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Avant-propos  
 

En France et dans le monde, les débats s’intensifient sur la légalisation du cannabis 

pour un usage récréationnel mais également thérapeutique. L’usage du cannabis étant 

suspecté d’induire des perturbations de plusieurs fonctions physiologiques, dont la fonction 

reproductive, l’augmentation de sa consommation dans le monde en fait désormais un 

enjeu de santé publique majeur. Si les données expérimentales et épidémiologiques 

s’accumulent ces 60 dernières années, montrant les perturbations au niveau central et 

gonadique que peut entrainer une exposition au cannabis chez l’homme adulte, force est de 

constater que les mécanismes d’action des composants du cannabis sur la fonction 

reproductive sont encore peu connus. Le cannabis étant la drogue la plus consommée chez 

la femme enceinte, évaluer les effets potentiels de son exposition sur le testicule humain 

fœtal est également capital.  

Dans ce contexte, l’objectif de ma thèse a été d’évaluer si l’exposition à deux 

composants principaux du cannabis, le (−)-Δ9-trans-tetrahydrocannabinol (Δ9-THC) et le 

cannabidiol (CBD) également utilisés en thérapie, pouvait affecter les fonctions testiculaires 

pendant la vie fœtale ou à l’âge adulte. En utilisant des modèles d’étude ex et in vivo, ce 

travail de recherche permet de participer à la description des effets du cannabis sur la santé 

reproductive des hommes à différents moments de la vie.  

Ce manuscrit débute par une revue de la littérature divisée selon 3 chapitres. Après une 

description des hypothèses et objectifs principaux de la thèse, la suite du manuscrit sera 

consacrée aux résultats, à la discussion et aux perspectives respectives des 3 travaux 

expérimentaux mis en œuvre au cours de cette thèse. 

Au cours du chapitre I, sont présentés les effets sur la physiologie testiculaire d’une 

exposition du testicule adulte humain à du Δ9-THC et du CBD dans un modèle de culture 

organotypique. Le chapitre II est consacré aux résultats observés lors de notre étude sur le 

testicule humain fœtal. Dans un premier temps, l’expression des composants du système 

des ECB est décrite. Les impacts sur la physiologie testiculaire d’une exposition du testicule 

fœtal humain au Δ9-THC et au CBD, dans un modèle de culture organotypique, sont ensuite 

caractérisés et discutés. Pour compléter nos résultats obtenus sur le testicule humain fœtal, 



 
 

nous avons utilisé un modèle de souris pour attester des effets d’une exposition 

gestationnelle in vivo à du Δ9-THC et du CBD sur le développement testiculaire. Ces données 

seront présentées lors du chapitre III.  

Enfin, une conclusion globale reviendra sur les résultats principaux de la thèse. Les 

données présentées dans ce manuscrit contribuent à la connaissance scientifique des 

impacts de molécules présentes dans l’environnement sur la santé reproductive masculine.  
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Figure 1 : Anatomie du testicule et de l’épididyme humain adulte (tiré de Saint-Dizier and Chastant-
Maillard, 2014).  

Enveloppé par l’albuginée, le testicule est constitué de lobules testiculaires, délimités par des parois 
septales. Chaque lobule comprend de nombreux tubes séminifères, qui débouchent dans le rete 
testis. Les canaux efférents relient ensuite le rete testis à l’épididyme, qui se prolonge par le canal 
déférent. Le rete testis, ainsi que les vaisseaux sanguins et lymphatiques, plongent dans le testicule 
au niveau du mediastinum testis, qui présente un épaississement de l’albuginée. Le plexus 
pampiniforme est l’ensemble de veines sortantes du testicule. Il entoure l’artère testiculaire au 
niveau du cordon spermatique.  
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CHAPITRE I.  LA FONCTION REPRODUCTIVE 
 

La fonction reproductive du testicule repose d’une part sur sa capacité à produire des 

spermatozoïdes capables de féconder l’ovocyte (après maturation dans l’épididyme et les 

voies génitales femelles), et d’autre part à sécréter des hormones et d’autres facteurs 

assurant son homéostasie (Saint-Dizier and Chastant-Maillard, 2014).  

La fonctionnalité du testicule adulte repose en partie sur le bon déroulement de son 

développement et de sa différenciation au cours de la vie fœtale. Des perturbations in utero 

lors de la mise en place des fonctions testiculaires, peuvent se traduire par des troubles de la 

fonction de reproduction chez l’individu plus tard au cours de sa vie (Rey and Grinspon, 

2011).  

Dans ce premier chapitre, j’aborderai l’anatomie puis l’ontogénèse testiculaire des 2 

espèces étudiées au cours du projet de thèse : l’homme et la souris. Je m’attarderai ensuite 

sur les expositions environnementales et leurs conséquences sur la santé reproductive mâle.  

 

A) Anatomie et fonction du testicule adulte  

 

Tout comme la prostate, l’épididyme et les vésicules séminales, les gonades mâles, ou 

testicules, appartiennent à l’appareil reproducteur masculin (Clement and Giuliano, 2015). 

 

1.  Structure du testicule adulte  
 

Situés dans le scrotum à l’extérieur du pelvis, chaque testicule est recouvert de trois 

enveloppes, la plus intérieure étant l’albuginée (Titi-Lartey and Khan, 2022; Tiwana and 

Leslie, 2022) (Figure 1). La surface interne de cette dernière, composée de tissu conjonctif et 

de fibres musculaires, plonge dans le testicule pour former des parois septales, qui 

délimitent des lobules. Au sein des lobules, sont trouvés les tubes séminifères. Les tubes 
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séminifères sont séparés par un tissu conjonctif appelé le tissu interstitiel. Ils radient vers 

une structure appelée le rete testis, lui-même relié à l’épididyme via les canaux efférents.  

 

Figure 2 : Illustration des différents types cellulaires testiculaires trouvés dans une coupe 
transversale d’un tube séminifère humain (tiré de Mäkelä and Toppari, 2017). 

 On distingue deux compartiments dans le testicule : les tubes séminifères et le tissu interstitiel, 
séparés par une lame basale. Les tubes séminifères comportent les cellules de Sertoli, les cellules 
myoïdes péritubulaires et les cellules germinales à différents stades de différenciation. Les cellules 
germinales les plus différenciées sont libérées dans la lumière du tube séminifère, située en son 
centre. La barrière hémato-testiculaire cloisonne le tube séminifère de façon physique et moléculaire 
en différents micro-environnements spécifiques. Les fibroblastes, les cellules immunitaires dont les 
macrophages, les cellules des vaisseaux sanguins (et lymphatiques) ainsi que les cellules de Leydig 
sont situés dans le tissu interstitiel.  
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L’épididyme, composé d’une tête, d’un corps et d’une queue, se prolonge par le canal 

déférent qui lui quitte le scrotum pour joindre les autres organes de l’appareil reproducteur 

(Sullivan et al., 2019). L’épididyme permet la maturation des spermatozoïdes produits dans 

le testicule notamment l’acquisition de leur motilité et leur capacité à féconder 

ultérieurement l’ovocyte. Il permet également leur stockage et leur survie avant 

l’éjaculation.  

Bien que l’architecture globale du testicule soit très similaire au sein des 

mammifères, les particularités du testicule humain et murin seront décrites tout au long des 

paragraphes suivants.  

 Au sein du testicule, on peut schématiquement distinguer de façon morphologique et 

fonctionnelle, deux compartiments, correspondants aux deux fonctions testiculaires 

majeures (Figure 2). La première, dite endocrine, est la production d’hormones, 

principalement d’androgènes. Elle est assurée par les cellules de Leydig, situées dans le tissu 

interstitiel. La deuxième fonction, dite exocrine, est la production par un processus appelé 

spermatogenèse de spermatozoïdes capables de féconder un ovocyte (après maturation 

dans l’épididyme et les voies génitales femelles). Elle prend place dans les tubes séminifères. 

Bien que distincts sur le plan histologique, les deux compartiments sont étroitement 

interdépendants. Un dialogue moléculaire via des sécrétions paracrines ainsi qu’une 

architecture morphologique précise sont nécessaires pour garantir l’homéostasie du tissu 

testiculaire et assurer la fonction de reproduction. 
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Figure 3 : La spermatogenèse dans le testicule humain et murin (modifié à partir de Encyclopeadia 
Britannica, 2013). 

La spermatogenèse est un processus polarisé, débutant avec les spermatogonies localisées le long de 
la lame basale et se dirigeant vers la lumière du tube. Les cellules de Sertoli enserrent les cellules 
germinales à toutes les étapes de la spermatogenèse jusqu’à la libération des spermatides allongées 
dans la lumière du tube.  
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1.  Les tubes séminifères et la spermatogenèse  
 

Les tubes séminifères contiennent trois types cellulaires : les cellules germinales, les 

cellules de Sertoli et les cellules myoïdes péritubulaires (CMP). C’est dans ce compartiment, 

dit aussi « intra-tubulaire », que se déroule la spermatogenèse des cellules germinales.  

 

a)  Les cellules germinales  
 

La spermatogenèse est l’ensemble des processus aboutissant à la formation de 

spermatozoïdes à partir de cellules germinales indifférenciées, appelées spermatogonies 

indifférenciées. C’est un processus hautement polarisé, débutant avec les spermatogonies 

situées au niveau de la membrane basale du tube séminifère et étant dirigé vers sa lumière 

(Figure 3).  

Ce processus physiologique se divise en trois grandes étapes (Auger, 2018) (Figure 3) :   

- la phase mitotique, qui correspond à une phase d’amplification des spermatogonies 

par des divisions mitotiques successives et à leur différenciation jusqu’au stade 

spermatocyte primaire,   

- la phase méiotique, qui résulte en la formation de spermatides rondes haploïdes, 

- la spermiogénèse, qui correspond à la phase de maturation des spermatides rondes 

en spermatides allongées, ensuite libérées dans la lumière par un processus appelé 

spermiation.  

Enfin les spermatides allongées rejoignent les canaux efférents puis l’épididyme où elles 

subissent plusieurs modifications et sont stockées : on les appelle des spermatozoïdes.  

 

Si les processus généraux de la spermatogenèse sont communs chez les mammifères, 

des différences existent entre le testicule murin et humain, en particulier lors de la phase 

mitotique (Singh et al., 2011; Fayomi and Orwig, 2018). 
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(1) Les cellules souches spermatogoniales  

Chez l’homme et la souris, la production de spermatozoïdes débute à la puberté et 

perdure tout au long de la vie de l’individu mâle. Cette capacité de fertilité pérenne est 

permise par l’existence des cellules souches spermatogoniales (CSS), une population de 

spermatogonies spécifiques très indifférenciées, qui constituent un stock de cellules souches 

germinales mâles. La caractéristique majeure d’une cellule souche est sa capacité à se diviser 

de manière asymétrique. Ainsi, la division d’une SSC donne d’une part une cellule fille, 

permettant de maintenir le stock de cellules souches, et d’autre part une cellule plus 

engagée dans la différenciation, appelée cellule « progénitrice » qui poursuivra la 

spermatogenèse. 

Chez la souris, on retrouve 3 populations de spermatogonies dites « indifférenciées » 

: les spermatogonies Asingle (As), les spermatogonies Apaired (ou Apr) et les spermatogonies 

Aaligned (ou Aal) (Yoshida, 2008; Phillips et al., 2010; Mäkelä and Hobbs, 2019). Il a été mis en 

évidence qu’une sous population de spermatogonies As correspondent aux cellules souches 

spermatogoniales (Nakagawa et al., 2007; Suzuki et al., 2009; Phillips et al., 2010; de Rooij 

and Griswold, 2012). Il a également été montré que les spermatogonies de type Apr et Aal 

pouvaient également remplir ce rôle dans des conditions précises (Nakagawa et al., 2010). 

Chez l’homme, les spermatogonies Adark (Ad) et Apale (Ap) constituent les spermatogonies 

indifférenciées (Clermont, 1966; Shalet, 2009; Sharma and Agarwal, 2013; Mäkelä and 

Toppari, 2017; Fayomi and Orwig, 2018). Ces deux types cellulaires possèdent les 

caractéristiques des SSC. Il est admis que les spermatogonies de type Ap forment une 

population de cellules souches prolifératives tandis que les spermatogonies Ad constituent 

une réserve latente de cellules souches (Clermont, 1969; Schulze, 1979; Ehmcke and Schlatt, 

2006). Cellules peu ou pas mitotiques en conditions testiculaires normales, les 

spermatogonies de type Ad s’activeraient en réponse à une déplétion trop importante des 

spermatogonies (Hermann et al., 2010; Mäkelä and Toppari, 2017; Fayomi and Orwig, 2018). 

Au contraire, les cellules Ap permettraient l’auto-renouvellement actif, donc le 

renouvellement continu de leur stock.  
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Figure 4 : Capacité de production spermatique chez la souris et l’humain (modifié à partir de Fayomi 
and Orwig, 2018).  
Le testicule murin compte moins de spermatogonies indifférenciées que l’humain mais la 
spermatogenèse faisant intervenir un plus grand nombre de divisions mitotiques, produit plus de 
spermatozoïdes chez la souris. 
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Figure 5 : La niche des cellules souches spermatogoniales (SSC) (modifié à partir de Oliver and 
Stukenborg, 2020).  

La niche des SSC est indispensable à leur maintien dans un état indifférencié et régule leur entrée en 
différenciation. Elle est créée à partir de signaux de plusieurs types cellulaires environnants.   

Le testicule de souris adulte comporte relativement peu de spermatogonies 

indifférenciées, les spermatogonies As, Apr et Aal représentant 0,3% des cellules germinales 

totales (Oakberg, 1971), alors que les spermatogonies Ad et Ap représentent 22% des cellules 

germinales totales dans le testicule humain adulte (Paniagua et al., 1987). Cependant, grâce 

aux plus nombreuses amplifications mitotiques par cycle de spermatogenèse, le testicule 

murin produira une quantité plus importante de spermatozoïdes (Fayomi and Orwig, 2018) 

(Figure 4).  

Dans les deux espèces, le caractère indifférencié et la capacité d’auto-

renouvellement sont des propriétés essentielles pour le maintien des CSS. Elles nécessitent 

un micro-environnement spécialisé appelé « niche », leur fournissant des signaux chimiques 

et structuraux (Morrison and Spradling, 2008) (Figure 5). Cette niche permet le maintien 

d’une population cellulaire souche indifférenciée et gère la balance entre auto-

renouvellement et différenciation. Elle est en partie créée par l’influence des cellules 

adjacentes aux CSS comme les cellules de Sertoli, des CMP, des cellules de Leydig et des 

vaisseaux sanguins à proximité (de Rooij, 2015; Potter and DeFalco, 2017).  

Notamment, les cellules de Sertoli sont responsables de la sécrétion de facteurs clés pour 

maintenir des CSS capables d’auto-renouvellement et indifférenciées. Parmi eux, on peut 

citer les facteurs Glial cell-derived neutrophic factor (GDNF) (Meng et al., 2000), également 

sécrété par les CMP, et le Fibroblast growth factor 2 (FGF2) (Ishii et al., 2012). Les sécrétions 

d’autres cellules somatiques testiculaires sont essentielles au maintien des CSS (Zhou et al., 

2019), comme le Colony-simulating factor-1 (CSF-1), sécrété par les cellules de Leydig et les 

cellules CMP (Oatley et al., 2009) ou encore le Leukemia inhibitory factor (LIF) sécrété par les 

CMP (Piquet-Pellorce et al., 2000).  
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Figure 6 : La spermatogenèse chez la souris (A) (modifié à partir de Yoshida, 2010) et chez l’homme (B) 
(modifié à partir de Ivell, 2007).  

Chez la souris et l’homme, la spermatogenèse débute par l’engagement d’une spermatogonie indifférenciée 
(majoritairement les spermatogonies As pour Asingle chez la souris, et les spermatogonies Ad pour Adark chez 
l’homme) dans la spermatogenèse. Ces cellules se divisent de manière asymétrique pour assurer d’une part 
d’auto-renouvellement (indiqué par les flèches arrondies) et d’autre part générer des spermatogonies 
progénitrices, plus engagées dans la spermatogenèse (Apr pour Apaired chez la souris, Ap pour Apale chez l’homme). 
Chez la souris, il existe un plus grand nombre de précurseurs intermédiaires qui se divisent et se différencient 
jusqu’à la spermatogonie de type B (Aal pour Aaligned à 4, 8 ou 16 cellules, A1→A4, In pour intermédiaire) 
contrairement à l’homme. Dans les 2 espèces, les spermatogonies de types B se différencient en spermatocytes 
primaires qui s’engagent dans les divisions de méiose, aboutissant à l’apparition des spermatocytes 
secondaires, puis des spermatides rondes.  

 

  

(A) (B) 
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(2) Entrée dans la spermatogenèse : la phase mitotique  

Chez la souris, la division des spermatogonies As génère des spermatogonies Apr (Hess 

and Renato de Franca, 2008; Phillips et al., 2010; Griswold, 2016) (Figure 6A). Les deux 

spermatogonies Apr subiront ensuite des mitoses successives, formant des chaines de 4, 8, 

16 et plus rarement de 32 spermatogonies de type Aal. Lors de ces divisions, la cytokinèse 

n’est pas complète et les cellules restent liées entre elles par des ponts cytoplasmiques 

(Greenbaum et al., 2011). Ces derniers permettent la synchronisation de la maturation des 

cellules issues d’une même spermatogonie de type As, via une architecture cellulaire 

spécifique et un échange de facteurs paracrines. Les spermatogonies de type Aal se 

différencient ensuite en spermatogonies de type A1, irrémédiablement engagées dans la 

spermatogenèse. L’amplification mitotique se poursuit par les divisions successives des 

spermatogonies de type A1, donnant les spermatogonies de type A2, A3, A4, les 

spermatogonies de type intermédiaire et enfin les spermatogonies de type B. Les 

spermatogonies de type A1 à B sont dites spermatogonies « différenciées ».  

Chez l’homme, il n’existe pas autant de cellules progénitrices intermédiaires. Ainsi, la 

division d’une spermatogonie Ap (et plus rarement Ad) entraine l’apparition de 

spermatogonies de type B (Shalet, 2009; Sharma and Agarwal, 2013; Mäkelä and Toppari, 

2017) (Figure 6B). Chez l’homme aussi les cellules restent connectées par des ponts 

cytoplasmiques pour permettre la synchronisation des différentes vagues de différenciation 

germinale (Greenbaum et al., 2011).  

 

La sortie de l’état indifférencié et l’entrée dans la spermatogenèse sont régulées 

finement via des facteurs clés endocrines et paracrines. Parmi les facteurs endocrines, on 

peut citer les deux hormones clés de l’axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire (HHT) 

(détaillées dans le paragraphe détaillé aux cellules de Leydig de ce chapitre) : la Luteinizing 

hormone (LH) et la Follicle-stimulating hormone (FSH) (Ramaswamy and Weinbauer, 2014). 

Elles jouent un rôle capital dans la spermatogenèse, non pas directement sur les cellules 

germinales, mais via les cellules somatiques environnantes. Parmi les facteurs paracrines, le 

Stem cell factor (SCF) sécrété par les cellules de Sertoli permettent la survie et la 

prolifération des spermatogonies en différenciation via son récepteur C-KIT (Mauduit, 1999). 

Egalement sécrété par les cellules de Sertoli, l’acide rétinoïque (retinoic acid, RA) entraine la 
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différenciation des spermatogonies indifférenciées Aal en spermatogonies A1  dans la 

spermatogenèse (Dann et al., 2008; Pellegrini et al., 2008). D’autres facteurs comme les 

œstrogènes ou l’activine pourraient également jouer un rôle local sur les cellules germinales 

(O’Shaughnessy, 2014). 

 

(3) Les deux divisions de méiose  

Dans les deux espèces, les spermatogonies de type B se différencient en 

spermatocytes primaires, qui entreront en méiose (Figure 3). La méiose est un processus 

comprenant l’enchainement de 2 divisions cellulaires (méiose I et méiose II), menant à la 

formation de 4 cellules haploïdes. Chaque division méiotique est divisée en 4 phases : la 

prophase, la métaphase, l’anaphase et la télophase. La prophase de première division de 

méiose (prophase I) est elle-même divisée en 5 stades : leptotène, zygotène, pachytène, 

diplotène et diacinèse. La méiose des spermatocytes primaires aboutit à la formation des 

spermatocytes secondaires puis des spermatides rondes.  

 

(4) Spermiogenèse et spermiation  

Après la méiose, les spermatides rondes se différencient en spermatides allongées par un 

processus appelé spermiogenèse (O’Donnell, 2014). Lors de cette étape, des modifications 

radicales sont effectuées, résultant en l’apparition d’une cellule hautement différenciée. On 

peut citer la condensation de la chromatine, le développement d’un flagelle permettant plus 

tard une capacité de motilité, la formation de l’acrosome, essentiel pour la fécondation de 

l’ovocyte, et le relargage de la majorité du cytoplasme sous forme de corps résiduels, qui 

seront phagocytés par les cellules de Sertoli. Les spermatides allongées sont ensuite libérées 

dans la lumière du tube séminifère selon un processus appelé spermiation (O’Donnell et al., 

2011; O’Donnell, 2014). Cette étape est permise entre autres par les cellules de Sertoli et les 

CMP. Enfin, les cellules germinales, maintenant appelées spermatozoïdes subiront d’autres 

étapes de maturation dans l’épididyme où ils seront stockés, puis dans les voies génitales 

femelles après éjaculation.  
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Figure 7 : Illustration du cycle de l’épithélium séminifère chez la souris (A) (tirées de Hess and Renato de 
Franca, 2008) et chez l’homme (B) (tiré de Muciaccia et al., 2013).  

En un point donné du tube séminifère, un stade de l’épithélium séminifère (en lettres romaines) est défini 
comme l’association de cellules germinales à différentes étapes de différenciation. Chez la souris et chez 
l’homme, l’observation de douze stades successifs défini un cycle de l’épithélium séminifère. Chez la souris, A : 
spermatogonie A, In : spermatogonieintermédiaire, B : spermatogonie B, Pl : spermatocyte pré-leptotène, L : 
spermatocyte leptotène, Z : spermatocyte zygotène, P : spermatocyte pachytène, D : diacinèse, Mi : division 
mitotique, 1-8 : stades de différentiation successif des spermatides rondes, 9-16 : stades de différentiation 
successifs des spermatides allongées jusqu’au spermatozoïde. Chez l’humain, Ad : spermatogonie Adark, Ap : 
spermatogonie Apale, B : spermatogonie B, pL : spermatocyte pré-leptotène, L : spermatocyte leptotène, Z : 
spermatocyte zygotène, eP : spermatocytes pachytène précoce, mP : spermatocyte pathytène moyen, lP : 
spermatocyte pachytène tardif, D : spermatocyte diplotène, SS : spermatocyte secondaire, 1-12 : stades de 
différentiation successif des spermatides jusqu’au spermatozoïde.  

(A) 

(B) 



17 
 

Chez les mammifères, il existe une organisation spatiale et temporelle très précise de 

la spermatogénèse (Clermont, 1972). La spermatogenèse est initiée de façon régulière et 

asynchrone le long du tube séminifère, entrainant l’existence de « vagues » de 

spermatogenèse. Ainsi, dans tout le tube séminifère se côtoient des cellules germinales à 

plusieurs stades de développement. En un point donné du tube séminifère, on définit un 

stade de l’épithélium séminifère comme une association particulière de cellules germinales à 

des stades de différenciation différents. Chez la souris, on retrouve douze stades de 

l’épithélium séminifère (Figure 7A). Chez l’homme, six stades avaient initialement été décrits 

(Clermont, 1963; Amann, 2008) mais une nouvelle nomenclature définit désormais douze 

stades, comme chez la souris (Muciaccia et al., 2013) (Figure 7B). Un cycle de l’épithélium 

séminifère est défini comme la période nécessaire à la réapparition d’un stade précis de 

différenciation au même endroit du tube séminifère. Ce cycle correspond également à la 

nouvelle entrée de spermatogonies dans la spermatogenèse à un point donné du tube. La 

cinétique de la spermatogenèse est propre à chaque espèce. Ainsi, un nouveau cycle se 

produit tous les 8,6 jours chez la souris et tous les 16 jours chez l’homme (Oakberg, 1956; 

Heller and Clermont, 1963; Clermont, 1972). En outre, un cycle dure environ 34,5 jours chez 

la souris et 74 jours chez l’homme. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



18 
 

  



19 
 

b)  Les cellules de Sertoli  
 

Avec les CMP, les cellules de Sertoli constituent les cellules somatiques du tube 

séminifère. Elles ont des rôles majeurs qui permettent d’assurer la spermatogenèse et 

l’homéostasie du tissu testiculaire (pour revue : Chojnacka et al., 2016; França et al., 2016; 

O’Donnell et al., 2022) tels que : 

- assurer la structure du tube séminifère,  

- former la barrière hémato-testiculaire, 

- sécréter une multitude de facteurs, 

- phagocyter les corps résiduels, déchets de la spermatogenèse ainsi que certaines 

cellules germinales apoptotiques.  

Les cellules de Sertoli vont permettre la progression de la spermatogénèse en assurant 

un support architectural aux cellules germinales. Ce sont des cellules polarisées, qui 

s’étendent de la base du tube séminifère jusqu’à sa lumière. De par cette architecture 

particulière sur toute la hauteur du tube séminifère, leur grande surface, leurs extensions 

cytoplasmiques ramifiées et leur cytosquelette élaboré, elles enserrent chacune plusieurs 

cellules germinales à tous les stades de différenciation et leur permettent une progression 

polarisée dans la spermatogénèse (Vogl et al., 2008). Chez l’humain et la souris, chaque 

cellule de Sertoli supporte approximativement 11 et de 30 à 50 cellules germinales 

respectivement.  

Les cellules de Sertoli participent à l’établissement de la barrière hémato-testiculaire 

(BHT) (Cheng and Mruk, 2012; Mruk and Cheng, 2015; Stanton, 2016). Cette barrière est 

entre autres constituée de jonctions serrées au niveau du pôle basal des cellules de Sertoli 

(Mruk and Cheng, 2004) et permet la délimitation de deux compartiments au sein du tube 

séminifère : un compartiment dit « basal » comprenant les cellules pré-méiotiques, c’est-à-

dire des spermatogonies jusqu’aux spermatocytes primaires en stade pré-

leptotène/leptotène de prophase I. Un autre compartiment dit « luminal » comprend toutes 

les cellules post-méiotiques, des spermatocytes primaires en phase zygotène jusqu’aux 

spermatides allongées. La BHT permet d’une part un passage sélectif de molécules, créant 

des micro-environnements spécifiques à chaque grande phase de la spermatogenèse.  
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Figure 8 : L’axe hypothalamo-hypophysaire-testiculaire (HHT) (modifié à partir de Aldahhan and Stanton, 
2021).  

La sécrétion de GnRH hypothalamique stimule la sécrétion de LH et de FSH hypophysaires, qui activent la 
sécrétion de testostérone (T) par les cellules de Leydig et la sécrétion d’inhibine B par les cellules de Sertoli. Ces 
sécrétions inhibent (testostérone, inhibine) ou stimulent (activine) les sécrétions de l’axe HHT par des 
mécanismes de rétro-contrôles positifs ou négatifs. L’activine est sécrétée par l’hypophyse et plusieurs types 
cellulaires dans le testicule dont les cellules de Sertoli, les cellules myoïdes péritubulaires et les cellules de 
Leydig. La follistatine est sécrétée par les cellules germinales et les cellules de Sertoli ainsi que par des tissus 
extra-gonadiques. L’inhibine et la follistatine inhibent l’action de l’activine.  
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D’autre part, cette compartimentation permet la protection du compartiment 

luminal du système immunitaire, les cellules germinales post-méiotiques étant reconnues 

comme du non-soi (Fijak et al., 2010). Les cellules de Sertoli comportent également des 

jonctions adhérentes et des jonctions communicantes, entre elles-mêmes, avec les cellules 

germinales, et avec la lame basale,  permettant la cohésion du tube (Mruk and Cheng, 2004).    

Certaines étapes de la différenciation germinale nécessitent une grande dynamique des 

jonctions entre les différents types cellulaires. Ainsi, le passage des spermatocytes primaires 

en phase pré-leptotène/leptotène de prophase I du compartiment basal au compartiment 

luminal passe par la restructuration des jonctions entre les cellules de Sertoli et les cellules 

germinales, avec des phases de désassemblage et réassemblage (Smith and Braun, 2012; 

Xiao et al., 2014). De la même façon, un remaniement des jonctions est essentiel lors du 

stade spermatide allongée, ainsi que pour la libération des spermatides dans la lumière (Xiao 

et al., 2014).  

En plus des jonctions entre les cellules de Sertoli, la BHT est également composée de 

vaisseaux sanguins et lymphatiques du testicule, imperméables à certains composés, et des 

CMP, qui établissent des jonctions serrées entre elles chez le rongeur (Dym and Fawcett, 

1970). 

 

Les cellules de Sertoli ont une forte capacité sécrétoire (França et al., 2016; O’Donnell 

et al., 2022). Grâce aux jonctions serrées établies entre elles, leurs sécrétions sont polarisées 

entre les compartiments apical et basal (Cheng and Mruk, 2012; Mruk and Cheng, 2015). 

Elles sécrètent des transporteurs ioniques et hormonaux, des sucres, des protéines et des 

lipides, qui sont utilisés par les cellules germinales. Elles sécrètent également les facteurs 

régulant l’auto-renouvellement et la différenciation des cellules germinales évoqués plus 

haut. Les cellules de Sertoli sont aussi à l’origine de la sécrétion de l’activine A et de 

l’inhibine B (de Kretser et al., 2004a; Hedger and Winnall, 2012). Ces deux facteurs 

possèdent un rôle au niveau hypophysaire : l’activine A stimule la synthèse et la sécrétion de 

FSH (Ling et al., 1986) tandis que l’inhibine B les inhibent en se fixant au même récepteur 

(McCullagh, 1932) (Figure 8). Il a aussi été montré que l’activine A et l’inhibine B jouent un 

rôle paracrine et autocrine au sein du tissu testiculaire, pouvant réguler l’activité des cellules 
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de Leydig, des cellules germinales et des cellules de Sertoli (Hedger and Winnall, 2012). Les 

cellules de Sertoli sécrètent également des facteurs indispensables à la différenciation et la 

fonction des cellules de Leydig et des CMP, et d’autres qui contrôlent l’activité des cellules 

immunitaires et des cellules endothéliales du tissu interstitiel (O’Donnell et al., 2022). Les 

cellules de Sertoli participent également conjointement avec les CMP au dépôt de la lame 

basale par la sécrétion d’éléments de la matrice extracellulaire (Skinner et al., 1985). Enfin 

les cellules de Sertoli synthétisent le fluide tubulaire, indispensables à l’homéostasie des 

cellules germinales (Rato et al., 2010). 

Les cellules de Sertoli permettent la phagocytose des cellules germinales 

apoptotiques, processus normal en condition physiologique (Nakanishi and Shiratsuchi, 

2004). Elles phagocytent également les corps résiduels relargués par les spermatozoïdes en 

formation lors de l’étape de spermiogénèse, et participent à la spermiation (O’Donnell, 

2014).   

