrd1 Nardilysin  2,03E03 1 32 

Lztfl1 Leucine zipper transcription factorlike protein 1  2,07E03 5 19 

Gmps GMP synthase [glutaminehydrolyzing]  2,24E03 11 32 

Acyp1 Acylphosphatase  2,45E03 4 14 

Arl3 ADPribosylation factorlike protein 3  2,45E03 2 12 

Clgn Calmegin  2,57E03 11 41 

Gps1 COP9 signalosome complex subunit 1  2,66E03 7 18 

Mtco2 Cytochrome c oxidase subunit 2  2,66E03 2 13 

Dync1h1 Cytoplasmic dynein 1 heavy chain 1 2,80E03 82 152 

Ppp2r4 Serine/threonineprotein phosphatase 2A activator  3,34E03 1 14 

Eif4g3 Isoform 2 of Eukaryotic translation initiation factor 4 gamma 3  3,58E03 1 11 

Cs Citrate synthase, mitochondrial  3,61E03 26 48 

Csl Citrate synthase  3,61E03 26 48 

Slc2a3  Solute carrier family 2, facilitated glucose transporter member 3  3,61E03 18 40 

Manf  Putative uncharacterized protein (Fragment)  3,76E03 3 10 

Dpep3  Dipeptidase 3 4,71E03 12 35 

Psmc6  26S protease regulatory subunit 10B  4,71E03 12 23 

Ppp5c Serine/threonineprotein phosphatase 5  4,93E03 6 26 

Abce1 ATPbinding cassette subfamily E member 1  5,42E03 5 11 

Eef1g  Elongation factor 1gamma  6,08E03 35 55 

Serpina1b Alpha1antitrypsin 12 6,45E03 49 78 

Serpina1a Alpha1antitrypsin 11 6,45E03 49 78 

Serpina1e Alpha1antitrypsin 15  6,45E03 49 78 

Serpina1d Alpha1antitrypsin 14  6,45E03 49 78 

Cct2 Tcomplex protein 1 subunit beta  6,53E03 60 84 

Eif3a  Eukaryotic translation initiation factor 3 subunit A  1,05E03 12 30 

Strap  Serinethreonine kinase receptorassociated protein  1,06E03 2 11 

Pdia3  Protein disulfideisomerase A3  1,06E03 125 156 
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conséquence de l’absence de plusieurs types cellulaires dans les testicules adultes mutants, soit 

résulter d'un effet négatif direct de Topaz1.  

Parmi les 146 protéines sous-exprimées dans les KO par rapport au WT, on trouve deux protéines de 

choc thermique HSP110 (une sous-famille de la famille des HSP70) : HSPA4L et HSPA4. La protéine 

HSPA4L est décrite comme fortement exprimée dans les cellules germinales pendant la 

spermatogenèse, en particulier dans les spermatocytes en fin de pachytene jusque dans les 

spermatides (Held et al., 2006). L’invalidation de Hspa4l chez la souris se traduit par un défaut de 

fertilité chez environ 40% des mâles Hspa41-/- et par une diminution drastique du nombre de 

spermatozoïdes matures dans l’épididyme associée à une réduction de la motilité spermatique (alors 

que les femelles mutantes sont fertiles) (Held et al., 2006). Comme HSPA4L, HSPA4 présente 

également une expression ubiquiste mais son expression est plus élevée dans les cellules germinales 

des gonades prénatales dès 13.5jpc chez le mâle. Les souris femelles invalidées pour Hspa4 sont 

fertiles tandis que les mâles présentent un nombre réduit de spermatozoïdes (Held et al., 2011). La 

spermatogenèse des mâles Hspa4-/- s’arrête en fin de prophase I de première division de méiose 

(Held et al., 2011).  

Cependant, des études complémentaires sont nécessaires pour déterminer si les protéines sous-

exprimées dans les testicules Topaz1-/- sont moins abondantes car spécifiquement exprimées dans 

les cellules absentes chez le mutant (les cellules germinales post-méiotiques) ou si leur sous-

expression s’explique car Topaz1 intervient dans la régulation de leur expression. Pour tenter 

d’apporter des réponses, nous pourrions réaliser la même analyse protéomique sur des testicules 

plus jeunes entre 15jpp et 20jpp, avant l’apparition du phénotype chez les animaux Topaz1-/-, ou 

étudier leur profil d’expression au cours du développement testiculaire chez les animaux Topaz1-/- 

et Topaz1+/+ pour voir à quel moment l’expression des gènes codant pour ces protéines est 

perturbée (avant ou après l’arrêt de la spermatogenèse). 

Cette analyse protéomique nous a permis d’entrevoir de nouvelles perspectives d’études concernant 

la fonction de Topaz1 dans la spermatogenèse murine, la voie de régulation des protéines de choc 

thermique de type HSP110/HSP70 pourrait être étudiée dans les testicules Topaz1-/-. Pour cela nous 

pourrions étudier l’expression ou la localisation des cibles des protéines HSP70. En effet, les 

molécules chaperonnes sont indispensables pour le repliement correcte des protéines synthétisées 

pendant le stade pachytène des spermatocytes, un échec de ce repliement provoquerait l’entrée en 

apoptose des spermatocytes (Held et al., 2006). 

Parmi les 54 protéines sur-exprimées dans les testicules Topaz1-/- par rapport aux testicules 

Topaz1+/+, une majorité de protéines (29) n’ont pas de rôle décrit dans le testicule. Cependant, on 

retrouve HNRNPL qui serait un régulateur clé de l’apoptose dans les cellules spermatogéniques (Li et 

al., 2012), la Septin-2 qui est augmentée dans les testicules agés (Li et al., 2014, Reprod Med), la 



Prkaca Isoform 2 of cAMPdependent protein kinase catalytic subunit alpha 7,34E03 2 13 

Aldoa Fructosebisphosphate aldolase A  7,68E03 53 67 

Aldoart2  Fructosebisphosphate aldolase  7,68E03 53 67 

Aldob  Fructosebisphosphate aldolase B  7,68E03 53 67 

Mpi  Mannose6phosphate isomerase  8,24E03 6 26 

Ift122 Isoform 2 of Intraflagellar transport protein 122 homolog  8,24E03 2 12 

Prkar1a cAMPdependent protein kinase type Ialpha regulatory subunit 8,91E03 8 21 

Ddx5  Probable ATPdependent RNA helicase DDX5  9,02E03 145 181 

Ddx4  DEAD box polypeptide 4  9,02E03 145 181 

Ddx5  Putative uncharacterized protein  9,02E03 145 181 

Ddx3x ATPdependent RNA helicase DDX3X  9,02E03 145 181 

D1Pas1  Putative ATPdependent RNA helicase Pl10 9,02E03 145 181 

Ddx17  Probable ATPdependent RNA helicase DDX17  9,02E03 145 181 

Gpi  Glucose6phosphate isomerase  9,51E03 42 80 

Gsta4  Glutathione Stransferase A4  9,51E03 42 80 

Gsta2 Glutathione Stransferase A2  9,51E03 42 80 

Gsta3  Glutathione Stransferase A3  9,51E03 42 80 

Protéines absentes dans les testicules Topaz1+/+ 

Top Protein Description Ttest KO WT

Sptbn1 Spectrin beta chain, nonerythrocytic 1 1,37E06 19 0 

Parp1  Putative uncharacterized protein  6,51E05 32 0 

Got1  Aspartate aminotransferase, cytoplasmic  3,25E04 12 0 

Nono NonPOU domaincontaining octamerbinding protein  4,23E04 7 0 

Bclaf1 Isoform 2 of Bcl2associated transcription factor 1  2,02E03 6 0 

Tra2b Transformer2 protein homolog beta  2,02E03 6 0 

Caprin1 Caprin1  2,08E03 13 0 

Nfatc2ip  NFATC2interacting protein  2,45E03 5 0 

Mageb4  Expressed sequence CN716893  2,71E03 8 0 

Add1 Isoform 2 of Alphaadducin  2,71E03 8 0 

Itgb1 Integrin beta1  2,71E03 8 0 

Prpf8  PremRNAprocessingsplicing factor 8  3,33E03 9 0 

Mccc1  MethylcrotonoylCoA carboxylase subunit alpha, mitochondrial 3,33E03 9 0 
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Septin-9 ayant un rôle dans le développement des lymphocytes T (Lassen et al., 2013) et Epb41l2 

impliqué dans les interactions entre cellules germinales et cellules de Sertoli (Terada et al., 2010). 

L’augmentation d’expression de ces protéines dans les testicules Topaz1-/- semble donc plutôt 

refléter l’arrêt de la spermatogenèse et l’apoptose des cellules germinales plutôt qu’une 

dérégulation directe par l’absence de Topaz1-/-. On trouve également des protéines dont la fonction 

n’a pas été décrite mais qui sont sur-exprimées dans d’autres modèles murins de stérilité : Fads2 

dans les testicules invalidés pour le gène codant pour la HSL, lipase hormono-sensible (Casado et al., 

2012) et Tardbp dans les testicules invalidés pour Brdt (bromodomain, testis-specific) (Berkovits et 

al., 2012). De façon intéressante, on retrouve également la protéine SET décrite comme 

indispensable pour la séparation des chromatides sœurs durant la méiose II femelle (Chambon et al., 

2013) et sa surexpression provoque une séparation précoce des chromatides en première division de 

méiose dans les ovocytes, chez la souris (Qi et al., 2013).  

Les 13 protéines présentes uniquement dans les testicules mutants appartiennent aux clusters 

"mRNA processing" (NONO, TRA2b et PRPF8) et "intracellular organelle lumen" (PARP1, NONO, 

PRPF8 et MCCC1) qui semblent indiquer que Topaz1 pourrait intervenir dans la stabilité ou la fixation 

d'ARNs. Des études précédemment publiées ont montré le lien fonctionnel entre la mitochondrie et 

le nuage et suggèrent qu’une signalisation issues des mitochondries pourrait venir réguler 

l’assemblage et la fonction des composants du nuage (Huang et al., 2011 ; Watanabe et al., 2011).   

L’expression de protéines, normalement non exprimées dans le testicule adulte WT, dans le testicule 

Topaz1-/- peut être le signe que Topaz1 réprime directement ou non leur expression en condition 

normale. L’expression de ces protéines peut également s’expliquer par la perturbation de 

l’épithélium séminifère causée par l’apoptose des cellules germinales, en effet, certaines protéines 

sur-exprimées dans le testicule Topaz1-/- ont été décrites comme impliquées dans l’apoptose 

(BCLAF1 (Lee et al., 2012)) ou la réponse immunitaire (NFATC2-interacting protein (Hodge et al., 

1996). 

En conclusion, il serait intéressant de refaire cette analyse sur des testicules WT et KO entre 15 et 

20jpp, stade qui correspond à l’apparition des premières spermatides, cela permettrait de comparer 

des populations cellulaires similaires entre les deux génotypes et ainsi s’affranchir de l’absence de 

spermatides allongées dans les testicules KO. Nous pourrions également réaliser une analyse 

transcriptomique sur des populations de cellules triées, spermatocytes I notamment, obtenues après 

un tri cellulaire afin d’étudier plus en détail les protéines impliquées dans la première division de 

méiose.  



Protéines surexprimées dans les testicules Topaz1/ 
Top Protein Description Ttest KO WT 

Hnrnpl Putative uncharacterized protein  1,05E04 20 2 

Hnrnpl  Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein L  1,05E04 20 2 

Fads2  Fatty acid desaturase 2  1,31E04 14 4 

Rbm39 Isoform 2 of RNAbinding protein 39  1,44E04 14 1 

Bcat2  Branchedchainaminoacid aminotransferase 1,47E04 25 13 

Pygb  Glycogen phosphorylase, brain form  4,23E04 20 6 

Hnrnpa1  Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein A1  4,23E04 18 4 

Hist1h1c  Histone H1.2  4,24E04 51 10 

Hist1h1t  Histone H1t  4,24E04 51 10 

Hist1h1e Histone H1.4  4,24E04 51 10 

Hist1h1a  Histone H1.1  4,24E04 51 10 

Hspd1  60 kDa heat shock protein 1,18E03 116 76 

Ilf3 Isoform 2 of Interleukin enhancerbinding factor 3 1,31E03 9 1 

Gnb1  Guanine nucleotidebinding protein G(I)/G(S)/G(T) subunit beta1  2,07E03 39 25 

Gnb2  Guanine nucleotidebinding protein G(I)/G(S)/G(T) subunit beta2  2,07E03 39 25 

Gnb4 Guanine nucleotidebinding protein subunit beta4 2,07E03 39 25 

Impdh2 Inosine5'monophosphate dehydrogenase 2  2,07E03 15 1 

Ncl  Nucleolin  2,22E03 63 37 

Sptan1 Isoform 2 of Spectrin alpha chain 2,41E03 30 7 

Set  Protein SET  2,45E03 12 2 

Sept2 Septin2  2,66E03 30 19 

Sept9 Isoform 3 of Septin9  2,66E03 30 19 

Fasn Fatty acid synthase 2,98E03 90 55 

Lmnb1  LaminB1 3,01E03 30 3 

Aldh6a1  Methylmalonatesemialdehyde dehydrogenase [acylating] 3,33E03 30 12 

Srsf6  Protein Srsf6  3,33E03 16 7 

Srsf5 Serine/argininerich splicing factor 5  3,33E03 16 7 

Kpna2  Importin subunit alpha1 3,34E03 23 10 

Tmpo Isoform Epsilon of Laminaassociated polypeptide 2, isoforms beta/delta/epsilon/gamma 3,34E03 15 2 

Srsf1  Serine/argininerich splicing factor 1  3,34E03 14 1 

Lrpprc  Leucinerich PPR motifcontaining protein 4,12E03 19 3 

Mcm3 DNA replication licensing factor MCM3  5,12E03 18 1 

Tardbp  TAR DNAbinding protein 43 5,42E03 15 9 

Zadh2 Zincbinding alcohol dehydrogenase domaincontaining protein 2  5,42E03 7 1 

Arhgap1  Rho GTPaseactivating protein 1 6,92E03 11 2 

Gatm Glycine amidinotransferase, mitochondrial  7,68E03 15 1 

Cyp11a1 Cholesterol sidechain cleavage enzyme 7,94E03 52 27 

Gm14569  Protein Gm14569  8,39E03 77 42 

Epb41l2 Band 4.1like protein 2  8,62E03 36 19 

Epb41l3 Isoform 4 of Band 4.1like protein 3 8,62E03 36 19 

Anxa2  Annexin A2 9,78E03 27 9 
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Analyse transcriptionnelle au cours du développement gonadique de gènes 
impliqués dans la répression des rétrotransposons et les mécanismes 
épigéniques survenant dans la lignée germinale : comparaison souris-
mouton 

Le laboratoire travaille également sur le développement gonadique ovin. Au début de ma 

thèse, parallèlement à la mise en place de la lignée de souris invalidées pour le gène Topaz1, j’ai 

étudié l’expression des gènes impliqués dans la répression des rétrotransposons via la voie des 

piRNA et de la méthylation de l'ADN au cours du développement, chez le mouton, en comparaison 

avec la souris. En effet, si l’expression de ces gènes est bien connue pour le testicule murin (Thomson 

and Lin, 2009), peu de données existent pour les ovaires de souris et aucune étude n’a été réalisée 

chez le mouton. Connaitre le profil d'expression de ces gènes au cours du développement gonadique, 

nous renseigne sur les similitudes ou les différences du maintien de l'intégrité du génome dans les 

cellules germinales entre espèces.  

L’expression des gènes a été étudiée à différents stades : 45jpc (formation des cordons ovigères), 

55jpc (début de la méiose femelle), 60jpc, 65jpc, 75jpc (stade d’initiation de la folliculogenèse), 82jpc 

(folliculogenèse avec follicules primordiaux), 90jpc (les cellules germinales femelles sont quasiment 

toutes bloquées en fin de prophase), 114jpc (présence de follicules primaires) et adulte. 

Chaque stade de développement du profil d’expression ovin correspond à deux réplicas techniques 

chacun composé d’un pool de 3 gonades ovines. 

• Topaz1 
 J’ai commencé par comparer l’expression de notre gène d’intérêt, Topaz1, chez la souris et le 

mouton, ainsi que chez le lapin puisque notre laboratoire travaille également sur le développement 

gonadique de cette espèce. 

Chez la souris, le gène Topaz1 est faiblement exprimé dans l’ovaire fœtal, avec un pic d’expression à 

14,5jpc (juste après l’entrée en méiose des cellules germinales) et à 17.5jpc. Dans le testicule murin, 

Topaz1 est exprimé à un niveau faible pendant la vie fœtale et il est fortement exprimé pendant la 

méiose mâle, dans le testicule adulte (Figure 20, a).  

Chez le lapin, l’expression de Topaz1 augmente au moment de la méiose femelle à 31jpc et atteint un 

pic d’expression à 44jpc, qui correspond au début de la folliculogenèse. Chez le lapin mâle, 

l’expression de Topaz1 est la plus forte pendant la méiose, soit dans le testicule adulte (Figure 20, b). 

Chez l’ovin, TOPAZ1 est fortement exprimé dans l’ovaire fœtal à partir de 55jpc qui correspond à 

l’entrée en méiose des cellules germinales. Son expression reste très importante jusqu’à 90jpc (fin de 

la méiose). Chez le mâle ovin, TOPAZ1 est le plus fortement exprimé durant la méiose, à l’âge adulte 

(Figure 20, c). 
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Les espèces ovine et lapine présentent donc un profil d’expression de TOPAZ1 comparable au cours 

du développement gonadique, avec une forte expression durant la méiose femelle et mâle, ce qui 

suggère un rôle de Topaz1 dans la méiose des deux sexes, chez ces espèces. Ce profil n’est pas 

retrouvé chez la souris où l’expression de Topaz1 est beaucoup plus faible dans l’ovaire fœtal 

comparé au mâle. TOPAZ1 pourrait donc avoir un rôle dans la méiose femelle chez l’ovin et le lapin 

différent de chez la souris. 