Les cellules de Sertoli fournissent un support structural, métabolique et chimique aux 

cellules germinales et assurent la synchronisation de la spermatogénèse. Pour assurer ces 

rôles, elles sont soumises à un certain nombre de facteurs régulateurs endocrines, 

paracrines et autocrines. On peut citer notamment la FSH, sécrétée au niveau central par 

l’hypophyse (Figure 8), et les androgènes, hormones synthétisées par les cellules de Leydig, 

qui sont des facteurs clé pour assurer le bon support de la spermatogénèse par les cellules 

de Sertoli (dont les rôles seront détaillés dans le paragraphe consacré aux cellules de Leydig 

de ce chapitre) (Walker and Cheng, 2005). Les cellules germinales, les CMP et les cellules de 

Sertoli elles-mêmes contrôlent les fonctions des cellules Sertoli via la sécrétion d’hormones, 

de facteurs de croissance et de cytokines (Jégou, 1993). La phagocytose des corps résiduels 

issus de la spermiogénèse apporte également des informations et peut réguler la sécrétion 

de facteurs pro- et anti-mitotiques par les cellules de Sertoli en direction des cellules 

germinales.  

Il est admis que chez l’homme et la souris, ces cellules sont différenciées et ne 

prolifèrent plus. Il a cependant été montré une capacité proliférative des cellules de Sertoli 

dans des conditions hormonales particulières chez l’homme in vivo et chez l’homme et la 

souris in vitro (Tarulli et al., 2012).  



23 
 

c)  Les cellules myoïdes péritubulaires  
 

Les CMP sont des cellules musculaires lisses, accolées à la lame basale, qui délimite 

les compartiments intra- et extratubulaires (Maekawa et al., 1996). On trouve une couche 

cellulaire chez la souris (Gardner and Holyoke, 1964) et de cinq à sept couches cellulaires 

chez l’humain (Ross and Long, 1966).  

Les CMP participent à la formation de la lame basale en collaboration avec les cellules 

de Sertoli, en y déposant certains composés, comme la fibronectine, le collagène et des 

protéoglycanes (Skinner and Fritz, 1985; Skinner et al., 1985; Maekawa et al., 1996).  

De par leurs propriétés contractiles, elles participent au transport péristaltique des 

spermatides allongées encore immobiles des tubes vers les canaux efférents (Romano et al., 

2005; Mayerhofer, 2013).  

Elles présentent également une fonction barrière, protégeant les cellules 

intratubulaires d’une exposition à certains composés, notamment via l’établissement de 

jonctions serrées entre elles chez les rongeurs (Dym and Fawcett, 1970). Les CMP font 

d’ailleurs parti intégrantes de la BHT.   

Les CMP jouent non seulement un rôle structural dans l’architecture des tubes 

séminifères et le maintien des cellules intra-tubulaires dans un micro-environnement 

spécifique, mais présentent également un rôle actif de régulation de plusieurs types 

cellulaires testiculaires, notamment grâce à des sécrétions paracrines (Mayerhofer, 2013; 

Zhou et al., 2019; Heinrich and DeFalco, 2020). Elles produisent des facteurs de croissance 

comme le CSF-1 (Potter and DeFalco, 2017), également sécrété par les cellules de Leydig, qui 

est essentiel au maintien des CSS dans un état indifférencié (Oatley et al., 2009). Comme les 

cellules de Sertoli, elles sécrètent le GDNF (Potter and DeFalco, 2017), qui promeut l’auto-

renouvellement des cellules germinales indifférenciées chez la souris (Chen et al., 2014) et 

chez l’homme (Spinnler et al., 2010). Elles influent également sur l’activité des cellules de 

Sertoli, via la sécrétion du facteur Peritubular factors that modulate Sertoli cell function (P-

Mod-S) (Norton and Skinner, 1989), et sur l’activité des cellules endothéliales, régulant la 

vascularisation des tubes séminifères (Flenkenthaler et al., 2014).  
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Une grande partie de la régulation des CMP passe par les androgènes, sécrétés par 

les cellules de Leydig. L’étude de modèles de souris dont le récepteur aux androgènes 

(Androgen receptor, AR) est spécifiquement invalidé dans les CMP (Welsh et al., 2009; Zhang 

et al., 2006) a permis de montrer que les androgènes régulaient plusieurs processus dans ces 

cellules dont leurs propriétés contractiles, leur prolifération et leurs capacités sécrétoires 

(Mayerhofer, 2013; Zhou et al., 2019; Heinrich and DeFalco, 2020). L’étude de leur 

phénotype chez des hommes atteints de différentes pathologies suggère qu’elles pourraient 

également constituer des régulateurs de l’immunité et de l’inflammation (Mayerhofer, 2013; 

Heinrich and DeFalco, 2020).  

 

 

La régulation de la spermatogenèse est un processus complexe qui fait intervenir de 

nombreux types cellulaires du testicule. Les cellules de Sertoli, en collaboration avec les CMP 

permettent la création d’un micro-environnement nécessaire à l’équilibre physiologique des 

cellules germinales, qui oscillent entre assurer un stock de cellules germinales souches et 

entrer en spermatogenèse pour produire des spermatozoïdes.  

 

Séparé du tube séminifère par la lame basale, le tissu interstitiel est également un 

compartiment clé de la fonction testiculaire.  

 

 

2.  Le tissu interstitiel et la fonction endocrine  
 

Le tissu interstitiel humain et murin sont composés de nombreux types cellulaires, 

parmi lesquels les cellules des vaisseaux lymphatiques et sanguins, les cellules 

périvasculaires, les fibroblastes, les cellules immunitaires, les télocytes nouvellement 

identifiés, et les cellules endocrines de Leydig (Kerr, 1992).   
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Figure 9 : Schéma de la stéroïdogenèse dans le testicule (tiré de Connan-Perrot et al., 2021)  

Les précurseurs stéroïdiens et les différents métabolites (encadrés) sont transformés sous l’activité catalytique 
d’enzymes (en gris). Les voies de synthèse Δ5 (en bleu) et Δ4 (en orange) sont préférentiellement suivie dans le 
testicule humain et murin respectivement. Chez la souris, une voie de synthèse alternative (en vert) permet la 
synthèse de DHT sans passer par la synthèse de testostérone.  
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a)  Les cellules de Leydig  
 

Les cellules de Leydig sont des cellules endocrines dont le rôle majeur est la 

production d’androgènes, principalement de testostérone (Haider, 2004; Huhtaniemi and 

Teerds, 2018; Zirkin and Papadopoulos, 2018).  

 

(1) L’axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire  

La prolifération, la différenciation et l’activité des cellules de Leydig sont régulées par 

des facteurs endocrines produits au niveau central ainsi que par des facteurs paracrines et 

autocrines produits au niveau gonadique par les autres types cellulaires testiculaires et par 

les cellules de Leydig elles-mêmes (Haider, 2004; Tremblay, 2015; Heinrich and DeFalco, 

2020).  

Parmi ces facteurs, un système majeur de la régulation des fonctions des cellules de 

Leydig et plus largement du testicule est l’axe HHT. Cet axe est composé des sécrétions de 

l’hypothalamus, de l’hypophyse et du testicule (Ramaswamy and Weinbauer, 2014; Corradi 

et al., 2016a; Kaprara and Huhtaniemi, 2018) (Figure 8). La Gonadotropin-releasing hormone 

(GnRH) est une neurohormone sécrétée de manière pulsatile par des noyaux de neurones 

spécialisés de l’hypothalamus. Transportée jusqu’à l’hypophyse par le système sanguin porte 

hypothalamo-hypophysaire, la fixation de la GnRH sur ses récepteurs stimule la biosynthèse 

et la sécrétion de LH et de FSH par des cellules spécialisées de l’hypophyse (Schally et al., 

1971; Shacham et al., 2001; Counis et al., 2005). Ces deux hormones sont libérées dans la 

circulation systémique, atteignent le testicule et se fixent à leurs récepteurs, exprimés sur les 

cellules de Sertoli pour la FSH et sur les cellules de Leydig pour la LH. La FSH stimule l’activité 

des cellules de Sertoli assurant le bon déroulement de la spermatogenèse (Walker and 

Cheng, 2005) et entraine leur sécrétion d’inhibine B. La LH stimule l’activité stéroïdogène des 

cellules de Leydig, entrainant la sécrétion de testostérone (Tremblay, 2015).  
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Plusieurs rétrocontrôles sont en place pour réguler la sécrétion des différentes 

hormones de l’axe HHT (Figure 8). La testostérone, sécrétée par les cellules de Leydig, 

exerce un rétrocontrôle négatif sur la libération de LH par l’hypophyse et sur la libération de 

la GnRH par l’hypothalamus. De plus, trois protéines membres de la famille du Transforming 

growth factor β (TGFβ), l’inhibine, l’activine et la follistatine, exercent un rétrocontrôle 

négatif ou positif selon le facteur, sur la sécrétion de FSH par l’hypophyse. L’inhibine B et 

l’activine A sont les formes principales qui jouent un rôle dans la fonction de reproduction 

(de Kretser et al., 2004a; Hedger and Winnall, 2012). Comme il a été vu plus haut dans le 

paragraphe consacré aux cellules de Sertoli, l’inhibine B, sécrétée principalement par les 

cellules de Sertoli, est un facteur qui inhibe de manière endocrine la sécrétion de FSH 

hypophysaire (Bilezikjian et al., 1993). L’activine A est sécrétée par les cellules de Sertoli, les 

CMP et les cellules de Leydig, où elle joue un rôle paracrine et autocrine : elle est capable 

d’inhiber la sécrétion de testostérone par les cellules de Leydig et jouerait un rôle dans la 

division cellulaire et la différenciation des cellules germinales. L’activine A est également 

sécrétée par l’hypophyse elle-même, où elle stimule localement la sécrétion de FSH 

(Bilezikjian et al., 1993). La follistatine est un facteur sécrété par les cellules germinales et les 

cellules de Sertoli dans le testicule et par des tissus extra-gonadiques, pouvant inhiber 

l’action locale de l’activine en se fixant dessus (de Kretser et al., 2004b) .  

 

(2) La stéroïdogenèse et les rôles de la testostérone  

Comme évoqué plus haut, la régulation de la synthèse de la testostérone passe 

majoritairement par l’hormone hypophysaire LH, qui quand elle se fixe sur son récepteur sur 

les cellules de Leydig, stimule leur prolifération et la transcription ainsi que l’activité de 

plusieurs enzymes de la stéroïdogenèse (Tremblay, 2015; Potter and DeFalco, 2017; Zirkin 

and Papadopoulos, 2018). La stéroïdogenèse comprend une succession d’étapes 

enzymatiques (Figure 9).  
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La première consiste en la translocation du cholestérol au sein de la mitochondrie, 

principalement par le transporteur Steroidogenic acute regulatory protein (STAR) (Miller and 

Bose, 2011). Les sources de cholestérol sont multiples. Le cholestérol peut être (Hu et al., 

2010; Miller and Bose, 2011) :  

- apporté par la circulation sanguine, 

- issu de l’hydrolyse des esters de cholestérol stockés dans les gouttelettes lipidiques 

intracellulaires, 

- importé de la membrane plasmique, constituée d’une bicouche lipidique, 

- synthétisé de novo dans le réticulum endoplasmique.  

La suite de la stéroïdogenèse fait intervenir plusieurs classes d’enzymes comme les 

cytochromes P450 (CYP) et les hydroxysteroid dehydrogenases (HSD) qui catalysent la 

formation de nombreux précurseurs intermédiaires jusqu’à la formation de testostérone 

(Miller and Auchus, 2011; Payne and Hales, 2004).  

Il existe plusieurs voies de synthèse de testostérone. La voie Delta 5 (Δ5) est 

principalement utilisée dans le testicule humain, tandis que la voie préférentielle de 

synthèse chez le rongeur est la voie Delta 4 (Δ4) (Conley and Bird, 1997). Sans passer par la 

synthèse de testostérone, une voie alternative permet la synthèse d’un autre androgène, la 

5α-dihydrotestosterone (5α-DHT, ou DHT), métabolite actif dans le testicule pendant la vie 

fœtale et dans des tissus extra-testiculaires chez l’adulte (Flück and Pandey, 2014).  

La testostérone diffuse dans le tissu testiculaire et agit de façon paracrine dans les tubes 

séminifères et dans le tissu interstitiel. Elle pénètre également dans les vaisseaux sanguins à 

proximité et rejoint la circulation générale pour remplir son action endocrine dans des tissus 

extra-gonadiques (Tyagi et al., 2017; Zhou et al., 2019).  

L’action de la testostérone et de la DHT est médiée via l’AR, qui est un récepteur 

nucléaire (Davey and Grossmann, 2016). Si ces deux molécules se fixent sur ce même 

récepteur, l’affinité de la DHT pour l’AR est meilleure que celle de la testostérone (Grino et 

al., 1990). La fixation d’un ligand sur l’AR entraine l’activation d’une voie de signalisation 

canonique et de deux voies de signalisation alternatives (Walker, 2011). Concernant 

l’activation de la voie de signalisation canonique, la fixation d’un ligand à l’AR entraine sa 

translocation dans le noyau où il joue le rôle d’un facteur de transcription et régule la 
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transcription de plusieurs gènes. Concernant les deux voies de signalisation alternatives, la 

fixation du ligand sur l’AR peut induire d’une part l’activation en chaine de protéines kinases, 

résultant également en la régulation de transcription de gènes, et d’autre part peut induire 

un influx de calcium dans la cellule, dont le rôle est encore peu connu.  

Plusieurs types cellulaires testiculaires possèdent l’AR : les cellules de Sertoli et les CMP 

dans les tubes séminifères et les cellules de Leydig, les cellules endothéliales et les cellules 

musculaires entourant les vaisseaux dans le tissu interstitiel (Sar et al., 1990; Wang et al., 

2009; O’Hara and Smith, 2015). Il semblerait que la plupart des cellules germinales 

n’expriment pas l’AR sauf à des stades de différenciation spermatogénique spécifiques 

(Wang et al., 2009; Potter and DeFalco, 2017).  

Des modèles de souris invalidées pour l’AR dans différents types cellulaires ont permis de 

montrer que sa signalisation dans les cellules de Leydig, de Sertoli et les CMP est essentielle 

à la spermatogenèse (Wang et al., 2009; Smith and Walker, 2014).  

Dans les cellules de Sertoli, la testostérone est particulièrement importante pour quatre 

mécanismes essentiels à la spermatogenèse : (1) la cohésion de la BHT lors du passage des 

cellules germinales au cours de la méiose, (2) la progression de la méiose, (3) les 

mécanismes de jonctions entre les cellules de Sertoli et les cellules germinales au stade de 

spermatide allongée, et (4) la libération des spermatides allongées dans la lumière du tube 

(Smith and Walker, 2014; Zhou et al., 2019).  

Dans les CMP, la testostérone est essentielle pour leurs capacités contractiles et régule leur 

sécrétion de facteurs comme le GNDF et le CSF-1, évoqués dans le paragraphe consacré aux 

CMP (Mayer et al., 2018).  

S’ajoutant à leur rôle dans la fonction de reproduction, les androgènes ont des rôles 

multiples dans plusieurs tissus, comme il est illustré par la distribution de l’AR dans le corps 

(Rana et al., 2014).  

A partir de la puberté, la cellule de Leydig exprime l’enzyme aromatase, convertissant la 

testostérone en œstradiol. Cette hormone peut jouer un rôle central, en inhibant la 

libération de LH hypophysaire, mais a également un rôle paracrine testiculaire car il a été 

montré qu’elle influait sur plusieurs types cellulaires (Akingbemi, 2005; Rochira et al., 2005; 
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Carreau et al., 2010). Un ratio spécifique entre œstrogènes et androgènes apparait essentiel 

pour la spermatogenèse.  

 

(3) Les autres facteurs sécrétés  

Les cellules de Leydig sécrètent également des facteurs paracrines. Elles sécrètent 

l’Insulin-like growth factor 1 (IGF1) qui stimule la prolifération de multiples types cellulaires 

dans le testicule, dont les CSS, et qui régule la production de testostérone (Huang et al., 

2009; Potter and DeFalco, 2017; Heinrich and DeFalco, 2020). Elles sécrètent également le 

TGFβ et des interleukines (IL), qui semblent pouvoir réguler la spermatogenèse (Zhou et al., 

2019). De plus, la sécrétion du facteur de croissance CSF-1 par les cellules de Leydig permet 

la prolifération et l’auto-renouvellement des spermatogonies indifférenciées (Oatley et al., 

2009). En outre, les cellules de Leydig seraient une source de sécrétion de l’activine A (de 

Kretser et al., 2004a). Les cellules de Leydig sont également sécrétrices de facteurs 

régulateurs de la contractilité des CMP (Heinrich and DeFalco, 2020) dont les 

prostaglandines et l’ocytocine. L’ocytocine pourrait également réguler la stéroïdogenèse 

(Thackare et al., 2006). Enfin, les cellules de Leydig sécrètent l’Insuline-like factor 3 (INSL3) 

(Zhou et al., 2019).  

L’INSL3 est une hormone non stéroïdienne sécrétée par les cellules de Leydig au 

cours de la vie fœtale, qui régule la descente trans-abdominale des testicules pendant le 

développement, de pair avec les androgènes (Ivell and Anand-Ivell, 2009). Egalement 

exprimée par les cellules de Leydig adultes, cette hormone aurait un rôle de régulation de la 

production des stéroïdes et dans la survie de spermatozoïdes dans le testicule. Sa 

concentration sérique a été corrélée avec le nombre de cellules de Leydig fonctionnelles 

dans le testicule humain adulte (Ivell et al., 2013). A noter que la sécrétion de l’INSL3 par les 

cellules de Leydig semble être indépendante des régulations de l’axe HHT et elle n’exerce 

pas de rétro contrôle sur l’hypothalamus ou l’hypophyse (Ivell et al., 2014).  
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b)  Les autres types cellulaires  
 

Chez le rongeur et chez l’homme, le tissu interstitiel contient des cellules 

endothéliales, des cellules immunitaires, des télocytes, ainsi que des cellules musculaires 

lisses autour des vaisseaux sanguins et des cellules mésenchymateuses (Kerr, 1992).  

Le tissu interstitiel est parcouru de nombreux vaisseaux sanguins et lymphatiques, 

permettant l’arrivée au testicule d’oxygène, de nutriments de messagers hormonaux. Les 

cellules vasculaires jouent un rôle important pour l’établissement de la niche 

spermatogoniale. Il a en effet été montré que la distribution des spermatogonies dans les 

tubes n’était pas aléatoire mais qu’au contraire les cellules se localisent de façon 

préférentielle dans des régions du tube séminifère adjacentes ou non à des vaisseaux 

sanguins, selon leur stade de différenciation (Chiarini-Garcia et al., 2001; Yoshida et al., 

2007; Chan et al., 2014) (Figure 5). De plus, des études récentes ont rapporté que les cellules 

endothéliales des vaisseaux lymphatiques et sanguins étaient capables de sécréter des 

facteurs promoteurs de l’auto-renouvellement des SCC (Bhang et al., 2018; Kitadate et al., 

2019).  

Le tissu interstitiel contient également des cellules immunitaires, principalement des 

macrophages mais aussi des monocytes, des cellules dendritiques et des lymphocytes 

(Bhushan et al., 2020). Les macrophages phagocytent les potentiels agents infectieux et les 

cellules germinales apoptotiques, et permettent la relative immunotolérance des cellules 

germinales post-méiotiques (DeFalco et al., 2015). Les macrophages assurent aussi des 

fonctions non immunitaires, comme la régulation de la différenciation et de la 

stéroïdogenèse des cellules de Leydig. Ils participent également à la synthèse de certains 

facteurs régulateurs de l’auto-renouvellement et de la différenciation aux cellules 

germinales et en modulent l’accessibilité. Des études récentes ont montré qu’il existerait en 

réalité plusieurs sous populations de macrophages avec des origines, des localisations au 

sein du tissu interstitiel et des rôles différents (Meinhardt et al., 2022).  

Le tissu interstitiel contient également par ailleurs des télocytes, récemment mis en 

lumière (Marini et al., 2018). Ces cellules retrouvées proches de la lame basale possèdent 

des extensions cytoplasmiques importantes (télopodes) et forment des jonctions avec les 
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CMP, les cellules de Leydig, les cellules musculaires lisses et les cellules endothéliales. Ces 

cellules joueraient un rôle dans le maintien de l’architecture du testicule, permettraient le 

transfert de molécules entre les vaisseaux et le tissu testiculaire et réguleraient l’activité des 

cellules environnantes par des sécrétions paracrines.  

 

 

 Le testicule est un organe complexe, avec des régulations multiples contrôlant 

l’ensemble de ses fonctions. Le bon fonctionnement des fonctions testiculaires majeures, la 

spermatogenèse et la stéroïdogenèse, chez l’adulte dépend de l’établissement correct au 

cours de la vie embryonnaire du testicule et de l’ensemble de ses facteurs régulateurs. Une 

étape primordiale de la santé reproductive masculine se déroule donc au cours de 

l’ontogenèse testiculaire. Une atteinte lors de cette ontogenèse, qu’elle soit d’origine 

génétique ou environnementale, peut induire des conséquences néfastes bien plus tard au 

cours de la vie de l’individu (Rey and Grinspon, 2011).  
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B) Ontogenèse du testicule  

 

Le développement gonadique chez la souris et chez l’humain est richement décrit dans la 

littérature (pour revue : Rey et al., 2000; Svingen and Koopman, 2013; O’Shaughnessy and 

Fowler, 2014; O’Shaughnessy, 2015; Mäkelä et al., 2019).  

 

1.  De la gonade indifférenciée  
 

La première étape de l’ontogenèse testiculaire est le développement des gonades 

indifférenciées (Wilhelm et al., 2013; Nef et al., 2019). Ces dernières, également appelées 

crêtes génitales, apparaissent au jour embryonnaire (E, équivalent au jours post-coït (jpc) 

souvent trouvé dans la littérature) 10,5 chez la souris (Byskov, 1986) et à la 4ème semaine de 

développement (SD, équivalent à la semaine de grossesse (SG) et à la semaine post-

conception (SPC) également trouvés dans la littérature) chez l’homme (Satoh, 1991). Elles se 

développent à partir d’un épaississement de l’épithélium cœlomique accolé au 

mésonéphros, le rein embryonnaire transitoire.  

De façon concomitante à leur développement, les gonades indifférenciées sont 

colonisées par la première population de cellules germinales : les cellules germinales 

primordiales (Primordial germ cells, PGC). Ces cellules sont spécifiées à partir d’un tissu 

extra-embryonnaire dès E7,5 chez la souris (Chiquoine, 1954; Ginsburg et al., 1990; McLaren, 

2003; Lawson and Hage, 2007) et environ à la 3ème SD chez l’homme (Fuss, 1912; McKay et 

al., 1953; De Felici, 2013). Elles vont ensuite migrer tout en se multipliant activement (Wylie, 

1999) et elles atteignent la gonade indifférenciée à E11,5 chez la souris (Clark and Eddy, 

1975; Molyneaux et al., 2001; Molyneaux and Wylie, 2004) et au cours de la 5ème SD chez 

l’homme (Fujimoto et al., 1977). Une fois arrivées dans la gonade, leur phénotype est 

modifié (Baillie, 1964; Donovan, 1986) ainsi que l’expression de nombreux gènes (L. Li et al., 

2017). On les appelle désormais des gonocytes.  
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Figure 10 : Chronologie de la différenciation de la gonade fœtale murine et humaine (modifié à partir de Ross 
and Capel, 2005).  

Jusque-là indifférenciée, l’expression du gène SRY dans la gonade mâle (XY) entraine sa différenciation, et la 
formation des cordons séminifères. Les cellules germinales mâles n’entrent pas en méiose, contrairement à 
leurs homologues féminins.  
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Jusque-là identiques chez le mâle et la femelle, les gonades se différencient. Chez le 

mâle, la différenciation gonadique est initiée par la spécification des cellules précurseurs des 

cellules de Sertoli (dites de pré-Sertoli). Dans ces cellules, issues de la prolifération de 

l’épithélium cœlomique chez la souris (Karl and Capel, 1998) et l’homme (Satoh, 1991), 

l’expression du gène Sex determining region of the Y chromosome (SRY) entre E11,5 et E12,5 

chez la souris (Koopman et al., 1990; Gubbay et al., 1990; Hacker et al., 1995; Jeske et al., 

1995; Bullejos and Koopman, 2001; Albrecht and Eicher, 2001) et à la 7ème SD chez l’homme 

(Sinclair et al., 1990; Berta et al., 1990; Hanley et al., 2000) (Figure 10) entraine l’expression 

du gène Sry-related HMG box9 (SOX9) (da Silva et al., 1996; Kent et al., 1996; De Santa 

Barbara et al., 2000; Sekido et al., 2004) parmi d’autres (Sekido and Lovell-Badge, 2013; 

Stévant and Nef, 2019). Grâce à l’étude de nombreux mutants chez la souris et l’humain, il a 

été montré que SOX9 est l’acteur clé permettant l’engagement vers la différenciation 

testiculaire et l’inhibition de la destinée ovarienne (Kobayashi, 2005).  

 

2.  Au testicule embryonnaire  
 

a)  Anatomie et fonction  
 

Malgré des différences inter-espèces, la succession des grandes étapes du 

développement testiculaire est très similaire chez la souris et l’homme (Ostrer et al., 2007). 

A l’instar du testicule adulte, le testicule embryonnaire est un organe composé de multiples 

types cellulaires, à l’origine de sécrétions paracrines, autocrines et endocrines (Voutilainen, 

1992; O’Shaughnessy and Fowler, 2011; Ivell et al., 2017).  

 

(1) Les cellules de Sertoli  

L’expression de SOX9 dans les cellules de Sertoli induit l’expression de plusieurs 

gènes (Sekido and Lovell-Badge, 2013), et la sécrétion de différents facteurs dont le 

Fibroblast growth factor 9 (FGF9) essentiel à la répression de la différenciation femelle (Kim 

et al., 2006; Jameson et al., 2012) et la Prostaglandin D2 (PDG2) (Wilhelm et al., 2007), 

capable de recruter de nouvelles cellules de Sertoli (Wilhelm et al., 2005). Ces deux facteurs 
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peuvent en retour activer l’expression de SOX9 dans des boucles d’autorégulation positives 

(Jakob and Lovell-Badge, 2011). L’expression de SOX9 induit la différenciation des cellules de 

Sertoli (Sekido et al., 2004; Rahmoun et al., 2017) et l’expression de facteurs promoteurs de 

leur prolifération (Schmahl et al., 2000). La prolifération des cellules de Sertoli est une étape 

clé de l’ontogenèse testiculaire. Tout d’abord un nombre suffisant de ces cellules doit être 

atteint pour faire basculer la différenciation de la gonade vers une destinée testiculaire, 

comme il a été montré dans des études sur les souris chimériques (Palmer and Burgoyne, 

1991; Patek et al., 1991; Nagamine et al., 1999). De plus, le nombre de cellules de Sertoli 

dans le testicule à la fin du développement détermine le nombre de cellules germinales 

qu’elles supporteront à l’âge adulte, et donc la capacité de production de spermatozoïdes 

(Orth, 1982; Sharpe et al., 2003).  

Une fois spécifiées, les cellules de Sertoli jouent un rôle central dans l’ontogenèse 

testiculaire. Tout d’abord, elles vont participer à la formation des cordons séminifères, futurs 

tubes séminifères. Ce processus s’effectue entre E11,5 et 13,5 chez la souris (Nel-Themaat et 

al., 2011; Cool et al., 2012) et de la 7ème à la 9ème SD chez l’homme (O’Rahilly, 1983), divisant 

progressivement la gonade mâle en deux compartiments : le tissu interstitiel et les cordons 

séminifères. Les cellules de Sertoli s’agrègent autour de clusters de gonocytes (Gondos, 

1981; Nel-Themaat et al., 2011), leur phénotype se modifie et elles forment des jonctions 

serrées entre elles, chez la souris (Nagano and Suzuki, 1976; Nel-Themaat et al., 2011; Li et 

al., 2014) et chez l’homme (Gondos, 1981), prémices de la future BHT.  

Les cellules de Sertoli jouent également un rôle central dans la spécification et 

l’activité des autres types cellulaires du testicule, notamment grâce à la sécrétion de 

facteurs. Ainsi, elles sont essentielles à la différenciation des CMP et des cellules de Leydig 

(Yao et al., 2002; Clark et al., 2000; Pierucci-Alves et al., 2001). De plus, elles sont nécessaires 

à la migration de cellules endothéliales du mésonéphros attenant (Cupp et al., 2003) et 

régulent plusieurs phénomènes cellulaires des gonocytes comme l’inhibition de leur entrée 

précoce en méiose (Wartenberg, 1978). 

Enfin, la spécification des cellules de Sertoli et l’expression de SOX9 stimule leur 

sécrétion de l’Anti-Müllerian hormone (hormone anti-Müllerienne, AMH), également 

appelée Müllerian inhibiting substance (MIS) (De Santa Barbara et al., 1998; Arango et al., 

1999). La sécrétion d’AMH débute rapidement après la spécification des cellules de Sertoli, 
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environ à E12,5 chez la souris (Munsterberg and Lovell-Badge, 1991) et entre la 8ème et la 

9ème SD chez l’homme (Rajpert-De Meyts et al., 1999; Ostrer et al., 2007). L’AMH est un 

facteur essentiel dans la différenciation du tractus génital mâle (Behringer et al., 1994) 

(décrite dans le paragraphe consacré plus bas). D’autres rôles lui ont été attribués, 

notamment dans la différenciation des cellules germinales (Zhou et al., 1993; Zhou and 

Hutson, 1995).  

Les cellules de Sertoli fœtales sécrètent également l’inhibine B dès leur 

différenciation, jusqu’à l’approche de la naissance (Majdic et al., 1997; Roberts, 1997; 

Anderson et al., 2002).  Ce facteur est détecté dans le sang de cordon et le liquide 

amniotique (Wallace et al., 1997). Il a été montré chez la souris que les cellules de Leydig 

sont sources d’activine A (Archambeault and Yao, 2010; Mendis et al., 2011). Chez l’homme, 

les cellules de Leydig pourraient être source d’activine A et d’inhibine B tandis que les 

gonocytes pourraient sécréter de l’activine B (Anderson et al., 2002).  

 

(2) Les cellules germinales 

Jusque-là identiques chez le mâle et la femelle, c’est peu après la formation des cordons 

que les cellules germinales mâles sont spécifiées, à partir de E13,5 chez la souris et entre la 

11ème et la 12ème SD chez l’homme. Le déterminant majeur de cette différenciation germinale 

passe par l’environnement somatique de la gonade, testiculaire ou ovarien (Adams and 

McLaren, 2002; Hu et al., 2015). Ainsi, contrairement aux cellules germinales fœtales 

femelles qui entrent en division méiotique, les gonocytes vont s’engager vers la 

différenciation mâle, dite aussi « voie spermatogénique », qui implique différents 

phénomènes successifs (pour revue : Bowles and Koopman, 2010; Rossitto et al., 2015; 

Spiller et al., 2017; Spiller and Bowles, 2019) :  

- résister aux signaux inducteurs d’entrée en méiose et maintenir un caractère 

prolifératif et pluripotent,  

- sortir du cycle cellulaire et entrer en quiescence, 

- réguler ultérieurement leur pluripotence.  