• Gènes PIWI 
 Les gènes PIWI sont exprimés spécifiquement dans les cellules germinales et codent pour des 

protéines capables de se lier avec les piARNs (Chuma and Nakano, 2012). Chez la souris, il existe 3 

protéines PIWI: Miwi, Mili et Miwi2. Chez le mouton, il en existe une: supplementaire: PIWIL3. Chez 

l'Homme, on retrouve également quatre protéines PIWI: PIWIL1/HIWI, PIWIL2/HILI, PIWIL3 et 

PIWIL4/HIWI2. Une étude récente a identifié de nombreux et divers piARNs dans les ovaires ovins 

suggérant une régulation de la fonction ovarienne par la voie des piwi RNA chez l’ovin (Di et al., 

2014). 

Conformément à la littérature (Deng et al., 2002), chez la souris, le gène Miwi est fortement exprimé 

dans le testicule après la naissance dès 15jpp tandis qu’il ne l’est pas dans les gonades fœtales mâles 

et femelles, ni dans l’ovaire adulte (Figure 21 a. et b.).  

De façon similaire, PIWIL1, l'orthologue de Miwi murin, est également exprimé fortement dans le 

testicule adulte chez le mouton. Une faible expression de PIWIL1 dans l’ovaire fœtal ovin est 

observée pendant la méiose femelle (à partir de 55-60 jpc) et la mise en place des follicules (75-

90jpc) (Figure 21 c.). Les espèces murine et ovine présentent donc pour Miwi/PIWIL1 un profil 

comparable dans le testicule, avec une expression caractéristique au cours de la méiose mâle, ce 

qui suggère un rôle de PIWIL1 lors de la spermatogenèse ovine. Il reste à déterminer si la faible 

expression de PIWIL1 dans l’ovaire fœtal ovin pourrait avoir un rôle lors de la mise en place de 

l’ovaire de brebis. Contrairement à la souris et à la brebis, PIWIL1/HIWI est exprimé dans l’ovaire 

humain adulte, PIWIL1 est également retrouvé dans l'ovaire d'ornithorynque (Lim et al., 2013) mais 

pas dans l’ovaire de poulet (Lim et al., 2013). 

 Les protéines MILI et MIWI2 agissent ensemble pour réprimer l’expression des 

rétrotransposons via la méthylation de l’ADN. Concernant le gène Mili de souris, son expression dans 

le testicule commence dès 13,5jpc et augmente jusqu’à la fin de la gestation. Son expression est 

faible à la naissance mais augmente à nouveau de façon importante jusqu’à atteindre son expression 

maximale dans le testicule adulte (Figure 22 b.). Dans l’ovaire murin, Mili est exprimée de façon 

faible mais non négligeable à partir de 13,5jpc (début de la méiose femelle) jusqu’à 8jpp. Mili n’est 

pas exprimé dans l’ovaire de souris adulte (Figure 22 a.) (Kuramochi-Miyagawa et al., 2004).  
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Différemment, chez le mouton, PIWIL2, l’orthologue de Mili murin, est exprimé à un niveau plus 

élevé dans l’ovaire fœtal comparé au testicule fœtal. On observe deux pics d’expression, l’un à 

60jpc autour de la méiose et l’un autour de 82-90 jpc à la formation des follicules. Chez le mâle, 

PiwiL2 est exprimé de façon relativement constante pendant la vie fœtale puis maximale dans le 

testicule adulte (Figure 22 c.).  

La troisième protéine PIWI est codée par le gène Miwi2 chez la souris et PiwiL4 chez l’ovin. 

Miwi2 n’est pratiquement pas exprimé dans l’ovaire. Miwi2 est très fortement exprimé dans le 

testicule en périnatal (entre 15jpc à 3jpp), comme décrit dans la littérature (Figure 23 a. et b.) 

(Carmell et al., 2007). Ce profil sexuellement dimorphique n’est pas retrouvé chez l’ovin où 

l’expression de PIWIL4 est importante à la fois dans les ovaires et testicules fœtaux avec, pour les 

deux sexes, un pic d’expression autour de 70jpc (Figure 23 c.). 

Le profil d’expression des gènes Mili/PIWIL2 et Miwi2/PIWIL4 chez la souris et l’ovin est 

comparable dans le testicule, ce qui laisse supposer un rôle analogue lors de la spermatogenèse. 

Comme chez l’ovin, on observe une expression faible de PiwiL4 dans le testicule adulte chez l’humain 

et l’ornithorynque (Lim et al., 2013). L’expression de ces deux gènes étant très faible dans l’ovaire 

murin mais importante dans l’ovaire fœtal ovin, on peut faire l'hypothèse que la voie des Piwi 

aurait un rôle fonctionnel chez la brebis en période fœtale à la différence de l’espèce murine où 

l’invalidation de Mili et Miwi2 n’induit pas de phénotype ovarien (Kuramochi-Miyagawa et al, 

2004 ; Carmell et al., 2007). Bien que nous montrions une expression très faible par qPCR de PiwiL2 

et PiwiL4 dans les ovaires adultes ovins et murins, la littérature décrit une expression de PiwiL2 et 

PiwiL4 dans les ovocytes et les cellules de support dans les ovaires adultes de souris, d’humain et 

d’ornithorynque (Lim et al., 2013). Contrairement à la souris et à l’ovin, PiwiL4 est exprimé dans le 

testicule adulte de porc (Kowalczykiewicz et al., 2012), de l'ornithorynque et humain (Lim et al., 

2013). 

 Le gène PiwiL3 est trouvé chez les espèces mammaliennes euthériennes mais a été perdu 

chez la souris (Figure 24). Chez l’ovin, il est exprimé dans l’ovaire fœtal de façon croissante au cours 

du développement, avec un pic en fin de gestation lors de la formation des follicules, mais pas dans 

l'ovaire adulte. Chez le mâle, l’expression de PiwiL3 est faible dans le testicule fœtal mais importante 

dans le testicule adulte (Figure 25). Chez le mouton, PIWIL3 pourrait donc avoir un rôle dans la 

gonade femelle en fin de gestation et dans le testicule adulte. Pour le moment, bien qu’existant 

chez de nombreuses espèces mammaliennes euthériennes étudiées (bovin, singe, lapin, rat-taupe…), 

le gène PIWIL3 et son expression ne semblent pas avoir été étudiés chez d’autres espèces que 

l’humain et la souris et donc maintenant le mouton. 

Notre étude montre que, contrairement à la souris où les gènes des Piwi sont principalement 

exprimés dans les testicules à différents stades de développement, chez le mouton, l’ovaire fœtal 
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présente une expression importante de ces gènes aux deux étapes clés de développement ovarien 

que sont la méiose et la formation des follicules. Ces résultats suggèrent un rôle supplémentaire des 

protéines Piwi dans l’ovaire fœtal ovin qui n’existerait pas dans le modèle murin. Dans l’optique de 

poursuivre cette étude des gènes Piwi chez l’ovin, nous pourrions réaliser, dans un premier temps, 

des expériences d’immunohistochimie sur des ovaires fœtaux et des testicules adultes ovins afin 

d’étudier l’expression et la localisation des protéines PIWI dans les gonades de cette espèce faisant 

ainsi un lien avec la voie des piARN chez l’ovin.  

• Gènes DNMT 
Les ADN méthyltransférases sont des enzymes qui interviennent dans la méthylation de 

l'ADN. Chez les mammifères, il existe une méthylation de maintenance et une méthylation de novo 

faisant intervenir des enzymes différentes. Nous avons donc étudié l’expression des DNMT (DNA 

(cytosine5-) methyltransferase) au cours du développement gonadique mâle et femelle, chez le 

mouton en comparaison avec la souris. 

Le gène DNMT1, codant pour une DNMT de maintenance, est exprimé dans l’ovaire et le testicule 

pendant tout le développement jusqu’à l’âge adulte dans les deux espèces (Figure 26 a. et b.).  

Le gène DNMT3a qui code pour une DNMT impliquée dans la méthylation de novo, présente le 

même profil d’expression assez constant au cours du développement gonadique mâle et femelle 

chez les espèces murine et ovine (Figure 27 a. et b.). 

La deuxième DNA-methyltransferase de novo qui méthyle préférentiellement les séquences 

entourant les centromères est codée par le gène DNMT3b. Ce gène est exprimé de façon graduelle 

tout au long du développement fœtal gonadique des deux sexes chez le mouton  et persiste à l'âge 

adulte (Figure 28 a.). Chez la souris, Dnmt3b présente un profil sexuellement dimorphique puisqu’il 

est exprimé à partir de 8jpp dans l’ovaire, soit après la formation des premiers follicules ovariens et 

dans le testicule il présente une forte expression autour de 16,5jpc puis dans le testicule adulte 

(Figure 28 b.). Le profil d’expression de Dnmt3b est donc différent entre les espèces ovine et 

murine. Il est en effet exprimé pendant tout le développement gonadique dans les deux sexes chez 

le mouton alors qu’il n’est exprimé que pendant une fenêtre précise et sexuellement dimorphique 

chez la souris. Dnmt3b est exprimé au moment de la méthylation de novo dans l’ovaire post-natal 

murin et au moment de la méthylation de novo dans le testicule fœtal de souris et durant la méiose 

mâle.  

Chez la souris, le gène Dnmt3L est exprimé dans les prospermatogonies en prénatal, au moment de 

la mise en place de l’empreinte paternelle (Davis et al., 1999). Contrairement aux autres DNMT qui 

ont une fonction catalytique, DNMT3L joue davantage un rôle de régulation de la méthylation de 

l’ADN (Bourc’his et al., 2004). Chez l’ovin, DNMT3L est exprimé à partir de 60jpc dans le testicule et 
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son expression est forte jusqu’à 114jpc (Figure 29). Le profil d’expression de Dnmt3L est différent 

entre les deux espèces étudiées puisque, chez la souris, Dnmt3L est exprimé dans l’ovaire post-

natal, au moment de la méthylation de novo, dans le testicule fœtal en fin de gestation et durant la 

méiose mâle. Alors que chez l’ovin, l’expression de DNMT3L est très faible dans l’ovaire quel que 

soit le stade tandis qu’il est fortement exprimé dans le testicule fœtal.   

Il est a noter que DNMT1, DNMT3a, DNMT3b et DNMT3L ont un degré de similitude structurale 

entre l’humain et le bovin plus grand qu’entre l’humain et la souris (Rodriguez-Osorio et al., 2010). 

L’ovin pourrait donc constituer un modèle animal intéressant pour étudier les mécanismes de 

méthylation de l’ADN chez les ruminants et ainsi extrapoler à l'espèce humaine. 

Chez l’humain, les transcrits des gènes DNMT1, DNMT3a et DNMT3b sont détectés dans les follicules 

ovariens et les ovocytes matures (Huntriss et al., 2004). Nos résultats sont en accord avec ces 

résultats obtenus chez l'Homme et la souris où Dnmt3a et Dnmt3b sont décrits comme étant 

exprimés de façon stable dans l’ovaire (La Salle et al., 2004) tandis que Dnmt1 est décrit dans les 

ovocytes en croissance (Bao et al., 2000).  

• Gènes impliqués dans le corps chromatoïde appelé Nuage 
Les protéines PIWI n’agissent pas seules dans la voie des piARNs, elles agissent en 

complexe ribonucléoprotéiques (RNP) avec de nombreux autres composants dont nous 

avons étudié l’expression chez la souris et l’ovin. Les composants de la voie des Piwi sont 

localisés dans une structure conservée au cours de l’évolution appelée le nuage ou corps 

chromatoide. Le nuage correspond à un compartiment cytoplasmique ribonucléoprotéique 

spécifique de la lignée germinale.  

Le gène Mov10L1 code pour une protéine à domaine hélicase indispensable à l’inhibition des 

rétrotransposons au cours de la spermatogenèse (Frost et al., 2010). Chez le mouton, le gène 

Mov10L1 est exprimé plus fortement dans l’ovaire fœtal dès la méiose puis diminue en fin de 

gestation pour ne plus avoir d'expression quantifiable au stade adulte. Dans le testicule fœtal 

l'expression de Mov10L1 est très faible, seule la gonade mâle adulte exprime fortement ce gène 

(Figure 30). Le profil d’expression de Mov10L1 est comparable entre les deux espèces, dans les 

gonades des deux sexes mais l’expression de Mov10L1 est plus forte dans l’ovaire fœtal ovin que 

dans l’ovaire fœtal murin.  

Chez l’ovin, les profils d’expression gonadiques des gènes VASA (Figure 31 b.), GASZ (Figure 32 b.), 

Maelstrom (Figure 33 b.), TDRD1 (Figure 34 b.), gènes codants pour des protéines localisées dans le 

nuage des cellules germinales et participants à la régulation des rétrotransposons dans les cellules 

germinales (Chuma and Nakano, 2012), sont globalement similaires à celui de MOV10L1 avec une 

forte expression de ces gènes au moment de la formation des follicules dans l’ovaire fœtal ovin.  
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Figure 23 : Analyse par RT-qPCR du gène Miwi2 dans les gonades murines mâles et femelles (a.) 

et mâles (b.) et son homologue PIWIL4 dans les gonades ovines mâles et femelles (c.) au cours 

du développement
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Ces gènes sont en général peu étudiés dans les gonades femelles par rapport aux mâles, ce qui fait 

l’originalité de notre étude. Chez plusieurs espèces mammaliennes, dont l’humain, Vasa est exprimé 

de façon faible à indétectable dans les ovaires après la naissance (Hickford et al., 2011 ; Castrillon et 

al., 2000) mais présente un pic d'expression dans le deuxième trimestre de grossesse chez la femme 

(début de formation des follicules) (Anderson et al., 2007). En ce qui concerne le gène MAELSTROM, 

une expression est décrite dans les ovocytes et les cellules de la granulosa des follicules primordiaux 

et pré-antraux chez l’humain (Lim et al., 2013). Le gène TDRD1 est exprimé dans l’ovaire murin 

adulte (dans les ovocytes primaires) (Chuma et al., 2006) et dans l’ovaire adulte d’ornithorynque (Lim 

et al., 2013). Donc, même si le rôle de ces ribonucléoprotéines est étudié principalement dans les 

cellules germinales mâles, on observe une expression de ces gènes dans les cellules germinales 

femelles de mammifères. Il serait donc intéressant d'étudier précisément leurs fonctions biologiques 

et la régulation des rétrotransposons notamment pendant la prophase I méiotique femelle. 

L’expression des rétrotransposons dans l’ovaire fœtal ovin pourrait être réalisé et des expériences 

d’immunohistochimie avec des anticorps dirigés comme ces protéines nous permettraient de voir si, 

comme dans le testicule murin, ces protéines sont localisées dans une structure cytoplasmique 

particulière, le nuage, et si elles interagissent entre elles. 

• Gènes TET 
 Les enzymes TET (Ten-Eleven Translocation) sont capables de catalyser l’oxydation des 5-

méthylcytosine (5-mC) en 5-hydroxyméthylcytosine (5-hmc). Les CGP subissent un processus 

complexe de reprogrammation épigénétique incluant l’effacement de la méthylation de l’ADN à 

l’échelle du génome. Beaucoup d’énergie est nécessaire pour retirer un groupement méthyl alors 

qu’il est plus facile de retirer un groupement méthyl oxydé. Le groupement 5-hmC est donc un 

intermédiaire clé de la déméthylation active de l’ADN, il peut être reconnu par des protéines 

spécifiques de liaison à l’ADN. Les TET ont donc un rôle clé dans la déméthylation des cytosines et 

dans le contrôle de la différenciation cellulaire (Tahiliani et al., 2009). Dans la littérature, il est 

montré que TET1 et TET2 sont exprimés pendant la reprogrammation des CGP chez la souris, mais 

seule l’expression de TET1 est augmentée dans les cellules germinales en cours de reprogrammation. 

Chez l’ovin, les gènes TET1, TET2 et TET3 sont exprimés tout au long du développement gonadique 

des deux sexes, en quantité cependant supérieure dans l'ovaire avec un maximum d’expression 

autour de 90 jpc lors de la formation des follicules primaires pour TET2 et 3 (Figure 35). Il pourrait 

donc y avoir un processus actif de modification épigénétique dans l’ovaire et le testicule fœtal chez 

le mouton. 

Il serait donc intéressant d’étudier les mécanismes de déméthylation active de l’ADN chez l’ovin. 

Pour cela, nous pourrions quantifier les résidus 5-hmC de l’ADN au cours du développement 



Figure 24 : Schéma de l'évolution des gènes Piwi au cours de l'évolution animale (Lim et al., 
2013)
PiwiL1 et PiwiL2 sont présent chez tous les vertébrés étudiés. PiwiL4 apparait chez les vertébrés
après la divergence des poissons mais n'est pas présent chez les oiseaux (d'après les séquences
disponibles actuellement). PiwiL3 est retrouvé chez les mammifères euthériens mais est perdu
chez la souris.
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gonadique, par analyse ELISA 5methylCytosine sur ADN purifié, par exemple, afin de comparer le 

niveau d’ADN déméthylé avec l’expression des protéines TET. Cette technique permet de quantifier 

les 5-mC dans les échantillons d’ADN par un anticorps monoclonal anti-5-Methylcytosine. Le 

pourcentage de 5-mC de l’échantillon génomique est quantifié grâce à une courbe standard générée 

avec des contrôles internes. 

D’une manière générale, il serait intéressant d’étudier les mécanismes de 

méthylation/déméthylation dans les gonades fœtales chez l’ovin, car ils pourraient être différents de 

ceux décrits chez la souris. Ces données d’expression génique liées à la répression des 

rétrotransposons et des mécanismes épigénétiques au cours du développement gonadique normal 

chez l’ovin (Récapitulés dans la Figure 36) nous permettra d’analyser les effets de différentes 

conditions expérimentales développées dans l’unité (régime alimentaire perturbé, perturbateurs 

endocriniens ou particules polluantes par exemple) sur les mécanismes épigénétiques.    
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Figure 25 : Analyse par RT-qPCR PIWIL3 dans les gonades ovines au cours du développement

Femelle Male

Re
la

tiv
e 

Ex
pr

es
sio

n



DNMT1

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

12
,5

dp
c

13
,5

dp
c

14
,5

dp
c

17
,5

dp
c

2d
pp

8d
pp

Ad
ul

t

12
,5

dp
c

13
,5

dp
c

14
,5

dp
c

15
,5

dp
c

17
,5

dp
c

2d
pp

8d
pp

Ad
ul

t

Female Male

DNMT1

1,2

a.

b.

Dnmt1

DNMT1

Femelle Male

Re
la

tiv
e 

Ex
pr

es
sio

n

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

45 55 60 65 75 82 90 11
4

Ad
ul

t 45 55 60 65 75 82 90 11
4

Ad
ul

t

Female Male

%
 R

el
at

iv
e 

Ex
pr

es
si

on

Figure 26 : Analyse par RT-qPCR du gène Dnmt1 dans les gonades murines (a.) et DNMT1 dans 
les gonades ovines (b.) au cours du développement
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Figure 27 : Analyse par RT-qPCR du gène Dnmt3a dans les gonades murines (a.) et DNMT3a dans 
les gonades ovines (b.) au cours du développement
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Figure 28 : Analyse par RT-qPCR du gène Dnmt3b dans les gonades murines (a.) et DNMT3b dans 
les gonades ovines (b.) au cours du développement

Femelle Male

Re
la

tiv
e 

Ex
pr

es
sio

n



DNMT3L

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

12
,5

dp
c

13
,5

dp
c

14
,5

dp
c

15
,5

dp
c

17
,5

dp
c

2d
pp

8d
pp

14
dp

p

Ad
ul

t

12
,5

dp
c

13
,5

dp
c

14
,5

dp
c

15
,5

dp
c

17
,5

dp
c

2d
pp

8d
pp

14
dp

p

Ad
ul

t

Female Male

DNMT3L

1

1,2

a.

b.

Dnmt3L

DNMT3L

Femelle Male

Re
la

tiv
e 

Ex
pr

es
sio

n

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

45 55 60 65 75 82 90 11
4

Ad
ul

t 45 55 60 65 75 82 90 11
4

Ad
ul

t

Female Male

%
 R

el
at

iv
e 

Ex
pr

es
si

on

Figure 29 : Analyse par RT-qPCR du gène Dnmt3L dans les gonades murines (a.) et DNMT3L dans 
les gonades ovines (b.) au cours du développement
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Figure 30 : Analyse par RT-qPCR du gène Mov10L1 dans les gonades murines (a.) et MOV10L1
dans les gonades ovines (b.) au cours du développement
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Figure 31: Analyse par RT-qPCR du gène Mvh dans les gonades murines (a.) et VASA dans les 
gonades ovines (b.) au cours du développement
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Figure 32 :  Analyse par RT-qPCR du gène GASZ dans les gonades murines (a.) et ovines (b.) au 
cours du développement
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Figure 33 : Analyse par RT-qPCR du gène MAELSTROM dans les gonades murines (a.) et ovines 
(b.) au cours du développement
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Figure 34 : Analyse par RT-qPCR du gène TDRD1 dans les gonades murines (a.) et ovines (b.) au 
cours du développement
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Figure 35 : Profils d'expression des gènes TET1 (a.), TET2 (b.) et TET3 (c.) au cours du 
développement gonadique ovin, par RT-qPCR
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Matériel & Méthodes 
Marquage à la β-galactosidase 

 Le marquage à la β-galactosidase a été réalisé selon quatre protocoles différents sur des 

organes (testicules, épididyme, cerveau et rein) Topaz1+/+ et Topaz1+/-.  

Le premier protocole de coloration est issu de Young et al., 2011. Brièvement, le tissu frais est fixé 

dans une solution Lac Z Fix (0.2% de glutaraldehyde, 5mM d’EGTA dans du PBS 1X) pendant 4h. 

L’organe est ensuite incubé dans du sucrose 20% pendant une nuit puis inclus dans du Tissue-Tek 

O.C.T Compound (Sakura Finetek France SAS, Villeneuve d'Ascq, France), stocké à -80°C, puis coupé 

au CryoStat (Leica Microsystemes SAS, Nanterre, France). Les coupes sont fixées en LacZ Fix puis 

lavées dans un Detergent Wash (2 mM de MgCl2, 0.01% de C24H39NaO4, 0.02% NP-40 dans du PBS 

1X). Les lames sont ensuite colorées avec du LacZ Stain (2mM MgCl2, 0.01% sodium deoxycholate, 

0.02% NP-40, 5mM K3Fe(CN)6, 5mM K4Fe(CN)6, 20mM Tris Buffer, pH 7.3, 1mg/mL X-Gal dans du PBS 

1X) à 37°C pendant une nuit. Les lames sont ensuite lavées, séchées et montées Eukitt (Sigma Aldrich 

Chimie SARL, Saint Quentin Fallavier, France). 

Le deuxième protocole consiste à fixer les organes frais dans du PAF 4%, puis à l’incuber dans du 

sucrose 10% puis 30% avant de les inclure dans du Tissue-Tek O.C.T Compound (Sakura Finetek 

France SAS, Villeneuve d'Ascq, France) et de les couper au CryoStat (Leica Microsystemes SAS, 

Nanterre, France). Les coupes sont fixées au PAF 0.2% puis lavées dans du PBS-MgCl2 (2mM) et du 

detergent rinse (0.1M tampon phosphate, 2mM MgCl2, 0.01% Na Deoxycholate, 0.02% NP-40). Elles 

sont ensuite incubées à 37°C, plusieurs heures, dans une solution de coloration (5mM K3Fe(CN)6, 

5mM K4Fe(CN)6, 1mg/mL X-Gal dilué dans le detergent rinse). Les lames sont ensuite montées en 

Eukitt (Sigma Aldrich Chimie SARL, Saint Quentin Fallavier, France). 

Le troisième protocole suit les recommandations fournies par Millipore (mcproto058, 2007) et utilise 

les solutions Tissue Fixative (#BG-5-C, Millipore, Billerica, MA), Tissue Rinse Solution A (#BG-6-B, 

Millipore, Billerica, MA), Tissue Rinse Solution B (#BG-7-B, Millipore, Billerica, MA) et Tissue Stain 

Base Solution (#BG-8-C, Millipore, Billerica, MA). 

Un protocole est réalisé sur des organes inclus directement dans le Tissue-Tek O.C.T Compound 

(Sakura Finetek France SAS, Villeneuve d'Ascq, France) et stockés à -80°C. Ils sont ensuite coupés à 

l’aide d’un CryoStat (Leica Microsystemes SAS, Nanterre, France) et montées sur lame. Les lames 

sont séchées puis incubées dans du GalFix + EGTA (PAF 4%, 25% glutaraldéhyde, 10% NP-40, 10% 

NaDC, 250mM EGTA PH 8, 1M MgCl2 dans du PBS 1X). Les lames sont lavées puis incubées une nuit 

dans du XGal Stain (0.1mM K3Fe(CN)6, 0.1mM K4Fe(CN)6, 1M MgCl2, 40mg/mL X-Gal - DMF dans du 



Tableau 2 : Primers utilisés en RT-qPCR 

Primers de RT-qPCR - Murin
Gène Primer Forward Primer Reverse
Dnmt1 5’ – TTAACCCTTTGAGCCCCATC- 3’ 5’ –CAGCTTGGTCACAAAACAAACC- 3’
Dnmt3a 5’ – TGAAGTGGGTGCAGTTTACG- 3’ 5’ –TTGAACCAAACTCCCTCTGC- 3’
Dnmt3b 5’ – TCAGATGAGCAAGGTCAAGG- 3’ 5’ –TGTACCAAAGCAAGGGGAAG- 3’
Dnmt3L 5’ – CCTGACCCCAAAGGAAGAAG- 3’ 5’ –GAGAAGGCAGTTCTTCACCAG- 3’
Gasz 5’ – GCAGAATGAGCGGGAAAATGACCCA- 3’ 5’ –GCAGCAGCCCGAATCCACACA- 3’
LacZ 5’ – TTCAACATCAGCCGCTACAG- 3’ 5’ –CGTCGATATTCAGCCATGTG- 3’
Mael 5’ – GAGCATCTCAAACTCCTCCAAC- 3’ 5’ –GAGGAGAAAGGTTTGTACCCATC- 3’
Mili 5’ – ATGGGTCTTGACACAGCATTC - 3’ 5’ – AAGGATCAGGCAAAGAGGAAC - 3’
Miwi 5’ – TGGAGTGGCTGCAATGAATA - 3’ 5’ – TTGACACGCTTCTTCACCAC - 3’
Miwi2 5’ – AACCGGTGGTACAGACACAA - 3’ 5’ – CGAGCCGCACTCTGTTACAC - 3’
Mov10L1 5’ – AGCCTCTGAGGTACAAGCGTGT- 3’ 5’ –CAAGGAGTCCAGGCTGAAGAAG- 3’
mVh 5’ – GCCAGAGGGCTTGATATTGA - 3’ 5’ – CGCTCTGCCAGTATTTCCAC - 3’
Tdrd1 5’ – CTTTGGTTCCTTGCTTCTGG- 3’ 5’ –GATGAAAAGCCAAGCCATCC- 3’
Topaz1 5’ – ACATTGCGTGGCTGTGAGC - 3’ 5’ – CTCAGGCACATGGACAAACTTG - 3’
Gapdh 5'- GCATCTCCCTCACAATTTCCA - 3’ 5’ – TGCAGCGAACTTTATTGATGGT - 3’
Mapk1 5’ – CCTTCAGAGCACTCCAGAAAGT - 3’ 5’ – ACAACACCAAAAAGGCATCC - 3’
Ywhaz 5’ – GGAGCCCGTAGGTCATCTTG - 3’ 5’ – CTCGAGCCATCTGCTGTTTTT - 3’

Primers de RT-qPCR - Lapin 
Gène Primer Forward Primer Reverse
Topaz1 5’ – CAAATGTGAATATTGCAGCAGAA- 3’ 5’ –CCATGGTGGTGTTATTGATTATCCA- 3’
Cpr2 5’ – TCACCCTGCCTCACCTGTG- 3’ 5’ –TCGTGCACCAGGCTGAAGA- 3’
H2AFx 5’ – ACCTGACGGCCGAGATCCT- 3’ 5’ –CGCCCAGCAGCTTGTTGAG- 3’
Ywhaz 5’ – AGCAATGGCTTCATCAAAAGC- 3’ 5’ –AGCAATGGCTTCATCAAAAGC- 3’

Primers de RT-qPCR- Ovin
Gène Primer Forward Primer Reverse
DNMT1 5’ – CTCAGAAGGGAGACGTGGAG- 3’ 5’ –AAGGAGACCACCAGGGAGTT- 3’
DNMT3a 5’ – GTGAGGGCAAATCGAGGTAG- 3’ 5’ –TCTCCATCCTCACGTTGTTG- 3’
DNMT3b 5’ – ATCTTCGGCTTTCCTGTGC- 3’ 5’ –GAAGAGGTGTCGGATGACAG- 3’
DNMT3L 5’ – ATGAGCAACTGGGTCTGCTT – 3’ 5’ – GCCTCCCGGTCATAGAAGG - 3’  
GASZ 5’ – GGGGTTCTTCTTTTCATCTGC- 3’ 5’ –TGGCAAAGAAGGTAGTTACAGTG- 3’
MAEL 5’ – ACCCATCTGGGGTGAAAATC- 3’ 5’ –GATATTGCTGGAGGAACTGGAG- 3’
MOV10L1 5’ – TTTGGGATTCTTGTCCAACTC- 3’ 5’ –TGACAAGGACATGAGGGTTTC- 3’
PIWIL1 5’ – ATTCGTGTTCCTGCTCCTTG- 3’ 5’ –TGACAGTGACAGATTTGGTTCTC- 3’
PIWIL2 5’ – TACCGTGACGGAGTGTCTGA- 3’ 5’ –ACACCACCATCTTGGGATGA- 3’
PIWIL4 5’ – TGTGCTTGCTCAGACGTTGA- 3’ 5’ –GCTCACCCCCGAGTTTACAG- 3’
PIWIL3 5’ – GTATCATCCGAGTTCCTGCTC- 3’ 5’ –CAGAGATTCGTGTGGTTGTTG- 3’
TET1 5’ – CCTTGGGAGTATGGAAAACC- 3’ 5’ –GCTTTTGCACCAGAAATGTG- 3’
TET2 5’ – CCTGGGCTTTTGAATCAGAG- 3’ 5’ –GAGGCTGGGGAGAATAGGAG- 3’
TET3 5’ – TAAGGAGAAGAAGGGGATGG- 3’ 5’ –TGACCTTCGTGTAGGCATAGG- 3’
TDRD1 5’ – CGGTGTCAGTTGAGAAGTGTTC- 3’ 5’ –TTGCCAGACCATACATCACC- 3’
TOPAZ1 5’ – TTCATTAAGCACATGACCGTCAA- 3’ 5’ –CCGGCCCACTTCATATTCTCT- 3’
VASA 5’ – CGAGGGCTGGATATTGAAAA- 3’ 5’ –TGCCAGTATTTCCACAACGA- 3’
GAPDH 5’ – CACTACCATGGAGAAGGCTGG- 3’ 5’ –GTGGTTCACGCCCATCAC A- 3’
HPRT1 5’ – GAACGGCTGGCTCGAGATGT- 3’ 5’ –TCCAACAGGTCGGCAAAGAA- 3’
YWHAZ 5’ – GGAGCCCGTAGGTCATCTTG- 3’ 5’ – CTCGAGCCATCTGCTGTTTTT- 3’



104 
 

PBS 1X). Les lames sont ensuite lavées et montées en Eukitt (Sigma Aldrich Chimie SARL, Saint 

Quentin Fallavier, France). 

Le dernier protocole est réalisé sur coupes incluses en paraffine, traitées comme pour l’histologie 

(Luangpraseuth-Prosper et al., soumis). Les coupes sont lavées dans du 10% Tween-20/PBS 1X puis 

fixées dans du PAF 4%. Après lavage, les coupes sont incubées dans (4mM K3Fe(CN)6, 4mM K4Fe(CN)6, 

0.1% Triton X-100, 4mM MgCl2, 20mg/mL X-Gal dans du PBS 1X) à 32°C pendant une nuit. Les coupes 

sont ensuite lavées, fixées au PAF 4% une nuit puis traitées dans des bains de méthanol progressifs 

avant d’être montées en Eukitt (Sigma Aldrich Chimie SARL, Saint Quentin Fallavier, France). 

Pour chaque protocole, nous avons utilisé la X-Gal Stock Solution (#BG-3-G, Millipore, Billerica, MA) 

ou de la 5-Bromo-4-chloro-3-indolyl β-D-galactoside en poudre (B4252, Sigma-Aldrich, St Louis, MO).  

 

Etude protéomique par LC MS/MS 

 L’étude LC-MS/MS a été réalisée sur des testicules adultes de souris Topaz1+/+ et Topaz1-/- 

(n=4). L’extraction protéique a été réalisée comme décrit dans Luangpraseuth-Prosper et al., soumis. 

Cette étude a été réalisée sur la plateforme d’Analyse Protéomique de Paris Sud-Ouest (PAPPSO) du 

centre de Jouy-en-Josas, à l’aide d’un ORBITRAP Discovery (ThermoFinnigan). 

 

RT-qPCR ovin, lapin et murin 

Les RT-qPCR ont été réalisées sur des profils d’expression ovin contenant 9 stades de 45jpc à 

l’adulte, pour chaque sexe. Chaque stade correspond à deux pools de 3 gonades.  

Le profil lapin est composé de 12 stades par sexe, de 14jpc à l’adulte. Chaque stade correspond à au 

moins 3 individus. 

Le profil murin présente 7 stades par sexe, de 12.5jpc à l’adulte. Chaque stade correspond à un ou 

deux pool de 3 gonades.  

L’extraction d’ARN et la transcription inverse sont réalisées comme décrit dans l’article 

Luangpraseuth et al., soumis. La PCR quantitative est réalisée avec du Master Mix Sybr Green 

(Thermo Scientific, Illkirch, France). Pour les profils ovins et murins, la qPCR est réalisée à l'aide d'un 

thermocycleur RealPlex (Eppendorf France SAS, Montesson, France), le profil lapin est lui réalisé avec 

un thermocycleur Step One. Les gènes de référence utilisés afin d’étudier l’expression relative des 

gènes sont Ywhaz, Gapdh et Mapk1 pour la souris,  Gapdh, Ywhaz et Hprt1 pour l’ovin et Ywhaz, 

Cpr2 et H2AX pour le lapin. 

La liste des primers est donnée dans le Tableau 2. 

Les résultats sont analysés et traités comme décrit dans l’article. 

  



Discussion générale
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Discussion Générale 

I. Expression de TOPAZ1 dans les cellules germinales mâles 

A. Données chez l’homme et le rat 
Le gène Topaz1 est exprimé spécifiquement dans les cellules germinales avec une forte 

expression pendant la méiose mâle. Des études par HIS montrent que les transcrits Topaz1 sont 

retrouvés spécifiquement dans les spermatocytes. Comme chez la souris, TOPAZ1 est spécifiquement 

exprimé dans le testicule humain, il n’est pas exprimé dans le cerveau, le foie et le placenta 

(communication personnelle de F. Chalmel, Inserm U1085, Université de Rennes 1). De plus, chez 

l’homme et la souris, l’expression des transcrits Topaz1 est spécifique des spermatocytes en 

pachytène et est également retrouvé, à un niveau beaucoup plus faible, dans les spermatides 

(communication personnelle de F. Chalmel). Chez le rat, les transcrits Topaz1 ne sont retrouvés que 

dans les spermatocytes en pachytène (communication personnelle de F. Chalmel, issue de 

GermOnline; http://www.germonline.org/).  

De part son expression très spécifique au cours de la spermatogenèse chez l’homme, il serait 

intéressant d’étudier le gène TOPAZ1 chez l’humain et en particulier chez des hommes infertiles 

azoospermiques. En collaboration avec des cliniciens, il pourrait être recherché des mutations dans 

le gène TOPAZ1 chez ces patients En effet, TOPAZ1 pourrait être un bon gène candidat pour 

expliquer certaines azoospermies non obstructives.  