Les cellules de Sertoli jouent un rôle clé dans la régulation de tous ces mécanismes. Ainsi, 

dès la formation des cordons, la sécrétion de facteurs sertoliens entraine l’expression de 
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plusieurs gènes considérés comme spécifiques de l’engagement dans la différenciation mâle 

par les gonocytes.  
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On peut citer entre autres Nanos homolog 2 (NANOS2), marqueur important de la voie 

spermatogénique (Tsuda et al., 2003; Saga, 2008; Suzuki and Saga, 2008) dont l’expression 

est stimulée par FGF9 (Barrios et al., 2010; Bowles et al., 2010), PDG2 (Moniot et al., 2014) et 

Nodal growth differentiation factor (NODAL) (Wu et al., 2013), sécrétés par les cellules de 

Sertoli.  

Chez la souris, le signal inducteur de l’entrée en méiose des cellules germinales dans 

l’ovaire fœtal et dans le testicule adulte est le RA de par son rôle de facteur de transcription 

(Vernet et al., 2006; Anderson et al., 2008; Hogarth and Griswold, 2010, 2013; Feng et al., 

2014). A noter, des études récentes ont montré chez la souris que l’entrée en méiose des 

ovocytes dans l’ovaire murin (Chassot et al., 2020; Vernet et al., 2020) et celle des gonocytes 

dans le testicule murin (Teletin et al., 2018; Topping and Griswold, 2022) peut se dérouler en 

l’absence de synthèse ou de signalisation du RA. Le RA est sécrété par le mésonéphros dans 

le fœtus murin (Bowles et al., 2006; Feng et al., 2014). Dans le testicule fœtal, divers 

mécanismes sont mis en place dans les cellules de Sertoli afin d’inhiber ce signal pro-

méiotique (Jørgensen and Rajpert-De Meyts, 2014; Endo et al., 2019). Les cellules de Sertoli 

ainsi que certaines cellules interstitielles produisent une enzyme de la famille des 

cytochromes P450 (CYP450), la CYP450, family 26, subfamily B, member 1 (CYP26B1). Cette 

enzyme est capable de métaboliser l’acide rétinoïque, l’empêchant d’atteindre les gonocytes 

et donc inhibant leur entrée en méiose (Bowles et al., 2006; Koubova et al., 2006; Vernet et 

al., 2006).  

L’inhibition de l’entrée en méiose des gonocytes passe également par la sécrétion d’autres 

facteurs comme le FGF9, sécrété par les cellules de Sertoli peu après leur différenciation 

(Barrios et al., 2010; Bowles et al., 2010) et d’autres qui restent à être caractérisés (Guerquin 

et al., 2010). On peut également citer NODAL, libéré par les cellules de Sertoli et par les 

gonocytes eux-mêmes, qui inhibe la méiose (Souquet et al., 2012; Wu et al., 2013). Enfin, 

NANOS2 (Suzuki and Saga, 2008; Saga, 2010) et Doublesex and mab-3 related trasncription 

factor 1 (DMRT1) (Matson et al., 2010), exprimés par les gonocytes agissent également 

comme inhibiteurs autocrines de l’entrée en méiose. 
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Figure 11 : Chronologie de la différenciation des cellules germinales au cours du développement chez la 
souris (A) et chez l’homme (B) (modifié à partir de Culty, 2009).  

Les cellules germinales primordiales sont les cellules primordiales qui migrent dans la gonade indifférenciée, où 
elles se différencient en gonocytes. Ces derniers sont d’abord mitotiques avant d’entrer en quiescence, sur une 
période relativement courte chez la souris et de façon beaucoup plus asynchrone chez l’homme. Chez la souris, 
les gonocytes se différencient en spermatogonies après la naissance tandis que chez l’homme, les gonocytes se 
différencient en pré-spermatogonies au cours de la vie post-natale. Dans les deux espèces, la différenciation 
des gonocytes est associée avec une reprise de la mitose et une migration au sein du cordon séminifère. Chez 
la souris, les premières vagues de spermatogenèse sont initiées quelques jours après la naissance tandis que 
chez l’homme, c’est à partir de la puberté que la spermatogenèse débutera.  

 

 

  

(A) 

(B) 
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Chez l’humain, les gonocytes sont aussi préservés d’une entrée en méiose précoce et 

continuent de proliférer entre la 12ème et la 15ème SD (Jorgensen et al., 2012). Les 

mécanismes régulant cette inhibition de la méiose sont toutefois moins connus que chez la 

souris et il semble qu’il existe des différences inter-espèces (Jørgensen and Rajpert-De 

Meyts, 2014). Comme chez la souris, les cellules de Sertoli ont un rôle important dans ce 

processus (Wartenberg, 1978) et on retrouve aussi l’implication des facteurs NANOS2 (Childs 

et al., 2011), NODAL (L. Li et al., 2017) et DMRT1 (Jorgensen et al., 2012). De la même façon, 

l’entrée en méiose dans la gonade fœtale humaine repose également en partie sur l’action 

du RA (Le Bouffant et al., 2010; Childs et al., 2011) produit par le mésonéphros. Cependant, 

la métabolisation de ce dernier par l’enzyme CYP26B1 ne semble pas être le mécanisme 

inhibiteur primaire de l’entrée en méiose des gonocytes humains (Le Bouffant et al., 2010; 

Childs et al., 2011; Frydman et al., 2017) contrairement aux gonocytes murins.  

Les PGC puis les gonocytes sont des cellules prolifératives et pluripotentes, et ce 

jusqu’à E13,5-E14,5 chez la souris (Western et al., 2010) (Figure 11A). Plusieurs facteurs sont 

associés au maintien de leur pluripotence, comme le FGF9, qui stimule l’expression des 

gènes associés à la pluripotence (Bowles et al., 2010) dont NODAL (Spiller et al., 2012). 

Lorsque les gonocytes s’engagent dans la différenciation mâle, ils vont peu à peu entrer en 

quiescence et perdre leur caractère pluripotent.  

L’arrêt de la prolifération est un phénomène graduel et asynchrone chez la souris, se 

produisant de E12,5 à E14,5 (Western et al., 2008, 2010). L’entrée en quiescence est 

caractérisée par des modifications de l’expression de facteurs régulateurs du cycle cellulaire 

(Western et al., 2008; Spiller et al., 2009). Elle semble être à la fois médiée par un 

programme intrinsèque des gonocytes (Ohkubo et al., 1996) et implique l’expression des 

facteurs DMRT1 (Krentz et al., 2009) et NANOS2 (Saba et al., 2014a). D’autre part, elle 

dépend également de l’exposition à des facteurs extrinsèques, qui ne sont pas tous 

clairement identifiés. Il a été rapporté que des membres de la famille du TGFβ, sécrétés par 

les cellules de Sertoli (Moreno et al., 2010; Mendis et al., 2011; Miles et al., 2013), ainsi que 

la PDG2 (Moniot et al., 2014), sécrétée par les cellules de Sertoli et les gonocytes eux-

mêmes, seraient des facteurs impliqués dans l’entrée et/ou le maintien en quiescence des 

gonocytes. Un facteur encore non caractérisé, sécrété par des cellules interstitielles, 

induirait également l’arrêt mitotique (Guerquin et al., 2010). D’autres études suggèrent que 
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l’absence de RA (Trautmann et al., 2008; Saba et al., 2014b) ainsi que l’AMH (L. Li et al., 

2017) sont également impliqués dans le contrôle de la quiescence des gonocytes.   

Chez la souris, les gonocytes en quiescence sont appelés « pro-spermatogonies » (McCarrey, 

2013), même si d’autres nomenclatures existent (Hilscher et al., 1974). Elles resteront en 

quiescence mitotique jusqu’à quelques jours après la naissance, à l’établissement des 

premières vagues de spermatogenèse (Nagano et al., 2000; Vergouwen et al., 1991) (Figure 

11A). Une caractéristique de la différenciation mâle est la perte progressive du caractère 

pluripotent des gonocytes, simultanément à leur entrée en quiescence. Exprimés jusqu’à 

E14,5-E15,5, les gènes marqueurs de la pluripotence sont peu à peu éteints (Western et al., 

2010). Cette étape est permise par l’action de PDG2 (Moniot et al., 2014), par la diminution 

des niveaux de FGF9, et grâce à la régulation de l’expression de NANOS2 (Saba et al., 2014a) 

et de DMRT1 (Krentz et al., 2009) dans les gonocytes.  

Chez l’humain, les gonocytes sont en prolifération pendant une période plus longue que 

chez la souris, de manière relative à la durée de la gestation (Mamsen et al., 2011) (Figure 

11B). Les gonocytes humains rentrent également en quiescence mais de façon très 

hétérogène dans le tissu testiculaire et on peut encore trouver des gonocytes prolifératifs 

jusqu’au 3ème trimestre de la grossesse (Honecker et al., 2004; Rouiller-Fabre et al., 2009; 

Mamsen et al., 2011). Dans le testicule humain également, l’entrée en quiescence des 

gonocytes est concomitante à leur différenciation, jusqu’à un stade dit « pré-

spermatogonie ». Sur des critères d’expression de marqueurs protéiques (Gaskell et al., 

2004), de morphologie (Gondos and Hobel, 1971) et d’expression de facteurs liés à la 

pluripotence (Rajpert-De Meyts, 2004; Pauls et al., 2006), il a en fait été proposé chez 

l’homme l’existence de 3 populations : les gonocytes, les cellules intermédiaires et pré-

spermatogonies. De la même façon que chez la souris, l’entrée en quiescence des gonocytes 

est concomitante avec une diminution de la pluripotence (L. Li et al., 2017). 
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Les facteurs intrinsèques et extrinsèques régulant la pluripotence et le cycle cellulaire sont 

essentiels. Un défaut de ces signalisations peut conduire à une sur-prolifération et le 

développement de tumeurs testiculaires des cellules germinales chez la souris (Bustamante-

Marín et al., 2013) et chez l’humain (Skakkebæk et al., 1987; Rajpert-De Meyts and Hoei-

Hansen, 2007).  

 

(3) Les cellules myoïdes péritubulaires 

L’origine exacte des CMP était jusqu’à peu encore incertaine du fait de l’absence de 

marqueurs moléculaires spécifiques (Jeanes et al., 2005). Les CMP ne dérivent pas des 

cellules ayant migré du mésonéphros (Cool et al., 2008; Combes et al., 2009b) mais de 

progéniteurs stéroïdogéniques comme il a été proposé récemment chez la souris (Ademi et 

al., 2022). Il est décrit que les cellules de Sertoli sont à l’origine de la spécification des CMP 

dans le testicule murin fœtal, via la sécrétion de Desert Hedgehog (DHH) (Clark et al., 2000; 

Pierucci-Alves et al., 2001). Peu de temps après la formation des cordons, les CMP 

nouvellement différenciées s’agrègent autour de ces derniers. Elles sont 

morphologiquement reconnaissables à E13,5 chez la souris (Jeanes et al., 2005) et à 12 SG 

chez l’homme (Ostrer et al., 2007) et elles produisent la lame basale à la base des cordons, 

en coopération avec les cellules de Sertoli.  
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Figure 12 : Les différents modèles (A, B et C) expliquant l’origine des cellules de Leydig (modifié à partir de 
Shima, 2019). 

3 modèles ont été proposés pour expliquer l’origine des cellules de Leydig fœtales (FLC) et adultes (ALC) : (A) 
Les FLC et les ALC dériveraient de progéniteurs distincts, présents dans le testicule dès le stade fœtal. Les 
progéniteurs des ALC resteraient quiescentes jusqu’à la vie adulte où elles se différencieraient en ALC. (B) Les 
FLC et les ALC dériveraient d’un progéniteur commun qui donnerait les FLC pendant la vie fœtale et les ALC 
chez l’adulte. (C) Les ALC dériveraient d’une dé-différenciation d’une partie des FLC dans le testicule pré-
pubertaire.  

  

(A) 

(B) 

(C) 
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(4) Les cellules de Leydig et l’axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire 

La production d’androgènes par les cellules de Leydig dans le fœtus mâle est 

indispensable à l’ontogenèse testiculaire ainsi qu’à sa masculinisation. Comme évoqué 

précédemment, il existe au moins 2 populations de cellules de Leydig chez les mammifères, 

les cellules de Leydig fœtales (Fetal Leydig cells, FLC) et les cellules de Leydig adultes (Adult 

Leydig cells, ALC) (Roosen-Runge and Anderson, 1959; Habert et al., 2001; O’Shaughnessy et 

al., 2006; Griswold and Behringer, 2009; Svechnikov et al., 2010; Wen et al., 2016; Zirkin and 

Papadopoulos, 2018; Shima, 2019). Elles présentent un phénotype (Kerr and Knell, 1988) et 

un profil transcriptomique différent (Miyabayashi et al., 2017). Les FLC occupent le testicule 

au cours de la vie fœtale et sont progressivement perdues après la naissance, remplacées 

par les ALC (Kerr and Knell, 1988; Ariyaratne and Chamindrani Mendis-Handagama, 2000).  

Les FLC se différencient à partir de progéniteurs mésenchymateux du tissu interstitiel au 

moment de la formation des cordons, à environ E12,5 chez la souris (Byskov, 1986; 

Merchant-Larios et al., 1993) et à la 7ème SD chez l’homme (Pelliniemi and Niemi, 1969). Les 

cellules de Sertoli sont à l’origine des signaux inducteurs de la spécification stéroïdogène des 

FLC. L’origine des ALC et des FLC n’est pas encore bien caractérisée. Il existe plusieurs 

hypothèses (Shima, 2019) (Figure 12). Certaines études suggèrent que les ALC et les FLC 

dériveraient de progéniteurs distincts (Figure 12A) tandis que d’autres avancent qu’elles se 

différencieraient de la même population progénitrice (Figure 12B). Cette population 

progénitrice serait composée de cellules souches spécifiques des cellules de Leydig ou bien 

encore d’autres types cellulaires capables de transdifférenciation. Enfin, certains groupes 

ont fait l’hypothèse d’une dé-différenciation des FLC qui donneraient naissance aux ALC dans 

le testicule néo-natal (Figure 12C) 

Chez la souris (Pointis et al., 1979) comme chez l’homme (Reyes et al., 1974), les FLC 

commencent à produire des androgènes peu de temps après leur différenciation. A noter 

que dans le testicule murin, les cellules de Leydig ne sécrètent pas directement de 

testostérone mais produisent un précurseur qui est converti en testostérone par les cellules 

de Sertoli (O’Shaughnessy et al., 2000; Shima et al., 2013). 
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Figure 13 : Les 3 phases d’activation de l’axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire (HHT) chez l’homme 
(modifié à partir de Becker and Hesse, 2020).  

La différenciation des cellules de Leydig entraine un pic de la sécrétion de testostérone, indépendamment de la 
stimulation par la LH. L’axe HHT est ensuite activé de façon transitoire au cours de la vie fœtale et peu après la 
naissance (mini-puberté). A partir de la puberté, il est activé de façon pérenne. Ces activations sont 
caractérisées par un pic de sécrétion des gonadotropines LH et FSH, la LH stimulant la production de 
testostérone.  
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Chez la souris, la testostérone est sécrétée à partir de E13, atteint un pic de concentration à 

E16-17 et diminue à E18 (Pointis et al., 1979). La production d’androgènes des FLC et le 

maintien de leur population est initialement indépendante de la LH hypophysaire fœtale 

(O’Shaughnessy et al., 1998) jusqu’à E16 puis passe sous son contrôle à la fin de la gestation 

(Pointis and Mahoudeau, 1977). 

Chez l’homme, la testostérone est sécrétée à la 7ème SD, elle augmente fortement entre la 

8ème et la 11ème SD, atteint un pic entre la 11ème et la 14ème SD puis sa concentration sérique 

connait un déclin progressif après la 20ème SD (Reyes et al., 1974; Takagi et al., 1977; 

Tapanainen et al., 1981; Troisi et al., 2003) (Figure 13). Comme chez la souris, la sécrétion 

d’androgènes est indépendante de la LH pendant le 1er trimestre de gestation mais elle 

repose sur la stimulation d’une autre hormone sécrétée par le placenta, l’Human chorionic 

gonadotropin (hCG), qui active le même récepteur que la LH (Huhtaniemi et al., 1977; 

Huhtaniemi and Lautala, 1979; Word et al., 1989). La concentration d’hCG atteint un pic 

entre la 8ème et la 12ème SD chez l’homme puis diminue tout en restant à un niveau 

relativement haut jusqu’à la fin de la gestation (Clements et al., 1976; Takagi et al., 1977). 

Contrairement à la LH (Cigorraga et al., 1978), l’hCG est un ligand qui n’entraine pas de 

désensibilisation de ses récepteurs, permettant une stimulation continue de la sécrétion de 

testostérone (Leinonen and Jaffe, 1985).  

L’INSL3 est une autre hormone sécrétée par les ALC de façon constitutive chez 

l’homme et la souris. Elle est détectable au moment de la différenciation des FLC autour de 

E13,5 chez la souris (Zimmermann et al., 1997) et à la 11ème SD chez l’humain dans le fluide 

amniotique (Anand-Ivell et al., 2008).  

Chez les rongeurs, les FLC disparaissent à la fin de la vie fœtale et au cours des 

premières semaines de vie (Habert et al., 2001; Haider, 2004). On peut néanmoins toujours 

détecter des FLC dans le tissu testiculaire adulte chez la souris (Kaftanovskaya et al., 2015; 

Shima et al., 2015). Il a été montré dans cette espèce que les cellules de Sertoli régulent la 

population d’ALC notamment via la sécrétion d’AMH in vitro (Rouiller-Fabre et al., 1998) et 

in vivo (Behringer et al., 1994).  

Chez l’homme, le nombre de FLC augmente fortement jusqu’à la moitié de la gestation puis 

leur nombre diminue progressivement et elles disparaissent presque complètement à la fin 
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de la gestation (Pelliniemi and Niemi, 1969; Nistal et al., 1986; Codesal et al., 1990; Prince, 

1990; Lejeune et al., 1998; Chemes, 2001; Faria et al., 2003; O’Shaughnessy et al., 2007).  

Concernant l’AR, chez l’homme, il est exprimé par les CMP dès 7 SD et par quelques 

FLC (Shapiro et al., 2005). Il a d’ailleurs été proposé que les CMP puissent médier certains 

effets des androgènes (Welsh et al., 2009), en particulier l’établissement des cellules de 

Sertoli (O’Shaughnessy and Fowler, 2011). L’AR n’est pas exprimé par les cellules germinales 

pendant la vie fœtale et les cellules de Sertoli commencent à l’exprimer au 5ème mois de 

grossesse (Chemes et al., 2008). Enfin, les ALC expriment l’AR et sa signalisation est 

essentielle à leur maturation, leur maintien et leur activité (Kaftanovskaya et al., 2015; 

O’Hara et al., 2015).  

 

(5) Les autres types cellulaires 

Il a récemment été mis en évidence que le testicule est peuplé de plusieurs sous-

populations de macrophages, avec des origines développementales différentes (Meinhardt 

et al., 2022). Il a été décrit chez la souris qu’une de ces sous-populations, les macrophages 

interstitiels sont présents dès E7,5 et dérivent du sac vitellin tandis qu’une autre sous-

population, les macrophages péritubulaires émergent 2 semaines après la naissance et 

dérivent de progéniteurs de la moelle osseuse (Mossadegh-Keller et al., 2017; Mossadegh-

Keller and Sieweke, 2018; Meinhardt et al., 2022).  

Comme évoqué plus haut chez la souris, simultanément à la prolifération et la 

différenciation des cellules de Sertoli, des cellules endothéliales issues du mésonéphros 

migrent dans la gonade et forment le vaisseau cœlomique (future artère testiculaire) ainsi 

qu’un réseau de capillaires artériels dans le tissu interstitiel (Martineau et al., 1997; Coveney 

et al., 2008; Brennan et al., 2002). Ce phénomène induit la mise en place de la 

vascularisation du testicule embryonnaire. Cette vascularisation, spécifique de la gonade 

mâle, est nécessaire à l’arrivée de nutriments et d’autres facteurs de signalisation.  

Il a de plus été montré que cette migration de cellules du mésonéphros est essentielle à la 

formation des cordons (Buehr et al., 1993; Martineau et al., 1997; Tilmann and Capel, 1999; 

Combes et al., 2009b). En effet, les cellules endothéliales participent au cloisonnement des 

agrégats de cellules de Sertoli et de gonocytes en véritables structures tubulaires (Cool et al., 
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2012) via la sécrétion de facteurs (Cool et al., 2011). Ces cellules participent aussi au 

maintien de la différenciation des cellules de Sertoli (Tilmann and Capel, 1999) et elles 

sécrètent des facteurs nécessaires à la prolifération des cellules interstitielles (Cool et al., 

2011).  

Chez l’humain également on observe la migration de cellules endothéliales à 7 SD et la 

formation de vaisseaux artériels à 12 SD (Ostrer et al., 2007).  

Peu de temps après la mise en place de la circulation artérielle, la circulation veineuse est 

mise en place (Brennan et al., 2002). La formation des vaisseaux lymphatiques du testicule 

est une des dernières étapes de l’organogénèse testiculaire. L’organisation de ces derniers 

diffère suivant l’espèce considérée (Hirai et al., 2012) 

Enfin, des fibres nerveuses sont détectées autour de testicule dès 16 SD chez 

l’humain, et elles se localisent entre les cordons séminifères à 20 SD (Otulakowski, 1992). 

Chez la souris, la présence de nerfs dans le testicule fœtal est moins caractérisée (Svingen 

and Koopman, 2013).  

 

Notons qu’au cours de l’ontogenèse testiculaire, l’apoptose est un phénomène 

physiologique en condition normales, et ce dans plusieurs types cellulaires (Helal et al., 

2002; Rouiller-Fabre et al., 2009; Nguyen et al., 2020).  

 

La succession des évènements constituants l’ontogenèse testiculaire a été étudiée 

par de nombreux groupes, chez la souris et chez l’homme. Ces études se basaient largement 

sur des observations morphologiques et le suivi des différents types cellulaires in situ par des 

marquages immunohistochimiques. Les avancées récentes des technologies 

transcriptomiques dites à haut débit, permettent aujourd’hui de suivre le développement 

gonadique et les différentes populations du testicule adulte de façon extrêmement précise 

(Guo et al., 2015; L. Li et al., 2017; Lecluze et al., 2018; Guo et al., 2018; Stévant et al., 2019; 

Guo et al., 2020, 2021; Wang et al., 2022).  
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b)  Devenir des structures reproductives jusqu’à la naissance puis la 

puberté  
 

(1) Le testicule et l’axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire  

Parallèlement à la différenciation des différents types cellulaires, les cordons 

séminifères s’allongent progressivement et s’épaississent chez la souris (Combes et al., 

2009a; Cool et al., 2012). Ils se connectent au rete testis naissant qui débouche sur les 

tubules du mésonéphros, futurs canaux efférents (Kulibin and Malolina, 2020). A partir de 

E15,5, ils se courbent car l’espace testiculaire disponible se réduit. En effet, c’est à ce 

moment qu’apparait l’albuginée, la capsule fibreuse entourant le testicule. Chez l’homme, 

les cordons s’allongent et s’épaississent également tout au long de la différenciation 

testiculaire. Leur diamètre est maximal à 16 SD et reste constant jusqu’à la fin de la 

gestation. L’albuginée apparait à la mi-gestation et forme des septa entre 25 et 28 SD.  Les 

cordons d’abord rectilignes s’incurvent. Leur courbure est maximale à 30 SD. Au cours de la 

tubularisation des cordons, le phénotype des cellules de Sertoli se modifie. Elles passent 

d’un phénotype mésenchymateux à un phénotype épithélial polarisé, avec des protrusions 

entourant les cellules germinales et un déplacement de leur noyau vers la lame basale (Nel-

Themaat et al., 2011).  

Comme il a été vu plus haut, chez la souris les gonocytes sont quiescents à partir de 

E14,5 et ce, jusqu’après la naissance (Hilscher et al., 1974). A E18,5, ils entament une 

migration du centre des cordons vers la lame basale (Pui and Saga, 2017), qui s’achève plus 

ou moins 1 jour après la naissance (jpn, jour post-natal) (Nagano et al., 2000). Cette 

migration coïncide avec une différenciation progressive des gonocytes en spermatogonies, 

qui s’accompagne de changements morphologiques et d’expression génique (Zheng et al., 

2014; Yue et al., 2015; Pui and Saga, 2017). La plupart des spermatogonies sont différenciées 

et au contact de la lame basale à 4,5 jpn, et ceci coïncide avec l’apparition des premières SCC 

(McLean et al., 2003). Au même moment, les cellules germinales ré-entrent dans le cycle 

cellulaire (Nagano et al., 2000) et la première vague de spermatogenèse commence 

quelques jours après.  

Chez l’humain, l’entrée en quiescence des gonocytes étant un phénomène hautement 

asynchrone et étendu dans le temps. En forte prolifération entre 6 et 10 SD, le nombre de 
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gonocytes augmente ensuite de façon continue jusqu’à la naissance (Bendsen et al., 2003; 

O’Shaughnessy et al., 2007; Mamsen et al., 2011). Chez l’humain aussi, la différenciation des 

gonocytes en cellules intermédiaires puis en pré-spermatogonies coïncide avec la migration 

des cellules du centre des cordons vers la lame basale mais à la différence de la souris, ces 

processus prennent plusieurs mois. Les gonocytes commencent à se différencier de manière 

asynchrone et progressive entre la 17ème et la 19ème SD (Gaskell et al., 2004; Rajpert-De 

Meyts, 2004; Pauls et al., 2006). A partir de la 25ème SD, plus de la moitié des cellules 

germinales sont des pré-spermatogonies (Pauls et al., 2006), même s’il a été relevé que 

quelques gonocytes pouvaient persister jusqu’à 3-4 mois après la naissance (Rajpert-De 

Meyts, 2004). A noter qu’à partir de leur différenciation, les pré-spermatogonies sont des 

cellules peu voir non proliférativement actives (L. Li et al., 2017). Il est proposé que les pré-

spermatogonies subissent une différenciation pour devenir des spermatogonies autour de 3 

mois après la naissance, suite à l’activation temporaire de l’axe HHT (voir plus bas). Leur 

nombre augmente ensuite pendant l’enfance de l’individu puis la prolifération ralentit entre 

8 et 10 ans (Müller and Skakkebæk, 1983; Paniagua and Nistal, 1984; Cortes, 1990). Autour 

de la puberté elles subissent un pic de prolifération (Müller and Skakkebæk, 1983; Paniagua 

and Nistal, 1984; Cortes, 1990)  et les premières vagues de spermatogenèse commencent.  

La succession des étapes que subissent les cellules germinales est essentielle. 

L’altération d’un de ces processus, comme par exemple un défaut de la différenciation des 

gonocytes, peut résulter en l’apparition de tumeurs testiculaires des cellules germinales 

(Rajpert-De Meyts and Hoei-Hansen, 2007) (voir dans la partie consacré au cancer 

testiculaire de ce chapitre).  

Concernant les cellules somatiques, chez la souris, le nombre des cellules de Sertoli 

augmente continuellement depuis la différenciation testiculaire jusqu’aux environs de la 

puberté puis reste stable pendant la vie adulte (Kluin et al., 1984; Baker and O’Shaughnessy, 

2001). Au moment de la puberté, elles subissent une étape de différenciation ultime en 

cellules de Sertoli matures (Sharpe et al., 2003).  

Chez l’homme, les cellules de Sertoli prolifèrent dès leur spécification jusqu’à 16 SG (Waters 

and Trainer, 1996; Ostrer et al., 2007). Leur nombre reste ensuite relativement stable le 

reste de la grossesse. Elles connaissent un pic de prolifération au 3ème mois post-natal puis 
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leur nombre reste stable jusqu’à la puberté où elles subiront de nouveau un pic de 

prolifération (Cortes et al., 1987; Nistal et al., 1982; Nistal and Paniagua, 1983).  

Chez la souris, après un pic de prolifération au moment de la différenciation 

testiculaire, les FLC sont faiblement prolifératives tout au long de la gestation et leur nombre 

reste relativement stable, jusqu’à disparaitre au cours des premières semaines post-natales. 

Les ALC apparaissent au 7ème jpn, elles se différencient entre 10 et 20 jpn et subissent un pic 

de prolifération (Vergouwen et al., 1991; Baker and O’Shaughnessy, 2001).  

Chez l’homme, après leur spécification, les FLC prolifèrent jusqu’à un maximum à 18 SD, puis 

leur prolifération diminue progressivement jusqu’à être presque nulle à la naissance 

(Pelliniemi and Niemi, 1969; Codesal et al., 1990; Holstein et al., 1971; Prince, 1990; Waters 

and Trainer, 1996; Ostrer et al., 2007). L’activation temporaire de l’axe HHT autour de 3 mois 

post-natal (voir plus bas) entraine l’apparition et la prolifération des ALC, puis leur 

prolifération diminue au 4ème mois post-natal (Codesal et al., 1990). Le prochain pic de 

prolifération des ALC est déclenché à la puberté.  

 

Comme il a été vu précédemment, la sécrétion initiale d’androgènes fœtale par les 

FLC ne requiert pas de stimulation par les gonadotropines puis elle en devient 

progressivement dépendante. A partir de ce moment, l’axe HHT connait 3 pics d’activation 

au cours de la vie d’un individu, caractérisés par une forte sécrétion des gonadotropines LH 

et FSH (Figure 13).  

La première activation de l’axe HHT se déroule au cours de la vie fœtale. Chez la 

souris, il semblerait que l’hypophyse fœtale commence à sécréter les gonadotropines aux 

environs de la fin de la gestation (O’Shaughnessy et al., 1998). En revanche, chez l’homme, 

les gonadotropines sont sécrétées relativement tôt au cours de la gestation puisque la LH et 

la FSH sont sécrétées à partir de la 9ème SD (Kaplan and Grumbach, 1976; Hagen and 

McNeilly, 1977). Elles sont détectables dans le sang fœtal entre la 12ème et la 14ème SD 

(Clements et al., 1976; Kaplan and Grumbach, 1976) et leur sécrétion devient GnRH-

dépendante à la partir de la 30ème SD (Guimiot et al., 2012). La libération de LH entraine la 

libération de testostérone par les FLC. Un pic de LH et de FSH est atteint à la mi-gestation 

puis leur concentration diminue jusqu’à être presque nulle chez les nouveau-nés (Takagi et 
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al., 1977; Massa et al., 1992; Guimiot et al., 2012). Cette diminution est causée par 

l’augmentation progressive de la sécrétion d’œstrogènes par le placenta à la fin de la 

gestation, qui exercent un contrôle négatif sur l’axe HHT fœtal (Winter et al., 1975, 1976; 

Troisi et al., 2003). La FSH stimule probablement la prolifération et l’activité des cellules de 

Sertoli mais ses effets sont moins connus dans le testicule fœtal (Plant and Marshall, 2001; 

O’Shaughnessy et al., 2007). Les androgènes sécrétés par les cellules de Leydig et l’AMH 

sécrété par les cellules de Sertoli jouent un rôle primordial dans la masculinisation du tractus 

génital dans le fœtus mâle.  