B. Profils d’expression chez le mouton et le lapin 
Le profil d’expression ovin de TOPAZ1 (Baillet et al., 2011, Article en annexe) présente une 

forte expression de ce gène dans l’ovaire fœtal au moment de la méiose. Cette forte expression 

ovarienne, comparable à celle d’un gène de méiose comme DMC1, n’est pas retrouvée dans l’ovaire 

murin. TOPAZ1 pourrait donc avoir un rôle également dans l’ovaire chez l’espèce ovine. En effet, 

l’invalidation ou des mutations de gènes impliqués dans le développement ovarien, comme FoxL2, 

Bmp15 et Gdf9, n’ont pas le même effet chez la souris et les ruminants. Comme décrit dans 

l’introduction de ce manuscrit, l’absence d’expression du gène FoxL2 conduit à une inversion sexuelle 

de type mâle XX chez la chèvre (Boulanger et al., 2014) tandis que les souris FoxL2-/- présentent un 

défaut de folliculogenèse (insuffisance ovarienne précoce) sans inversion sexuelle (Schmidt et al., 

2004 ; Uda et al., 2004). De plus, les invalidations à l’état hétérozygote des gènes ovocytaires Gdf9 et 

Bmp15 impliqués dans la folliculogenèse n’ont pas d’impact sur la fertilité des souris femelles (Dong 

et al., 1996 ; Yan et al., 2001). Chez la brebis, les mutations naturelles de ces deux gènes provoquent, 

dès l’hétérozygotie, une augmentation du taux d’ovulation (Hanrahan et al., 2004 ; Bodin et al., 

2007). A l’état homozygote, la perte de fonction de Bmp15 entraine une baisse de fertilité chez la 

souris (Yan et al., 2001) et une insuffisance ovarienne primaire conduisant à une infertilité chez 
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certaines races de brebis (Galloway et al., 2000; Bodin et al., 2007; Hanrahan et al., 2004; Martinez-

Royo et al., 2008)). Ces résultats montrent que la mutation de certains gènes impliqués dans le 

développement ovarien peut avoir un effet différent voire contraire chez la souris et la brebis, avec 

un effet généralement plus drastique chez les ovins. Alors que l’invalidation de Topaz1 chez la souris 

n’induit pas de phénotype ovarien, on pourrait supposer qu’il entraine une perturbation de la 

fertilité chez la brebis.  

Chez le mâle, comme pour l’espèce ovine, on pourrait envisager qu'une mutation du gène 

TOPAZ1 chez l’humain puisse avoir un effet sur la spermatogenèse dès l’hétérozygotie. C’est le cas 

par exemple du gène SCP3 dont l’invalidation chez la souris provoque un arrêt précoce des 

spermatocytes tandis que, chez l’homme, ce phénotype est observé dès l’hétérozygotie (Miyamoto 

et al., 2003). De même, la mutation du gène CREM (cAMP Responsive element modulator) se traduit 

par un arrêt de la spermatogenèse au stade spermatides rondes à l’état hétérozygote chez l’homme, 

alors qu’il faut aller jusqu’à l’homozygotie chez la souris pour obtenir ce phénotype (Vouk et al., 

2005). Pour explorer cette hypothèse, une invalidation du gène Topaz1 pourrait être envisagée dans 

une autre espèce de mammifères. Le coût et le temps de génération étant élevés pour l’espèce 

ovine, l'invalidation dans cette espèce serait longue et couteuse. Le lapin, espèce où le 

développement gonadique est plus proche des ruminants que ne l'est la souris, pourrait être un 

modèle intéressant car nous avons montré que le profil d’expression de Topaz1 était comparable à 

celui de la brebis avec une expression de Topaz1 qui augmente au moment de la méiose femelle et 

un pic d’expression pendant la folliculogenèse (niveau comparable à celui atteint pendant la méiose 

mâle). Cette invalidation pourrait être réalisée en utilisant les nouveaux outils de modification 

génétique comme des nucléases Crisp/Cas9 dirigée contre TOPAZ1. Des inactivations dans chacun 

des domaines séparément pourraient aussi être testées. 

Comme décrit précédemment, le gene Topaz1 présente un domaine PAZ dans l'exon 2, décrit dans 

les protéines impliquées dans la répression génique post-transcriptionnelle, ainsi qu’un domaine 

doigt de zinc CCCH dans l'exon 8, décrit pour se lier à l’ARN (Hall et al., 2005). L’invalidation de 

Topaz1 étant totale dans notre modèle murin, nous ne sommes pas en mesure de définir le rôle de 

chaque domaine dans la spermatogenèse. L’analyse phylogénétique de la protéine TOPAZ1 montre 

que la séquence peptidique à partir du domaine doigt de zinc CCCH est conservée chez de nombreux 

Vertébrés dont les poissons (Zebrafish). La séquence du gène Topaz1 de ces espèces est donc plus 

courte et ne possède pas de domaine PAZ. Une invalidation de Topaz1 chez le poisson zébre 

permettrait donc d’étudier son rôle et plus précisément celui via son domaine CCCH dans la 

gamétogenèse de cette espèce. Une collaboration a été initiée dans ce sens avec l’équipe de Yann 

Guiguen (INRA, Rennes). 
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II. Rôle de Topaz1 dans la spermatogenèse 

A. Comparaison avec des modèles murins présentant un phénotype 
similaire 
Dans le but d’ouvrir de nouvelles pistes d’investigation, nous avons cherché, dans la 

littérature, des gènes dont l'invalidation chez la souris produit un phénotype reproductif 

correspondant à une stérilité complète, spécifique du mâle, causant une perturbation en fin de 

prophase I ou lors de la première division méiotique avec des défauts cellulaires comparables à ceux 

observés dans les testicules Topaz1-/-.  

1. Stérilité liée à la régulation des ARNs  
 La protéine TOPAZ1 possède un domaine PAZ et un domaine doigt de zinc CCCH. Ces types 

de domaine ont été décrits comme liants les ARNs et pouvant ainsi réguler différentes étapes du 

métabolisme des ARNm (épissage des pré-ARNm, stabilité, transport d’ARNm …) (Brown, 2005 ; 

Tanaka Hall, 2005). Parmi les protéines contrôlant la stabilité et la traduction des ARNm, on distingue 

les RNA-binding protéines (RBP) qui gouvernent le destin des ARNm au cours de la spermatogenèse 

et ce contrôle de l’expression des ARNm est crucial. En effet, durant la spermatogenèse et grâce aux 

protéines de transition et aux protamines, la chromatine se compacte, ce qui cause une répression 

de la transcription (Kimmins and Sassone-Corci, 2005). Or, la différenciation des spermatides en 

spermatozoïdes nécessite la synthèse de protéines, cette synthèse est basée sur le stockage et le 

contrôle traductionnel d’ARNm transcrits dès les étapes précoces de méiose ou bien en post-méiose 

(Steger et al., 1999, 2001). Ainsi, de nombreux ARNm sont stockés dans des ribonucléoprotéines 

(RNP) puis dans des polysomes où ils seront activement traduits (Iguchi et al., 2006).  

Dans les cellules germinales, les ARNm seraient stockés et traités dans une structure cytoplasmique 

périnucléaire appellée le nuage, ou chromatoid body (Parvinen et al., 2005). Dans le nuage, on 

retrouve la protéine MIWI, l’une des RBP décrite dans la littérature comme ayant un rôle crucial dans 

la différenciation des spermatides et dont l’invalidation cause un arrêt de la spermatogenèse 

aboutissant à une stérilité mâle (Deng et al., 2002). MIWI présente, comme TOPAZ1, un domaine PAZ 

mais son expression est plus tardive (en spermatides rondes).  

Une autre RBP composant le nuage est HUR/ELAVL1 (Human antigen R ou Embryonic lethal, 

abnormal vision, Drosophila-like 1). Cette protéine HUR/ELAVL1 s’accumule dans les spermatocytes 

en pachytène, disparait aux stades diplotène-métaphase et est à nouveau observée dans les 

spermatides rondes (Nguyen Chi et al., 2011). L’invalidation conditionnelle de HuR dans les cellules 

germinales se traduit par une stérilité mâle avec perte complète des spermatozoïdes. Comme pour 

les souris Topaz1-/-, les testicules ainsi invalidés pour HuR présentent des spermatocytes en 

pachytène normaux, sans perturbation ni de l’appariement des chromosomes, ni de la formation du 

sex body (Nguyen Chi et al., 2011). Le site putatif de liaison par HUR/ELAVL1 serait constitué de 
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pentamères AUUUA en 3’UTR et de séquences riches en U.  On retrouve ces sites putatifs de liaison 

dans les gènes Hsp70-2 (Mukherjee et al., 2009), CyclineA1 (Nickerson et al., 2007), Gal3st1 (Honke 

et al., 2002), Dmrt7 (Kawamata and Nishimori, 2006) et Parp2 (Quenet et al., 2009). Tous ces gènes 

sont impliqués dans la spermatogenèse.  

Cependant, Topaz1 ne semble pas être une cible potentielle de HUR car sa séquence en 3’UTR ne 

présente pas de pentamères AUUUA, ni de séquences riches en U. Par contre, l’analyse de nos 

transcriptomes montre que l’absence de Topaz1 au cours du développement (de 15 à 20jpp) diminue 

l’expression de Hur/Elavl1 par rapport à un développement normal. Topaz1 pourrait donc être 

important pour la régulation de l’expression de Hur/Elavl1. De plus, la présence des deux domaines, 

PAZ et de type doigt de zinc, suggère que TOPAZ1 pourrait avoir un rôle indispensable dans la liaison 

d’ARNs et faire partie des RBP indispensables à la spermatogenèse et spermiogenèse, au moins chez 

la souris. 

2. Stérilité liée à la perturbation du MPF 
 L’une des cibles de HUR/ELAVL1 est Hsp70-2 (Heat shock protein 2, HSPA2), une protéine 

chaperonne (aide à l’assemblage des complexes protéiques), exprimée pendant la phase méiotique 

chez le mâle (Rosario et al., 1992). Comme pour les souris Topaz1-/-, l’invalidation du gène Hsp70-2 

conduit à une stérilité mâle complète avec une absence de cellules germinales post-méiotiques (Dix 

et al., 1996). Les cellules germinales entrent en apoptose en fin de prophase I de méiose, lors de la 

transition G2/M.  

La transition G2/M nécessite la formation du MPF (Maturation Promoting Factor) dans les 

spermatocytes en pachytène. Le MPF est composé d’une sous-unité catalytique Cdc2 et d’une sous-

unité régulatrice cycline B1. En cas d’interférence dans la formation ou l’activation du MPF dans le 

testicule, on observe un blocage en transition G2/M de première division de méiose. Il a été montré 

que HSP70-2 est nécessaire pour la formation du complexe Cdc2/Cycline B1 et pour activer la 

fonction kinase de Cdc2 (Zhu et al., 1997).  

HSP70-2 appartient à la famille des protéines de choc thermique et, dans le testicule, la moindre 

élévation de température provoque un arrêt de la spermatogenèse, ce qui doit impliquer des 

protéines de régulation thermique.  

De plus, il a été observé que les composants du MPF (Cdc2 et Cycline B1) sont des partenaires d’une 

autre protéine de choc thermique : HSP90α (Munoz et al., 1999 ; Caldas-Lopes et al., 2009). Comme 

pour l’invalidation d’Hsp70-2 et de Topaz1, la perte de fonction d’Hsp90α se traduit par une stérilité 

uniquement chez le mâle avec arrêt de la spermatogenèse en fin de prophase I de méiose (Grad et 

al., 2010). 
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L’analyse de nos transcriptomes a montré que l’expression de Hsp70-2 n’est pas perturbée entre 15 

et 20jpp dans les testicules Topaz1-/- (ni celle de Cdc2 et CyclineB1), cependant l’expression d’une 

autre HSP, Hspa8, est diminuée par l’absence de Topaz1. Topaz1 pourrait donc être impliqué 

directement ou indirectement (via la sous-expression de HuR par exemple) dans l’expression 

normale de certaines HSP et ainsi, directement ou non, dans la formation et l’activation du MPF 

permettant la transition G2/M.  

Les différentes cibles connues de HuR (Gal3st1, Dmrt7 et Parp2) ne sont pas statistiquement 

différentiellement exprimées dans les testicules Topaz1-/- en comparaison avec les Topaz1+/+, à 

20jpp.  

Il serait donc crucial d’étudier les éventuels partenaires de TOPAZ1 (si nous parvenons à disposer 

d’un anticorps dirigé contre TOPAZ1 qui le permet) ainsi que l’activité du complexe MPF, par co-

immunoprécipitation du complexe Cdc2/cyclineB1 ou par étude de l'activité kinase, dans la lignée de 

souris Topaz1-/- afin de préciser la fonction de ce gène. 

3. Stérilité liée au désappariement des chromosomes 
Par ailleurs, HSP70-2 est un composant de l’élément latéral du complexe synaptonémal chez la 

souris (Allen et al., 1996) mais il n’est pas indispensable à sa formation. Cependant, le 

désappariement des chromosomes homologues ne peut pas se faire en fin de pachytène chez les 

souris Hsp70-2-/-, ce qui suggère qu’HSP70-2 est indispensable (indirectement ou non) au 

désassemblage du complexe synaptonémal et ainsi à l’aboutissement de la méiose I.  

Le désassemblage du complexe synaptonémal est une étape critique pour acquérir une structure 

de bivalents (chromosomes homologues liés) fonctionnelle.  

Compte tenu de ces résultats, il serait très intéressant d’étudier le désassemblage du complexe 

synaptonémal ainsi que le désappariement des chromosomes en fin de prophase I de méiose dans 

les testicules Topaz1-/-. Cela pourrait être fait en réalisant un traitement des spermatocytes avec un 

inhibiteur de la phosphatase, l’acide okadaique, qui induit l’entrée en métaphase I. Ce protocole 

permet d’obtenir un nombre élevé de spermatocytes en métaphase I, rendant l’analyse plus aisée. 

Une immunofluorescence sera ensuite réalisée avec un anticorps anti-Tubuline β, pour marquer le 

fuseau méiotique, et un anticorps anti-Histone H3 phosphorylé afin de visualiser les chromosomes en 

métaphase, pour étudier la formation et la structure du fuseau et déterminer si les chromosomes 

sont correctement alignés sur le fuseau, par imagerie confocale. Il serait également intéressant de 

connaitre la localisation précise de TOPAZ1 au cours de la transition spermatocytes-spermatides et 

ses éventuels partenaires. Pour cela, il faudrait pouvoir disposer d’un anticorps dirigé contre TOPAZ1 

et réaliser des immunohistochimies sur des coupes de testicules murines puis, si TOPAZ1 se localise 
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dans le noyau, sur des étalements de chromosomes pour voir si TOPAZ1 se localise sur les 

chromosomes, au niveau du complexe synaptonémal ou au niveau des kinétochores, par exemple. 

B. Domaines fonctionnels 
Comme décrit précédemment (Baillet et al., 2011, Article en annexe), la protéine putative 

TOPAZ1 contient deux domaines putatifs : un domaine PAZ et un domaine CCCH. Le domaine PAZ est 

décrit pour se lier avec l’extrémité 3’ des petits ARNs (Yan et al., 2003). On retrouve ce domaine dans 

les protéines Piwi et Dicer impliquées dans la répression post-transcriptionnelle des gènes. Ce 

domaine PAZ est hautement conservé entre les différentes espèces étudiées. Cependant, ce 

domaine n’est retrouvé que chez les mammifères tandis que le domaine CCCH est retrouvé jusque 

chez les poissons. Ce qui suggère une fonction plus ancestrale de ce domaine que le domaine PAZ. Le 

domaine CCCH retrouvé dans la protéine TOPAZ1 présente une conformation de domaine zinc-finger 

de type C-x8-C-x5-C-x3-H chez l’humain, l’ovin et la souris. Les protéines présentant un domaine 

doigt de zinc de type CCCH sont décrites comme étant des protéines de liaison à l’ARN avec un rôle 

dans la régulation du métabolisme des ARNs (Tanaka Hall et al., 2005). L’invalidation du gène Topaz1 

chez la souris n’ayant pas d’effet sur l’expression des rétrotransposons, le domaine PAZ de ce gène 

ne semble pas impliqué dans leur régulation. Ce domaine n’est peut-être pas fonctionnel chez la 

souris. Le phénotype observé chez les souris Topaz1-/- pourrait être causé par la perte de fonction du 

domaine CCCH. En effet, l’invalidation de Topaz1 conduit à une absence d’expression de certains 

gènes, dont des lncRNAs tels que 4930463016Rik par exemple, dès 15jpp, donc avant l’arrêt de la 

spermatogenèse, ce qui suggère un rôle crucial de TOPAZ1 dans la régulation génique. Le domaine 

CCCH peut avoir un rôle à tous les stades du métabolisme des ARN : excision des pré-ARNm, 

transport des ARNm, localisation subcellulaire, stabilité, dégradation… TOPAZ1, via son domaine 

CCCH, pourrait donc contrôler la stabilité, inhiber la dégradation ou stimuler la transcription de 

certains ARNs indispensables à la méiose mâle chez la souris. 

C. Gènes cibles de Topaz1 
Les études transcriptomiques réalisées à partir de testicules Topaz1-/- à 15 et 20 jpp 

comparés avec des testicules Topaz1+/+ aux mêmes stades de développement ont mis en évidence 

des transcrits susceptibles d'être exprimés en aval du gène Topaz1 au moment de la première 

division de méiose dans le testicule murin. Plusieurs de ces transcrits sont uniquement décrits dans la 

littérature comme des EST issus de banques de testicules murins mais leur fonction n'a jamais été 

étudiée (comme AK007116 par exemple). D’après nos résultats de transcriptomique et leur profil 

d’expression testiculaire étudié par qPCR, ces transcrits pourraient avoir un rôle dans la 

spermatogenèse. Il serait intéressant d’étudier leur spécificité tissulaire et le type cellulaire qui les 

expriment, avant éventuellement de réaliser des études fonctionnelles de ces gènes. Il serait 
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également intéressant d’évaluer leur expression dans d’autres modèles de souris KO présentant une 

stérilité mâle associée à un arrêt de la spermatogenèse précoce afin de confirmer leur éventuelle 

implication dans la spermatogenèse.  