Dans plusieurs espèces mammifères, on observe peu après la naissance une seconde 

activation transitoire de l’axe HHT, appelée aussi « mini-puberté » (pour revue : Kuiri-

Hänninen et al., 2014; Lanciotti et al., 2018; Becker and Hesse, 2020; Bizzarri and Cappa, 

2020; Lucaccioni et al., 2021) (Figure 13).  

Chez l’homme, les hormones placentaires, inhibitrices de l’axe HHT, disparaissent de la 

circulation du nouveau-né au cours des premiers jours de vie (Bidlingmaier et al., 1973; 

Winter et al., 1975). Délivré  de l’inhibition exercée par ces hormones placentaires, l’axe HHT 

est ré-activé à la 1ère semaine post-natale  (Forest et al., 1974, 1973). Les niveaux de LH et de 

FSH s’élèvent à partir du 6ème-10ème jpn, atteignent un pic entre la 2nd et la 10ème semaine 

post-natale, commencent à diminuer entre 4ème et le 6ème mois post-natal (Winter et al., 

1975, 1976; Schmidt and Schwarz, 2000; Bergadá et al., 2006) et chutent complètement 

entre le 6ème et le 9ème mois post-natal (Winter et al., 1975). La mini-puberté joue un rôle 

important dans le développement de plusieurs organes génitaux et le développement 

cognitif du fœtus. Elle entraine aussi un pic de prolifération transitoire des cellules de Sertoli 

(Cortes et al., 1987) et des cellules germinales (Müller and Skakkebæk, 1983). Elle 

permettrait également la différenciation des pré-spermatogonies en spermatogonies Adark, 

réserve de cellules souches germinales chez l’individu adulte (Forest et al., 1973; 

Hadžiselimovič et al., 1986; Rajpert-De Meyts, 2004). Enfin, elle stimule également de façon 

transitoire la prolifération des cellules de Leydig. On observe néanmoins une chute du 

nombre total des cellules de Leydig au 3ème mois dû à l’apoptose des FLC (Nistal et al., 1986; 

Codesal et al., 1990; Lejeune et al., 1998; Chemes, 2001).  

Au cours de cette période, la FSH stimule la production d’AMH (Al-Attar et al., 1997; Lukas-

Croisier et al., 2003; Lasala et al., 2004; Aksglaede et al., 2010) et d’inhibine B (Andersson et 
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al., 1998) par les cellules de Sertoli qui atteignent un pic puis diminuent en quelques 

semaines.  

La LH stimule de son côté la production de testostérone (Winter et al., 1976) par les cellules 

de Leydig. La production de testostérone atteint un pic entre le 2ème et le 3ème mois post-

natal (Forest et al., 1973; Winter et al., 1976; Bidlingmaier et al., 1983; Bergadá et al., 2006) 

puis re-diminue entre le 6ème et le 9ème mois post-natal. L’absence de récepteurs aux 

androgènes dans les cellules de Sertoli fœtales et infantiles (Berensztein et al., 2006) permet 

d’empêcher l’initiation de la spermatogenèse précoce. Cette absence permet également à 

l’AMH d’éviter le rétrocontrôle négatif de sa sécrétion par la testostérone (Al-Attar et al., 

1997; Boukari et al., 2009), entrainant le maintien de ses niveaux. 

Cette activation transitoire de l’axe HHT en période néo-natale est observée dans d’autres 

espèces. Ainsi, on retrouve également une décharge de gonadotropines chez la souris entre 

le 2ème et le 6ème jpn et un pic de testostérone (Corbier et al., 1992). C’est à ce moment que 

les pré-spermatogonies se différencient en spermatogonies de type indifférenciées (R. Li et 

al., 2017). Chez la souris, environ à 4 jpn, l’activine A, sécrétée par les pré-spermatogonies et 

l’inhibine B, sécrétée par les cellules de Sertoli jouent un rôle dans la transition 

prolifération/quiescence des cellules de Sertoli et la différenciation des pré-spermatogonies 

en spermatogonies (Barakat et al., 2008; Mithraprabhu et al., 2010; Barakat et al., 2012). 

Leur niveau diminue ensuite quelque jour après le pic.  

Après les périodes d’activation transitoires fœtale et néo-natale de l’axe HHT, c’est 

au cours de la puberté que s’activera l’axe HHT de manière pérenne (Lewis and Lee, 2009; 

Rey, 2014; Guo et al., 2020). La puberté décrit la période de réactivation de l’axe HHT et 

l’acquisition des caractères sexuels secondaires, permettant la capacité de reproduction de 

l’individu. La puberté est divisée en 5 phases cliniques chez le garçon (Marshall and Tanner, 

1970).  

Contrôlée par divers stimulus, la réactivation de la sécrétion hypothalamique de GnRH 

entraine la sécrétion hypophysaire de LH et de FSH (Plant, 2015; Herbison, 2016). La LH 

permet l’achèvement de la différenciation des Leydig avec pour conséquence 

l’augmentation de la concentration des androgènes, d’abord dans le testicule puis dans le 

sang (Boyar et al., 1974; Rivarola et al., 1983).  
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Figure 14 : La descente testiculaire chez l’homme (modifié à partir de Gurney et al., 2017). 

Chez la plupart des mammifères, le testicule fœtal initialement intra-abdominal (A) doit migrer dans le scrotum 
extra-abdominal (D) afin s’assurer sa physiologie. La descente testiculaire, dirigée par le gubernaculum, est 
caractérisée par une première phase dite « trans-abdominale » (B) et une deuxième phase dite « inguino-
scrotale » (C).  
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Les cellules de Sertoli deviennent  progressivement sensibles aux androgènes à partir de la 

2ème moitié de la grossesse jusqu’à la puberté (Chemes et al., 2008). Les androgènes 

entrainent la maturation des cellules de Sertoli (Rey et al., 2009), caractérisée par une perte 

de la capacité mitotique et de la production d’AMH (Rey et al., 1993; Rey, 1998; Rey et al., 

2003; Aksglaede et al., 2010; Jeffery et al., 2015), ainsi que des transformations 

morphologiques et sécrétoires, aboutissant entre autres à la formation finale de la BHT 

(Nistal et al., 1982; Nistal and Paniagua, 1983; Rey et al., 2009). Déjà sécrétées pendant la vie 

fœtal, les inhibines et les activines sont toujours sécrétées par les cellules de Sertoli adultes 

(de Kretser et al., 2004a). La sécrétion de FSH entraine la prolifération des cellules de Sertoli 

et l’augmentation du volume testiculaire (Koskenniemi et al., 2017). La réorganisation de 

l’épithélium séminifère et la création d’une lumière au centre des cordons achève leur 

maturation en tubules séminifères. Les premières vagues de spermatogenèse se mettent en 

place : les cellules germinales se différencient et entrent en mitose, augmentant d’autant 

plus le volume du testicule (Koskenniemi et al., 2017).  

 

De manière concomitante aux étapes de différenciation et de maturation évoquées 

plus haut, le testicule subit un processus majeur : la descente testiculaire.  

 

(2) La descente testiculaire  

Chez la plupart des mammifères, dont l’homme et la souris, le testicule doit migrer 

de la région abdominale vers une région extracorporelle pour être à la température optimale 

de 35°C requise pour la spermatogenèse (Figure 14).La descente testiculaire est un 

processus biphasique, réalisé sous l’action conjugué d’hormones (pour revue : Hutson, 1985; 

Hutson et al., 1997; Klonisch et al., 2004; Hughes and Acerini, 2008; Mamoulakis et al., 2015; 

Hutson et al., 2016)  

La première phase dite « trans-abdominale » s’étend entre E15,5 et E17,7 chez la souris 

(Wensing, 1973) et de la 10ème à la 15ème SD chez l’homme (Wyndham, 1943) (Figure 14B). 

Elle implique la modification de 2 ligaments attachant le testicule au corps : le ligament 

suspenseur crânial qui régresse, tandis que le ligament génitoinguinal caudal, ou 
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« gubernaculum », s’épaissit et se raccourcit, permettant au testicule, contrairement à 

l’ovaire, de rester en position abdominale basse tandis que le corps du fœtus s’allonge.  

Chez la souris, il est connu que l’INSL3 joue un rôle essentiel sur l’épaississement du 

gubernaculum, étape majeure de la descente testiculaire. La stimulation de son récepteur 

Relaxin-family peptide receptor 2 (RXFP2), exprimé sur le gubernaculum, stimule la 

prolifération cellulaire (Feng et al., 2009; Bay et al., 2011; Ivell and Anand-Ivell, 2011). Chez 

l’humain, le rôle de l’INSL3 dans la descente testiculaire est moins bien d’écrit. Néanmoins, 

l’existence de mutations de l’INSL3 ou de son récepteur étant liées à un défaut de la 

descente testiculaire et l’INSL3 étant détecté chez le fœtus humain au moment de cette 

phase, il est très probable que l’INSL3 joue également un rôle majeur dans la phase trans-

abdominale (Bay et al., 2011; Ivell and Anand-Ivell, 2011). Des études ont également 

rapporté un rôle de l’AMH sur le raccourcissement du gubernaculum lors de cette phase 

chez l’homme (Hutson and Lopez-Marambio, 2017) ainsi qu’un rôle des androgènes sur la 

disparition du ligament suspenseur crânial (Emmen et al., 1998; van der Schoot and Elger, 

1992; Barthold et al., 2000).  

La deuxième phase, dite « inguino-scrotale » s’étend de E18 jusqu’à 20 jpn chez la souris et 

de 25 à 35 SD chez l’homme. C’est lors de cette phase, sous le contrôle des androgènes, que 

le gubernaculum s’allonge et entraine le testicule dans la région pubienne jusqu’au scrotum 

(Figure 14C). 

 

Un défaut lors des phases de descente testiculaire peut conduire à une cryptorchidie, 

une malformation congénitale pour laquelle un ou deux testicules ne sont pas descendus à 

la naissance (détaillée dans la partie consacrée aux malformations congénitales). La 

cryptorchidie peut mener à une infertilité mais est également un facteur de risque pour 

d’autres pathologies comme le cancer du testicule. 

 

(3) Différenciation du tractus génital   

Chez l’humain comme chez la souris, c’est lors de la gestation que se mettent en 

place les caractères sexuels primaires, c’est-à-dire la différenciation du tractus génital. 
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Figure 15 : La différenciation du tractus uro-génital (modifié à partir de Pask, 2016). 

La sécrétion d’AMH et d’androgènes (testostérone et 5α-dihydrotestosterone (DHT)) entraine la différenciation 

masculine du tractus uro-génital et des organes génitaux externes.   
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 Le tractus génital comprend le tractus uro-génital (aussi appelé organes génitaux 

internes) et les organes génitaux externes (ou tubercule uro-génital).  

Le tractus uro-génital est composé du sinus uro-génital, future prostate, et de 2 paires de 

canaux issus du mésonéphros qui co-existent dans les 2 sexes au début du développement : 

les canaux de Wolff et les canaux de Müller (Wilson, 1978). Les canaux de Wolff seront à 

l’origine de l’épididyme, du canal déférent et des vésicules séminales chez le mâle.   

Les organes génitaux externes sont composés du repli urétral, du tubercule génital et de 

l’épaississement labio-scrotal qui donneront chez le mâle, le pénis, le gland du pénis et le 

scrotum respectivement (Figure 15).  

La différenciation du tractus génital se déroule entre E14,5 et E17,5 chez la souris 

(Mullen and Behringer, 2014) et entre la 8ème et la 10ème SD chez l’homme (Jirásek, 1977) et 

repose en grande partie sur des sécrétions testiculaires dont les androgènes et l’AMH.  

La différenciation des organes génitaux externes est sous le contrôle des androgènes. Les 

tissus dont le développement est androgèno-dépendant peuvent être subdivisés entre ceux 

qui requièrent l’action de la testostérone et ceux qui requièrent l’action d’un de ses 

métabolites : la 5α-dihydrotestosterone (DHT). Ces 2 hormones agissent sur le même 

récepteur (Kim et al., 2002). La testostérone induit le maintien et la différenciation des 

canaux de Wolff en vésicules séminales, canaux déférents et épididymes, en coopération 

avec d’autres facteurs (Hannema and Hughes, 2007), tandis que la DHT induit la formation 

des organes génitaux externes, de l’urètre et de la prostate (Wilson, 1983; Shaw and 

Renfree, 2014). Un défaut de la production ou de la réponse aux androgènes mènent à des 

défauts plus ou moins sévères de la différenciation du tractus génital mâle (Scott et al., 

2009; Auchus and Miller, 2012; Flück and Pandey, 2014). Par exemple, la perturbation de la 

production ou de la signalisation de la DHT peut entrainer une altération de la 

différenciation de l’urètre, conduisant à une pathologie appelée hypospadias (Cunha et al., 

2015) (détaillée dans la partie consacrée aux malformations congénitales). Chez la souris, la 

voie alternative de production de DHT, qui ne passe pas par la synthèse de testostérone, est 

d’ailleurs essentielle à la masculinisation fœtale (Flück et al., 2011). 

Dans le fœtus mâle, parallèlement au maintien et à la différenciation des canaux de Wolff, 

les canaux de Müller régressent. La régression des canaux de Müller est permise grâce à la  
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Figure 16 : Le concept d’exposome (tiré de Vermeulen et al., 2020). 

D’abord limité aux expositions chimiques environnementales, la notion d’exposome intègre maintenant 
l’ensemble des expositions de tous types auquel un individu est soumis au cours de sa vie 
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sécrétion de l’AMH par les cellules de Sertoli (Hannema and Hughes, 2007; Moses and 

Behringer, 2019). Un défaut de la production ou de la signalisation de l’AMH est à l’origine 

d’une pathologie appelée cryptorchidie (Virtanen and Toppari, 2008) (également détaillée 

dans la partie consacrée aux malformations congénitales).  

Le bon déroulement de toutes les étapes de l’ontogenèse testiculaire est primordial pour 

assurer la physiologie testiculaire et la fertilité chez l’homme adulte. Une période précise du 

développement a été décrite, initialement chez le rat, appelée « fenêtre de programmation 

masculine » (Welsh et al., 2008). Au cours de cette période, un défaut de production ou 

d’action des différentes hormones peut entrainer le développement de perturbations 

reproductives évoquées plus haut dont des malformations congénitales, comme la 

cryptorchidie et l’hypospadias, une altération des paramètres spermatiques mais aussi le 

cancer testiculaire. Ce défaut peut être d’ordre génétique mais peut également découler 

d’expositions environnementales.  

 

C) Effet de l’environnement sur la santé reproductive  

 

1.  Exposome : exemple des perturbateurs endocriniens  
 

L’ensemble des expositions auxquelles un individu est exposé, et ce depuis la vie 

fœtale est défini sous le nom « d’exposome » (Wild, 2005). La définition est maintenant 

étendue à une exposition au sens large à une multitude de facteurs de toutes catégories 

(Vermeulen et al., 2020). On peut ainsi citer des facteurs physico-chimiques (comme les 

expositions à des produits phytosanitaires ou à différents plastiques) et des facteurs 

dépendants de l’éco-système environnant (comme les aménagements urbains ou la densité 

de populaire) mais aussi des facteurs dépendants du mode de vie (comme la qualité du 

sommeil ou le régime alimentaire) et des facteurs sociaux (comme les relations sociales et le 

revenu) (Figure 16).  

Depuis le début du XXème siècle, le développement du secteur industriel et de la 

recherche ont conduit au fait que les humains (ainsi que la faune sauvage et domestique) 
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sont exposés à de plus en plus de substances chimiques. Ces substances sont d’origine et 

d’usage variés. On peut citer des composés utilisés dans l’industrie (plastifiants, retardateurs 

de flamme), dans l’agriculture (pesticides, fongicides, insecticides) et dans des produits de 

consommation courante (cosmétiques, emballages, médicaments). 

En conséquence, les femmes enceintes sont exposées de manière quotidienne à un 

ensemble de substances chimiques selon plusieurs voies d’exposition (inhalation, ingestion, 

transdermale...) qui peuvent potentiellement atteindre le fœtus, exposé aux composés 

circulants chez la mère (Rager et al., 2020). L’exposition du fœtus à différents composés 

dépend en grande partie du placenta. Outre son rôle hormonal, immunorégulateur et 

transporteur des nutriments et des déchets de la mère au fœtus et vice-versa, cette 

structure régule l’accès de nombreuses molécules de la mère au fœtus. Le niveau 

d’exposition du fœtus va dépendre entre autres des capacités du placenta à filtrer des 

molécules selon leurs propriétés physico-chimiques (charge, solubilité, taille...), de ses 

capacités de métabolisation, et de l’existence de transports actifs permettant d’exclure des 

composés hors du compartiment fœtal. Malgré l’importance du rôle de barrière du placenta, 

il a été rapporté que plusieurs composés chimiques, dont des substances toxiques, 

pouvaient atteindre le fœtus et avoir des effets négatifs sur ce dernier (Barr et al., 2007). Le 

passage transplacentaire peut modifier la concentration du composé étudié, la durée 

d’exposition mais également sa nature, si ce sont ses métabolites qui atteignent le fœtus.  

Plusieurs substances chimiques ont été identifiées comme affectant la fonction de 

reproduction mâle (Petrelli and Mantovani, 2002). Certains composés ont un effet toxique 

sur les cellules, affectent leur métabolisme et/ou jouent sur leur épigénome. Certaines 

substances sont capables d’interférer avec le système endocrinien et sont désignés sous le 

terme de perturbateurs endocriniens (PE) (Kabir et al., 2015; Monneret, 2017; Barouki, 

2017). Parmi plusieurs définitions, l’Organisation Mondial de la Santé (OMS) définit en 2002 

un PE comme « une substance ou un mélange de substance altérant la fonction du système 

endocrinien avec pour conséquence des effets néfastes sur l’organisation, sa descendance 

ou des (sous)-populations ». Les PE peuvent agir sur la synthèse des hormones, leur 

sécrétion par la cellule, leur transport, leur métabolisation, ainsi que leur signalisation dans 

les cellules cibles (La Merrill et al., 2020). Leurs voies d’exposition sont multiples, les trois 

principales étant la voie respiratoire, la voie digestive et la voie cutanée. L’Union 
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Européenne a reconnu environ 200 composés comme PE avérés chez l’homme 

(https://edlists.org/the-ed-lists/list-i-substances-identified-as-endocrine-disruptors-by-the-

eu). Parmi les PE, on trouve des molécules naturelles, issues de végétaux, des produits 

pharmaceutiques, phytosanitaires, de combustion ou encore des molécules à usage 

domestique ou industriel (Keith, 1998). On peut ainsi citer le bisphénol A contenu dans des 

contenants alimentaires (Rubin, 2011), certains parabènes contenus dans des cosmétiques 

(Boberg et al., 2010), des pesticides utilisés dans l’agriculture comme le 

dichlorydiphényltrichloéthane (DDT) (Safe, 2020), des retardateurs de flamme utilisés dans 

l’industrie textile (Mughal and Demeneix, 2017), des phtalates issus de l’industrie plastique 

et cosmétique (Benjamin et al., 2017) mais aussi des principes actifs de médicaments 

couramment utilisés, comme les analgésiques (Kristensen et al., 2016). L’étude des PE reste 

complexe. Ces molécules sont en effet capables d’induire des effets à faible dose, 

d’entrainer des courbes effets/doses non monotones, de révéler des effets longtemps après 

l’exposition et de produire des effets très différents selon s’ils sont considérés seuls ou en 

mélange (Vandenberg et al., 2013).  

Plusieurs études ont montré que certains PE affectent la fonction de reproduction 

chez l’homme (Meeker, 2010; Adamo et al., 2011; Sweeney et al., 2015; Sifakis et al., 2017; 

Lymperi and Giwercman, 2018), ayant même des effets sur plusieurs générations (Brehm 

and Flaws, 2019). De la même façon, d’autres groupes ont montré qu’une exposition lors du 

développement fœtal à des PE entrainent des effets néfastes sur la fonction de 

reproduction, révélés pour certains seulement à l’âge adulte (Rouiller-Fabre et al., 2014; 

Bonde et al., 2016a; Kilcoyne and Mitchell, 2019a; Cargnelutti et al., 2021). Les effets 

néfastes d’un PE dépendent entre autres de la durée et de la période d’exposition. Le 

développement testiculaire fait intervenir une multitude de types cellulaires et de facteurs 

de régulation endocrines, paracrines et même physiques. Cette période cruciale de mise en 

place des fonctions reproductrices, contrôlée en partie génétiquement, est hautement 

sensible à l’environnement, et ce dès les premières étapes de la différenciation gonadique 

(Koopman, 2010). Evoquée plus haut chez le rat, une fenêtre d’exposition particulièrement 

sensible aux expositions environnementales, dont les PE, est la période de masculinisation 

du système reproducteur mâle (Welsh et al., 2008; Scott et al., 2009; van den Driesche et al., 

https://edlists.org/the-ed-lists/list-i-substances-identified-as-endocrine-disruptors-by-the-eu
https://edlists.org/the-ed-lists/list-i-substances-identified-as-endocrine-disruptors-by-the-eu
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2017). Elle correspondrait à la période de 8 à 14 SD chez l’homme (van den Driesche et al., 

2017).  

 

Parallèlement à l’augmentation du nombre de substances chimiques, 

potentiellement PE, présentes dans l’environnement, il a été décrit dans la faune sauvage 

puis chez l’homme une augmentation de la fréquence des troubles de plusieurs fonctions 

physiologiques dont la reproduction. Parmi ces troubles, le cancer testiculaire, la diminution 

de la concentration spermatique et 2 malformations congénitales, l’hypospadias et la 

cryptorchidie, trouveraient leur origine au cours de la vie fœtale et auraient des étiologies 

étroitement liées.  

 

2.  Augmentation des troubles de la santé reproductive mâle  
 

a)  Le cancer du testicule  
 

Le cancer du testicule est un cancer relativement rare dans la population générale, 

représentant entre 1 et 1,5% des cancers dans le monde (Ferlay et al., 2015). Il a représenté 

1,2% des cancers au cours de l’année 2020 en Europe (Dyba et al., 2021). Les taux 

d’incidence les plus élevés sont retrouvés dans les pays Nordiques, en particulier le 

Danemark et la Norvège et les plus faibles en Asie et en Afrique (Purdue et al., 2005; Chia et 

al., 2010; Znaor et al., 2014). Malgré sa relative faible incidence, il est le cancer le plus 

fréquent chez l’homme entre 15 et 40 ans. Le cancer testiculaire est un cancer dont le 

diagnostic et les traitements sont bien décrits et présente un haut taux de survie (>95%) 

(Baird et al., 2018; Smith et al., 2018).  

Les tumeurs testiculaires les plus fréquentes (95-98%) sont des tumeurs testiculaires des 

cellules germinales (Testicular germ cell tumor, TGCT en anglais) (Rajpert-De Meyts et al., 

2016; Cheng et al., 2018; Batool et al., 2019). La classification de l’OMS en 2016 distingue 2 

sous-groupes de TGCT : les TGCT dérivées de néoplasies germinales in situ (Germ cell 

neoplasia in situ, GCNIS en anglais), trouvées auparavant dans la littérature sous les 
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dénomination carcinome in situ (CIS) ou Intratubular germ cell neoplasia, unclassified 

(IGCNU), qui représentent 90% des TGCT et celles qui ne sont pas dérivées des GCNIS (Moch 

et al., 2016; Cheng et al., 2017; Tourne et al., 2019).  

Parmi les TGCT non dérivées des GCNIS, on distingue les tératomes et les tumeurs vitellines 

(anciennement les TGCT de type I dans la littérature (Oosterhuis and Looijenga, 2005) qui 

sont des tumeurs pré-pubertaires, et les tumeurs spermatocytaires (anciennement les TGCT 

de type III), survenant chez l’homme âgé.  

Les TGCT issues de GCNIS (anciennement les TGCT de type II) sont subdivisées en 2 types : 

les TGCT séminomateuses et les TGCT non séminomateuses. Les TGCT séminomateuses sont 

identifiées dans 50-60% des diagnostics de TGCT issues de GCNIS, à un âge médian de 35 ans 

et elles sont composées exclusivement de cellules germinales ressemblant aux cellules 

germinales fœtales et aux GCNIS (des structures appelées séminomes). Les TGCT non 

séminomateuses représentent 40-55% des diagnostics des TGCT issues de GCNIS, à un âge 

médian de 25 ans. Elles se forment à partir de carcinomes embryonnaires, formés de cellules 

germinales très indifférenciées. Les carcinomes embryonnaires peuvent ensuite se 

différencier en plusieurs types cellulaires et former des structures très hétérogènes. Une 

TGCT non séminomateuse peut ainsi contenir des composantes somatiques (les tératomes), 

germinales (tumeurs vitellines), extra-embryonnaires (choriocarcinomes) et des carcinomes 

embryonnaires restés en l’état. Il n’est pas rare de trouver les deux types de TGCT chez un 

même patient. De plus, il a été montré que les TGCT séminomateuses peuvent dériver en 

TGCT non séminomateuses, ces dernières étant des tumeurs plus agressives et moins 

sensibles aux traitements anti-cancéreux que les TGCT séminomateuses (Facchini et al., 

2019).  

Au contraire de l’homme, les rongeurs ne développent pas de GCNIS (Walt et al., 

1993) (Oosterhuis and Looijenga, 2005). De rares souches de souris consanguines 

développent des tumeurs spontanément mais il s’agit de tératomes, dérivés de carcinomes 

embryonnaires (Stevens and Little, 1954; Stevens and Hummel, 1957; Stevens, 1973). Ces 

structures correspondent en fait aux tératomes pré-pubertaires (TGCT de type I) chez 

l’homme. Afin d’étudier les TGCT issus de GCNIS, des modèles de lignées cellulaires existent 

pour les TGCT séminomateuses (Mizuno et al., 1993; Eckert et al., 2008; de Jong et al., 2008) 

et les TGCT non séminomateuses (Andrews et al., 1984; Teshima et al., 1988). S’agissant de  



70 
 

 

Figure 17 : Le cancer testiculaire chez l’homme.  

(A) Modèle de développement des différentes tumeurs germinales testiculaires (modifié à partir de Rajpert-
De Meyts et al., 2015). Les tumeurs de l'enfant (tératomes, tumeurs vitellines), de l’homme adulte 
(spermatocytaires) et du jeune adulte (issues de GCNIS) dérivent d’une perturbation des cellules germinales, à 
différents stades de différenciation. (B) Photo d’une immunohistochimie d’une coupe de testicule humain 
adulte marquant les GCNIS (tiré de Skakkebaek et al., 2016). Dans certains tubes séminifères, adjacents à des 
tubes séminifères normaux, on distingue des GCNIS (noyaux marron, marqués par un anticorps dirigé contre 
POU5F1).  

 

(A) 

(B) 
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cellules transformées, l’étude des mécanismes de tumorigenèse peut s’en trouver 

limitée, selon la question biologique.  

Le phénotype des GCNIS est relativement bien caractérisé (Dieckmann and 

Skakkebaek, 1999; Rørth et al., 2000; Rajpert-De Meyts et al., 2003). Concernant leur 

provenance, peu après leur découverte en 1972 (Skakkebæk, 1972), il avait été suggéré que 

les GCNIS, dériveraient de gonocytes dont la différenciation aurait été altérée (Skakkebæk et 

al., 1987; Jørgensen et al., 1995; Rajpert-De Meyts et al., 1998). Chez l’humain, les gonocytes 

se différencient en pré-spermatogonies au cours du développement fœtal et des premiers 

mois post-natals. Une perturbation de la différenciation à un moment clé du développement 

gonadique (Jørgensen et al., 2013) peut retarder la différenciation des gonocytes et les 

rendre plus susceptibles à la transformation (Dolci et al., 2015) (Figure 17 A). Ces CGNIS 

resteraient en quiescence pendant la vie fœtale et l’enfance des individus, pouvant 

accumuler des mutations supplémentaires, jusqu’à une ré-activation à partir de la puberté, 

qui mèneraient à une progression maligne des GCNIS en TGCT (Looijenga et al., 2011).  

Depuis, de nombreux arguments viennent étayer l’hypothèse que les GCNIS seraient en fait 

des gonocytes dont la différenciation aurait été altérée (Rajpert-De Meyts and Hoei-Hansen, 

2007; Baroni et al., 2019), en particulier des études ayant rapporté l’expression de 

marqueurs protéiques spécifiques (Honecker et al., 2004) et des données transcriptomiques 

(Sonne et al., 2009). Les GCNIS présentent ainsi un profil génique ressemblant à celui des 

PGC et des gonocytes et expriment des gènes spécifiques des cellules germinales et d’autres 

associés à la pluripotence, à l’état indifférencié, au développement tumorigène, à la 

régulation du cycle cellulaire et de l’apoptose. On peut citer les facteurs PR/SET domain 1 

(PRDM1, aussi connu sous le nom de BLIMP1), MAGE family member A4 (MAGEA4), DEAD-

box helicase 4 (DDX4), Testis-specific protein Y-encoded (TSPY), Placental-like alkaline 

phosphatase (PLAP), C-KIT et son ligand SCF, Sry-related HMG box17 (SOX17), POU class 5 

homeobox 1 (POU5F1, aussi connu sous le nom de OCT3/4) (Figure 17 B), Homeobox NANOG 

(NANOG), Lin-28 Homolog A (LIN28), AP-2γ (aussi trouvé sous le nom de Transcription factor 

AP-2 gamma, TFAP2C), Glutathione S-transferase (GST) et CD44 (Honecker et al., 2004; 

Looijenga et al., 2014; Rajpert-De Meyts et al., 2015; Nettersheim et al., 2016). Une 

diminution de l’expression de cyclines du cycle cellulaire ainsi que de certains suppresseurs 

de tumeurs comme Tumeur protein p53 (TP53) et RB transcriptional corepressor 1 (RB1,  
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Figure 18 : Tendances de l’incidence du cancer testiculaire dans le monde entre 1960 et 2010 (tiré de 
Skakkebaek et al., 2016).  

Le taux d’incidence du cancer testiculaire est en augmentation dans le monde ces 50 dernières années. La 
Norvège et le Danemark sont les pays qui présentent le plus haut taux d’incidence.  
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anciennement connu sous le nom de rétinoblastome, Rb) a également été observée. De 

façon physiologique, le génome des PGC/gonocytes est hautement déméthylé puis il se 

méthyle de façon concomitante à la différenciation en pré-spermatogonies. A l’inverse, les 

GCNIS sont caractérisé par une rétention de la déméthylation, pouvant favoriser l’apparition 

de mutations et d’anomalies caryotypiques lors de la division cellulaire (Almstrup et al., 

2010; Kristensen et al., 2014).  Il a été observé une grande hétérogénéité des profils 

transcriptomiques des GCNIS, potentiellement reliée au stade de différenciation auquel la 

différenciation s’est arrêtée et corrélée avec leurs capacités de prolifération et d’invasion 

(Rajpert-De Meyts et al., 1998; Mitchell et al., 2014). Il est également possible de distinguer 

les TGCT séminomateuses des TGCT non séminomateuses par l’expression différentielle de 

certains marqueurs (Alagaratnam et al., 2011; Chieffi and Chieffi, 2013; von Eyben and 

Parraga-Alava, 2020a). 