L’expression du gène ABCG8 et du lncRNA 1700016G14Rik, par exemple, est fortement réduite dans 

les testicules de souris invalidées pour le gène Zfp145 à 7jpp alors que l’expression du lncRNAs 

1700104A03Rik est augmentée dans ces testicules (GSE 1399 ; Costoya et al., 2004). Le gène Zfp145 

est spécifique des gonocytes et des spermatogonies indifférenciées, son invalidation se traduit par 

une perte progressive des spermatogonies avec l’âge montrant un rôle de ce gène dans la régulation 

des cellules germinales souches du testicule (Costoya et al., 2004). Des études complémentaires 

seraient à réaliser pour savoir si la modification de l’expression de ces gènes est causée par une 

absence des cellules germinales les exprimant ou par une perturbation de leur voie de régulation. 

L’expression du lncRNA 49304630o16Rik est diminuée dans les testicules invalidés pour Mybl1 dès 

14jpp (GSE 28025). Les souris mâles Mybl1-/- sont stériles et présentent un défaut de l’appariement 

des chromosomes au stade pachytène de première division de méiose (Bolcun-Filas et al., 2011). 

Comme dans les testicules Topaz1-/-, l’expression du lncRNA 49304630o16Rik et de 1700016G14Rik 

est diminuée dans les testicules Taf7l-/- à 8 semaines (GSE 5510). Le gène Taf7l est lui impliqué dans 

la morphologie des spermatozoïdes (Cheng et al., 2007). L’arrêt de la spermatogenèse est plus tardif 

que chez notre modèle mutant, il serait donc intéressant d’étudier l’expression de ces gènes dans 

des modèles murins d’arrêt de la spermatogenèse en première division de méiose. 

L’un des transcrits issu de notre étude de transcriptomique est Chst1. Il code pour la keratan 

sulfate galactose 6-O-sulfotransferase (KSGal6ST), une enzyme permettant la sulfatation du galactose 

en position C6 des keratan sulfate. Son invalidation montre un rôle fondamental de Chst1 dans le 

cerveau post-natal précoce (Hoshino et al., 2014). Dans le testicule de souris, l’expression de ce gène 

augmente à partir de 15jpp pour atteindre un maximum d’expression à 28jpp, son patron 

d’expression correspond donc à un gène de méiose mâle. Deux autres analyses transcriptomiques 

(Chalmel et al., 2007 et Namekawa et al., 2006) accessibles via le site GermOnline 

(http://www.germonline.org) montre une forte expression de Chst1 dans les spermatocytes murins. 

L’expression de Chst1 est complètement éteinte dans les testicules Topaz1-/-, ce qui suggère une 

relation fonctionnelle entre ces deux gènes. De plus, l’expression de Chst1 est également diminuée à 

14jpp dans les testicules de souris Mov10L1-/- (Frost et al., 2010) et Mybl1-/- (Bolcun-Filas et al., 

2011). Le laboratoire ayant réalisé l'invalidation de Chst1 (Kenji Uchimura, Nagoya University, Japon) 

nous a communiqué que certaines souris invalidées pour Chst1 ont des défauts de reproduction, 

certaines souris (mâles ou femelles) sont stériles. L’étude de l’expression de Topaz1 chez les souris 

Chst1-/- pourrait présenter un intérêt dans la compréhension du lien entre Chst1 et Topaz1, dans les 

gonades murines. 
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L’un des transcrit dérégulé dans les testicules Topaz1-/- dès 15jpp correspond à un long ARN 

non codant (lncRNA) 4930463o16Rik,  ne contenant pas de cluster de piARNs. L’ADN non codant 

pour une protéine représente une grande part du nombre de transcrits dans les organismes 

supérieurs, jusqu’à 98,5% du génome chez l’humain (Amaral et al., 2008). Parmi ces transcrits, on 

distingue les petits ARNs non codant (sncRNAs) d’une taille inférieure à 200pb (comportant les ARNr, 

les siARNs, les miARNs et les piARNs) et les lncRNAs d’une taille supérieure à 200pb. Les lncRNAs 

peuvent être classés selon leur sens de transcription (sens ou anti-sens) et selon leur localisation 

génomique : associé à un transcrit ou associé à une région intergénique. Contrairement aux piARNs 

et autres sncRNAs, il n’y a pas de familles protéiques spécifiques identifiées clairement dans le 

traitement des transcrits des lncRNAs. De plus, les lncRNAs présentent une multitude de rôles de 

régulation moléculaires qui restent à élucider. Certains lncRNAs pourraient être impliqués dans la 

régulation de la spermatogenèse comme Mrhl (Meiotic Recombination hot spot locus). Le transcrit du 

lncRNA Mrhl monoexonique se localise dans le noyau des spermatogonies (Nishant et al., 2004). 

Mrhl régulerait la spermatogenèse selon deux mécanismes possibles : en inhibant la voie Wnt en 

interaction avec p68 (Arun et al., 2012) ou en étant clivé par la protéine Drosha pour donner un ARN 

intermédiaire qui pourrait interagir avec la chromatine (Ganesan and Rao, 2008). L’invalidation du 

lncRNA 4930463o16Rik serait une méthode pour définir son rôle. Un autre lncRNA, Tsx (Testis-

specific X linked) est exprimé spécifiquement dans les spermatocytes en pachytène et son 

invalidation se traduit par une augmentation de l’apoptose de ce type cellulaire mais les mâles 

mutants sont fertiles (Anguera et al., 2011). Tsx aurait donc un rôle crucial pour la progression de la 

méiose. Compte tenu de son profil d’expression, 4930463o16Rik pourrait, comme Mrhl et Tsx, avoir 

un rôle dans la méiose des cellules germinales dans le testicule murin. 

Nous n’avons pas trouvé  de motifs connus conservés entre les différents gènes codant pour des 

lncRNAs dont l’expression est abolie en absence de Topaz1. Et ces gènes ne semblent pas 

correspondre à des clusters de piARNs. 

Les lncRNAs peuvent réaliser leur fonction de régulation selon plusieurs mécanismes moléculaires 

(Luk et al., 2014 ; Cheng and Weng, 2011). Le premier mécanisme fonctionne par concurrence : un 

lncRNA peut s’associer à une protéine de liaison à l’ADN et inhiber son attachement à son ADN cible 

ou un lncRNA peut se lier par complémentarité de séquence à l’ADN cible ce qui perturbe la liaison 

de la protéine de liaison à l’ADN. Le second mécanisme de régulation est de type activateur : un 

lncRNA peut recruter des méthylases sur des sites spécifiques de l’ADN ou activer des modifications 

épigénétiques. Les lncRNAs peuvent également jouer le rôle de chaperon pour rassembler plusieurs 

protéines et former des complexes ribonucléoprotéiques afin de stabiliser par exemple des 

complexes de signalisation. Enfin, les lncRNAs peuvent agir comme des précurseurs s’ils sont 

modifiés par des RNases (Dicer ou Drosha par exemple) pour former des ARNs courts fonctionnels.  
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III. Perspectives 

A. La protéine TOPAZ1 
L’une des difficultés concernant l'étude de la protéine TOPAZ1 réside en l’absence d’un bon 

anticorps. Un premier anticorps anti-TOPAZ1, généré contre un peptide de 15 acides aminés 

correspondant à l’exon 2 de Topaz1, a été obtenu (fabriqué à la demande par la société Eurogentec). 

Cet anticorps semblait reconnaitre spécifiquement les cellules germinales par immunohistochimie 

(Baillet et al., 2011, Article en annexe). Cependant cet anticorps, bien qu'aliquoté en petite quantité 

et précieusement conservé à -20°C, ne s'est apparemment pas conservé, si bien que tous les 

marquages réalisés par la suite se sont révélés non spécifiques. Nous avons ensuite testé presque 

une dizaine d’anticorps (commerciaux ou produit par Proteogenix), et aucun ne s’est révélé 

spécifique puisque nous disposions maintenant d'un bon tissu témoin négatif (testicule de souris 

Topaz1-/-). Nous n’avons donc pas pu étudier la localisation précise de TOPAZ1 au cours de la 

prophase I de méiose, ni même réaliser des études de co-immunoprécipitation. L’invalidation du 

gène Topaz1 a été réalisée par suppression et insertion d’un gène rapporteur LacZ avec un signal nls, 

mais nous n’avons pas réussi à obtenir un marquage à la β-galactosidase spécifique.  

En vue de vérifier la présence d’une protéine TOPAZ1 dans le testicule murin, nous avons fait 

réaliser une analyse comparative LC MS/MS entre des testicules adultes WT et KO. Aucun peptide 

correspondant à TOPAZ1 n’a pu être mis en évidence par cette technique. Cependant, cette 

technique n’est pas très sensible puisque, des peptides correspondant à la protéine SOX9 n’ont pas 

été retrouvés au cours de cette analyse chez l’adulte, alors que le gène Sox9 est exprimé dans les 

cellules de Sertoli à ce stade (Morais da Silva et al., 1996). L’une des hypothèses pour expliquer la 

difficulté à étudier TOPAZ1 est que cette protéine est exprimée à un faible niveau.  

Il serait intéressant de réaliser un tri des cellules testiculaires afin d’isoler les cellules 

germinales et même les spermatocytes pour réaliser une étude protéomique avec recherche de la 

protéine TOPAZ1. Pour réaliser un tri des différentes cellules du testicule, on peut utiliser la 

technique du FACS (Fluorescence-activated cell sorting) combinée avec une coloration au Hoechst 

33342 (colorant des acides nucléaires qui émet une fluorescence bleue quand il se lie à l’ADN double 

brin) (Getun et al., 2011). Il a été montré qu’en combinant plusieurs stratégies de cytométrie de flux, 

on pouvait obtenir un enrichissement de haute pureté en spermatocytes au stade pré-leptotène, 

leptotène, zygotène, pachytène et diplotène de méiose I. La technique repose sur une dissociation 

du testicule pour obtenir une suspension testicule de cellules uniques, suivie d’un protocole de 

sélection des différents stades cellulaires de la prophase de méiose I utilisant une discrimination 

basée sur la fluorescence du colorant de Hoechst et enfin une restriction concernant la teneur en 

ADN afin de minimiser la contamination en cellules non-méiotiques (Gaysinskaya et al., 2014). Cette 
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technique permet d’obtenir des cellules purifiées qui peuvent être analysées en transcriptomique 

ainsi qu’en protéomique. 

Le clonage de l'ADNc Topaz1 murin (environ 5000 pb) puis la production in vitro de la protéine 

TOPAZ1 est en cours au laboratoire dans le but d’obtenir une protéine complète contre laquelle 

pourra être produit un anticorps spécifique. Cet anticorps devrait nous permettre d’étudier la 

localisation précise de la protéine TOPAZ1 dans les cellules germinales murines. Cet anticorps ouvrira 

également des perspectives de recherche d’éventuels co-facteurs par des expériences de co-

immunoprécipitation (CoIP) ou d’analyser les possibles interactions de TOPAZ1 avec l’ADN ou l’ARN 

par immunoprécipitation de la chromatine (ChIP). 

B. Sauvetage du phénotype des souris Topaz1-/- et surexpression de 
Topaz1  

 Par ailleurs, il serait intéressant de réaliser un sauvetage du phénotype avec une protéine 

TOPAZ1 ne possédant que le domaine PAZ ou que le domaine CCCH afin d’étudier l’implication de 

chacun des domaines de la protéine TOPAZ1 dans l’arrêt de la spermatogenèse et plus globalement 

dans la fonction de Topaz1. Pour cela, il faudrait produire des souris transgéniques Mvh-Topaz1 (ou 

Maelstrom-Topaz1) puis réaliser des croisements entre des souris Topaz1-/- et ces souris 

transgéniques Mvh-Topaz1 exprimant l’ADNc d’une partie de Topaz1 (sans l’exon deux contenant le 

domaine PAZ ou sans l’exon 8 contenant le domaine CCCH.  

D'autre part, nous pourrions réaliser une surexpression de ce gène permettant d’étudier les 

éventuelles voies qui seraient sur-stimulées par un trop fort taux de Topaz1. On pourra surexprimer 

le gène Topaz1 complet ou ne surexprimer que le domaine PAZ ou le domaine CCCH afin d’étudier 

les phénotypes que cela induit. 

C. Test in vitro de liaison de Topaz1 aux lncRNAs ou à l’ADN 
Afin d’élucider les interactions entre Topaz1 et les lncRNAs issus de l’étude par microArray, 

nous pouvons réaliser une immunoprécipitation de l’ARN (RIP : RNA Immunoprecipitation). Cette 

technique est basée sur l’utilisation d’un anticorps pour immunoprécipiter une protéine spécifique 

de liaison à l’ARN (une RBP, ici TOPAZ1) et un ARN associé. Cet ARN associé peut être ensuite détecté 

par microarrays ou par séquençage. Nous pourrons également utiliser la technique de REMSA (RNA 

electromobility shift assay), cette technique de retard sur gel permet de visualiser les complexes 

protéines-ARN en comparant la migration de l’ARN en absence ou en présence de la protéine 

d’intérêt. Pour cela, un ARN d’intérêt marqué est transcrit in vitro ou synthétisé chimiquement avec 

un tag fluorescent. Cet ARN marqué est incubé avec ou sans la protéine d’intérêt (ici TOPAZ1) et le 

mélange réactionnel est mis à migrer par électrophorèse sur un gel de polyacrylamide non 

dénaturant. Le complexe ARN-Protéine va migrer plus lentement comparé à l’ARN libre. 
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Nous pourrons également déterminer le potentiel site de liaison de TOPAZ1 par un test de 

sélection et d’amplification de liaison (SAAB) comme utilisé par Steadman et al., 2000. Pour cela, on 

utilise des oligonucléotides marqués constitués d’une séquence aléatoire de 15bp flanquée par deux 

régions de 20bp. Les sondes marquées sont incubées avec la protéine d’intérêt TOPAZ1. Les sondes 

non-liées sont séparées des sondes liées à la protéine par un tampon TBE/PAGE. L’ADN lié à la 

protéine est détecté par autoradiographie et les bandes représentant les complexes protéines-ADN 

sont découpées du gel. Après avoir été extrait du gel, l’ADN est amplifié en utilisant des primers 

complémentaires aux séquences non-aléatoires de 20bp. Après la dernière amplification et 

purification sur gel, le fragment obtenu est cloné dans un vecteur et séquencé. Ce protocole 

permettrait de connaitre la séquence consensus de fixation à l’ADN de TOPAZ1. 

On pourra également réaliser ce même test avec un peptide correspondant au domaine PAZ 

ou au domaine CCCH de TOPAZ1 afin d’étudier la séquence consensus de fixation de ces domaines. 
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Conclusion 
Même si la fonction précise de Topaz1 n’a pas été complètement élucidée au cours de cette 

thèse, nous avons démontré que Topaz1 est un gène indispensable à la spermatogenèse, chez la 

souris. L’absence de Topaz1 induit un arrêt de la méiose mâle avant la première division et donc une 

stérilité mâle. Plusieurs pistes peuvent donc être proposées pour poursuivre cette étude et 

notamment: 

• L’analyse du rôle de TOPAZ1 dans la transition G2/M et la formation du MPF et plus 

particulièrement l'expression et la localisation des protéines HSP,  

• L'étude de la mise en place du fuseau méiotique et de la répartition des chromosomes sur la 

plaque équatoriale,  

• L’implication de TOPAZ1 dans le désappariement des chromosomes homologues en fin de 

prophase I, 

• L’étude de l’expression spatio-temporelle des gènes inconnus mis en évidence par nos analyses 

transcriptomiques,  

• L’étude du rôle des ARN non codants longs au cours de la prophase I de meiose. 

A la suite de nos résultats et des données disponibles dans la littérature, nous proposons le modèle 

présenté dans la figure 37 comme hypothèse de travail futur. L'ARN non codant long 4930463o16Rik 

pourrait intervenir dans la spermatogenèse et sa délétion apporterait des éléments de réponse sur 

son rôle.  

Par ailleurs, l'étude de l'expression des gènes impliqués dans la répression des éléments 

rétrotransposables et dans les mécanismes épigénétiques au cours du développement gonadique 

normal montre des différences importantes entre les espèces et notamment entre le mouton et la 

souris. Ces différences entre espèces ouvrent elles aussi de nouvelles pistes pour comprendre les 

régulations épigénétiques chez les espèces autres que la souris. 

Ce travail offre de nombreuses perspectives et ouvre un nouveau champ d’investigation, 

notamment avec l'étude du rôle des lncRNAs dans la méiose.   
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Abstract

Background: We had previously reported that the Suppression Subtractive Hybridization (SSH) approach was relevant for
the isolation of new mammalian genes involved in oogenesis and early follicle development. Some of these transcripts
might be potential new oocyte and granulosa cell markers. We have now characterized one of them, named TOPAZ1 for the
Testis and Ovary-specific PAZ domain gene.

Principal Findings: Sheep and mouse TOPAZ1 mRNA have 4,803 bp and 4,962 bp open reading frames (20 exons),
respectively, and encode putative TOPAZ1 proteins containing 1,600 and 1653 amino acids. They possess PAZ and CCCH
domains. In sheep, TOPAZ1 mRNA is preferentially expressed in females during fetal life with a peak during prophase I of
meiosis, and in males during adulthood. In the mouse, Topaz1 is a germ cell-specific gene. TOPAZ1 protein is highly
conserved in vertebrates and specifically expressed in mouse and sheep gonads. It is localized in the cytoplasm of germ cells
from the sheep fetal ovary and mouse adult testis.

Conclusions: We have identified a novel PAZ-domain protein that is abundantly expressed in the gonads during germ cell
meiosis. The expression pattern of TOPAZ1, and its high degree of conservation, suggests that it may play an important role
in germ cell development. Further characterization of TOPAZ1 may elucidate the mechanisms involved in gametogenesis,
and particularly in the RNA silencing process in the germ line.
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Introduction

Ovarian development in mammals involves coordinated and
multiple and complex molecular, cellular and morphogenetic
events. Unlike testis differentiation, where germ cells are
dispensable, oocytes are required to induce and maintain ovarian
somatic cells [1]. Some key events occur during development of
the fetal mammalian ovary, including, colonization of the
undifferentiated gonad by primordial germ cells (PGCs) and then
their proliferation, the entrance of germ cells into meiosis, atresia
of germ cells and the formation of primordial follicles [2].
Although animal germline development varies in different species,
some general rules have emerged. During the earliest embryonic
stages, PGCs proliferate in a niche supported by somatic cells and
then differentiate into germline stem cells, which proliferate
through self-renewal. Formation of the germ cell nest (or cyst) is an
important step in germline differentiation that has been conserved
during evolution from insects to vertebrates [3,4]. Oogonia in nests
are clonally derived [5] and germline nest formation occurs
through incomplete cytokinesis during mitosis, resulting in the
connection of daughter cells by intercellular bridges [6,7]. In the

mouse, the maximum number of germ cell clusters is detected on
embryonic day 13.5, just prior to the commitment of PGCs to the
oocyte developmental program and entry into meiosis [8]. Within
germ cell nests, the oogonia enter meiotic prophase [9,10]. Several
global approaches using microarray technologies have been used
to isolate the genes involved in meiosis by comparing transcrip-
tional activity in ovaries with or without germ cells in meiotic
prophase I [11–15]. Both germ cell-intrinsic and -extrinsic factors
govern meiotic initiation in mouse embryos [16,17]. The RNA-
binding protein DAZL (Deleted in AZospermia-like), expressed by
both male and female post-migratory germ cells, is one of the first
intrinsic factors necessary to enroll germ cells in the meiosis event
[17] in response to retinoic acid (RA). Entry into meiosis is then
controlled by RA signals that are blocked in the testis by CYP26B1
(cytochrome P450 26B1) [18–20] and fibroblast growth factor 9
(FGF9) [21]. In the fetal ovary, RA signaling acts on germ cells to
promote the expression of the cytoplasmic factor Stra8 (Stimulated
by Retinoic acid). Stra8 is required for premeiotic DNA synthesis,
meiotic initiation and meiotic progression in germ cells [22,23].
Consistent with the central role that RA is believed to play in
vertebrate germline development and the sex-specific timing of
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entry into meiosis, RA appears to function as one of the principal
inducers of Stra8 expression in early germ cells [24–27]. However,
another study reported that Stra 8 expression in the mouse fetal
ovary does not require RA signaling, and that Stra8 expression is
expressed in the absence of physiologically detectable levels of RA
[28]. That study demonstrated that another unknown inducer of
Stra8 might be involved in Stra8 expression to enable the initiation
of mouse meiosis.

Just after birth in the mouse, and during fetal life in ruminants
and humans, the nests break down to form individual primordial
follicles [8,29,30]. Their formation, and the transition to primary
follicles, represents a critical period of follicle formation [31,32].
Ovarian follicles are the functional units within the female gonad
that nurture oocyte maturation and enable the production of
steroid hormones.

During the past ten years, many of the growth factors and
signaling proteins that mediate the early stages of folliculogenesis
have been identified using mouse genetic models, in vivo injection
studies, and ex vivo organ culture techniques. These studies
revealed important roles for the transforming growth factor beta
(Tgf-beta) superfamily of proteins in the ovary [33–35]. Moreover,
several transcription factors are known to affect the regulation of
oocyte-specific genes during early folliculogenesis (Figure S1).
Figla (a factor in the germline alpha) regulates the expression of
numerous genes in the ovary, including Zp2, Pou5f1, Nlrp14, Nlrp4f,
and Nlrp4b [36,37]. Nobox (newborn ovary homeobox gene) is
necessary for the expression of several key oocyte-specific genes,
including Gdf9 and Pou5f1 [38–40]. Sohlh1 (spermatogenesis- and
oogenesis-specific bHLH transcription factor 1) is another germ
cell-specific gene that encodes a bHLH protein [41]. Sohlh1 lies
upstream of Lhx8, Zp1, and Zp3 and is preferentially expressed in
primordial oocytes [41]. More recently, Rajkovic’s team described
a novel spermatogenesis- and oogenesis-specific basic helix-loop-
helix (bHLH) transcription factor, Sohlh2 [42,43]. Sohlh2-deficient
ovaries can form primordial follicles that do not differentiate
surrounding granulosa cells into cuboidal and multilayered
structures [43].

In addition to these functional relationships, small non-coding
RNAs, including microRNAs (miRNAs), small interfering RNAs
(siRNAs), and Piwi-interacting RNAs (piRNAs) have been
implicated as key regulators, especially in the gonads of eukaryotes
[44]. It has been shown that piRNAs become abundant in germ
cells at around the pachytene stage of prophase of meiosis I [45],
but they may be present at lower levels during earlier stages. It has
been shown that piRNAs repress transposable elements (TEs) but
their molecular functions are still unknown [46–49]. Unlike

microRNAs, individual piRNAs sequences per se are not
conserved.

In order to discover novel genes expressed in the ovary during
prophase I meiosis of germ cells and follicle formation, we
previously reported on the generation of two sheep fetal ovary
cDNA libraries, obtained by applying SSH using mRNAs isolated
from 55 and 82 day post-coitum (dpc) female gonads [50]. In this
species, meiosis occurs between days 50 and 75 and the first
primordial follicles are observed at around days 75–80 of gestation
[51]. In the resulting libraries [50], we found several transcripts
with sex or stage-specific patterns of expression, such as MOV10L1
(EMBL:CU654655), [52–54], TEX11 (EMBL:CU651916), [55]
and Gametocyte-specific factor 1 (GTSF1) (EMBL:CU652509),
[56]. Among these transcripts, we isolate an EST encoding a
putative protein with a PAZ domain (Piwi/Argonaute/Zwille),
namely TOPAZ1 (EMBL: CU654960 and CU655260). During the
current study, we characterize the genomic structure of the
TOPAZ1 gene and determine its expression pattern during
development in sheep and mouse. We show here that TOPAZ1/
Topaz1 is expressed in both the male and female gonads and is
highly conserved among vertebrates, including fish, amphibians,
birds and mammals. Furthermore, we demonstrate that TOPAZ1/
Topaz1 mRNA and TOPAZ1 protein are localized in both male
and female germ cells lineages.

Results

Characterization of TOPAZ1 transcripts
CU654960 and CU655260 ESTs arising from our previously

described sheep fetal ovary libraries [50] were aligned with public
EST databases and displayed significant similarity with human
testis EST (Genbank AI208289): identities = 393/428 (92%); e
value = 2e-171. As this sheep EST was expressed in the testis and
ovary and contained a PAZ-domain, we decided to call it
TOPAZ1. In order to characterize the full-length sequence of the
TOPAZ1 transcript in sheep, 59RACE experiments were per-
formed using mRNA from female fetal ovaries of 60 days post-
coitum (60 dpc). The primers used during the 59RACE experiments
are listed in Table S1. Moreover, the rest of the coding sequence
of TOPAZ1 cDNA was cloned by successive PCR procedures from
sheep fetal ovaries of 60 dpc. The primers used to clone sheep
TOPAZ1 cDNA are listed in Table S2. We found that the full
length TOPAZ1 cDNA sequence contained 20 exons with an open
reading frame sequence of 4803 bp. The number of nucleotides
for each exon is shown in Figure 1. The putative TOPAZ1
protein contained 1600 amino acids.

Figure 1. Structure of the sheep TOPAZ1 gene. Sheep TOPAZ1 cDNA derived from exons 1–20 and contained 4952 nucleotides. TOPAZ1 was
composed of twenty exons in sheep, bovine, human and mouse. The PAZ domain is located in the second exon and the CCCH domain in exon 8. The
nucleotide number of each exon of sheep TOPAZ1 is indicated under the Figure.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g001
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By searching for sequences with similarities to sheep TOPAZ1
gene within public databases, we found the human TOPAZ1 gene
(Official Symbol in GeneBank C3orf77; GeneBank Accession
number NM_001145030, Ensembl ENSG00000173769; Uni-
Gene Hs.132125; human hypothetical protein LOC375337). Full
length human TOPAZ1 cDNA (ORF: 5079 bp) was also made up
of 20 exons, as in sheep. Moreover, similarity analysis highlighted
the mouse Topaz1 gene (Official Symbol in GeneBank Gm9524;
GeneBank Accession number XM_001474362, UniGene
Mm.461223; mouse hypothetical protein LOC100032115) but
this predicted gene was much shorter (ORF: 1851 bp) when
compared to sheep and human TOPAZ1. In order to verify the
exact size of the mouse Topaz1 cDNA, we designed oligonucleotide
primers (Table S3) and ran successive RT-PCR using mouse
adult testis mRNA. We were thus able to deduce the size of the
mouse Topaz1 cDNA ORF as being 4962 bp, which was much
longer than the predicted sequence available in public databases
(GeneBank Accession number XM_001474362: 1919 bp, ORF:
1851 bp).

In these three species of mammals, all exons had almost the
same nucleotide size, except for exon 1 (see Figure S2). Indeed, in
its 39 part, the human TOPAZ1 exon 1 contained 141 bp more
than the sheep and mouse genes. Moreover, using RT-PCR and
sequencing we showed that the location of the predicted start
codon (ATG) differed between sheep and mouse. In the latter
species, the beginning of the ORF is at the same position as the
human protein start codon (UniProtKB: Q8N9V7).

According to the Vista Genome browser (http://genome.lbl.
gov/vista/index.shtml), the nucleotide similarity between the ORF
of the TOPAZ1 mRNA of sheep and of different mammalian
species (cattle: BK008402, human: NM_001145030 and mouse:
HM631980) was high, ranging from 79% between sheep and mice
and 82% between sheep and human to 97% between sheep and
cattle (Figure 2A) and the highest degree of similarity across
species existed from 3.25 to 5.0 Kb on the TOPAZ1 cDNA
sequences. TOPAZ1 localized to human chromosome HS 3p21.33,
its mouse orthologue to chromosome 9, and the cattle gene to
chromosome 22.

We have submitted these sheep and mouse TOPAZ/Topaz1
sequences to the GenBank databases and the accession numbers
are: HM631979 (Ovis aries) and HM631980 (Mus musculus). We also
submitted the predicted cattle TOPAZ1 cDNA (Bos taurus) to
Genbank: nucleotide sequence data reported are available in the
Third Party Annotation Section of the DDBJ/EMBL/GenBank
databases under the accession number TPA: BK008402.

TOPAZ1 protein contains conserved PAZ and zinc finger
domains

PAZ domain. TOPAZ1 protein belongs to a functionally
uncharacterized protein family (mouse hypothetical protein
LOC671232; human hypothetical protein LOC375337)
containing an evolutionarily conserved domain named PAZ for
Piwi/Argonaut/Zwille (PF02170, Accession IPR003100) located
in exon 2 (Figure 1) of all aligned sequences (amino acids 688 to
745 in human; 593 to 650 in ovine; 646 to 703 in bovine; 651 to
708 in mouse). This domain was found in two families of proteins
that are involved in post-transcriptional gene silencing, namely the
Piwi and Dicer families. The conservation of the PAZ domain in
different species was high (between 71% and 96%) and is shown in
Figure 2 (Ba).

Other domains. In addition, TOPAZ1 protein contains a
conformation typical zinc-finger domain (amino acids 1097 to
1116 in humans; 1005 to 1024 in sheep (Figure 1); 1058 to 1077
in cattle and 1056 to 1075 in mouse) of C-x8-C-x5-C-x3-H type

(PF00642, Accession IPR000571), but which is C-x9-C-x4/5-C-
x3-H in the TOPAZ1 proteins of several species (Figure 2 (Bb)).

TOPAZ1 protein is phylogenetically conserved in
Vertebrates

To determine whether the TOPAZ1 protein has been
conserved during evolution, a phylogenetic analysis was performed
on a 620 amino-acid alignment extending from the CCCH zinc
finger to the C-terminal end using the neighbor-joining method
[57], (1,000 bootstrap replicates). We showed that TOPAZ1
proteins were phylogenetically very close between sheep and
cattle, and neighbors with horse and dog orthologs (Figure 3).
Moreover, these 620 TOPAZ1 amino acids were aligned within
several classes of vertebrates such as fish, amphibians and birds,
and displayed a high degree of conservation within the Vertebrate
Subphylum. Thus TOPAZ1 proteins are highly conserved across
Vertebrate phylogeny.

TOPAZ1 is specifically expressed in gonads
The tissue specificity of both sheep and mouse TOPAZ1/Topaz1

transcripts was tested by semi-quantitative RT-PCR analyses on
different adult somatic tissues and gonads (adult and fetal ovaries
in sheep). The primers used are listed in Table S4. GAPDH in
sheep and beta-actin (Actb) in mouse served as positive controls and
were detected in all tissues (Figure 4). Among the different tissues
tested, mouse Topaz1 cDNA was exclusively expressed in adult
testis (Figure 4A) and sheep TOPAZ1 cDNA was detected in both
adult testis and fetal ovary (Figure 4B). None of the somatic
tissues tested displayed amplified bands corresponding to TOPAZ1
cDNA in both mouse and sheep species.

TOPAZ1 displays a time-regulated expression profile
during gonad development

In order to study the time course of TOPAZ1 mRNA expression,
quantitative RT-PCR was performed (primers listed in Table S5)
on female and male gonad tissues at different stages of
development (fetal, post-natal and adult). The relative expression
of sheep female TOPAZ1 mRNA, normalized to HPRT1 mRNA
expression (Figure 5A), increased during the meiosis prophase I
period (55–65 dpc), decreased until the end of the fetal life and
then remained very low in adult ovary. Throughout the fetal
period of testicular development, the relative expression of
TOPAZ1 mRNA was low. By contrast, TOPAZ1 expression was
only high in the adult testis of sheep.

According to the expression profile of ovine TOPAZ1
(Figure 5A) i.e. its increase during the 55–75 dpc period in fetal
ovary and in adult testis, we compared its expression with that of
DMC1, a gene essential for meiotic homologous recombination
during the development of male and female gonads in sheep using
quantitative RT-PCR (Figure 5B). In females, DMC1 transcripts
were detected as from 55 dpc, peaked between 60–65 dpc and then
decreased after 75 dpc. This profile was very similar to that of
TOPAZ1. In males, the expression of both DMC1 and TOPAZ1
was strongly observed at the adult stage.

In the mouse (Figure 6), the relative expression profile of
Topaz1 mRNA differed from that seen in sheep. Indeed, in
developing female and male gonads in fetal mice, the relative
expression of Topaz1 mRNA was approximately the same in both
sexes, and further increased during development. In females, its
relative expression was decreased after birth; it was even quite low
at 5 days post-partum (dpp) and almost null in mouse adult ovaries.
In males, Topaz1 mRNA increased as from 5 dpp to become
strongly expressed in the adult mouse testis.

TOPAZ1: A New Germ-Specific Gene
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Figure 2. (A) Nucleotide sequence conservation of mammalian TOPAZ1 transcripts and (B) Conservation of PAZ and CCCH domains
of TOPAZ1 protein in mammalian species. (A) The percentage nucleotide identity between sheep TOPAZ1 cDNA and that of other mammalian
species is indicated on the right-hand side. These alignments were obtained using the Vista Genome browser (http://genome.lbl.gov/vista/index.
shtml). (Ba) The PAZ domain surround (in red) consisted of 58 amino acids. The percentages of identity were 96%, 78%, and 71% between sheep-
cattle, sheep-human and sheep-mouse, respectively. (Bb) The CCCH domain is indicated in the green box, and consisted of 20 amino acids. Amino
acid identity was 90%, 85%, and 80% between sheep-cattle, sheep-human and sheep-mouse, respectively. Identical residues are noted with an
asterisk.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g002
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Thus TOPAZ1/Topaz1 was a gonad-specific expressed gene in
the sheep and mouse. However, its expression profile differed
slightly between these two species. Contrary to the mouse, the
sheep TOPAZ1 transcript was preferentially expressed in females
during fetal life when prophase I meiosis occurred (Figures 5A
and 5B). Indeed, we had previously shown that the leptotene and
zygotene stages were clearly identifiable in sheep ovogonia as from
55 dpc [51]. At this stage, the transcription of DMC1, SPO11, and
MSH4 was initiated. A strong signal was observed until 75 dpc,
after which expression decreased more or less rapidly and was
found to be present at a low level at 94 dpc. At birth, all ovocytes
were at the dictyate stage of meiosis [51]. The sheep TOPAZ1
transcript presented a profile similar to that of meiotic genes.

Topaz1 is a germ cell-specific gene
In order to determine whether Topaz1 expression in gonads is

restricted to germ cells, we analyzed germ cell fractions from
mouse testis and ovary. Enrichment in germ cells was ensured by
the immunomagnetic isolation of SSEA1+ cells (SSEA1-enriched
germ cells) from fetal gonads at 13 dpc. Stage-Specific Embryonic
Antigen 1 (SSEA1) is regulated developmentally during early
embryogenesis and is widely used as a marker to monitor the

differentiation of pluripotent EGCs, ESCs and embryonic
carcinoma cells (ECCs) [58]. To quantify Topaz1 gene expression,
we performed RT-qPCR on whole gonads versus SSEA1-enriched
germ cells from male and female 13 dpc gonads (Figure 7).
Topaz1 transcripts were abundant in both male and female
SSEA1-enriched cells but were rare in whole gonads, showing that
the Topaz1 gene was germ cell-specific in the mouse.

To consolidate our findings, we used homozygous fetuses with
null mutation for the c-Kit gene [59]. The absence of Kit prevents
the migration and survival of PGC, so that gonads from these
fetuses contain no germ cells. To produce these WlacZ/WlacZ
embryos, we intercrossed WlacZ/+ mice (obtained from Trans-
genesis Institute of Orléans-Villejuif Resource Center, (http://
transgenose.cnrs-orleans.fr/eng/intragene/presentation.php). An
analysis of Topaz1 mRNA expression within a pool of gonads
from WlacZ/WlacZ embryos (from 17.5 to 19.5 dpc) was
compared with the expression of Vasa (or Mhv, germ cell marker)
and Wt1 (Wilms tumor 1, somatic cell marker) (Figure 8). Topaz1
transcripts (such as Vasa) were clearly absent from male and female
germ cell-deprived gonads. On the other hand, Wt1, a gene with
somatic expression, was highly expressed in these gonads. These
findings reinforced our previous data indicating that Topaz1 is a
germ cell-specific gene in the mouse.