 

L’incidence (nombre de nouveaux cas par an dans une population donnée) du cancer 

testiculaire (causé par des TGCT issues de GCNIS) est en augmentation ces dernières 

décennies dans le monde (Huyghe et al., 2003; Nigam et al., 2015; Znaor et al., 2014; Trabert 

et al., 2015; Gurney et al., 2019) (Figure 18) et il est estimé qu’il va continuer d’augmenter 

(Le Cornet et al., 2014).  

 

b)  Malformations congénitales : cryptorchidie et hypospadias  
 

La cryptorchidie et l’hypospadias sont les pathologies congénitales les plus 

fréquentes chez les nouveau-nés garçons (pour revue : Hutson, 2000; Rodprasert et al., 

2020).  

A la naissance, les testicules sont normalement en position extra-abdominale dans le 

scrotum grâce au processus de descente testiculaire au cours de la vie fœtale décrit plus 

haut. La cryptorchidie est une pathologie pour laquelle un ou les deux testicules ne sont pas 

descendus dans le scrotum. Elle affecte 2 à 9% des nouveau-nés garçons (Virtanen and 

Toppari, 2008). Les facteurs clés de la descente testiculaire sont la sécrétion de testostérone 

et d’INSL3, sécrétée par les cellules de Leydig. Un défaut de la production ou de la 
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signalisation de ces facteurs peut entrainer une cryptorchidie. Le diagnostic de la 

cryptorchidie est étroitement lié à l’infertilité et au risque de développer un cancer 

testiculaire (Schnack et al., 2010; Trabert et al., 2015; Virtanen and Toppari, 2015). De plus, 

de la même façon que le cancer testiculaire, les données épidémiologiques montrent une 

augmentation globale de son incidence dans le monde (Paulozzi, 1999; Toppari, 2001). 

La localisation physiologique de l’ouverture (ou méat) urétral est sur le haut du gland 

du pénis. L’hypospadias est un défaut de cette localisation, entrainant la position du méat 

sur la face ventrale du pénis, au niveau du scrotum ou du périnée selon le degré de sévérité 

de la  
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pathologie. Sa prévalence est entre 0,2 et 1%. La différenciation des organes génitaux 

externes, dont le développement du pénis et la fermeture urétrale, a lieu au cours du 

premier trimestre chez l’homme. Elle dépend fortement de la signalisation de la DHT, 

convertie à partir de la testostérone, qui se fixe sur l’AR. Une perturbation de l’action et/ou 

de la signalisation des androgènes joue un rôle dans l’apparition de ce trouble. 

L’hypospadias serait significativement associée avec le risque de cryptorchidie (Weidner et 

al., 1999). Malgré des différences entre les pays, l’incidence de l’hypospadias serait 

également globalement en hausse dans le monde (Yu et al., 2019).  

 

c)  La diminution de la qualité spermatique  
 

La qualité spermatique dépend de la concentration spermatique ainsi que de la 

qualité des spermatozoïdes, dont leur morphologie et leur motilité. La diminution de la 

concentration spermatique, évaluable à partir de la puberté, peut avoir une étiologie adulte 

et est multifactorielle mais peut également découler d’une perturbation fœtale lors de la 

mise en place de stock de cellules germinales et/ou de cellules de Sertoli. Il a été montré 

que, malgré des différences inter-nationales, la concentration spermatique était 

globalement en diminution des dernières décennies (Levine et al., 2017).  

 

 

3.  Le syndrome de dysgénésie testiculaire   
 

a)  Hypothèse d’une origine fœtale commune des altérations 

reproductives  
 

Suite aux résultats de plusieurs études dans les années 1990, Barker propose le 

concept de Developmental origins of health and disease (DOHAD), qui énonce que des 

maladies révélées chez l’adulte trouveraient leur origine au cours de la vie fœtale (Barker, 

2007). Plus précisément, l’altération dans le développement d’un tissu/organe au cours de 

fenêtres de sensibilité développementales précises, par des facteurs environnementaux de  
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Figure 19 : L’hypothèse du Testicular Dysgenesis Syndrome (TDS, syndrome de dysgénésie testiculaire) 
proposée par le groupe de Niels Skakkebaek (modifié à partir de Skakkebaek et al., 2016). 

Le TDS propose une étiologie fœtale commune à plusieurs troubles de la fonction de reproduction masculine. 
L’altération de la physiologie du testicule causée par différents facteurs (encadrés jaunes), entraine des 
altérations de l’activité et/ou de la différenciation des trois principaux types cellulaires du testicule (les cellules 
de Sertoli, les cellules de Leydig et les cellules germinales). Ces perturbations peuvent entrainer l’apparition de 
troubles de la santé reproductive (encadrés bleus foncés), révélés à plusieurs moments de la vie. AGD pour 
ano-genital distance, la distance ano-génitale, souvent utilisé comme marqueur d’une dysgénésie gonadique.  
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tous types (nutritions, chimiques environnementaux, infections, stress…), causerait des 

prédispositions au développement de maladies chez l’adulte. Il est maintenant admis que le 

développement fœtal est une période hautement sensible à son environnement et critique, 

conditionnant la santé chez l’individu adulte.  

Ce concept est applicable à la santé reproductive. L’observation d’une tendance 

mondiale à l’augmentation de l’incidence de plusieurs troubles de la santé reproductive chez 

le mâle dont l’étiologie semble liée, amène Niels Skakkebaek et son équipe à proposer le 

concept de Testicular dysgenesis syndrom (TDS, syndrome de dysgénésie testiculaire) 

(Skakkebæk et al., 2001). Dans ce syndrome, des altérations génétiques et/ou une exposition 

environnementale entraineraient un défaut de différenciation et/ou d’activité des cellules 

testiculaires, dont les cellules germinales, les cellules de Leydig et les cellules de Sertoli, 

causant une ou plusieurs pathologies liées entre elles chez un même individu (Figure 19) :  

- un cancer testiculaire, causé par un défaut de la différenciation des cellules 

germinales fœtales,  

- des malformations congénitales : la cryptorchidie et l’hypospadias, causées par un 

défaut de production/d’action des androgènes et/ou de l’INSL3, 

- une réduction du compte/de la concentration spermatique, causée par une 

altération des stocks de cellules germinales et/ou des cellules de Sertoli.  

 

L’hypothèse de l’existence du TDS reste cependant toujours controversée (Akre and 

Richiardi, 2009; Thorup et al., 2010).  

 

b)  Hypothèse d’une causalité environnementale dans l’apparition 

de ces troubles 
 

Certains facteurs de risque périnataux (comme le poids de naissance ou la naissance 

prématurée) ainsi que le mode de vie de la mère ou de l’individu adulte (consommation 

d’alcool, sédentarité, stress, sommeil, etc.) augmentent les risques de développer les 

pathologies reproductives précédemment citées. Des facteurs de risque génétiques ont été 
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identifiés comme impliqués dans l’apparition des TGCT issues de GCNIS (Richiardi et al., 

2007; Kanetsky et al., 2009; McGlynn and Cook, 2009; Cook et al., 2010; Sheikine et al., 

2012; McIver et al., 2013; UK Testicular Cancer Collaboration et al., 2017; Fukawa and 

Kanayama, 2018), dans des cas de cryptorchidie et d’hypospadias (Bouty et al., 2015; 

Barthold et al., 2016; Kalfa et al., 2019; Elamo et al., 2022) ainsi que pour des altérations de 

la qualité spermatique. Cependant, ces facteurs de risque génétiques n’expliqueraient 

qu’une faible proportion de ces cas pathologiques.  

Dès 1993, Sharpe et Skakkebaek faisaient l’hypothèse que certaines expositions 

environnementales seraient des facteurs de risque pour le développement de troubles de la 

reproduction évoqués plus haut (Sharpe and Skakkebaek, 1993a). Depuis, de plus en plus 

d’arguments viennent étayer cette thèse (Skakkebæk et al., 2001; Toppari et al., 2010; 

Skakkebaek et al., 2016a) :   

- la vitesse à laquelle l’incidence de ces troubles augmente permet d’exclure qu’une 

causalité génétique (comme l’apparition de mutations) serait entièrement 

responsable de ces troubles, 

- la corrélation géographique existante entre ces troubles (Serrano et al., 2013),  

- les études d’enfants d’individus s’installant dans un autre pays ont montré qu’ils 

présentaient un risque de développement de TGCT du pays dans lequel les parents 

avaient immigré (Hemminki and Li, 2002; Myrup et al., 2008), 

- plusieurs de ces troubles constituent des facteurs de risque pour les autres (comme 

par exemple la cryptorchidie pour le cancer testiculaire),  

- des études dans des modèles animaux et plusieurs méta-analyses de données 

épidémiologiques de grande ampleur chez l’homme ont depuis montré l’association 

entre une exposition pendant la vie fœtale à certains PE et l’apparition des troubles 

mentionnés (Sharpe and Skakkebaek, 2003; Sharpe, 2006; Rouiller-Fabre et al., 2014; 

Sweeney et al., 2015; Bonde et al., 2016a; Lymperi and Giwercman, 2018; Kilcoyne 

and Mitchell, 2019a; Mattiske and Pask, 2021; Rodprasert et al., 2021).  

 

Au cours du développement testiculaire, le micro-environnement testiculaire est 

finement régulé par les sécrétions des cellules de Leydig et de Sertoli, et joue un rôle 
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primordial sur la prolifération, l’activité et la différenciation de tous les types cellulaires. 

Dans l’hypothèse du TDS, une substance environnementale susceptible d’affecter la fonction 

d’une ou plusieurs de ces cellules, peut entrainer un déséquilibre hormonal et paracrine 

intra-testiculaire, contribuant à l’apparition de troubles du développement testiculaire, qui 

seraient révélés autour de la naissance (cryptorchidie et hypospadias) ou chez l’adulte (TGCT 

et altération de la qualité spermatique).  

 

Il a récemment été mis en évidence qu’un facteur environnemental était corrélé avec 

l’incidence du cancer testiculaire chez l’homme adulte : la consommation de cannabis  

(Gurney et al., 2015a; Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et al., 2020a).  
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Figure 20 : Cannabis sativa L  

A) Taxonomie de l’espèce Cannabis sativa L (tiré de ElSohly et al., 2017). L’espèce sativa est elle-même divisée 
en sous-espèces dont le nombre diffère selon les études. B) Proposition de classification de Cannabis sativa L 
en 3 sous-espèces : sativa, indica, et ruderalis (tiré de McPartland, 2018). Cette classification fait encore 
débat. C) Illustration d’une partie d’un plant de Cannabis sativa L (modifié à partir de Small, 2015). On 
distingue les fleurs (qui contiennent les graines), les feuilles et la tige (qui contient la résine).  

 

 

(A) 

(B) 
(C) 



81 
 

 DES PHYTOCANNABINOÏDES AUX 

ENDOCANNABINOÏDES 
 

 

A) Description  

 

1.  Taxonomie  
 

Le cannabis appartient à la famille des Cannabaceae et au genre Cannabis qui 

comprend, de façon communément acceptée, une seule espèce : Cannabis sativa L (Pollio, 

2016; McPartland, 2018) (Figure 20 A). L’espèce est elle-même divisée en sous espèces dont 

le nombre et la classification font encore débat actuellement parmi les botanistes, des 

siècles d’hybridation ayant complexifié les critères de distinction. La classification de Small et 

Cronquist (Small and Cronquist, 1976) propose deux sous-espèces : Cannabis sativa subsp 

sativa et Cannabis sativa subsp indica, elles-mêmes divisées en variétés (Small, 2015) tandis 

que d’autres groupes en proposent trois : Cannabis sativa subsp sativa, Cannabis sativa 

subsp indica et Cannabis sativa subsp ruderalis (Zhang et al., 2018) sur des critères 

génétiques, morphologiques, de composition et de lieu d’habitat naturel (Figure 20 B).  

Le terme « cannabis », tel qu’il est employé dans le langage courant décrit en fait les 

variétés de la sous-espèce Cannabis sativa subsp indica, appelées « sativa » et « indica » 

dans le commerce de stupéfiants, et utilisées pour leurs propriétés psychoactives et/ou 

médicinales. L’espèce Cannabis sativa L contient aussi des sous-espèces utilisées pour une 

variété d’autres usages, par exemple comme source de nourriture ou comme le chanvre, 

utilisé pour ses fibres textiles.  

Selon l’usage, les fleurs, la résine, les feuilles, et les tiges peuvent être utilisées 

(ElSohly et al., 2017) (Figure 20 C) 
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2.  Composition  
 

La composition de cannabis est décrite dans plusieurs revues (Turner et al., 1980; ElSohly 

and Slade, 2005) et fait régulièrement l’objet d’identification de nouveaux composés 

(ElSohly et al., 2017). A la date où est rédigé ce manuscrit, 565 composés de Cannabis sativa 

L ont été identifiés. Parmi ces composés, 125 sont des cannabinoïdes, faisant d’eux la classe 

de composés majoritaire du cannabis (Radwan et al., 2021; Salehi et al., 2022). Produits par 

la plante, on les appelle « phytocannabinoïdes », par opposition aux « endocannabinoïdes », 

produits de manière endogène par de nombreuses espèces animales dont l’homme (décrits 

plus dans le paragraphe consacré au système des endocannabinoïdes de ce chapitre). Les 

phytocannabinoïdes, caractérisés par un squelette tarpénophénolique à 21 carbones, sont 

divisées en 11 classes, chacune définie par une molécule représentative  (Hanuš et al., 2016; 

Radwan et al., 2021) :  

- le cannabichromene (CBC) 

- le cannabidiol (CBD) 

- le cannabielsoin (CBE) 

- le cannabigerol (CBG) 

- le cannabicyclol (CBL) 

- le cannabinol (CBN) 

- le cannabinodiol (CBND)  

- le cannabitriol (CBT) 

- le (−)-Δ9-trans-tetrahydrocannabinol (Δ9-THC) 

- le (−)-Δ8-trans-tetrahydrocannabinol (Δ8-THC) 

- les autres types 

En plus de la molécule représentative, chaque classe contient les différents isomères de 

cette molécule ainsi que ses précurseurs et ses produits de dégradation.  

Cannabis sativa L contient également des tarpènes, des composés phénoliques, des 

flavinoïdes, des alcaloïdes, des acides gras et des composés azotés parmi d’autres composés 

(Leghissa et al., 2018; Radwan et al., 2021). Il a été montré que ce sont les tarpènes, classe la 

plus représentée après les cannabinoïdes, qui donnent le gout et l’odeur caractéristiques du  
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Figure 21 : Voies de synthèse de plusieurs phytocannabinoïdes de Cannabis sativa L (tiré de Pellati et al., 
2018).  

Les phytocannabinoïdes sont synthétisés et stockés sous forme acide par la plante, puis subissent une 
décarboxylation sous l’effet d’une forte chaleur (Δ) et du temps. Le CBGA, le CBDA, le CBCA et le Δ9-THCA sont 
les phytocannabinoïdes primaires synthétisés par la plante. Les autres phytocannabinoïdes dérivent de ces 
derniers sous l’effet de la chaleur (Δ), du dioxyde de carbone (CO2), de l’oxygène (ox) ou par un processus 
d’isomérisation (is).  
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cannabis. Il a été montré que les tarpènes sont capables de moduler certains effets des 

phytocannabinoïdes (Russo, 2011; Singh and Sharma, 2015; Booth and Bohlmann, 2019; 

Sommano et al., 2020; Gonçalves et al., 2020).  

Les phytocannabinoïdes (et les tarpènes en plus faible quantité) sont trouvés dans la 

résine produite par des glandes sécrétoires spécifiques de la plante de cannabis (appelés 

poils ou trichomes) (Tanney et al., 2021). Dans la consommation de cannabis récréationnel, 

on distingue la consommation des petites feuilles (bractées) et des fleurs (retrouvées sous le 

nom de bourgeons floraux et inflorescences) séchées, sous le nom de « marijuana » et la 

consommation de préparation de résine purifiée sous le nom de « hashish » (Small, 2015).  

Dans la plante, les phytocannabinoïdes sont synthétisés et stockés sous leur forme 

acide (par exemple, Cannabidiol acid, CBDA pour le CBD) (Schultz and Haffner, 1960) puis ils 

sont décarboxylés et retrouvent leur forme neutre sous l’influence d’une forte chaleur ou 

avec le temps (typiquement au cours de la période de séchage des feuilles) (Figure 21). De 

plus, parmi les phytocannabinoïdes, seulement quatre (sous leur forme acide) sont en fait 

synthétisés de manière primaire par la plante : le CBG(A) (précurseur des trois autres), le 

CBD(A), le CBC(A) et le Δ9-THC(A) (Hanuš et al., 2016). Les autres phytocannabinoïdes sont 

obtenus par des processus de transformation non-enzymatiques, comme une exposition à 

chaleur, au dioxyde de carbone (CO2), après une oxydation ou une isomérisation (Figure 21).  

Ainsi, par exemple, l’exposition du Δ9-THC aux rayons ultraviolets ou à l’oxygène peut 

l’oxyder et entrainer la formation de CBN, un phytocannabinoïde possédant environ 10% de 

l’activité du Δ9-THC (Perez-Reyes et al., 1973).  

Parmi tous les phytocannabinoïdes, deux d’entre eux ont reçu une attention 

particulière :  

- le Δ9-THC, consommé de manière récréationnel car il est responsable en grande 

majorité des effets psychoactifs du cannabis (Watchel et al., 2002) et qui peut être 

utilisé dans certaines thérapies, 

- le CBD, utilisé de manière récréationnelle et qui présente un intérêt thérapeutique 

dans de nombreuses pathologies (Izzo et al., 2009).  

Si l’environnement et le stade de développement jouent un rôle important dans la 

composition en phytocannabinoïdes et en autres molécules des plants de cannabis, cette  
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dernière est surtout sous contrôle génétique (de Meijer et al., 2003; Fernandez et al., 2020; 

Small, 2015; ElSohly et al., 2017). Ainsi, la composition varie de façon drastique suivant la 

sous-espèce à laquelle on s’intéresse. Il a été proposé une classification en trois phéno- ou 

chémotypes selon le ratio des pourcentages de Δ9-THC et de CBD de la plante d’intérêt 

(Fetterman et al., 1971; Small and Beckstead, 1973; Pacifico et al., 2006) :  

- le chémotype I dit « drug-type » avec un ratio Δ9-THC/CBD élevé, 

- le chémotype II intermédiaire avec un ratio Δ9-THC/CBD proche de 1, 

- le chémotype III dit « fiber-type » avec un ration Δ9-THC/CBD faible, avec un 

maximum de 0,3% de Δ9-THC (Small et al., 1976). 

 

Lorsque la communauté scientifique s’est intéressée aux récepteurs par lesquels les 

phytocannabinoïdes exerçaient leurs effets, le système des endocannabinoïdes a alors été 

mis en évidence. 

   

 

B) Le système des endocannabinoïdes  

 

1.  Description du système et signalisation  
 

Le système des endocannabinoïdes (ECB) est composés de récepteurs, de leurs 

ligands endogènes, les endocannabinoïdes, et d’enzymes qui synthétisent, transportent et 

métabolisent les ligands (pour revue : Schurman et al., 2019; Lu and Mackie, 2021).  
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Figure 22 : Le système des endocannabinoïdes (ECB) 

L’anandamide (AEA) et le 2-arachidonoylglycerol (2-AG) sont les ligands endogènes (endocannabinoïdes) les 
mieux caractérisés du système des ECB. Ils sont synthétisés à partir de précurseurs lipidiques issus de la 
membrane plasmique par différentes enzymes de synthèse et métabolisés par des enzymes en fin de 
signalisation. Il existe pour chaque endocannabinoïdes des voies de synthèse et de métabolisation alternatives. 
Les endocannabinoïdes agissent sur plusieurs récepteurs, dont CB1 et CB2 mais aussi sur des récepteurs 
alternatifs.   
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a)  Les ligands endogènes : les endocannabinoïdes 

 
Il existe 2 grandes familles d’endocannabinoïdes :  

- les N-acylethanolamine (NAE) comprenant le N-arachidonoyl ethanolamine 

(anandamide, AEA), le palmitoylethanolamide (PEA), le stearoylethanolamide (SEA), 

l’olcoylethanolamide (OEA), le linolcoylethanomide (LEA), 

l’eicosapentatenoylethanolamide (EPEA) et le docosahexanoylethanolamide (DHEA) 

- les monoacylglycerol comprenant le 2-arachidonoyl glycerol (2-AG) et le 2-

oleolglycerol (2-OG) 

L’AEA (Devane et al., 1992) et le 2-AG (Mechoulam et al., 1995; Sugiura et al., 1995) sont les 

endocannabinoïdes les plus décrits et étudiés (Figure 22)  

Ces ligands sont synthétisés « sur demande » à partir de précurseurs lipidiques issus 

de la membrane plasmique, après une augmentation du calcium intracellulaire dans la 

plupart des cas. Il a récemment été décrit un système de stockage des endocannabinoïdes 

dans des cellules neuronales (Gabrielli et al., 2015).  

La voie canonique de synthèse de l’AEA se déroule en 2 étapes (Okamoto et al., 2007, 2009) 

(Figure 22) : 

1) le transfert de la chaine acyl d’un glycerophospholipide sur un phospholipide 

membranaire spécifique : un arachidonoyl phosphatidylcholine, entraine la formation 

d’un phospholipide membranaire : le N-acylphosphatidylethanolamine phospholipid 

(NAPE). Cette réaction est catalysée par l’enzyme N-acyltransferase 10 (NAT10), 

dépendante du calcium.  

2) l’hydrolyse du NAPE par l’enzyme N-acylphosphatidylethanolamine phospholipase D-

type (NAPE-PLD), entraine la formation de l’AEA.  

De façon additionnelle à cette voie de synthèse canonique, il existe au moins trois voies de 

synthèse alternatives, indépendantes de la NAT et/ou de la NAPE-PLD, qui impliquent 

chacune deux enzymes (Ueda et al., 2013) :  

- une voie impliquant la phospholipase C (PLC) et la protein tyrosine phosphatase, non 

receptor type 22 (PTPN22) (Liu et al., 2006, 2008) 
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- une voie impliquant la phospholipase A2 (PLA2) et la 2-lyso-phospholipase D (lyso-

PLD) (Sun et al., 2004; Tsuboi et al., 2013), 

- une voie impliquant l’α/β hydrolase domain-containing 4 (ABHD4) et la 

glycerophosphodiester phosphodiesterase 1 (GDE1) (Simon and Cravatt, 2006, 2010) 

 

Le 2-AG est également produit en 2 étapes (Ueda et al., 2011; Murataeva et al., 

2014) (Figure 22):  

1) l’hydrolyse d’un 2-arachinoyl-phosphatidylinositol-4,5-biphosphate (PIP2) par 

l’enzyme PLC entraine la formation de diacylglycérol (DAG),  

2) l’hydrolyse du DAG par deux diacylglycerol lipases α (DAGLα) et β (DAGLβ) entraine la 

formation du 2-AG. 

Alternativement, il a été montré que le 2-AG peut être produit par une autre voie de 

synthèse qui implique la phospholipase A1 (PLA1) suivie de la lyso-phospholipase C (lyso-PLC) 

(Higgs and Glomset, 1994; Sugiura et al., 2002).  

 

Les ECB sont des facteurs paracrines et autocrines. A la fin de la signalisation, les ECB 

sont métabolisés.  

La voie principale de métabolisation de l’AEA passe par les enzymes fatty acid amide 

hydrolase (FAAH) et fatty acid amide hydrolase 2 (FAAH2) (Cravatt et al., 1996, 2001; Wei et 

al., 2006) (Figure 22), qui génèrent de l’acide arachidonique (AA) et une éthanolamine. Chez 

l’homme, FAAH et FAAH2 sont exprimées spécifiquement selon les tissus. FAAH mais pas 

FAAH2, est exprimée dans le cerveau, le petit intestin et le testicule. FAAH2 à l’inverse est 

détecté dans le cœur, mais pas FAAH. FAAH et FAAH2 sont détectées dans le rein, le foie, le 

poumon et la prostate (Wei et al., 2006). Chez la souris, FAAH2 n’est pas exprimée (Wei et 

al., 2006).  

Il existe également d’autres voies de dégradation de l’AEA (Ueda et al., 2013) qui impliquent 

l’activité de :  

- la cyclooxygenase-2 (COX-2) (Kozak et al., 2002; Rouzer and Marnett, 2011), 
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- la 5-lipoxygenase (ALOX5, trouvé aussi sous 5-LOX), la 12-lipoxygenase (ALOX12 ou 

12-LOX), et la 15-lipoxygenase (ALOX15 ou 15-LOX) (Hampson et al., 1995; van der 

Stelt et al., 2000), 

- plusieurs enzymes P450 comme CYP3A4 et CYP2D6, ainsi que la cytochrome P450, 

family 4, subfamily F, member 2 (CYP4F2) et la cytochrome P450, family 4, subfamily 

X, member 1 (CYP4X1) (Snider et al., 2010; Urquhart et al., 2015).  

  

Le 2-AG est métabolisé de plusieurs façons. Il est principalement hydrolysé (85% de son 

hydrolyse dans le cerveau de souris) par l’enzyme monoacylglycerol lipase (MAGL) (Dinh et 

al., 2002; Blankman et al., 2007) et de façon moins importante par les enzymes α/β-

hydrolase domain containing 12 (ABHD12) (9% de son hydrolyse dans le cerveau de souris) 

et 6 (ABHD6) (4% de son hydrolyse dans le cerveau de souris) (Blankman et al., 2007) ainsi 

qu’en très faible proportion par la FAAH (Marzo et al., 1998) (Figure 22). Il a de plus été 

montré que le 2-AG peut être hydrolysé par l’enzyme α/β-hydrolase domain containing 2 

(ABHD2), hautement exprimé dans les spermatozoïdes et dans d’autres organes (poumons, 

cerveau et glandes surrénales) (Miller et al., 2016). L’hydrolyse du 2-AG génère la formation 

d’AA et de glycérol.  

Le 2-AG peut également être métabolisé par l’enzyme COX-2 et certaines enzymes 

lipoxygenase (LOX) (Kozak et al., 2002; Rouzer and Marnett, 2011).  

 

Les enzymes de synthèse et de métabolisation des ECB sont intracellulaires. Or, la 

majorité des récepteurs des ECB étant membranaires (voir plus bas), les ECB doivent être 

libérés dans l’espace extracellulaire peu après leur synthèse. De même, à la fin de la 

signalisation, ils sont réintégrés dans la cellule où ils sont métabolisés. Due à leur nature 

polaire, les ECB ne passent pas la membrane plasmique et ils ne semblent pas dépendre d’un 

transport dépendant de l’adénosine tri-phosphate (ATP) ou de l’ion sodium (Na2+) (Nicolussi 

and Gertsch, 2015). Il a en fait été montré que l’AEA et le 2-AG utiliseraient un transporteur 

spécifique, l’endocannabinoid membrane transporter (EMT) (Chicca et al., 2012). L’EMT 

permettrait la diffusion facilitée de ces deux ligands, et ce de manière bidirectionnelle, pour 

entrer et sortir de la cellule. Cette protéine n’est pas encore identifiée et clonée à ce jour. A 
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noter, la diffusion facilitée étant un phénomène dirigé par des gradients de concentrations, 

si un processus (par exemple l’administration d’une molécule spécifique) inhibe la 

dégradation intracellulaire des ECB, la réabsorption des ECB s’en trouvera également 

affectée.  

 Le 2-AG constitue un intermédiaire important du métabolisme lipidique car un 

produit issu de sa dégradation, l’AA, est utilisé dans pour la synthèse de prostaglandines, des 

messagers pro-inflammatoires (Nomura et al., 2011). L’étape clé de ce rôle du 2-AG passe 

par l’activité de l’enzyme MAGL, qui régule la dégradation du 2-AG. L’importance du 2-AG 

dans la régulation du système des ECB et de l’inflammation sont reflétées dans les niveaux 

de 2-AG dans le cerveau de souris, 1000 fois plus importants que ceux de l’AEA (Schurman et 

al., 2019).  

 

b)  Les récepteurs des cannabinoïdes 

 
(1) Les récepteurs spécifiques aux cannabinoïdes  

Il existe 2 récepteurs spécifiques des cannabinoïdes chez l’homme : les Cannabinoid 

receptor 1 (CB1) (Matsuda et al., 1990; Gérard et al., 1991) et 2 (CB2) (Munro et al., 1993) 

(pour revue : Howlett, 2002; Howlett and Abood, 2017; Ye et al., 2019): (Figure 22). Ils 

présentent 44% d’homologie dans leur séquence d’acides aminés. CB1 et CB2 sont 

également retrouvés chez la souris et présentent une forte homologie avec les récepteurs 

humains (97% et 82% d’homologie dans la séquence d’acides aminés respectivement) 

(Chakrabarti et al., 1995; Shire et al., 1996). Les propriétés pharmacologiques sont très 

similaires entre l’homme et les rongeurs mais il existe des variations inter-espèces, 

notamment au niveau de la liaison des ligands (McPartland et al., 2007). 

Chez l’homme, CB1 est enrichi au niveau du système nerveux central et est présent dans des 

organes et tissus périphériques comme le cœur, le poumon, la rate, les vaisseaux, le thymus, 

les os, foie, le pancréas, le tissu adipeux ainsi qu’au niveau du système reproducteur 

(Galiegue et al., 1995). CB1 est impliqué dans la régulation de plusieurs fonctions 

physiologiques dont le métabolisme musculaire, le métabolisme énergétique, les 

mécanismes de douleurs, ainsi que la fertilité. Il a été mis en évidence chez l’homme, 
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l’existence de variants d’épissage de CB1, CB1A (Shire et al., 1995) et CB1B (Ryberg et al., 

2005) qui présentent des affinités différentes pour certains ligands et activent des voies de 

signalisation différentes. A noter, ces variants sont exprimés en très faible abondance chez 

l’homme (<5% des CB1 totaux). Chez la souris, ces variants d’épissage existent aussi (Ruehle 

et al., 2017).  

Les récepteurs CB2 sont exprimés abondamment dans les tissus remplissant une fonction 

immunitaire comme la rate et le thymus, mais aussi au niveau central et dans d’autres tissus 

périphériques comme le poumon et le testicule (Galiegue et al., 1995; Van Sickle et al., 

2005). Il a également été montré chez l’homme et la souris l’existence d’une autre isoforme 

de CB2 (CB2A, CB2B étant l’isoforme découverte initialement) (Liu et al., 2009). Chez 

l’humain, l’isoforme CB2A est hautement exprimée dans le testicule et le cerveau tandis que 

CB2B est exprimée au niveau périphérique (Liu et al., 2009). Chez la souris, ces spécificités 

tissulaires ne sont pas observées.  

Ces récepteurs appartiennent à la famille des récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) 

et sont composés d’une queue en N-terminal de la protéine, située dans l’espace 

extracellulaire, de 7 domaines transmembranaires et d’une queue C-terminale intracellulaire 

(Hilger et al., 2018). Il existe une multitude de RCPG dans le corps, répondant à divers ligands 

comme les hormones, les neurotransmetteurs, les acides gras ou encore les ions. Selon les 

ligands, la fixation sur le site actif principal du récepteur (ou liaison « orthostérique ») 

entraine différents effets. Ainsi :  

- la fixation d’un agoniste entraine le changement de conformation du récepteur de 

son état « neutre » (avec une activité basale) vers un état complètement « actif », ce 

qui induit le déclenchement de voies de signalisation, 

- la fixation d’un agoniste partiel entraine un changement de conformation du 

récepteur de son état « neutre » vers un état « partiellement actif », entrainant 

l’activation de certaines voies de signalisation,  

- la fixation d’un antagoniste entraine l’inhibition de la fixation de l’agoniste, laissant le 

récepteur dans son état « neutre »,  

- la fixation d’un agoniste inverse entraine le changement de conformation du 

récepteur dans un état « inactif », inhibant l’activité basale du récepteur qu’il 

possède même en l’absence de ligand.  
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Figure 23 : Schéma des deux récepteurs spécifiques aux cannabinoïdes : Cannabinoid receptor 1 (CB1) et 2 
(CB2) et des principales voies de signalisation activées (modifié à partir de Ye et al., 2019).  

Cannabinoid receptor 1 (CB1) et 2 (CB2) sont des récepteurs couplés aux protéines G (RCPG), composés d’une 
queue N-terminale située dans l’espace extracellulaire, de 7 domaines transmembranaires (TM) et d’une queue 
C-terminale intracellulaire. CB1 et CB2 se lient majoritairement avec des protéines Gi (composées d’une sous 
unité αi et de sous-unités βγ), qui inhibent l’adenylate cyclase (AC). Il a été montré dans certains cas que CB1 
peut se coupler avec des protéines G de type Gs, qui activent l’AC, et avec des protéines G de type Gq/11 qui 
déclenchent d’autres voies de signalisation. CB1 et CB2 se lie aux β-arrestines, entrainant leur internalisation 
mais aussi le déclenchement d’autres voies de signalisation dont la voie extracellular signal regulated kinase-1 
et 2 (ERK1/2) 

 

  



95 
 

La fixation d’un agoniste (partiel ou non) sur un RCPG entraine un changement de 

conformation particulier du récepteur, permettant son couplage avec une protéine G qui va 

stimuler (ou inhiber) des protéines diverses (kinases, canaux ioniques, facteurs de 

transcription, etc. ...) et ainsi déclencher des voies de signalisation. Les protéines G sont 

constituées de 3 sous-unités, α, β et γ. Il existe plusieurs types de sous-unités α, qui vont 

déterminer les voies de signalisation déclenchées à l’activation du récepteur. CB1 et CB2 

sont des RCPG qui se couplent en grande majorité avec des protéines G dont la sous-unité α 

est de type inhibitrice (Gi/o) (Howlett, 2002; Howlett and Abood, 2017; Ye et al., 2019) 

(Figure 23). La fixation d’un agoniste sur CB1 et CB2 entraine ainsi l’inhibition de l’Adenylate 

cyclase (AC), stimule la voie des Mitogen-activated proteins kinases (MAPK) et l’ouverture de 

différents canaux ioniques (Howlett, 2005). Il a été montré que dans certaines conditions, 

CB1 peut se coupler à des protéines G de type activatrices (Gs) et stimuler l’activité de l’AC 

(Glass and Felder, 1997; Bonhaus et al., 1998; Calandra et al., 1999; Chen et al., 2010) ainsi 

qu’avec des protéines G de type q/11, activant la PLCβ et entrainant l’augmentation 

intracellulaire de calcium (Lauckner et al., 2005). CB2 pourrait également se fixer aux 

protéines Gs mais cette hypothèse reste à être étudiée plus amplement (Zheng et al., 2013). 

Les voies de signalisation médiées par CB1 et CB2 sont multiples et modulent divers effets 

cellulaires tels que la prolifération, l’apoptose, la survie, la différenciation et le métabolisme 

cellulaire.   

De façon classique pour les RCPG, le changement de conformation du récepteur 

déclenché par la fixation de l’agoniste entraine non seulement l’activation de voies de 

signalisation dépendantes des protéines G mais entraine également une phosphorylation du 

récepteur par des G protein receptor kinases (GRK), motif reconnu par les β-arrestines. Ces 

protéines sont responsables de la désensibilisation de la cellule par l’endocytose des 

récepteurs (Schmid and Bohn, 2009). Il a été montré que CB1 (Breivogel et al., 2013) et CB2 

(Chen et al., 2015) recrutent les β-arrestines ce qui entraine non seulement leur 

internalisation mais déclenche également d’autres voies de signalisation, comme la 

stimulation de la voie Extracellular signal regulated kinase-1 et 2 (ERK 1/2) (Nogueras-Ortiz 

and Yudowski, 2016).  
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Figure 24 : Illustration du concept « d’agonisme biaisé » (modifié à partir de Ibsen et al., 2017).  

Selon le ligand qui se fixe à un récepteur couplé aux protéines G, le changement de conformation du récepteur 
induit sera différent, favorisant une voie (ou des voies) de signalisation parmi d’autres. Ici l’agoniste biaisé 1 
favorise le couplage à la protéine Gi/o, ce qui déclenche la voie de signalisation dépendante de l’adénylate 
cyclase (AC) et de façon moins importante la voie Extracellular signal regulated kinase-1 et 2 (ERK1/2). 
L’agoniste biaisé 2 favorise au contraire le recrutement de la β-arrestines, entrainant l’internalisation du 
récepteur et l’activation de la voie ERK1/2.  

 

 

 

Figure 25 : Illustration du concept de modulation allostérique de récepteurs couplés aux protéines G (modifié 
à partir de Gado et al., 2019).  

La fixation d’un ligand allostérique sur un site secondaire du récepteur, peut modifier la conformation du 
récepteur et donc modifier la (ou les) voie(s) de signalisation déclenchée(s) par le ligand orthostérique (qui se 
fixe sur le site actif du récepteur). On distingue 3 types de ligands allostériques, suivant s’ils ont un effet positif, 
négatif ou neutre sur la signalisation déclenchée par le ligand orthostérique.  
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Il a été montré que selon les ligands se fixant sur un récepteur RCPG, ce dernier adopte 

des conformations différentes, ces dernières sélectionnant les effecteurs secondaires 

intracellulaires avec lesquels il se couple (Kenakin, 2009; Michel and Charlton, 2018; 

Wootten et al., 2018; Kenakin, 2019). Ainsi, selon les ligands, les voies de signalisation 

déclenchées et donc les effets biologiques, peuvent varier drastiquement (Ibsen et al., 2017, 

2019) et ce pour CB1 (Khajehali et al., 2015) et CB2 (Atwood et al., 2012; Dhopeshwarkar 

and Mackie, 2016) (Figure 24). Ce phénomène, appelé « sélectivité fonctionnelle des 

récepteurs » (aussi trouvé sous le nom « d’agonisme biaisé » dans la littérature) souligne 

l’importance de l’environnement moléculaire autour des RCPG dans le déclenchement des 

réponses cellulaires. Ce phénomène a été observé sur CB1 et CB2, et ce avec les endo- et les 

phytocannabinoïdes. Par exemple, le 2-AG favoriserait le recrutement des β-arrestines 

quand il se fixe à CB2.  

De plus, CB1 et CB2 interagissent avec diverses protéines qui régulent leurs fonctions. 

Parmi ces dernières, on trouve des ligands se fixant sur un site secondaire de liaison du 

récepteur (dits « allostériques »). La fixation de ces derniers peut modifier la conformation 

du récepteur, pouvant moduler l’interaction du ligand orthostérique avec le récepteur les 

voies de signalisation déclenchées (Keov et al., 2011; Christopoulos et al., 2014; Gado et al., 

2019) (Figure 25). Il existe 3 types de modulations allostériques :  

- la modulation allostérique positive : la fixation du ligand allostérique favorise la 

signalisation déclenchée par le ligand orthostérique, 

- la modulation allostérique négative : la fixation du ligand allostérique inhibe la 

signalisation déclenchée par le ligand orthostérique, 

- la modulation allostérique neutre : la fixation du ligand allostérique ne modifie pas la 

signalisation déclenchée par le ligand orthostérique.  

D’autres types de protéines peuvent affecter l’activité de CB1 et CB2. Parmi elles, on 

peut citer Cannabinoid receptor interacting protein 1a (CRIP1a) (Niehaus et al., 2007; Booth 

et al., 2019), SH3GL interacting endocytic adaptator 1 (SGIP1) (Hájková et al., 2016) et G 

protein-coupled receptor associated sorting protein 1 (GASP1, également trouvé comme 

GRASP1 dans la littérature) (Martini et al., 2007). CRIP1a (Smith et al., 2015 ; Blume et al., 

2017) et SGIP1 (Hájková et al., 2016) peuvent se fixer de manière compétitive sur le site de 

liaison des β-arrestines des récepteurs CB1, diminuant leur désensibilisation et leur 
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internalisation, tandis que GASP1 est impliqué dans la « down-régulation » des récepteurs 

CB1 lors d’une exposition chronique aux cannabinoïdes (Tappe-Theodor et al., 2007) 

Enfin, CB1 et CB2 ont la capacité de former des homo- et des hétérodimères voire même 

des multimères avec des RCPG spécifiques d’autres ligands (Wager-Miller et al., 2002; 

Mackie, 2005; Callén et al., 2012). Suivant les structures formées et les ligands qui s’y fixent, 

les voies de signalisation préférentiellement activées ne sont pas les mêmes (Navarro et al., 

2018, 2020).  

Les interactions des principaux endo- et phytocannabinoïdes avec CB1 et CB2 sont 

décrites de telle sorte :  

- le Δ9-THC est l’agoniste partiel de CB1 et CB2 et présente une forte affinité pour ces 

deux récepteurs (Pertwee, 2008).  

- le CBD présente une faible affinité pour CB1 et pour CB2. Le CBD agit comme un 

modulateur allostérique négatif de CB1 (Laprairie et al., 2015; Jakowiecki et al., 

2021). Il a de plus été montré qu’il avait ce rôle quand CB1 était activé par le Δ9-THC, 

entrainant l’inhibition de certaines voies de signalisation et en potentialisant 

d’autres. La capacité du CBD à moduler la signalisation du Δ9-THC a également été 

observée chez la souris (Varvel et al., 2006). Dans les deux espèces, un grand nombre 

de paramètres comme les doses utilisées, la voie d’exposition, la fréquence 

d’utilisation, entre autres, modifient la modulation allostérique du CBD sur CB1. Le 

CBD est un agoniste inverse de CB2 (Ligresti et al., 2016). Il a récemment été suggéré 

que le CBD pourrait également constituer un modulateur allostérique de CB2 

(Soethoudt et al., 2017).  

- l’AEA est un agoniste partiel de CB1 et de CB2, avec une plus grande efficacité pour 

CB1 que pour CB2, et présente une affinité modérée pour les deux récepteurs 

(Hillard, 2000). 

- le 2-AG agit comme un agoniste de forte efficacité sur CB1 et CB2, et possède une 

plus forte affinité pour CB1 que pour CB2 (Hillard, 2000). 
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(2) Les récepteurs alternatifs  

D’autres récepteurs ont été mis en évidence comme pouvant fixer les endo et/ou les 

phytocannabinoïdes. Cependant, il est difficile dans certains cas de conclure sur l’existence 

réelle d’une activation physiologique in vivo d’un récepteur par un ligand. En effet, il existe 

une variété de tests biochimiques pour tester une interaction (par exemple : déplacement 

de liaison, liaison du RCPG à une protéine G, mesure de la concentration d’un effecteur 

secondaire, etc…), souvent réalisés sur des modèles divers (par exemple des fragments de 

membranes cellulaires ou des lignées cellulaires) avec des concentrations testées 

différentes, alors qu’elles peuvent faire varier drastiquement les voies de signalisation 

activées. De plus, les tests peuvent ne pas être capables de prendre en compte les effets de 

l’existence de plusieurs molécules sur le même récepteur. Enfin, des tests réalisés chez le 

rongeur pourraient ne pas s’appliquer chez l’homme, et une interaction vérifiée dans un 

type cellulaire pourrait ne pas être valable dans un autre. Cela explique que le potentiel de 

plusieurs ligands à activer certains récepteurs n’en sont encore qu’au stade d’hypothèses au 

moment où est écrit ce manuscrit.  

Parmi les récepteurs dits « alternatifs », identifiés comme pouvant fixer et/ou être 

activés par les endo- et les phytocannabinoïdes, les mieux décrits appartiennent à trois 

grandes familles : les RCPG et les Transient receptor potential (TRP), tous deux exprimés sur 

la membrane plasmique, et les Proliferator-activated receptor (PPAR), qui sont des 

récepteurs nucléaires (pour revue : Pertwee et al., 2010).  

 

Il a été montré que plusieurs RCPG pourraient être activés par les endo- et 

phytocannabinoïdes, les mieux décrits étant G protein-coupled receptor 18 (GPR18), G 

protein-coupled receptor 55 (GPR55) et G protein-coupled receptor 119 (GPR119) (Irving et 

al., 2017; Morales and Reggio, 2017). GPR118 est exprimé dans des cellules des organes 

immunitaires, dans l’intestin et il est fortement exprimé dans le testicule (Gantz et al., 1997; 

Kohno et al., 2006). GPR55 est exprimé dans les cellules immunitaires, les glandes 

surrénales, l’intestin et le cerveau (Ryberg et al., 2007) tandis que GPR119 serait 

principalement exprimé dans le pancréas, le muscle et le foie. Il a été montré que l’activation 

de ces récepteurs entraine l’activation de voies de signalisation diverses comme la voie ERK 

1/2 et la régulation de canaux ioniques. Il a été montré que GPR55 pouvait former des 
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hétérodimères avec CB2, modifiant les voies de signalisation activées (Balenga et al., 2014; 

Moreno et al., 2014).  

Les principaux endo- et les phytocannabinoïdes peuvent interagir avec certains de ces RCPG. 

Ainsi :  

- le Δ9-THC est un agoniste fort de GPR18 (McHugh et al., 2012). L’activation de GPR55 

par le Δ9-THC est plus controversée, certaines études observant son activation 

(Ryberg et al., 2007; Lauckner et al., 2008) contrairement à d’autres (Oka et al., 2007; 

Yin et al., 2009). 

- le CBD est un agoniste partiel de GPR18 (McHugh et al., 2012) et serait un 

antagoniste de GPR55 (Ryberg et al., 2007; Whyte et al., 2009).  

- l’AEA peut activer GPR18 (McHugh et al., 2012) ainsi que GPR55 (Baker et al., 2006; 

Ryberg et al., 2007).  

- parmi ces ligands, seul le 2-AG serait un agoniste de GPR119 (Hansen et al., 2011).  

 

 

Les TRP sont des récepteurs membranaires, répondant à divers stimuli comme la 

température, les variations osmotiques et mécaniques, la charge électrique, les stimuli 

olfactifs, et les lipides (Ramsey et al., 2006; Venkatachalam and Montell, 2007; Gees et al., 

2012). Ce sont des récepteurs canaux, régulant l’entrée de cations dans la cellule quand ils 

sont activés. Leur activation déclenche des voies de signalisation régulant plusieurs 

processus cellulaires dont la migration et la prolifération. Dans la famille des TRP, il a été 

montré que les endo- et les phytocannabinoïdes pouvaient agir principalement avec des 

récepteurs de la sous-famille des TRP vanilloid (TRPV), tels que TRPV1 et TRPV2, les deux 

récepteurs les plus caractérisés.  

De la même façon, les endo- et phytocannabinoïdes principaux interagissent avec les TRPV.  
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Ainsi :   

- le Δ9-THC active TRPV1 et TRPV2 (De Petrocellis et al., 2011; Landucci et al., 2022) 

mais d’une manière générale, le Δ9-THC serait moins efficace que le CBD pour 

moduler les canaux TRP. 

- le CBD active TRVP1 (Bisogno et al., 2001) et TRPV2 (Nabissi et al., 2013; Qin et al., 

2008; Landucci et al., 2022). 

- l’AEA est un fort agoniste de TRPV1 (Melck et al., 1999; Zygmunt et al., 1999; Smart 

et al., 2000; van der Stelt et al., 2005; Tóth et al., 2009),  

- mais pas le 2-AG (Starowicz et al., 2007).  

De façon intéressante, il a été montré que TRPV1 co-localisait avec CB1 et CB2 dans certains 

neurones (Price et al., 2004; Anand et al., 2008), suggérant un dialogue intracellulaire et une 

modulation des voies de signalisation déclenchées si ces deux récepteurs sont activés par un 

même ligand (Pertwee et al., 2010). Les endo- et les phytocannabinoïdes interagiraient aussi 

avec TRPV3 et TRPV4 ainsi qu’avec des récepteurs de la sous-famille des TRP melastin 

(TRPM), comme TRPM8 et de la sous-famille des TRP ankyrin (TRPA) tel que TRPA1 mais ces 

interactions sont beaucoup moins décrites. 

 

Enfin, les endo- et phytocannabinoïdes peuvent interagir avec des récepteurs 

nucléaires. Les PPAR sont des récepteurs nucléaires impliqués dans plusieurs processus 

comme la différenciation cellulaire, le métabolisme et les fonctions immunitaires via la 

régulation de la transcription de gènes (Christofides et al., 2021; Montaigne et al., 2021). Il 

existe 3 sous-types : PPARα, PPARβ (aussi connu sous le nom de PPARδ) et PPARγ. Les PPAR 

répondent à un grand nombre de ligands, classiquement les acides gras et leurs dérivés, et 

sont exprimés dans une multitude de types cellulaires. De manière spécifique aux ligands et 

aux types cellulaires, les PPAR contrôlent la transcription d’un très grand nombre de gènes.  

Ainsi, il a été montré que :  

- le Δ9-THC et le CBD peuvent activer PPARγ, ainsi que le 2-AG et l’AEA (O’Sullivan, 

2007; Sun and Bennett, 2007; O’Sullivan and Kendall, 2010; Iannotti and Vitale, 

2021).  

- l’AEA peut activer PPARα (Sun and Bennett, 2007).  
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Cependant la puissance d’interaction des cannabinoïdes pour les PPAR est généralement 2 

fois plus faible que pour les récepteurs classiques CB1 et CB2 (Pertwee et al., 2010). A noter, 

les métabolites issus de la dégradation des endocannabinoïdes peuvent aussi constituer des 

ligands pour les PPAR (Fang et al., 2006). Il a de plus été montré dans plusieurs types 

cellulaires in vitro qu’il existe un dialogue étroit entre les PPAR et le système des ECB, les 

PPAR étant capables de moduler l’expression d’enzymes de métabolisation et de récepteurs 

du système des ECB (Iannotti and Vitale, 2021). 

 

Le système des endocannabinoïdes est un système complexe, dont l’activité et la 

quantité de ses composants sont finement régulés. Ainsi, la concentration des 

endocannabinoïdes est étroitement liée à la quantité et à l’activité des enzymes de synthèse 

et de métabolisation. De plus, comme il a été vu plus haut, les récepteurs aux cannabinoïdes 

du système des ECB sont sensibles à différents ligands, qui déclenchent des voies de 

signalisation très diverses. La sensibilité d’une cellule aux cannabinoïdes dépend du nombre 

et de la nature des différents récepteurs présents à sa surface.  

L’ensemble des données précédemment citées illustrent le fait que l’interaction de 

composants exogènes, comme les phytocannabinoïdes, avec ce système endogène peut 

entrainer des modifications drastiques de son équilibre. Elles illustrent également la 

complexité de la compréhension des mécanismes moléculaires sous-jacents à une exposition 

aux phytocannabinoïdes.  

 

c)  Modulation du système des endocannabinoïdes  
   

(1) Par les phytocannabinoïdes 

Comme il a été vu plus haut, le Δ9-THC et le CBD ont de multiples actions sur les 

récepteurs du système des ECB, pouvant agir, selon les récepteurs comme des agonistes, des 

agonistes inverses, des antagonistes ou des modulateurs allostériques. 
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Ces phytocannabinoïdes peuvent moduler d’autant plus le système des ECB par 

d’autres processus (pour revue : Di Marzo and Piscitelli, 2015; Jacobson et al., 2019; 

Maccarrone, 2020).   

Tout d’abord, il a été montré que le CBD peut agir comme un agoniste indirect de CB1 et CB2 

en augmentant la quantité du 2-AG et de l’AEA, via l’inhibition de l’enzyme FAAH (Bisogno et 

al., 2001; de filippis et al., 2008; De Petrocellis et al., 2011; Banerjee et al., 2011a; Leweke et 

al., 2012) ou via l’inhibition du transport intracellulaire des endocannabinoïdes vers l’enzyme 

FAAH (Deutsch, 2016) 

De plus, certains cannabinoïdes, sous leur forme acide, pourraient inhiber la métabolisation 

du 2-AG par l’enzyme MAGL ainsi que la synthèse de ce même ligand par l’enzyme DAGLα 

(De Petrocellis et al., 2011). 

 En outre, selon les modèles et les doses utilisées, le Δ9-THC pourrait se comporter comme 

un antagoniste de l’AEA et du 2-AG sur CB1 et CB2, car il possède une grande affinité mais 

une plus faible efficacité pour ces récepteurs que les ligands endogènes.  

Le CBD serait capable d’inhiber la réabsorption d’AEA intracellulaire, prolongeant son action 

sur les récepteurs membranaires (Carvalho et al., 2018a).  

Enfin, il a été montré qu’une exposition chronique ou récente au cannabis entraine une 

diminution de la présence de CB1 à la membrane des cellules dans plusieurs régions du 

cerveau (Jacobson et al., 2019).  

 

(2) Par des composés synthétiques  

Peu de temps après la découverte du système des ECB, plusieurs groupes de 

recherche, dans un intérêt de recherche ou dans un but thérapeutique, se sont intéressés à 

trouver des moyens de le moduler. Ainsi de molécules synthétiques ciblant différents 

composants du système ont été développées. Parmi les plus utilisées, on peut citer des 

agonistes et des antagonistes des récepteurs CB, ainsi que des activateurs ou des inhibiteurs 

des enzymes de synthèse ou de dégradation des ligands endogènes (Pertwee, 2010; 

Mechoulam et al., 2014; Wiley et al., 2016; Di Marzo, 2018).  
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Ainsi :  

- le WIN55,21-2, le CP55940 et le HU210 sont utilisés comme agonistes à la fois de CB1 

et de CB2, 

- le methanandamide, le arachidonyl-2’-chloroethylamide (ACEA), le 

arachidonylcyclopropylamide (ACPA) et le 2-arachidnoyl glyceryl ether (aussi appelé 

noladin ether) activent sélectivement CB1  

- le JHW-133, le HU-308, le JHW-015 et le AM1241 sont des activateurs sélectifs de 

CB2 

- l’AM251, l’AM281, le diarylpyrazole et le rimonabant (SR141716) sont utilisés comme 

antagonistes compétitifs de CB1. Il n’est cependant par encore clair s’ils agissent 

comme des antagonistes ou des agonistes inverses (dont les fonctionnements sont 

décrits plus haut). De plus, il n’est pas encore clair s’ils agissent sur d’autres 

récepteurs 

- l’AM630 et le SR144528 sont utilisés comme antagonistes compétitifs de CB2, mais 

agiraient plutôt comme des agonistes inverses.  

A noter, des cannabinoïdes synthétiques sont également développés dans des 

laboratoires clandestins dans un but commercial. Les plus connus sont appelés « Spice » et « 

K2 » et possèdent des effets physiologiques et psychoactifs plus intenses que ceux induits 

par le cannabis (Castaneto et al., 2014) 

 

 

Le système des ECB est un système conservé au cours de l’évolution, présent chez tous 

les mammifères et chez certains invertébrés (McPartland and Glass, 2003; McPartland et al., 

2006), soulignant son importance dans la physiologie de plusieurs tissus.  

Le système des ECB est impliqué dans la régulation de divers paramètres. Au niveau 

central, il a été montré qu’il régulait plusieurs processus cognitifs et psychologiques, dont la 

plasticité synaptique, l’humeur, la mémoire, le système de récompense, l’appétit et la 

douleur (Ligresti et al., 2016). Le système des ECB intervient aussi dans la régulation de 

l’activité de plusieurs tissus périphériques, tels que les muscles, le foie, le pancréas, le 

système immunitaire, les os mais aussi la fonction testiculaire.  
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2.  Rôles du système des ECB dans la fonction reproductive 

chez l’homme adulte  
 

Comme chez la femme (Brents, 2016), le système des ECB est impliqué dans la 

régulation de la fonction de reproduction chez l’homme, à la fois au niveau central et au 

niveau gonadique (pour revue : Bari, 2011; Fasano et al., 2009; Wang et al., 2006; Cacciola et 

al., 2008; Battista et al., 2008, 2012; Bovolin et al., 2014; du Plessis et al., 2015; Battista et 

al., 2015; Maccarrone, 2020; Sayed et al., 2021) 

 

a)  Axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire 
 

Des travaux pionniers chez différents mammifères modèles, en particulier les 

rongeurs, ont permis de montrer que le système des ECB est présent à tous les niveaux de 

l’axe HHT (pour revue : Gorzalka and Dang, 2012; Bovolin et al., 2014; Hillard et al., 2016).  

Chez le rat, les deux endocannabinoïdes majoritaires, l’AEA et le 2-AG sont retrouvés 

dans l’hypothalamus et dans l’hypophyse, suggérant leur synthèse locale (González et al., 

1999). De très faibles quantités d’AEA sont détectées, au contraire du 2-AG dont les 

quantités sont plus importantes. Il a été également été montré la présence d’AEA et de 2-AG 

dans une lignée murine de neurones à GnRH (Gammon et al., 2005) et chez l’homme 

(Wenger and Moldrich, 2002).  

CB1 est le récepteur dont l’implication dans la régulation centrale de la fonction de 

reproduction est la mieux décrite. De manière cohérente avec la présence des ligands 

endogènes, CB1 est exprimé dans l’hypothalamus (Herkenham et al., 1991; Matsuda et al., 

1993; FemándeZ-Ruiz et al., 1997; González et al., 1999) et dans les cellules hypophysaires 

gonadotropes sécrétrices de LH (González et al., 1999; Wenger et al., 1999) chez le rat. De 

même, CB1 est exprimé dans l’hypothalamus murin (Herkenham et al., 1990; Wittmann et 

al., 2007) et dans l’hypophyse (González et al., 1999; Wenger et al., 2001). De la même 

façon, chez l’homme, CB1 est exprimé dans l’hypothalamus (Herkenham et al., 1990) et dans 

les cellules hypophysaires gonadotropes (Pagotto et al., 2001). 
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Figure 26 : Rôles connus du système des endocannabinoïdes sur la fonction de reproduction (modifié à partir 
de Maccarrone, 2020).  

Au niveau hypothalamique, l’activation du Cannabinoid receptor 1 (CB1) sur les neurones à GnRH ou sur des 
neurones régulateurs entraine l’inhibition de la libération de la Gonadotropin-releasing hormone (GnRH). Ce 
phénomène mène à l’inhibition de la sécrétion de Luteinizing hormone (LH) hypophysaire et par conséquence 
de la testostérone par les cellules de Leydig. De plus, l’activation du récepteur de la Follicle-stimulating 
hormone (FSH) inhibe l’apoptose induite via l’activation du Cannabinoid receptor 2 (CB2) par l’anandamide 
(AEA), en stimulant la transcription de l’enzyme Fatty acid amide hydrolase (FAAH), qui dégrade l’AEA en acide 
arachidonique (AA) et une éthanolamine (EtNH2). La fixation de la FSH entraine la transcription de la FAAH par 
la voie de signalisation de l’adénylate cyclase (AC) et en stimulant l’activité de l’aromatase, qui transforme la 
testostérone (T) en œstradiol (E2), ce dernier activant la transcription de la FAAH.  
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De plus, il a été montré que TRPV1 est exprimé dans l’hypothalamus chez la souris 

(Cristino et al., 2006), et chez le rat et l’homme (Mezey et al., 2000). Dans l’hypothalamus 

murin, TRPV1 est co-localisé avec CB1, suggérant son implication dans la signalisation des 

ECB (Cristino et al., 2006). Il a de plus été montré chez la souris que les neurones à GnRH 

expriment également CB2. 

Chez les rongeurs et chez l’homme, la signalisation des ECB est inhibitrice de la 

sécrétion de GnRH et de LH, conduisant à une diminution de la libération de testostérone 

(Herkenham et al., 1991; T. Wenger et al., 1999) (Figure 26). Chez le rat, le traitement de 

cellules hypothalamiques in vitro avec de l’AEA entraine la diminution de leur sécrétion de 

GnRH (Scorticati et al., 2004) et le traitement in vitro de cellules hypophysaires avec de l’AEA 

n’affecte pas leur libération de FSH mais entraine une diminution de la sécrétion de LH, effet 

médié par le récepteur CB1 (Wenger et al., 2000). De façon cohérente, l’administration in 

vivo d’AEA conduit à une diminution de la LH sérique, mais n’a pas d’effet sur la FSH 

(Wenger et al., 1999). Chez la souris, le traitement in vitro d’une lignée de neurones à GnRH 

avec du 2-AG et de l’AEA entraine une diminution de la sécrétion de GnRH (Gammon et al., 

2005). Dans la même espèce, un traitement d’AEA et de 2-AG in vivo entraine la diminution 

de la libération de LH via l’activation de CB1 (Wenger et al., 2001; Oláh et al., 2008). Il a été 

observé que l’AEA produisait un effet plus fort que le 2-AG, pouvant découler du fait que 

l’effet inhibiteur sur la sécrétion de LH par l’AEA passe également par l’activation de TRPV1 

(Oláh et al., 2008).   

Les études disponibles à ce jour tendent à montrer que la majorité des effets 

inhibiteurs du système des ECB sur libération des hormones de l’axe HHT passent 

majoritairement par l’inhibition de la GnRH hypothalamique, induisant une inhibition de la 

libération de LH hypophysaire. A noter qu’il est encore peu clair si la majorité des effets 

inhibiteurs hypothalamiques des ECB passent directement via les neurones à GnRH ou s’ils 

sont médiés par des neurones régulateurs de l’activité des neurones à GnRH (Figure 26). De 

même, il est jusqu’à présent admis que la majorité de cette régulation se fait via la 

signalisation de l’AEA sur CB1. 

 

 



108 
 

 

Figure 27 : Expression du système des endocannabinoïdes dans le testicule humain (tiré de Nielsen et al., 
2019).  