Topaz1 expression is not RA-dependant in mouse fetal
testis

In order to determine whether TOPAZ1 could be regulated by
the retinoic acid (RA) pathway, in vitro mouse fetal testis culture
experiments were performed [18]. Indeed, whereas in vivo male
meiosis only starts after birth, RA has been shown to induce
meiosis in vitro in mouse fetal germ cells from both 11 and 12.5 dpc
XY gonads [18]. In these in vitro cultures, about 20% of the germ
cells displayed histological characteristics typical of the leptotene
and zygotene stages. After such in vitro culture experiments on
11 dpc mouse testis, the expression of Rec8 (a meiosis-specific
phosphoprotein involved in recombination events), and of Topaz1,
was quantified using real-time quantitative RT-PCR (Figure 9).
We showed that a high level of RA (1026 M) induced the onset of
meiosis (as attested by the increase in Rec8 expression) after three
days of culture, when compared with the control culture (without

Figure 3. Molecular phylogeny of TOPAZ1. Phylogenetic analysis
was performed on a 620 amino-acid alignment extending from the CCCH
zinc finger domain to the C-terminal end using the neighbor-joining
method [57]; (1,000 bootstrap replicates). The tree was not rooted.
Accession numbers: Homo sapiens (human) NP_001138502; Pan troglo-
dytes (chimpanzee) XP_526186; Macaca mulatta (rhesus monkey)
XP_001114967; Mus musculus (house mouse) EDL09106; Rattus norvegicus
(rat) EDL76795; Bos taurus (cattle) NW_001494083.2 (genomic); Ovis aries
(sheep) HM631979; Equus caballus (horse) NW_001867381.1 (genomic);
Canis familiaris (dog) NW_876276.1 (genomic); Monodelphis domestica
(gray short-tailed opossum) XP_001381211; Ornithorhynchus anatinus
(duck-billed platypus) NW_001794448.1 (genomic); Gallus gallus (chicken)
NW_001471633.1 (genomic); Anolis carolinensis (green anole, lizard)
ENSEMBL scaffold_98 (genomic); Xenopus tropicalis (frog) ENSEMBL
scaffold_320 (genomic); Ictalurus punctatus (catfish) ABD91555; Danio rerio
(zebrafish) NW_001877999.1 (genomic); Tetraodon nigroviridis (pufferfish)
ENSEMBL Chr. 21.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g003

Figure 4. Expression of TOPAZ1 mRNA in different sheep (A)
and mouse (B) tissues. (A) The expression of sheep TOPAZ1 mRNA
was tested using RT-PCR in four adult somatic tissues (heart, liver, lung
and kidney) and in gonads (60 dpc ovary and adult testis). (B) The
expression of the mouse Topaz1 gene was tested in seven adult somatic
tissues (brain, heart, stomach, liver, lung spleen and kidney) and in adult
testis. GAPDH (glyceraldehyde-3P-dehydrogenase) and Actb amplifica-
tion served as loading controls.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g004
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RA). By contrast, the expression of Topaz1 was not modified by
RA treatment and Topaz1 expression in the mouse fetal testis did
not require RA signaling.

Production of a specific TOPAZ1 antibody
To determine the cell type and sub-cellular localization of

TOPAZ1 protein, we produced a polyclonal antibody from two
15-mer peptides. The specificity of this antibody was tested by
Western blot analysis on protein extracts from different sheep
tissues (cytosolic fractions of adult testis, fetal ovary at 60 dpc and
liver). This analysis showed that TOPAZ1 antibody bound
specifically to adult testis and fetal ovary extracts, but not to liver
extracts (Figure 10). The molecular weight of TOPAZ1 protein
was approximately 199 kDa, slightly higher than the predicted

molecular weight of 180 kDa. This difference may have resulted
from post-translational modifications. No similar signals were
detected in nuclear extracts from sheep gonads (data no shown).
The antibody against BETA-ACTIN (ACTB) detected a specific
42 kDa band in all the extracts tested, thus serving as a positive
control. TOPAZ1 protein was exclusively expressed in the
cytosolic compartment of gonad cells, and the protein level was
higher in sheep adult testis than in the fetal ovary. These results
were consistent with our RT-qPCR analysis (Figure 5A).

TOPAZ1 protein is present in germ cells of sheep fetal
ovary

The TOPAZ1 antibody was used on sheep fetal ovary sections at
60 dpc (Figure 11A, G), the stage displaying the peak expression of

Figure 5. Expression of TOPAZ1 and DMC1 mRNA in sheep gonads at different developmental stages. Quantification of TOPAZ1 (A) and
DMC1 (B) genes expression using quantitative real-time RT-PCR analysis at several fetal stages (44, 55, 60, 65, 75, 82, 90, 114 dpc) and in adult ovary
(red histograms) and testis (blue histograms). The HPRT1 (hypoxanthine phosphoribosyltransferase) gene was used as a reporter gene. Values
indicated on the graph are means 6 SEM of two independent RT experiments at each stage.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g005

TOPAZ1: A New Germ-Specific Gene

PLoS ONE | www.plosone.org 6 November 2011 | Volume 6 | Issue 11 | e26950



TOPAZ1 mRNA (Figure 5A). We also performed immunodetection
of MVH (VASA) (a germ cell marker expressed in the cytoplasm of
germ cells) on adjacent sections of 60 dpc ovary (Figure 11B, H).
Immunofluorescence was mainly detected in the germ cells. When
merged with DAPI, TOPAZ1 staining was clearly localized in the
cytoplasm of the cells (Figure 11G). When comparing TOPAZ1 and
MVH immunostaining, we concluded that TOPAZ1 was expressed
in the cytoplasm of 60 dpc female germ cells in sheep. Pre-immun
TOPAZ1 was also tested on sheep 60 dpc ovary sections and did not
reveal any staining (Figure 11C).

TOPAZ1 protein is present in germ cells of mouse adult
testis

The localization of TOPAZ1 in mouse adult testis was
determined using immunofluorescence (Figure 12A, E). The

peptides used for immunization were designed according to the
sheep sequence and were not fully homologous with the mouse
Topaz1 sequence. In order to enhance antibody specificity, purified
anti-TOPAZ1 antibody was used on mouse sections. TOPAZ1
displayed clear staining in germ cells of from mouse adult testis
(Figure 12A). The same degree of staining was achieved using
MVH antibody (Figure 12B). Moreover, when merged with
DAPI, the TOPAZ1 protein appeared to be clearly localized in the
cytoplasm of these germ cells (Figure 12G). Our results thus
confirmed the cytoplasm localization of TOPAZ1 in the germ cells
of mouse adult testis, a funding in agreement with those obtained
by the expression of Topaz1 transcripts in the germ cell enriched
fraction (Figure 7) and in germ cell-deprived gonads (Figure 8).
TOPAZ1/Topaz1 mRNA and TOPAZ1 protein were localized in
the germinal cell lineage of sheep and mice of both sexes.

Discussion

During this study, we isolated and characterized a new gene
encoding for a putative protein containing a PAZ domain. Until
now, the evolutionarily conserved PAZ (Piwi/Argonaute/Zwille)
domain had been found in two families of proteins that are
involved in post-transcriptional gene silencing [60], the PIWI and
DICER families. The three-dimensional structure of this domain
has been solved [61–63] and studies have revealed a unique mode
of single-stranded nucleic acid binding in which the two 3-terminal
nucleotides are buried in a hydrophobic cleft. It has been proposed
that the PAZ domain contributes to the specific recognition of
siRNAs [64].

In addition, TOPAZ1 contained a zinc-binding domain of the
Cys-X9-Cys-X4-Cys-X3-His type (termed the CCCH domain).
Berg et al. defined that the CCCH family is a group of zinc-finger
proteins consisting of a canonical C-X6–14-C-X4–5-C-X3-H motif
[65]http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/8599083. After ana-

Figure 6. Expression of Topaz1 mRNA in mouse gonads at different developmental stages. Quantification of Topaz1 gene expression
using quantitative real-time RT-PCR analysis at several fetal stages (12.5, 13.5, 14.5, 16.5 dpc), after birth (1, 5, 10, 15 dpp) and in adult ovary (pink
histograms) and testis (light blue histograms). The Actb gene was used as a reporter gene. Values indicated on the graph are means 6 SEM of three
independent RT experiments at each stage.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g006

Figure 7. Expression of the Topaz1 transcript in mouse enriched
germ cell fractions. Germ cells were isolated from 13 dpc gonads by
means of SSEA1+ immunomagnetic isolation. Quantification of Topaz1
gene expression using quantitative real-time RT-PCR analysis in whole
ovaries (pink histogram) and testes (light blue histogram) and in germ
cell fractions (hatched histograms). Values indicated on the graph are
means 6 SEM of three independent samples.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g007
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Figure 8. Expression of Topaz1, Mvh and Wt1 transcripts in mouse WlacZ/+ or WlacZ/WlacZ gonads. (A) Expression of Mvh, a gene only
expressed in germ cells, was used to verify the absence of germ cells from WlacZ/WlacZ gonads (F2/2 and M2/2, hatched histograms) in contrast
to WlacZ/+ gonads (F+/2 and M+/2, plain histograms). (B) Expression of the Wt1 gene in somatic cells was used to verify the integrity of somatic
cells. (C) The expression of Topaz1 was determined by qRT-PCR analysis in WlacZ/+ or WlacZ/WlacZ ovary and testis. The Hprt1 gene was used as a
reporter gene. Values indicated on the graph are means 6 SEM of two independent samples.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g008
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lyzing the entire CCCH family in Arabidopsis and rice, Wang et al.
re-determined that CCCH proteins are characterized by one to six
C-X4–15-C-X4–6-C-X3-H motifs which constitute glycine-rich and
phenylalanine-rich sequences [66]. CCCH-type zinc-finger pro-
teins are RNA binding proteins with regulatory functions at all
stages of mRNA metabolism, including pre-mRNA splicing,
mRNA transportation, sub-cellular localization and stability/
degradation, transcription, ubiquitination, and poly ADP-ribosyla-
tion [67,68]. It has been shown that different CCCH-type ZnF
proteins interact with the 39-untranslated region of various mRNA
[69], and that a single CCCH domain is capable of binding single-
stranded RNA with considerable affinity and selectivity [70]. The
presence of these two domains in the TOPAZ1 protein thus
strongly suggested a role for this factor in RNA recognition and
binding.

Phylogenetic analysis has revealed a fish-specific TOPAZ1 clade
within vertebrates. Among mammals, eutherians are separated
into two groups, rodents and others. This divergence could explain
the difference in expression patterns that we observed between
mice and sheep during gonad development. The strong conser-
vation of the ZnF_CCCH domain in fish and amphibians suggests
that the TOPAZ1 molecules of lower vertebrates possess the
structural features required for RNA binding. Whilst the C-
terminal from the ZnF_CCCH domain is well conserved among

all Topaz1 molecules, the N-terminal before the ZnF_CCCH
domain is more divergent between fish, amphibians, monotremes
and eutherian mammals (data not shown).

During the current study, we showed that the TOPAZ1/Topaz1
gene was specifically expressed in the gonads of sheep and mice, in
a sex-specific manner. Its expression was stronger in females than
in males during fetal gonad development. However, this pattern
was reversed after birth, with strong expression in adult males only
and the disappearance of Topaz1 expression from the adult ovary.
This time course was suggestive of a relationship between Topaz1
expression and the occurrence of germ cell meiosis. To reinforce
this hypothesis, we analyzed the expression profile of DMC1 in the
same samples and compared its expression pattern in sheep.
DMC1 is a meiosis-specific RecA/Rad51 homolog required for the
recombinational repair of meiotic Double Strand Breaks (DSBs).
The DMC1 protein was detected in mouse leptotene-to-zygotene
spermatocytes at the initiation of homolog pairing [71]. In
Saccharomyces cerevesiae and mice of both sexes, DMC1-deficient
mutants arrest in the late zygoneme/early pachyneme of meiotic
prophase I, with an accumulation of DSBs and defective formation
of the synaptonemal complex [72,73]. The comparison of sheep
TOPAZ1 and DMC1 expression patterns revealed a very similar
profile. Furthermore, we demonstrated that Topaz1 was germ line-
specific using two different approaches; the enrichment of mouse
germ cells by SSEA1 antibody and the use of gonads from WlacZ/
WlacZ mutant mice devoid of germ cells. Moreover, we showed
that TOPAZ1/Topaz1 mRNA encoded a protein present in germ
cells from both male and female gonads. Taken together, these
results reinforce the idea that TOPAZ1/Topaz1 could be involved
in germ cell development.

Our study also showed that Topaz1 expression was not
stimulated by retinoic acid in cultured male fetal gonads from
mice. This could have been due either to the incomplete meiosis
prophase I obtained during our organ culture experiments [18] or
to the need for non-retinoid pathways in order to regulate Topaz1
expression [28].

In addition to the recombination events and chromatin
exchange that occur during meiosis prophase I, it is of paramount
importance for germ cell genomes to be protected from the
uncontrolled propagation of mobile genetic elements. These
mobile elements must be distinguished from endogenous genes
and then selectively silenced. In Drosophila, germ cells express a
class of small RNAs (piRNAs) that are specialized in the repression
of mobile elements [74–76]. Germ cells in mice express two types

Figure 9. Effect of retinoic acid (RA) on Topaz1 expression in mouse fetal testis. Mouse testes at 11 dpc were cultured for 3 days with (RA+,
hatched histograms) or without (RA2, plain histograms) retinoic acid (1026 M). At the end of the culture period, total RNA was extracted and Rec8 (A)
and Topaz1 (B) mRNA expressions were measured by real-time quantitative RT-PCR. Values indicated on the graph are means 6 SEM of three
independent samples.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g009

Figure 10. Specificity of anti-TOPAZ1 antibody by Western
blot. Western-blotting experiments were performed with cytosolic
extracts from sheep adult testis, fetal ovary and liver. Anti-TOPAZ1
antibody recognized a 199 kDa protein in sheep adult testis and 60 dpc
ovary, but no band was detected in sheep liver. As a positive control,
ACTB expression was detected in each sample.
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g010
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of piRNAs: (i) a small fraction of piRNAs derived from the
repetitive genomic regions expressed during mouse embryogene-
sis, and (ii) a larger fraction of piRNAs derived from non-repetitive
regions that start to be expressed during the pachytene stage of
meiosis (pachytene piRNAs). [46,47,77]. Pachytene piRNAs
interact with MIWI (mouse PIWI) and MILI (MIWI-like), two
of the three mouse PIWI proteins [47]. In mice, the PIWI clade
contains three members: Miwi2, Mili, and Miwi, all of which
display distinctive developmental expression patterns [78–81]. In
the male germline, a deficiency in one of two Piwi family
members, Mili or Miwi2, results in the loss of DNA methylation
marks on transposons, and mutant animals display a phenotype
similar to that of Dnmt3L-deficient mice [81–84]. These data have
led to the hypothesis that Piwi/piRNA complexes might serve as
sequence-specific guides that direct the de novo DNA methylation
machinery to transposable elements [81,82,85]. The fact that
Topaz1 possesses two RNA interaction domains and an expression
profile related to meiosis prophase I supports the hypothesis that
Topaz1 might be involved in the piRNA pathway. It is noteworthy

that MOV10L1, a transcript previously isolated in our sheep fetal
ovary libraries [50] has recently been confirmed as an essential
component in the Piwi-interacting RNA pathway in the mouse
[53,54]. On the other hand and by comparison with MVH
immunostaining, we showed that TOPAZ1 displayed a similar
cellular localization. Consequently, TOPAZ1 could be expressed in
primordial germ cells and in germ cells undergoing gametogenic
processes until the post-meiotic stages in both males and females.
In adult testis, MVH and TOPAZ1 proteins were located in the
cytoplasm of spermatogenic cells. It has recently been shown that
MVH plays a crucial role in piRNA processing and in the gene
silencing of retrotransposons [86]. The similarity of the expression
profiles and cell localization of both genes, in addition to the
presence of PAZ and RNA-binding domains in Topaz protein,
reinforce the possible role of TOPAZ1 in the regulation of
retrotransposons in the germ line.

Further studies are necessary to investigate the functional role of
TOPAZ1 in mammalian gametogenesis, and for this purpose we
are currently generating a Topaz1 knockout mouse.

Figure 11. Immunodetection of TOPAZ1 protein in sheep fetal ovary. Immunofluorescence was performed on transversal sections of sheep
60 dpc ovaries to detect TOPAZ1 (A) and MVH (B) proteins. Pre-immune serum (PI) was also tested (C). For each section, DAPI was performed to
detect nuclei (D-E-F). TOPAZ1 showed similar cellular localization as MVH (A, B). The immunolabeling of TOPAZ1 and MVH was merged with DAPI (G,
H). TOPAZ1 can be detected in the cytoplasm of germ cells in ovine fetal ovary. PI serum of TOPAZ1 did not reveal any staining (C). Scale
bars = 200 mm in H (applies to A–G).
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g011
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In conclusion, TOPAZ1 is a new evolutionarily conserved gene,
specifically expressed in gonads and probably involved in
gametogenesis. The presence of a PAZ domain in Topaz1 suggests
that it could be involved in the RNA silencing pathway. It
constitutes a potential new actor in piRNA-directed retrotranspo-
son silencing in germ cells that contributes to a safeguard
mechanism for genetic information.