Les cellules testiculaires germinales et somatiques expriment les composants du système des 
endocannabinoïdes : les récepteurs CNR1 et CNR2 (gènes codant pour CB1 et CB2) et les enzymes de synthèse 
(↑) et de dégradation (↓) principales des ligands endogènes anandamide (AEA) et 2-arachidonoylglycerol (2-
AG). L’expression incertaine de certains facteurs à cause d’une opposition entre les données transcriptomiques 
et protéiques est notée par un « ? ». L’astérisque (*) marque une observation nucléaire des récepteurs, dont la 
pertinence physiologique n’est pas encore connue. 
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Les effets d’autres récepteurs aux cannabinoïdes comme CB2 ou des récepteurs 

alternatifs dans la régulation des sécrétions hormonales de l’axe HHT sont pour l’instant peu 

connus.  

Une étude sur des souris ayant subi une orchidectomie a montré une diminution de 

la quantité d’ARNm de CB1 au niveau hypophysaire, suggérant que la testostérone est 

impliquée dans l’expression de CB1 dans ce tissu (González et al., 2000). Le résultat de cette 

étude suggère une boucle de rétrocontrôle entre le système des endocannabinoïdes et les 

sécrétions endocrines de l’axe HHT : l’activation de CB1 (et de TRPV1 potentiellement) par 

l’AEA (et le 2-AG possiblement) inhibent la sécrétion de GnRH hypothalamique et la 

sécrétion de LH hypophysaire (directement ou via la régulation de la sécrétion de GnRH), ce 

qui entraine une diminution de la sécrétion de testostérone, signal régulant l’expression de 

CB1 au niveau central.   

 

b)  Au niveau testiculaire   
 

Si plusieurs groupes avaient déjà montré l’expression d’un ou plusieurs composants 

du système des ECB dans le testicule adulte humain, une étude récente a permis de révéler 

dans la présence des composants du système des ECB au niveau transcriptomique et 

protéique selon chaque type cellulaire (Nielsen et al., 2019a). Cette étude a montré que les 

cellules germinales expriment les récepteurs CB1 et CB2 ainsi que certaines enzymes de 

synthèse et de métabolisation de l’AEA et du 2-AG, avec une expression différentielle selon 

le stade de leur différenciation spermatogénique (Figure 27). Les cellules de Leydig 

expriment également les enzymes de synthèse et de métabolisation de l’AEA et du 2-AG 

tandis que les cellules de Sertoli et les cellules péritubulaires n’exprimeraient que les 

enzymes de synthèse. Les cellules de Leydig expriment CB1 et CB2, et les cellules 

péritubulaires expriment CB2. De façon cohérente avec l’observation des enzymes de 

synthèse et des récepteurs, le 2-AG a été dosé dans le testicule humain adulte. Cependant, 

dans cette même étude, les techniques utilisées n’ont pas permis de détecter l’AEA.  

Comme il a été vu plus haut, le système des ECB et particulièrement la signalisation 

de CB1, a un effet inhibiteur sur les sécrétions de l’axe HHT, résultant en une diminution de 
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la sécrétion de testostérone par le testicule (Wenger et al., 2001) (Figure 26). Les récepteurs 

aux endocannabinoïdes étant exprimés par les cellules de Leydig, il n’est pas exclu que les 

endocannabinoïdes puissent avoir un effet direct dans ces cellules.  

 Il a également été montré que la FSH inhibe le signal pro-apoptotique de la fixation 

de l’AEA sur le récepteur TRPV1 dans les cellules de Sertoli en stimulant l’expression de 

FAAH, l’enzyme de dégradation de ce ligand. La FSH peut agir à deux niveaux dans les 

cellules de Sertoli : elle stimule directement la transcription de la FAAH via la voie de 

signalisation de l’AC, mais elle stimule également l’activité de l’aromatase, entrainant une 

augmentation des taux d’œstrogènes qui sont également activateurs de l’expression de la 

FAAH (Maccarrone et al., 2003; Rossi et al., 2007; Grimaldi et al., 2009b) (Figure 26). Le 

récepteur CB2 serait également impliqué dans la protection de l’apoptose des cellules de 

Sertoli AEA-dépendante (Rossi et al., 2007).  

 Chez l’homme et chez le rongeur, les constituants du système des ECB sont impliqués 

dans la spermatogenèse et leur expression est modulée dans les cellules germinales au cours 

de la différenciation spermatogénique (Grimaldi et al., 2013). Chez les rongeurs, le couple 2-

AG/CB2 serait lié aux stades mitotiques et méiotiques de la spermatogenèse tandis que le 

couple AEA/CB1 serait impliqué dans la régulation des spermatogonies ainsi que dans l’étape 

de spermiogenèse (Migliaccio et al., 2018). 

Ainsi, des études in vitro et in vivo chez la souris ont montré que l’activation autocrine du 

récepteur CB2 par le 2-AG régule l’entrée en méiose des spermatogonies en induisant 

l’expression de gènes méiotiques (Grimaldi et al., 2009a; Di Giacomo et al., 2016; Dumont et 

al., 2021). De façon cohérente, il a été noté chez la souris de fortes quantités de 2-AG dans 

les spermatogonies et les spermatocytes, qui diminuent drastiquement dans les cellules 

post-méiotiques (spermatides rondes, spermatides allongées et spermatozoïdes), 

parallèlement à l’augmentation de l’expression des enzymes de métabolisation de ce ligand  

(Grimaldi et al., 2009a). De la même façon, l’expression de FAAH augmente pendant la 

méiose (Grimaldi et al., 2009a), faisant diminuer les niveaux d’AEA ce qui suggère une 

implication négative de ce dernier dans la méiose. Chez la souris, comme CB1 et CB2, 

l’expression de TRPV1 est augmentée dans les cellules méiotiques (Grimaldi et al., 2009a). 

Son activation par AEA jouerait un rôle dans la survie des cellules germinales au cours de la 

spermatogenèse, les protégeant du stress thermique (Mizrak and van Dissel-Emiliani, 2008). 
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De plus, la signalisation de CB1 chez la souris intervient dans le remodelage de la chromatine 

dans les spermatides (Cacciola et al., 2013) et les spermatozoïdes (Chioccarelli et al., 2010, 

2020).  

Chez le rat, il a été mis en évidence un dialogue entre l’AEA et le 2-AG (Migliaccio et al., 

2018). L’activation du récepteur CB2 par l’AEA stimule l’expression de CB1 qui en retour 

inhibe l’expression de MAGL, entrainant une augmentation de la quantité de 2-AG. Ce 

processus pourrait être impliqué dans la régulation de l’entrée en méiose des spermatocytes 

par d’autres cellules germinales dans cette espèce.  

Chez l’homme, l’implication précise du système des ECB au cours de la spermatogenèse est 

encore peu connue. Les connaissances actuelles sont largement basées sur des études in 

vivo et in vitro qui utilisent un traitement de phytocannabinoïdes, ne reflétant pas la réalité 

physiologique. Il a été observé que la transition spermatogonies à spermatocytes primaires 

est associée avec une expression relativement éteinte des récepteurs et des enzymes de 

synthèse et de métabolisation (Nielsen et al., 2019a) (Figure 27). Dans cette même étude, il 

a été mis en évidence une augmentation de l’expression de CB2 (et de CB1) ainsi que des 

enzymes de dégradation de l’AEA et du 2-AG dans les cellules méiotiques, comme chez la 

souris.  

 Le système des ECS serait également impliqué dans la régulation de la fonction des 

spermatozoïdes à partir de leur transit dans l’épididyme, et ce jusqu’à la fécondation. C’est 

dans l’épididyme que les spermatozoïdes acquièrent leur capacité de motilité et leur 

capacité à féconder l’ovocyte, grâce à d’importantes modifications au niveau de leur 

membrane. Les spermatozoïdes humains expriment les constituants du système des ECB, 

notamment les enzymes de synthèse et de dégradation de l’AEA et du 2-AG, comme NAPE-

PLD et FAAH (Francavilla et al., 2009), DAGL et MAGL (S. E. M. Lewis et al., 2012), ABHD2 

(Miller et al., 2016) ainsi que les récepteurs CB1 (Rossato et al., 2005; Francavilla et al., 

2009), CB2 (Francavilla et al., 2009; Agirregoitia et al., 2010) et TRPV1 (Francavilla et al., 

2009). A noter, ces facteurs sont exprimés différentiellement selon la région du 

spermatozoïde. De façon cohérente, l’AEA et le 2-AG sont retrouvés dans les spermatozoïdes 

murins (Catanzaro et al., 2011) et le fluide séminal (Schuel et al., 2002a).  
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Figure 28 : régulation de l’activité des spermatozoïdes par le système des endocannabinoïdes (modifié à 
partir de Maccarrone, 2020) 

Plusieurs composants du système des endocannabinoïdes sont exprimés par les spermatozoïdes, de façon 
différentielle selon la région de la cellule. L’activation du Transient receptor potential vanilloid 1 (TRPV1) (et du 
Cannabinoid receptor 1, CB1) par l’anandamide (AEA) prévient d’une réaction acrosomique (et d’une 
capacitation) précoce. TRPV1 joue un rôle dans la protection du stress thermique des spermatozoïdes, 
favorisant leur survie. L’activation du récepteur CB1 (par le 2-arachidonoylglycerol, 2-AG) entraine la 
diminution du potentiel mitochondrial (ΔΨm), faisant diminuer le métabolisme énergétique nécessaire à la 
motilité des spermatozoïdes. L’activation du Cannabinoid receptor 2 (CB2) possiblement par l’AEA pourrait 
également être impliquée dans la régulation de la motilité des spermatozoïdes. Enfin, la dégradation du 2-AG 
par l’enzyme α/β-hydrolase domain containing 2 (ABHD2), dont l’activité est stimulée par la progestérone 
d’origine ovocytaire, permet l’ouverture des canaux calciques, ce qui déclenche la réaction acrosomique.  
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Plusieurs études in vitro ont rapporté que le système des ECB affecte négativement la 

motilité des spermatozoïdes (Rossato et al., 2005; Ricci et al., 2007; Aquila et al., 2009; 

Badawy et al., 2009; Aquila et al., 2010; Amoako et al., 2013; Francou et al., 2017) via 

l’activation de CB1 (Rossato et al., 2005; Ricci et al., 2007; Aquila et al., 2009, 2010; Amoako 

et al., 2013). Effectivement, le traitement chronique (2 semaines) de rat avec un agoniste de 

CB1 et CB2, le HU210, entraine une altération de la motilité des spermatozoïdes (S. E. Lewis 

et al., 2012). Chez l’homme, CB1 agirait sur le potentiel membranaire mitochondrial, altérant 

le métabolisme énergétique nécessaire à la motilité des spermatozoïdes (Barbonetti et al., 

2010) (Figure 28). Il a été montré chez la souris qu’un gradient décroissant de 2-AG dans 

l’épididyme, induisant une diminution progressive de l’activation de CB1, est nécessaire pour 

l’acquisition progressive de la capacité de motilité des spermatozoïdes (Cobellis et al., 2010). 

Ce processus pourrait être le même chez l’homme (Rossato et al., 2005). Des études chez 

l’homme ont montré que CB2 serait également impliqué dans l’inhibition de la motilité des 

spermatozoïdes (Agirregoitia et al., 2010). 

Dans le tractus génital femelle, les spermatozoïdes vont subir une étape de 

maturation supplémentaire, la capacitation, au cours de laquelle des modifications 

protéiques et lipidiques de leur membrane plasmique vont leur permettre la fécondation de 

l’ovocyte (Baldi, 2000; Guraya, 2000). L’entrée du spermatozoïde dans l’ovocyte est ensuite 

permise par la réaction acrosomique, au cours de laquelle une libération des enzymes 

permet d’hydrolyser la zone pellucide de l’ovocyte au point d’entrée. Cette réaction 

acrosomique est déclenchée par un influx de calcium dans le spermatozoïde. Il a été montré 

chez la souris et chez l’homme que le système des ECB régule la capacitation, la réaction 

acrosomique et la fécondation de l’ovocyte.  

Ainsi, la signalisation de l’AEA sur TRPV1 (et sur CB1) est essentielle pour prévenir d’une 

capacitation et d’une réaction acrosomique spontanée précoce des spermatozoïdes humains 

(Schuel et al., 2002b; Rossato et al., 2005; Francavilla et al., 2009; Bernabò et al., 2012) 

(Figure 28). De façon cohérente, la concentration d’endocannabinoïdes est décroissante 

dans le tractus génital féminin (Schuel et al., 2002a), permettant l’induction progressive de la 

capacitation et de la réaction acrosomique. Il a cependant été montré qu’au moment même 

de la capacitation, une réduction de l’expression de FAAH entraine l’augmentation des taux 

d’AEA intracellulaires, signal autocrine qui serait essentiel à la capacitation via l’activation de 
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TRPV1 et de CB1 (Bernabò et al., 2012; Martínez‐León et al., 2019). De la même manière, au 

moment de la réaction acrosomique, l’activation de TRPV1 est essentielle à l’influx de 

calcium, signal nécessaire au déclenchement de la réaction acrosomique (Bernabò et al., 

2012). Ces effets opposés de l’AEA seraient permis par ses différentes concentrations au 

cours de l’avancée des spermatozoïdes, entrainant l’activation différentielle de voies de 

signalisation (Schuel et al., 2002b; Martínez‐León et al., 2019).  

Chez l’homme il a été décrit un rôle double du 2-AG dans la réaction acrosomique. La 

dégradation du 2-AG par l’enzyme ABHD2 dans les spermatozoïdes serait essentielle au 

déclenchement de la réaction acrosomique (Miller et al., 2016).  A l’approche du gamète 

femelle, la progestérone, sécrétée par l’ovocyte, stimule l’activité d'ABHD2 en se fixant 

dessus. Le 2-AG étant un inhibiteur de l’entrée du calcium intracellulaire, sa dégradation 

entraine un influx de calcium dans le spermatozoïde, déclenchant la réaction acrosomique 

(Miller et al., 2016) (Figure 28). Une autre étude a cependant mis en évidence au contraire 

qu’un traitement des spermatozoïdes humains avec du 2-AG entraine une réaction 

acrosomique précoce (Francou et al., 2017). Cette observation illustre l’importance d’une 

régulation fine de la chronologie et des doses d’endocannabinoïdes sur ces processus 

physiologiques.  

TRPV1 jouerait aussi un rôle dans la protection des spermatozoïdes face à des stress 

thermiques, typiquement lors de leur passage dans les voies génitales femelles (De Toni et 

al., 2016) (Figure 28). 

La dérégulation du système des ECB est corrélée avec des anomalies spermatiques 

chez l’homme. Dans une étude comparant le sperme d’hommes fertiles et infertiles 

(présentant une azoospermie), il a été mis en évidence une diminution de l’expression des 

récepteurs CB1 et CB2, une inhibition totale de l’activité du récepteur TRPV1, de plus faibles 

quantités d’AEA et de 2-AG et une diminution de l’expression et de l’activité d’enzymes de 

synthèse et de métabolisation des endocannabinoïdes dans le sperme d’hommes infertiles 

(S. E. M. Lewis et al., 2012). De même, une autre étude a observé une diminution de l’AEA et 

une diminution de l’expression de CB1 dans le sperme d’hommes infertiles (Amoako et al., 

2013). Enfin, il a été observé une association entre les concentrations de plusieurs 

endocannabinoïdes, dont l’AEA, avec la qualité du sperme (Zufferey et al., 2020). Vu les rôles 

de l’AEA, du 2-AG et de TRPV1 précédemment décrits, une altération de la signalisation du 
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système des ECB pourrait expliquer en partie l’infertilité des individus (mort cellulaire des 

cellules germinales au cours de la spermatogenèse, induisant un faible compte spermatique, 

mauvaise acquisition de leur motilité, capacitation et/ou réaction acrosomique précoce, 

etc.). Il a été proposé que le dosage des endocannabinoïdes dans le sperme puisse servir de 

biomarqueurs pour des troubles de la fertilité (Rapino et al., 2014). 

De façon cohérente, le traitement chronique d’un modèle rongeur avec un agoniste de CB1 

et CB2 a causé une dérégulation du système des ECB, entrainant une réduction du compte 

spermatique (S. E. Lewis et al., 2012). Une autre étude a montré que le traitement de rat 

avec un agoniste de CB2 induit une réduction du nombre de spermatozoïdes produits, et 

entraine des effets néfastes chez la descendance via des modifications épigénétiques du 

génome des spermatozoïdes (Innocenzi et al., 2019). Enfin, l’étude de souris dont le 

récepteur CB1 est invalidé a révélé des défauts de l’acquisition de la motilité des 

spermatozoïdes ainsi que des altérations épigénétiques et de compaction de la chromatine 

(Cacciola et al., 2013).  

 

Comme vu dans ce paragraphe, le système des ECB intervient dans la régulation de 

processus majeurs de la fonction reproductive tels que la fonction endocrine et la 

spermatogenèse. Il a également été montré que le système jouait un rôle dans le 

développement embryonnaire, dès la fécondation, puis module l’organogenèse de différents 

tissus, dont le testicule.  

 

3.  Rôles du système des ECB au cours du développement 
 

Chez les mammifères, il a été montré qu’un système des ECB fonctionnel est 

nécessaire dans plusieurs étapes du développement précoce.  

Ainsi, le système des ECB joue un rôle dans le développement de l’embryon pré-

implantatoire, de sa migration à travers l’oviducte jusqu’à l’utérus ainsi qu’au cours de 

l’implantation et du développement placentaire (pour revue : Fride, 2008; Bambang et al., 
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2010; Taylor et al., 2010; Chan et al., 2013; Correa et al., 2016a; Bukiya, 2019; Ezechukwu et 

al., 2020).  

Chez le rongeur et la femme, le système des ECB est exprimé dans le tissu ovarien (El-Talatini 

et al., 2009), l’oviducte (Wang et al., 2004; H. Wang et al., 2006) et l’utérus (Das et al., 1995; 

Scotchie et al., 2015). Dans l’embryon murin, les enzymes de synthèse et de dégradation de 

l’AEA, NAPE-PLD et FAAH, sont détectées dès le stade embryonnaire deux cellules. CB2 est 

détecté dès le stade de cellule œuf tandis que CB1 apparait au stade 4 cellules (Paria et al., 

1995). Dans les tissus embryonnaires et maternels, les niveaux d’endocannabinoïdes sont 

finement et localement régulés par l’expression et l’activité de leurs enzymes de synthèse et 

de dégradation.  

La signalisation la plus étudiée est celle de l’AEA (et du 2-AG) sur CB1. Le rôle de CB2 

dans la grossesse est moins connu. A noter, une partie de la régulation des différentes 

étapes du développement embryonnaire précoce du système des ECB passe par une 

régulation du système immunitaire (Bambang et al., 2012).  

Il a été montré que de trop hauts niveaux d’AEA (Schmid et al., 1997; Paria et al., 1998; Guo 

et al., 2005; H. Wang et al., 2006) et de 2-AG (Paria et al., 1998) sont délétères au bon 

développement embryonnaire précoce murin, dès le stade deux cellules. De même, des 

faibles niveaux d’AEA sont nécessaires à la migration du blastocyste (un stade de 

développement embryonnaire plus avancé) de l’oviducte jusque dans l’utérus (Wang et al., 

2004; H. Wang et al., 2006; Xie et al., 2012). La modulation du système est ECB est 

également indispensable à la synchronisation du développement embryonnaire avec la 

réceptivité utérine pour l’implantation. Ainsi, il a été montré que de faibles niveaux d’AEA 

(Paria et al., 1996; Guo et al., 2005; Wang et al., 2007) ainsi que de faibles niveaux de 2-AG 

(Wang et al., 2007; Fonseca et al., 2010) au site d’implantation et que de faibles niveaux 

d’AEA et de CB1 dans le blastocyste (Paria et al., 2001) sont nécessaires à cette implantation. 

Le système des ECB est également modulé lors de l’invasion du blastocyste dans 

l’endomètre chez l’homme (Habayeb et al., 2004) et chez le rongeur (Fonseca et al., 2010, 

2009; Habayeb et al., 2004, p. 201). Des faibles taux d’AEA sont également nécessaire au bon 

déroulement de ce processus (Fonseca et al., 2009, 2013).  
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Chez la femme, les niveaux d’AEA sont relativement bas au cours de la grossesse (Lam et al., 

2008). Une hausse de ces niveaux dans le plasma est associée avec des défauts gestationnels 

(Maccarrone et al., 2000, 2001; Maccarrone, 2002; Habayeb et al., 2004, 2008a, 2008b; 

Horne et al., 2008; Trabucco et al., 2009; Taylor et al., 2011; Gebeh et al., 2013). Néanmoins, 

cette observation n’a pas été vérifiée dans toutes les études (Tong et al., 2012). Il a 

cependant été montré qu’une dérégulation du système des ECB est associée avec 

l’apparition de pathologies placentaires chez la femme comme l’endométriose, les 

grossesses ectopiques, les fausses-couches et la pré-éclampsie (Maia et al., 2020). 

Plus tard au cours de la gestation, le système des ECB est primordial à l’ontogenèse 

du système nerveux (Fernández-Ruiz et al., 1999; Galve-Roperh et al., 2009). Le 2-AG et 

l’AEA ainsi que le récepteur CB1 sont détectés dans le cerveau de rat fœtal  (Buckley et al., 

1997; Berrendero et al., 1999). Le système des ECB est également impliqué dans la 

modulation de processus régulant l’établissement et l’activité du placenta (prolifération 

cellulaire, différenciation, métabolisme cellulaire, etc.) (Costa, 2016; Maia et al., 2020). 

Enfin, le système des ECB est modulé au moment de la parturition/l’accouchement et il a été 

montré qu’il jouait un rôle sur le déclenchement de ce dernier (Accialini et al., 2020; 

Kozakiewicz et al., 2021). 

 

4.  Rôles du système des ECB au cours du développement 

testiculaire  
 

Il a été montré chez des modèles de rongeur que le système des ECB joue un rôle 

dans l’ontogenèse testiculaire.  

Chez le rat, le système des ECB était impliqué dans la différenciation des ALC et est 

négativement corrélé avec la division cellulaire dans ces cellules (Cacciola et al., 2008). Ces 

résultats sont cohérents avec des études où des modèles murins, dont le récepteur CB1 est 

invalidé, présentent des taux de testostérone plus faibles, du fait de l’altération de la 

différenciation des ALC (Wenger et al., 2001).  

Comme vu plus haut, l’AEA a un rôle pro-apoptotique sur les cellules de Sertoli chez 

la souris, et ce en particulier pendant la période post-natale (Maccarrone et al., 2003). Un 
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dérèglement de cette signalisation peut avoir un effet négatif sur le nombre des cellules de 

Sertoli et donc par conséquence sur le nombre des cellules germinales supportées chez 

adulte (Orth et al., 1988).  

Chez la souris, l’expression de CB1 et de CB2 est détectée dans le testicule fœtal dès 

E11,5, presque exclusivement dans les gonocytes (De Domenico et al., 2017a). Si l’expression 

de CB1 reste constante et à relativement faible niveau au cours du reste du développement 

embryonnaire et après la naissance, l’expression de CB2 augmente constamment jusqu’à la 

naissance. Il a été montré que l’activation du récepteur CB2 in vitro par une exposition avec 

un agoniste, le JWH133, entraine l’induction de la méiose des cellules germinales fœtales 

chez le mâle (De Domenico et al., 2017a).  

Ces quelques études chez le modèle rongeur montrant l’implication du système des 

ECB dans l’ontogenèse testiculaire laisse suggérer qu’il intervient dans ce processus chez 

l’homme. Cependant, très peu d’études à l’heure actuelle se sont intéressées à l’implication 

du système des ECB dans le développement du testicule humain.  

 

 

Nous avons vu au cours de ces paragraphes que le système des ECB est impliqué dans la 

régulation d’un grand nombre de fonctions physiologiques, dont celle de la reproduction. La 

modulation de ce système, par la consommation de produits contenant des ligands 

exogènes, comme le cannabis, ou par l’exposition à des molécules régulatrices des 

récepteurs ou des enzymes, peut entrainer des effets drastiques. Ainsi, depuis des siècles, le 

cannabis est utilisé à la fois de manière récréationnelle mais aussi de manière thérapeutique 

dans le soulagement de plusieurs symptômes.  
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C) Consommation récréationnelle et thérapeutique du cannabis  

 

1.  Pharmacocinétique et pharmacodynamique du cannabis  
 

Il existe plusieurs routes d’administration du cannabis, les principales étant (Russell et 

al., 2018) :  

- l’inhalation, en fumant des cigarettes de cannabis mélangé ou non à du tabac 

(communément appelées « joints »), ou par d’autres méthodes impliquant 

également de la combustion (bang, pipe..), 

- l’inhalation par vaporisation, 

- en le mangeant/buvant (aussi appelée consommation « orale »), 

- l’injection intraveineuse, 

- l’absorption par la peau ou les muqueuses via des crèmes, des patchs, des sprays 

(aussi appelée « administration oromucosale ou sublinguale ») ou des suppositoires.  

La route d’administration du cannabis modifie les effets, ainsi que leur rapidité 

d’apparition, leur intensité et leur durée.  

Les caractéristiques pharmacologiques les plus décrites sont celle du CBD et du Δ9-THC. 

Les prochains paragraphes sont concentrés sur la pharmacocinétique (caractérisant 

l’absorption, la distribution, le métabolisme et l’excrétion d’un composé) et la 

pharmacodynamique (caractérisant l’effet d’un composé sur l’organisme) de ces deux 

phytocannabinoïdes (pour revue : Grotenhermen, 2003; Huestis, 2005, 2007; Lucas et al., 

2018). 
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Table 1 : Concentrations maximales (Cmax) plasmatiques du Δ9-THC et du CBD chez l’homme selon la 
fréquence de consommation, la dose et le mode d’administration.  

  

Echantillon Dose Administration Cmax plasmatique Référence 

5 hommes consommateurs de 
cannabis (réguliers et 

occasionnels) 
 

20 mg de CBD Joint 
 

Injection 
intraveineuse 

3,5 x 10-7M 
 

2,2 x 10-6M 

(Ohlsson et al., 
1986) 

9 hommes et 1 femme 18,2 mg de Δ9-THC 
 

36,5 mg de Δ9-THC 

Joint 1,5 x 10-7M 
 

2,5 x 10-7M 

(Kauert et al., 
2007) 

11 hommes consommateurs  
de cannabis (réguliers et 

occasionnels) 

13 mg de Δ9-THC 
 

5 mg de Δ9-THC 
 
 

20 mg de Δ9-THC 
 

Joint 
 

Injection 
intraveineuse 

 
Cookie 

2,5 x 10-7M 
 

7 x 10-7M 
 
 

Entre 1,4 x 10-8M et 4,5 
x 10-8M 

(Ohlsson et al., 
1980) 

24 hommes consommateurs  
de cannabis (entre 2 et 9 

fois/mois) 

29,3 mg de Δ9-THC 
 

49,1 mg de Δ9-THC 
 

69,4 mg de Δ9-THC 

Joint 4,3 x 10-7M 
 

6,5 x 10-7M 
 

7,3 x 10-7M 

(Hunault et al., 
2008) 

9 consommateurs 
« occasionnels » de cannabis 

(> 2 fois/mois et < 3 fois 
/semaine) 

 
 
 

 
 

11 consommateurs 
« réguliers » de cannabis (≥ 5 

fois/semaine) 

50,6 mg de Δ9-THC + 
1,5 mg de CBD 

Joint 
 

 
Vaporisé 

 
 

Cannabis broyé 
dans un brownie 

 
 

Joint 
 

 
Vaporisé 

 
 
 

Cannabis broyé 
dans un brownie 

2,66 x 10-6M (Δ9-THC) 
2,97 x 10-7M (CBD) 

 
1,73 x 10-6M (Δ9-THC) 

2,33 x10-7M (CBD) 
 

6,42 x10-7M (Δ9-THC) 
1,88 x10-8M (CBD) 

 
 

8,87 x10-6M (Δ9-THC) 
1,77 x 10-7M (CBD) 

 
5,96 x 10-6M (Δ9-THC) 

8,97 x 10-8M (CBD) 
 
 

9,44 x10-7M (Δ9-THC) 
2,54 x10-8M (CBD) 

(Swortwood et 
al., 2017) 

 

8 hommes et 1 femme 
consommateurs 

« occasionnels » de cannabis 
(1 fois/mois environ) 

 
 

8 hommes et 1 femme 
consommateurs « réguliers » 

de cannabis (≥ 1 fois/jour) 

19 mg de Δ9-THC 
 

5 mg de Δ9-THC 

Joint 
 

Injection 
intraveineuse 

 
 

Joint 
 

Injection 
intraveineuse 

 

9,1 x 10-7M 
 

9,1 x 10-7M 
 
 
 

9,6 x 10-7M 
 

9,6 x 10-7M 
 

(Lindgren et al., 
1981) 
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a)  Pharmacocinétique du CBD et du Δ9-THC 
 

(1) Absorption et distribution du CBD et du Δ9-THC 

La consommation par inhalation du cannabis entraine une biodisponibilité (définie 

comme la proportion d’un principe actif atteignant la circulation sanguine) du Δ9-THC et du 

CBD hautement variable. Elle dépend des individus étudiés, de la méthode de préparation 

qualitative et quantitative du cannabis, de la méthode d’inhalation employée (le cannabis 

est fumé ou vaporisé) et des caractéristiques de l’inhalation (nombre, durée, volume inhalé, 

intervalle entre les inhalations, apnée, etc.) (Heishman et al., 1989; Perez-Reyes, 1990; 

Azorlosa et al., 1992).  

La méthode de consommation la plus fréquente de cannabis est la consommation de 

joints (Russell et al., 2018). Cette consommation entraine une biodisponibilité du Δ9-THC qui 

varie de 2 à 56% (Agurell et al., 1981; Ohlsson et al., 1982; Agurell et al., 1986), tandis que 

celle du CBD est d’environ 35% (Grotenhermen, 2003). Une partie des phytocannabinoïdes 

est perdue par la pyrolyse et par le filtre au bout du joint (Grotenhermen, 2003).  

Après la consommation d’un joint, les concentrations maximales (Cmax) 

plasmatiques de Δ9-THC et de CBD sont atteintes rapidement (en 3 à 10 minutes) puis 

diminuent pour disparaitre au maximum après 3,5 heures. Les Cmax plasmatiques du Δ9-

THC et du CBD obtenus selon les doses, les modes et la fréquence de consommation sont 

résumés dans la Table 1.  