Materials and Methods

Animal and tissue samples
Pregnant Pré-Alpes female sheep were obtained as previously

described [50,51]. Sheep fetuses were collected at 44, 55, 60, 65,
75, 82, 90 and 114 days post coitum (dpc). The gonads of adult
animals were collected at slaughter, cut into small pieces, flash
frozen in liquid nitrogen and then stored at 280uC. Other organs
from sheep fetuses, such as the liver, kidney, lung and heart, were

treated similarly. C57/Bl6, 129/Sv and NMRI mouse fetuses and
adult organs were also collected, frozen immediately and then
stored at 280uC. Experiments were performed in accordance with
the International Guiding Principles for Biomedical Research
involving animals, as promulgated by the Society for the Study of
Reproduction and with the European Convention on Animal
Experimentation. All researchers working directly with the animals
possessed an animal experimentation license delivered by the
French veterinary services, and the permit number for our studies
is C91332101. The study also involved the use of 129/Sv mice
carrying the KitW/LacZ allele. The KIT gene was inactivated and
the first exon of Kit was replaced by an nlsLacZ-neo cassette. Full
details on this construction can be found in the paper by Bernex
and colleagues [59]. Ovaries and testes from heterozygous
(WlacZ/+) and homozygous (WlacZ/WlacZ) mice were collected
at between 17.5 dpc and 20.5 dpc.

Figure 12. Immunodetection of TOPAZ1 protein in mouse adult testis. Immunofluorescence was performed on sections of mouse adult
testis to detect TOPAZ1 (A) and MVH (B) proteins. Anti-TOPAZ1 antibody raised against sheep protein was used to detect mouse Topaz1. For each
section, DAPI was performed to detect nuclei (C–D). Mouse TOPAZ1 displayed a localization similar to that of MVH (A, B). The immunostaining of
TOPAZ1 and MVH was merged with DAPI (E, F). TOPAZ1 can be detected in the cytoplasm of germ cell in mouse testis. Scale bars = 200 mm in H
(applies to A–F).
doi:10.1371/journal.pone.0026950.g012
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RNA extraction, reverse transcription (RT),
semi-quantitative RT-PCR and real-time PCR

Total sheep RNAs were extracted from each sample using
TrizolH reagent (Invitrogen Life Technologies, Cergy-Pontoise,
France] plus the RNeasy Mini kit (QIAGEN SA, Courtaboeuf,
France), following the manufacturer’s instructions. In sheep, we
used six ovaries and four testes at 45 dpc, four gonads at 55 dpc,
two gonads at 60-65-75-82 dpc, one gonad at 90–114 dpc and a
sample of adult gonads. RT was performed on each sample using
5 mg Dnase-treated RNA incubated with random hexanucleotide
primers with Superscript II (Invitrogen, Cergy-Pontoise, France),
according to the manufacturer’s instructions.

Briefly, semi-quantitative RT-PCR was performed on 1 mL
(corresponding to 25 ng reverse-transcribed total RNA) of each RT,
which was amplified using 0.5 U Taq polymerase (TaKaRa, Lonza,
Verviers, Belgium). The primer sequences and PCR conditions used
are shown in Table S4. In sheep, the GAPDH gene was used as a
control. The PCR conditions were presented in Table S4.

Real-time PCR analysis of TOPAZ1 was performed using the
ABI Prism 7700 HT apparatus (Applied Biosystems). Briefly, PCR
was performed with the ABsolute blue QPCR SYBR Green ROX
mix (Abgene, Les Ulis, France), using 50 ng of cDNA from the
RT. The primers used for real-time PCR are presented in Table
S5. We have performed all control experiments to ensure that our
primers could not amplify any genomic products. All expression
data were normalized using the HPRT1 expression level for sheep
samples. Real-time PCR on sheep involved two different RT
experiments for each stage and the SEM was calculated from these
two independent samples. Real-time PCR in the mouse was
performed on three different RT samples for each stage.

In the mouse, total RNA was extracted using the RNeasy Mini
kit (Qiagen) in C57/Bl6 and NMRI mice or the RNeasy Micro kit
(Qiagen) in 129/Sv WlacZ/+ and WlacZ/WlacZ mice, depending
on the size of the gonads. Ovaries from WlacZ/+ or WlacZ/
WlacZ mice at between 17.5 dpc and 20.5 dpc were pooled in two
separate tubes (14 and 18 ovaries, respectively). The same
procedure was used for WlacZ/+ and WlacZ/WlacZ testes (4
and 6 testes for each condition). Reverse transcription was carried
out with the Omniscript kit (Invitrogen), according to the
manufacturer’s instructions. The expression of Topaz1 or Rec8
genes was assessed by real-time PCR using the SYBR Green
Universal PCR Master Mix 26 (Applied Biosystems, Foster City,
CA). Reactions were carried out and fluorescence was detected on
an ABI Prism 7000 apparatus. In the mouse, the amount of each
cDNA detected was normalized using Actb, Hprt1 or Mvh. All
primers are presented in Table S5.

59RACE-PCR in sheep
The full-length cDNA of sheep TOPAZ1 was determined using

the 59 RACE System (Invitrogen, Cergy-Pontoise, France). Total
RNA was extracted from 60 dpc female fetal gonads. One
microgram of total RNA was reverse-transcribed into first-strand
cDNA using a specific oligo for TOPAZ1 (TOPAZ1_RT, Table
S1) and Superscript II (Invitrogen, Cergy-Pontoise, France). First-
strand cDNA was treated with RNase H (Invitrogen, Cergy-
Pontoise, France) and purified on a S.N.A.P column (Invitrogen,
Cergy-Pontoise, France). TdT tailing was performed on cDNA
using dCTP and terminal transferase (Invitrogen, Cergy-Pontoise,
France). Thirty two PCR cycles were performed using the AAP
anchor primer (a non-specific primer) and TOPAZ1 specific primer
1, with or without 5% formamide. A second PCR were performed
on 5 mL of the PCRI samples diluted at 1/100, with two different
TOPAZ1-specific primers (Topaz1–2 or Topaz1–3 nested probe,
Table S1) and AUAP (a non-specific primer). Both PCR

procedures were performed according to the following protocol:
94uC for 30 s, 55uC for 30 s, and 72uC for 1.5 min for 32 cycles,
followed by an extension for 10 min at 72uC. All RACE-derived
PCR products were subcloned into the pGEMTeasy vector and
the clones were then sequenced.

Primers for TOPAZ1 cDNA in sheep and mouse were designed
to verify the size of the full-length cDNA sequences on adult testis.
They are listed in Tables S2 and S3. The PCR conditions were
94uC for 30 s, 60uC for 30 s, and 72uC for 1.5 min for 35 cycles,
followed by an extension for 10 min at 72uC.

NMRI Mouse Testis cultures with retinoic acid (RA)
Pregnant female mice were killed by cervical dislocation at

11 dpc and their fetuses removed from the uterine horns. Gonads
and their mesonephros were isolated from the fetuses under a
binocular microscope and kept in Ham F12/DMEM (1:1) (Life
Technologies, Inc., Grand Island, NY, USA) until explantation.
The sex of the fetus was determined by PCR amplification of Sry,
as previously described [87]. The gonads were cultured on
Millicell-CM Biopore filters (Millipore, Billerica, MA, USA) in
0.3 ml of Ham F12/DMEM (1:1) for 3 days under a 5% CO2/
95% air atmosphere. The medium was changed every 48 h. One
gonad from each fetus was cultured in a medium containing all-
trans-RA (1026 M, Sigma, St Louis, MO), and the other was
cultured in a control medium.

Purification of NMRI mouse germ cells
About 50 gonads from 13.5 dpc fetuses were digested first in

0.25% trypsin-0.02% EDTA (Trypsin/EDTA solution, Sigma-
Aldrich, St. Louis, MO) at 37uC. The samples were then
centrifuged and digested with 2 mg/ml collagenase and
0.02 mg/ml DNase I in HBSS. For the purification of SSEA1-
positive cells, dispersed cells were incubated with anti-SSEA1 (1/5,
anti-SSEA1 monoclonal antibody, DSHB, Iowa) in PBS, 0.5%
BSA (PB) for 20 min at 4uC. The cells were then centrifuged and
washed once with 1 ml PB, before being incubated with 20 mL
microbead-linked donkey anti-mouse IgM antibody (Miltenyi
Biotec, Germany) in 300 mL PB with 2 mM EDTA (PBE) for
15 min at RT. The column was rinsed three times with 500 mL
PBE to wash out unbound cells, which represented the SSEA1-
cell fraction. After removal from the magnet, the column was
flushed with 1 ml PB, which allowed collection of the SSEA1+ cell
fraction. The cells were pelleted, RLT buffer was added and total
RNA was extracted as previously described.

Phylogenetic analysis
TOPAZ1 sequences were retrieved by BLAST analysis from the

databases accessible via the NCBI (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/
Blast.cgi) and ENSEMBL (http://www.ensembl.org/Multi/blast
view) servers. Sequence analysis was performed using the GCG
Wisconsin package (Version 11.1, Accelrys Inc., San Diego, CA).
Gene structure and protein sequences were predicted from genomic
sequences using FGENESH [88]; (http://linux1.softberry.com/
berry.phtml?topic = fgenesh&group = programs&subgroup = gfind).
Multiple sequence alignments were generated using ClustalX [89].
Phylogenetic analysis was performed on a 620 amino-acid alignment
extending from the CCCH zinc finger to the C-terminal end using
the neighbor-joining method [57]; (1,000 bootstrap replicates;
Kimura two-parameter correction) as implemented under Seaview
(Version 4.0) [90].

Proteins Extraction
Frozen tissues (sheep 60 dpc liver and ovaries and adult testis)

were pounded into liquid nitrogen. The tissue powder was then
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mixed with 1 ml lysis buffer in a Dounce, and 0.2% NP40 was
added. Samples were centrifuged at 13,000 rpm for 1 hr at 4uC,
and the supernatant corresponding to the cytosolic extract was
removed. The nucleus pellet was resuspended in 100 ml nuclear
protein extraction buffer (20 mM Hepes pH 7.7, 1.5 mM MgCl2,
0.2 mM ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA), 25% glycerol,
1 mM NaF, 1 mM Na3VO4, 10 mM ammonium molybdate,
0.5 mM dithiothreitol (DTT), 2 mM benzamidine, 0.5 mM
phenylmethyl sulfonyl fluoride (PMSF)) to which 10 ml of 4 M
NaCl was added. After 1 hr of gentle mixing at 4uC, the samples
were centrifuged for 30 min at 13,000 rpm, and the supernatant
corresponding to nuclear extracts was collected. The Bradford
method was used for protein quantification and samples were
conserved at 280uC.

Generation of an anti-TOPAZ1 antibody
Anti-TOPAZ1 antibody was generated by Eurogentec Compa-

ny. Two peptides of 15 amino acids were used to immunize a
rabbit: TEKRKEINAKSSERE (sheep amino acids 601–615) and
SLSGAEVRQSRTKEN (sheep amino acids 625–639), chosen for
their potential high antigenicity. Their homologies with mouse
Topaz1 counterparts were 60% and 66%, respectively. The
antibody was affinity purified with both peptides by Eurogentec
Company. The non-purified antibody was used in sheep and the
purified antibody was used in mouse.

Western Blotting
For Western-blot analyses, (11 mg) proteins were separated in

NuPAGE 4–12% Bis-Tris polyacrylamide gels according to the
manufacturer’s instructions (Invitrogen) and transferred onto a PVDF
membrane (Millipore). The blots were incubated with primary
antibodies (rabbit polyclonal anti-TOPAZ1 antibody 1:300, or rabbit
monoclonal anti-ACTB, 1:500, Sigma) overnight at 4uC and were
then incubated for 1 h with the corresponding peroxidase-conjugated
antibody (anti-rabbit immunoglobulin, 1:5000, Biosystem). Immu-
noreactive bands were detected by ImmobilonTM western Chemi-
luminescent HRPSubstrate (Millipore).

Immunofluorescence
Freshly dissected gonads were fixed in 4% paraformaldehyde in

phosphate saline buffer (PBS) at 4uC overnight. After washing in
PBS with increasing concentrations of sucrose (0, 12%, 15%, and
18%), the tissue specimens were embedded in Jung Tissue
Freezing Medium (Leica Instruments) and frozen at 80uC.
Cryosections (5 mm) were obtained and stored at 280uC. The
sections were air-dried, treated with chloroform for 30 sec, and
then rehydrated in PBS for 10 min. The TOPAZ1 antibody
(1:1000) and VASA antibody (or MVH, 1:500, ab13840, Abcam)
were diluted in 1% BSA/PBS and applied to tissue sections
overnight at 4uC. After several washes, the sections were incubated
with a secondary anti-rabbit IgG-FITC antibody against rabbit

(1:200, Vector) for 1 h at room temperature. The slides were then
rinsed in PBS, mounted in Vectashield mounting medium with
DAPI (Vector) and observed with a Leica DMRB epifluorescence
microscope coupled to a DP50CCD camera (Olympus).

Supporting Information

Figure S1 Main genes involved in follicle formation and
preservation of germ cell resting pool. Several factors are
involved in primordial (FIGLA, NOTCH2, SOHLH1 and 2,
FOXL2), primary (NOBOX, LHX8, cKIT/KL) or secondary
(GDF9, BMP15) follicle formation. Others support the resting pool
of primordial follicles and avoid their differentiation (AMH, PTEN,
FOXO3A).
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Figure S2 TOPAZ1 exon 1 in human, sheep and mouse.
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Table S1 59 RACE primer sequences used in sheep.
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Table S2 Sequences of semi-quantitative RT-PCR prim-
ers used to sequence full-length TOPAZ1 cDNA in sheep.
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Table S3 Sequences of semi-quantitative RT-PCR prim-
ers used to sequence and/or verify the size of mouse
Topaz1 cDNA.
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Table S4 Primer sequences and conditions used for RT-
PCR analyses.
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Table S5 Sequences of qPCR primers. Oligonucleotides for
qPCR were designed using the PrimerExpress Designer software
(Perkin Elmer).
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Résumé	
 Cette thèse constitue un travail original décrivant pour la première fois le rôle 

indispensable du gène Topaz1 pour une spermatogenèse correcte chez la souris.Ce gène, 

hautement conservé chez les vertébrés, est spécifique des cellules germinales et possède 

deux domaines conservés: CCCH et PAZ. Ce domaine PAZ est retrouvé dans les protéines 

PIWI impliquées dans la voie des piRNAs.  

Afin d'étudier le rôle de Topaz1, nous avons généréun modèle murin dépourvu de ce gène.  

L'absence de TOPAZ1 ne perturbe ni le développement, ni la fertilité des souris 

hétérozygotes et des femelles homozygotes. Par contre, les mâles Topaz1/ sont stériles dû à 

un arrêt de la spermatogenèse lors de la première division méiotique. Le poids des testicules 

de ces animaux mutants diminue après la première vague de la spermatogenèse comparé à 

des testicules d'animaux normaux. D'un point de vue histologique, les différences entre 

testicules Topaz1/ et +/+ apparaissent entre 15 et 20 jours après la naissance. Cette 

déficience en TOPAZ1 induit une absence de cellules germinales haploïdes et une 

augmentation de l’apoptose, suggérant un arrêt de la spermatogenèse au cours de la 

première division de méiose. Cet arrêt n’est pas dû à un défaut de formation du complexe 

synaptonémal ni à une dérégulation de l’inactivation transcriptionnelle des chromosomes 

sexuels. De plus, malgré la présence d'un domaine PAZ dans la protéine TOPAZ1, son 

absence n'induit pas une dérépression des rétrotransposons. Les testicules de ces souris 

Topaz1/, comparés à des animaux normaux, présentent des transcriptomes perturbés avec 

notamment la dérégulation de l'expression de plusieurs gènes inconnus et d'ARNs non 

codants longs. L’un d'eux a également été retrouvé dérégulé dans des modèles de souris 

invalidés pour des gènes indispensables à la fertilité murine mâle (Mov10l1, Mybl1). 

Ces résultats suggèrent une nouvelle voie de régulation de la spermatogenèse, parallèle et 

indépendante à la voie des piARNs, qui pourrait impliquer des régulations via des lncRNAs. 

Cette étude a permis de démontrer que TOPAZ1 est indispensable à la spermatogenèse de 

souris. En plus d’être un bon gène candidat pour des cas d’infertilités azoospermiques non 

obstructives chez l’Homme, Topaz1 pourrait ouvrir des nouveaux champs d'investigations 

impliquant de nouvelles voies de régulation de la spermatogenèse. 



Abstract 
This thesis constitutes an original study describing for very the first time the crucial role  in 

spermatogenesis of the Topaz1gene  in mice. This gene, highly conserved  in Vertebrates,  is 

germ cells‐specific and contains two conserved domains: CCCH and PAZ. The PAZ domain is 

found in the PIWI proteins implicated in the piRNAs pathway. 

In order to study the role of Topaz1, our  laboratory has generated a mouse model deleted 

for this gene. 

The deletion of Topaz1 does not  impair mouse development, nor  fertility of heterozygous 

mice  and  homozygous  females.  Contrariwise,  Topaz1‐/‐ males  are  infertile  because  of  an 

arrest  of  spermatogenesis  during  the  first meiotic  division. Mutants’  testicular weight  is 

reduced  after  the  first wave  of  spermatogenesis,  compared with  testis  of  normal males. 

Histologicaly, differences between Topaz1‐/‐ and  +/+  testes appear between 15 and 20 days 

after  birth.  Deletion  of  Topaz1  causes  a  lack  of  haploid  germ  cells  and  an  increase  of 

apoptosis,  suggesting an  interruption of  spermatogenesis during  the  first meiotic division. 

This meiotic arrest is not caused nor by a synaptonemal complex formation defect nor by a 

misregulation of the MSCI (Meiotic Sex Chromosomes Inactivation). Despite the PAZ domain 

contained  in  the  TOPAZ1  protein,  its  invalidation  does  not  activate  retrotransposon 

expression.  Topaz1‐null  testes  reveal  disturbed  transcriptomes  with  a  misregulation  of 

several unknown genes and long non‐coding RNAs expression. One of these lncRNAs is also 

misregulated in other mouse models presenting a male infertility (Mov10L1‐/‐, Mybl1‐/‐). 

These  results  suggest  a  new  regulation  pathway  of  spermatogenesis,  parallel  and 

independent to the piRNAs pathway. This new pathway could implicate lncRNAs regulations. 

This study demonstrated the essential role of Topaz1in mice spermatogenesis. This gene is a 

good candidate for azoospermia non‐obstructive  infertility  in men. Topaz1 could open new 

fields of investigation involving spermatogenesis new regulation pathways. 
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