Chez 5 hommes consommateurs de cannabis (fréquents et occasionnels, sans distinction), la 

consommation d’un joint contenant 20 mg de CBD a entrainé une Cmax plasmatique du CBD 

égale à 3,5 x 10-7M (Ohlsson et al., 1986). Dans d’autres études, la consommation d’un joint 

par des hommes (et une femme dans l’étude de Kauert et al., 2007) ayant une fréquence de 

consommation majoritairement occasionnelle, contenant 18,2 mg (Kauert et al., 2007), 13 

mg (Ohlsson et al., 1980), 29,3 mg (Hunault et al., 2008), 36,5 mg (Kauert et al., 2007), 49,1 

mg et 69,4 mg (Hunault et al., 2008) de Δ9-THC, entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC 

égale à 1,5 x 10-7M, 2,5 x 10-7M, 4,3 x 10-7M, 2,5 x 10-7M, 6,5 x 10-7M et 7,3 x 10-7M 

respectivement.   
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9 hommes et 1 femme 
consommateurs de cannabis 

(≥ 2 fois/mois) 

54 mg de Δ9-THC Joint 2,42 x10-7M (Δ9-THC) (Schwope et 
al., 2011) 

25 hommes consommateurs 
« occasionnels » de 

cannabis (≥ 1 fois/mois et (≤ 
1 fois/semaine) 

 
23 hommes consommateurs 
de cannabis « réguliers » (≥ 

2,3 fois/semaine) 

43 mg de Δ9-THC Joint 2,38 x 10-7M 
 
 
 

 
 

2,77 x10-7M 

(Fabritius et 
al., 2013) 

8 hommes et 4 femmes 
consommateurs 

« occasionnels » de 
cannabis (≤ 1 fois/semaine) 

 
9 hommes et 3 femmes 

consommateurs 
« réguliers » de cannabis (≥ 

4 fois/semaine) 

22,5 à 47,5 mg de Δ9-
THC (selon le poids 

corporel) 

Joint 1,7 x 10-7M 
 
 
 
 

7,2 x 10-7M 

(Toennes et 
al., 2008) 

8 hommes et 3 femmes 
consommateurs 

« occasionnels » de 
cannabis (< 2 fois/semaine) 

 
10 hommes et 4 femmes 

consommateurs 
« réguliers » de cannabis (≥ 

10 fois/mois) 

54 mg de Δ9-THC Joint 8 x 10-8M 
 
 
 
 
 

1,1 x 10-7M 

(Desrosiers 
et al., 2014) 

14 hommes consommateurs 
« occasionnels » de 

cannabis (≥ 1 fois/mois, ≤ 1 
fois/semaine) 

20 mg de Δ9-THC Joint 8,2 x 10-8M (de 5,1 x10-9M à 
5,1 x10-7M) 

(Marsot et 
al., 2016) 

18 consommateurs de 
cannabis (médiane de 5-6 
joints dans les 30 derniers 

jours) 

1,7 % de Δ9-THC 
 

3,4 % de Δ9-THC 
 

6,8 % de Δ9-THC 

Vaporisation 
 
 
 
 

2,19 x 10-7M 
 

3,57 x 10-7M 
 

5,95 x 10-7M 

(Abrams et 
al., 2007) 

9 consommateurs 
« occasionnels » de 

cannabis (≥ 2 fois/mois et ≤ 
3 fois/semaine) 

 
 

 
11 consommateurs 

« fréquents » de cannabis (≥ 
5 fois/semaine) 

50,6 mg de  Δ9-THC Joint 
 

Vaporisation 
 

Cannabis broyé 
dans un brownie 

 
Joint 

 
Vaporisation 

 
Cannabis broyé 

dans un brownie 
 

1,64 x 10-7M 
 

1,52 x 10-7M 
 

3,28 x 10-8M 
 

 
4,80 x 10-7M 

 
2,69 x 10-7M 

 
17,7 x 10-8M 

(Newmeyer 
et al., 2016) 



123 
 

Une autre étude a observé que la consommation d’un joint contenant environ 1,5 mg 

de CBD par 9 consommateurs définis dans cette étude comme « occasionnels » 

(consommant plus de 2 fois par mois mais moins de 3 fois par semaine) et 11 

consommateurs définis comme « réguliers » (consommant au moins 5 fois par semaine), 

entraine une Cmax plasmatique du CBD égale à 1,87 x 10-8M et 2,54 x 10-8M respectivement, 

qui ne sont pas statistiquement différentes (Swortwood et al., 2017). Une étude a mis en 

évidence que la consommation d’un joint contenant 19 mg de Δ9-THC par 9 consommateurs 

de cannabis (8 hommes et 1 femme) définis comme « occasionnels » (consommant 1 fois par 

mois environ) et 9 consommateurs de cannabis (8 hommes et 1 femme) définis comme 

« réguliers » (consommant au moins 1 fois par jour), entraine une Cmax plasmatique du Δ9-

THC égale à 9,1 x 10-7M et 9,6 x 10-7M respectivement, qui ne sont pas statistiquement 

différentes (Lindgren et al., 1981). Dans une autre étude, la consommation d’un joint 

contenant 54 mg de Δ9-THC par 10 individus (9 hommes et 1 femme) consommateurs de 

cannabis (consommant au moins 2 fois par mois) entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC 

égale à 2,42 x 10-7M (Schwope et al., 2011). Enfin, il a été observé dans une étude que la 

consommation d’un joint contenant 43 mg de Δ9-THC par 25 hommes consommateurs de 

cannabis définis comme « occasionnels » (consommant minimum 1 fois par mois et 

maximum 1 fois par semaine) et 23 hommes consommateurs de cannabis définis comme 

« réguliers » (consommant minimum 2,3 fois par semaine), entraine une Cmax plasmatique 

du Δ9-THC égale à 2,38 x 10-7M et 2,77 x 10-7 M respectivement, qui ne sont pas 

statistiquement différentes (Fabritius et al., 2013).  

En revanche, il a été observé dans certaines études que, pour une même dose de Δ9-THC 

administrées, les Cmax plasmatiques du Δ9-THC des consommateurs réguliers sont 

significativement plus hautes que celles de consommateurs occasionnels (Toennes et al., 

2008; Desrosiers et al., 2014; Swortwood et al., 2017). Ainsi, dans une étude, la 

consommation d’un joint contenant de 22,5 à 47,5 mg de Δ9-THC (selon le poids corporel) 

par 12 consommateurs de cannabis (8 hommes et 4 femmes) définis comme 

« occasionnels » (consommant au maximum 1 fois par semaine) et 12 consommateurs de 

cannabis (9 hommes et 3 femmes) définis comme « réguliers » (consommant au moins 4 fois 

par semaine), entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 1,7 x 10-7M et 7,2 x 10-7M 

respectivement (Toennes et al., 2008). Dans une autre étude, il a été décrit que la 
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9 hommes et 8 femmes 
ayant déjà consommé du 

cannabis, mais pas au 
cours du dernier mois 

10 mg de Δ9-THC 
 

25 mg de Δ9-THC 
 

10 mg de Δ9-THC 
 

25 mg de Δ9-THC 

Pipe 
 

Vaporisation 
 

Pipe 
 

Vaporisation 

1,2 x 10-8M 
 

2,4 x 10-8M 
 

3,3 x 10-8M 
 

4,6 x 10-8M 

(Spindle et al., 
2019) 

24 volontaires 10 mg de Δ9-THC 
 

2,5 mg de Δ9-THC 
 

2,5 mg de Δ9-THC + 
1,5 mg de CBD 

Capsule orale 
 
 

2,5 x 10-8M 
 

1 x 10-8M 
 

1,3 x 10-8M 
 

(Nadulski et al., 
2005) 

4 hommes non 
expérimentateurs de 

cannabis 

20 mg de Δ9-THC Résine de cannabis 
mélangée dans un 

sandwich 

2,2 x 10-8M 
 

(Law et al., 1984 

6 hommes 
consommateurs 

« réguliers » de cannabis 
(≥ 1/jour) 

20 mg de Δ9-THC Capsule orale 5,2 x 10-8M (Schwilke et al., 
2009) 

9 hommes  10 mg de Δ9-THC  
 

25 mg de Δ9-THC 
 

50 mg de Δ9-THC 

Brownie 3,18 x 10-10M 
 

8,27 x 10-9M 
 

8,27 x 10-9M 

(Spindle et al., 
2020) 

6 hommes ayant déjà 
consommé du cannabis  

7,5 mg de Δ9-THC 
 

14,8 mg de Δ9-THC 

Capsule orale 
 

Huile de chanvre 

3,5 x10-9M 
 

3,82 x10-9M 

(Goodwin et al., 
2006) 

14 hommes et 8 femmes 
ayant déjà consommé du 

cannabis 

2,5 mg de Δ9-THC 
 

5 mg de Δ9-THC 

Injection 
intraveineuse 

 

2,6 x 10-9M 
 

3,8 x 10-9M 

(D’Souza et al., 
2004) 

4 hommes et 4 femmes 
n’ayant jamais consommé 

de cannabis 

0,053 mg/kg de Δ9-
THC 

Injection 
intraveineuse 

de 2,59 x 10-7M à 
2,04 x 10-6M 

(Naef et al., 2004) 

2 hommes atteints de 
spasticités 

2,5 mg de Δ9-THC 
 

5 mg de Δ9-THC 

Administration 
rectale 

5,7 x 10-9M 
 

1 x 10-8M 

(Brenneisen et al., 
1996) 

12 hommes ayant déjà 
consommé du cannabis 

20 mg de Δ9-THC 
 
 

20 mg de Δ9-THC + 
40 mg de CBD 

Cookie 1,59 x 10-8M (Δ9-
THC) 

 
similaire 

(Agurell et al., 
1981) 

5 hommes et 3 femmes 
« consommateurs » de 

cannabis (≤ 1 fois/jour et ≥ 
1 fois/mois) 

5 mg de Δ9-THC 
 
 

5,4 mg de Δ9-THC + 5 
mg de CBD 

 
 

15 mg de Δ9-THC 
 
 

16,2 mg de Δ9-THC + 
15 mg de CBD 

Voie orale 
 
 

Voie oromucosale 
 
   
 

Voie orale 
 
 

Voie oromucosale 

1,49 x 10-8M (Δ9-
THC) 

 
1,62 x 10-8M (Δ9-

THC) 
5,09 x 10-9M (CBD) 

 
4,55 x 10-8M (Δ9-

THC) 
 

4,87 x 10-8M (Δ9-
THC) 

2,13 x 10-8M (CBD) 

(Erin L Karschner 
et al., 2011a, 

2011c) 
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consommation d’un joint contenant 54 mg de Δ9-THC par 11 consommateurs de cannabis (8 

hommes et 3 femmes) définis comme « occasionnels » (consommant moins de 2 fois par 

semaine) et 14 consommateurs de cannabis (10 hommes et 4 femmes) définis comme 

« réguliers » (consommant au moins 4 fois par semaine), entraine une Cmax plasmatique du 

Δ9-THC égale à 3,8 x 10-8M et 1,1 x 10-7M respectivement (Desrosiers et al., 2014). Enfin, une 

étude a mis en évidence que la consommation d’un joint contenant environ 50,6 mg de Δ9-

THC par 9 consommateurs définis comme « occasionnels » (consommant plus de 2 fois par 

mois mais moins de 3 fois par semaine) et de 11 consommateurs définis comme « réguliers » 

(consommant au moins 5 fois par semaine) entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale 

à 2,66 x 10-6M et 8,87 x 10-6M respectivement (Swortwood et al., 2017). Dans deux études 

précédemment citées, les Cmax plasmatiques du CBD n’étaient pas différentes entre les 

deux groupes d’individus (Desrosiers et al., 2014; Swortwood et al., 2017).  

Des études ont également observé une augmentation et une prolongation temporelle des 

Cmax plasmatiques de deux métabolites du Δ9-THC, le 11-OH-Δ9-THC et le 11-COOH-Δ9-

THC, chez des consommateurs réguliers par rapport à des consommateurs occasionnels 

(Toennes et al., 2008; Desrosiers et al., 2014; Newmeyer et al., 2016; Swortwood et al., 

2017).  

Dans tous les travaux cités plus haut, il a été mis en évidence une très grande 

variabilité inter-individuelle des Cmax atteintes pour la consommation théorique d’une 

même dose de Δ9-THC et/ou de CBD et ce, chez des individus ayant la même fréquence de 

consommation. Par exemple, chez 14 hommes consommateurs dits « occasionnels » 

(consommant au maximum 1 fois par semaine et au minimum 1 fois par mois), la 

consommation d’un joint contenant 20 mg de Δ9-THC a entrainé une Cmax plasmatique du 

Δ9-THC médiane égale à 8,20 x 10-8M mais pouvant varier de 5,1 x 10-9 M à 5,1 x 10-7M selon 

les individus (Marsot et al., 2016). 

 

Une méthode d’administration du cannabis relativement récente est la vaporisation 

(Gieringer, 2001; Gieringer et al., 2004). Elle permet de s’affranchir des effets néfastes des 

produits de combustion mais n’est pas exempt d’effets négatifs sur la santé (Meehan-Atrash 

and Rahman, 2021). Elle entraine une biodisponibilité du CBD et du Δ9-THC relativement 
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20 femmes atteintes de 
fibromyalgie causant des 

douleurs chroniques 

22,4 mg de Δ9-THC + 
< 1 mg de CBD 

 
13,4 mg de Δ9-THC + 

17,8 mg de CBD 
 

< 1 mg de Δ9-THC + 
18,4 mg de CBD 

Vaporisation 2,6 x 10-7M (Δ9-THC) 
 
 

2,4 x 10-7M(Δ9-THC) 
 
 

4,1 x 10-8M(Δ9-THC) 

(van de Donk et 
al., 2019a) 

11 hommes et 3 femmes 
consommateurs 

« occasionnels » de 
cannabis (≥ 10 fois au 

cours de la vie, < 2 
fois/semaine) 

125 mg de Δ9-THC 
 

125 mg de Δ9-THC + 
125 mg de CBD 

Vaporisation 1 x 10-7M 
 

1,33 x 10-7M 

(Arkell et al., 
2019) 
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haute, pouvant dépasser celles obtenues après la consommation d’un joint (Solowij et al., 

2014; Liu et al., 2020) Selon les études, la pharmacocinétique du Δ9-THC et du CBD selon si 

le cannabis est consommé fumé (impliquant une combustion) ou vaporisé est comparable 

(Abrams et al., 2007; Newmeyer et al., 2016; Swortwood et al., 2017) mais une étude a 

trouvé que les Cmax plasmatiques du Δ9-THC (et de ses métabolites) induites après une 

consommation de cannabis par vaporisation étaient significativement plus hautes comparé à 

une consommation par combustion. Dans cette étude, la consommation de 10 mg de Δ9-

THC ou de 25 mg de Δ9-THC par combustion (via l’utilisation d’une pipe) par 17 individus (9 

hommes et 8 femmes) ayant déjà consommé du cannabis mais n’en n’ayant pas consommé 

au cours du dernier mois, a entrainé une Cmax plasmatique égale à 1,2 x 10-8M et 3,3 x 10-

8M du Δ9-THC respectivement. Les mêmes quantités de Δ9-THC administrées par 

vaporisation ont entrainé une Cmax plasmatique égale à 2,4 x 10-8M et 4,6 x 10-8M du Δ9-

THC respectivement (Spindle et al., 2019).  

Certaines études ont également mis en évidence une augmentation statistique des Cmax 

plasmatiques du Δ9-THC, mais pas du CBD, chez des consommateurs réguliers par rapport 

aux consommateurs occasionnels quand il est consommé par vaporisation (Newmeyer et al., 

2016; Swortwood et al., 2017).  

 

La consommation orale de cannabis résulte en une biodisponibilité faible du CBD et du 

Δ9-THC (de 4 à 20%) (Wall et al., 1983; Agurell et al., 1981; Ohlsson et al., 1980; Gaston and 

Friedman, 2017). Plusieurs raisons expliquent cette observation :  

- une partie des phytocannabinoïdes est détruite dans l’estomac 

- il existe une faible absorption gastro-intestinale de ces composés très lipophiles. Ce 

paramètre peut être amélioré en ingérant des corps gras de façon concomitante aux 

phytocannabinoïdes (Stott et al., 2013) 

- les phytocannabinoïdes passent dans le foie où ils sont métabolisés.  

Le métabolisme hépatique des composants du cannabis résulte également en une faible 

Cmax de Δ9-THC et un retard temporel pour l’atteindre (entre 1 à 3 heures) comparé à la 

consommation d’un joint.  
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Une étude a observé que l’ingestion orale d’une capsule contenant 10 mg de Δ9-THC 

entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 2,5 x10-8M chez 24 volontaires (Nadulski 

et al., 2005). Dans d’autres études, l’ingestion orale de 20 mg de Δ9-THC par différentes 

méthodes entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 2,2 x 10-8M chez 4 hommes 

n’ayant jamais expérimenté le cannabis (Law et al., 1984), entre 1,4 x 10-8M et 4,5 x 10-8M 

chez 11 hommes consommateurs de cannabis (occasionnels et réguliers, sans distinction) 

(Ohlsson et al., 1980) et égale à 5,2 x 10-8M chez 6 hommes consommateurs définis 

comme « réguliers » de cannabis (consommant au moins une fois par jour) (Schwilke et al., 

2009). Une étude a observé que l’administration d’un brownie contenant 50,6 mg de Δ9-THC 

chez 9 consommateurs définis comme « occasionnels » (consommant plus de 2 fois par mois 

mais moins de 3 fois par semaine) et 11 consommateurs définis comme « réguliers » 

(consommant au moins 5 fois par semaine), entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC 

égale à 3,28 x10-8M et 17,7 x 10-8M respectivement, qui ne sont pas statistiquement 

différentes (Newmeyer et al., 2016). L’administration d’un brownie contenant 1,5 mg de CBD 

à des consommateurs « occasionnels » ou « réguliers », définis de la même manière que 

l’étude précédente, entraine une Cmax plasmatique du CBD égale à 1,88 x 10-8M et 2,54 x 

10-8M respectivement, qui ne sont pas statistiquement différentes (Swortwood et al., 2017). 

L’administration d’un brownie contenant 10, 25 ou 50 mg de Δ9-THC à 9 hommes entraine 

une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 3,18 x 10-10M, 8,27 x 10-9M et 8,27 x 10-9M 

respectivement (Spindle et al., 2020). Dans une autre étude, l’administration d’un brownie 

contenant 10, 25 ou 50 mg de Δ9-THC à 6 individus dans chaque groupe ayant déjà 

consommé du cannabis induit une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 3,18 x 10-9M, 1,11 x 

10-8M et 1,04 x 10-8M respectivement (Vandrey et al., 2017) Enfin, une étude a comparé les 

Cmax du Δ9-THC après une administration orale de Δ9-THC à différentes doses selon 

plusieurs modes d’administration (Goodwin et al., 2006). Il a été administré à 6 individus 

ayant déjà expérimenté le cannabis, de l’huile de chanvre contenant 0,39 mg ou 14,8 mg de 

Δ9-THC, de l’huile de chanvre contenant 0,47 mg de Δ9-THC mis dans une capsule ou une 

capsule contenant 7,5 mg de Δ9-THC. Pour les doses de 0,39 mg et de 0,47 mg de Δ9-THC, le 

Δ9-THC n’est pas détectable dans le sérum des individus. L’administration de 7,5 mg ou de 

14,8 mg de Δ9-THC entraine des Cmax similaires (3,5 x10-9M et 3,82 x10-9M 
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Cette dernière étude a d’ailleurs mis en évidence une augmentation statistique de la 

Cmax plasmatique du Δ9-THC, mais pas celle du CBD, chez des consommateurs réguliers par 

rapport aux consommateurs occasionnels (Swortwood et al., 2017).  

Par définition, l’injection intraveineuse de phytocannabinoïdes entraine une 

biodisponibilité maximale de ces derniers. Administrés par intraveineuse, le Δ9-THC et le 

CBD atteignent leur Cmax en quelques minutes. Ces dernières diminuent ensuite 

progressivement pour disparaitre après quelques heures. Cette méthode d’administration 

entraine des Cmax du Δ9-THC et du CBD majoritairement plus hautes que celles atteintes 

après avoir consommé un joint.  

Ainsi, l’injection intraveineuse de 5 mg de Δ9-THC chez 9 consommateurs de cannabis (8 

hommes et 1 femme) définis comme « occasionnels » (1 fois par mois environ) et 9 

consommateurs de cannabis (8 hommes et 1 femme) définis comme « réguliers » 

(consommant au moins 1 fois par jour), entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 

9,1 x 10-7M et 9,6 x 10-7M respectivement, qui ne sont pas significativement différentes 

(Lindgren et al., 1981). Dans d’autres études, l’injection intraveineuse de 5 mg de Δ9-THC 

chez 11 hommes consommateurs de cannabis (occasionnels et réguliers, sans distinction) 

entraine une Cmax plasmatique moyenne du Δ9-THC égale à 7 x 10-7M (Ohlsson et al., 1980) 

et une injection de 2,5 mg et 5 mg de Δ9-THC chez 22 individus (14 hommes et 8 femmes) 

ayant déjà consommé du cannabis au cours de la vie résulte en une Cmax plasmatique du 

Δ9-THC égale à 2,6 x 10-9M et 3,8 x 10-9M respectivement (D’Souza et al., 2004). Une étude a 

mis en évidence que l’administration chez 8 individus (4 hommes, 4 femmes) n’ayant jamais 

consommé de cannabis par intraveineuse de 0,053 mg/kg de Δ9-THC entraine ces Cmax 

plasmatiques du Δ9-THC allant de 2,59 x 10-7M à 2,04 x 10-6M (Naef et al., 2004). Enfin, une 

injection de 20 mg de CBD chez 5 hommes consommateurs de cannabis (occasionnels et 

réguliers, sans distinction) entraine une Cmax plasmatique moyenne du CBD égale à 2,2 x 10-

6M (Ohlsson et al., 1986).  

 

Les préparations oromucosales produisent une Cmax des phytocannabinoïdes plus 

forte que l’administration orale mais plus faible que la consommation de joints.  
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L’administration transdermale du cannabis n’en n’est qu’à un stade de 

développement précoce chez l’homme à la date où est écrit ce manuscrit. Ce mode 

d’administration permet d’éviter le métabolisme hépatique mais la diffusion des 

cannabinoïdes à travers la peau est limitée due à leur nature hautement hydrophobe 

(Scheuplein, 1967; Challapalli and Stinchcomb, 2002; Lodzki et al., 2003; Stinchcomb et al., 

2010). Une étude utilisant un patch transdermique chez le cochon d’Inde a montré que la 

concentration d’un phytocannabinoïde, le Δ8-THC, atteignait la Cmax plasmatique en 1,4 

heures et était maintenue pendant moins de 48 heures (Valiveti et al., 2004). Cette méthode 

d’administration dépend de la perméabilité cutanée ainsi que du flux sanguin local et 

pourrait être hautement variable selon le poids des patients.  

 

Enfin, une étude a trouvé que l’administration rectale permet une biodisponibilité du 

Δ9-THC deux fois plus importante qu’après une administration orale, grâce à une meilleure 

absorption et un métabolisme hépatique moins important (Brenneisen et al., 1996). Dans 

cette étude, l’administration d’un suppositoire chez deux hommes atteints de spasticités 

(des contractions musculaires involontaires), a entrainé une Cmax plasmatique du Δ9-THC 

égale à 1 x 10-8M pour un patient traité avec 5 mg de Δ9-THC et une Cmax plasmatique du 

Δ9-THC égale à 5,7 x10-9M pour un autre patient traité avec 2,5 mg de Δ9-THC.  

 

En conclusion, de multiples paramètres tels que le mode d’administration, la dose et 

la fréquence de consommation des individus, sont impliqués dans la modulation de la 

pharmacocinétique du Δ9-THC et du CBD, en particulier les valeurs de Cmax plasmatiques 

que ces molécules atteignent.  

Après administration, les phytocannabinoïdes atteignent la circulation sanguine et 

sont distribués rapidement vers les organes hautement vascularisés comme le poumon, le 

cœur, le cerveau et le foie. Cette distribution dépend de la corpulence des sujets et de leur 

état de santé, pouvant affecter la perméabilité des différentes barrières hémato-tissulaires.  

Plusieurs tissus, majoritairement le foie, métabolisent les phytocannabinoïdes et 

participent à leur élimination. 
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(2) Métabolisme et élimination du CBD et du Δ9-THC 

Le métabolisme des phytocannabinoïdes est principalement hépatique (pour revue : 

Dinis-Oliveira, 2016).  

Plus de 100 métabolites du Δ9-THC ont été identifiés, dont le 8α-hydroxy-Δ9-THC 

(8α-OH-Δ9-THC) et le 8β -hydroxy-Δ9-THC (8β-OH-Δ9-THC) par exemple (Huestis, 2007).  

Le principal métabolite du Δ9-THC est le 11-hydroxy-Δ9-THC (11-OH-Δ9-THC) qui résulte de 

l’hydroxylation du Δ9-THC. Cette réaction est assurée par des enzymes CYP450 spécifiques, 

les isoenzymes (des enzymes catalysant la même réaction chimique mais ayant des 

structures différentes) CYP450, family 2, subfamily C, member 9 (CYP2C9), CYP450, family 2, 

subfamily C, member 19 (CYP2C19) et CYP450, family 3, subfamily A, member 4 (CYP3A4) 

(Matsunaga et al., 1995; Iribarne et al., 1996). Une étude a détecté le pic de 11-OH-Δ9-THC 

13 minutes après le début d’une administration de cannabis fumé (Huestis et al., 1992). 

Comme le Δ9-THC, le 11-OH-Δ9-THC possède un effet psychoactif et serait même 

pharmacologiquement plus actif que le Δ9-THC (Christensen et al., 1971; Lemberger et al., 

1972, 1973). L’oxydation du 11-OH-Δ9-THC entraine la formation du 11-carboxy-Δ9-THC (11-

COOH-Δ9-THC), un métabolite inactif (Lemberger et al., 1970; Mechoulam et al., 1973). Il est 

détecté 30 à 45 minutes après le début de la consommation de cannabis fumé.  

Les métabolites du Δ9-THC subiront ensuite une glucuronidation par l’enzyme Uridine 5’-

diphosphoglucuronosyltransferase (UGT), donnant des cannabinoïdes glucuronidés, excrétés 

dans les urines (environ 20%) et les selles (plus de 75%) (Wall et al., 1983).  Le 11-COOH-Δ9-

THC et son conjugué glucuronidé sont les produits majeurs de la métabolisation du Δ9-THC 

dans la plupart des espèces étudiées, dont l’homme (Halldin et al., 1982).  

Il a été montré que selon le mode d’administration, la formation des métabolites du Δ9-THC 

et la pharmacocinétique de ces derniers n’est pas exactement la même (Huestis, 2007). De 

plus, le métabolisme du Δ9-THC a déjà été observé dans des tissus extra-hépatiques 

possédant des enzymes CYP450 comme le petit intestin, le poumon, le cerveau ainsi que le 

placenta (Greene and Saunders, 1974; Widman et al., 1974; Watanabe et al., 1988; Krishna 

and Klotz, 1994; Mazur et al., 2009; Kumar et al., 2022). La détection de ces métabolites 

dans le sang ou les urines pourrait être un marqueur d’une utilisation récente ou fréquente 

(Schwope et al., 2011; Newmeyer et al., 2016; Huestis et al., 2020).  
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Plus de 30 métabolites du CBD ont été identifiés (Agurell et al., 1986; Harvey and 

Mechoulam, 1990). Le métabolisme du CBD est également principalement assuré par les 

isoenzymes CYP2C19 et CYP3A4 et de façon additionnelle par CYP2C9 ainsi que par CYP450, 

family 1, subfamily 1, member 1 (CYP1A1), CYP450, family 1, subfamily A, member 2 

(CYP1A2), et CYP450, family 2, subfamily D, member 6 (CYP2D6). Le principal métabolite du 

CBD est le 7-hydroxy-cannabidiol (7-OH-CBD), qui résulte de son hydroxylation, ensuite 

oxydé, donnant le 7-carboxy-cannabidiol (7-COOH-CBD). Il subit ensuite d’autres étapes de 

métabolisation, et ses métabolites sont excrétés dans les selles et les urines.  

Le temps d’élimination des phytocannabinoïdes est variable, la demi-vie du Δ9-THC 

étant de 6 minutes à 22 heures et celle du CBD de 24 à 31 heures (Ohlsson et al., 1986). Le 

Δ9-THC disparait de la circulation sanguine entre 12 à 36 heures (Hunt and Jones, 1980; Wall 

et al., 1983) et en cinq jours, 80 à 90% est excrété (Halldin et al., 1982).  

L’usage chronique et fréquent de cannabis peut entrainer la modification des 

propriétés pharmacocinétiques du Δ9-THC et du CBD. Il a été montré que des 

consommateurs réguliers de cannabis peuvent présenter une augmentation de la Cmax 

plasmatique et de la demi-vie du Δ9-THC et de ses métabolites (Johansson et al., 1988; 

Skopp and Potsch, 2008; Toennes et al., 2008). Dans une autre étude, l’administration de 30 

mg de Δ9-THC par voie orale toutes les quatre heures pendant 10 à 12 jours chez cinq 

individus a entrainé une augmentation de la vitesse de formation des métabolites mais une 

diminution de leur élimination (Hunt and Jones, 1980). Une augmentation de la demi-vie du 

CBD a également été décrite chez des hommes après une exposition prolongée (Consroe et 

al., 1991). Plusieurs hypothèses ont été émises pour expliquer les changements 

pharmacocinétiques du Δ9-THC et du CBD observés chez les hommes exposés de façon 

chronique à du cannabis. Il a été proposé que les métabolites du Δ9-THC puissent se fixer à 

des protéines plasmatiques, ralentissant leur élimination par les reins (Hunt and Jones, 

1980). Il a de plus été montré que le THC peut s’accumuler dans les tissus adipeux et être 

redistribué progressivement dans la circulation générale (Johansson et al., 1989). Enfin, il a 

été décrit que le Δ9-THC et le CBD peuvent altérer l’expression et l’activité des enzymes 

hépatiques CYP450 chez l’humain, ce qui peut perturber leur propre métabolisation (Nasrin 

et al., 2021) 
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b)  Pharmacodynamique du CBD et du Δ9-THC 
 

Les récepteurs aux cannabinoïdes étant exprimés dans de nombreux tissus, la 

consommation de cannabis entraine de nombreux effets dans tout le corps. Il a ainsi été 

montré dans des études cliniques, dans des études in vitro et in vivo que la consommation 

de Δ9-THC peut avoir des effets sur (Grotenhermen, 2003) :  

- la psyché et la perception de son environnement, pouvant entrainer une euphorie, 

une fatigue, une perception sensorielle augmentée, des hallucinations, des 

symptômes de psychose (une pathologie où le sujet perd contact avec la réalité) et 

une altération de la perception temporelle. Il a également été noté une diminution 

de l’anxiété à faible dose et une augmentation de l’anxiété à haute dose 

- les performances cognitives et psychomotrices, pouvant entrainer une augmentation 

de la créativité, une altération de la mémoire et de la capacité de langage, et la 

détérioration des capacités de coordination motrice, 

- le système nerveux, pouvant entrainer de l’analgésie, la stimulation de l’appétit et 

des effets antiémétiques (anti-vomitifs), 

- la température corporelle, pouvant entrainer sa diminution, 

- le système cardiovasculaire, pouvant entrainer une tachycardie, une augmentation 

de l’activité cardiaque, une vasodilatation, une hypertension, 

- les yeux, pouvant entrainer une conjonctivite,  

- le système respiratoire, pouvant entrainer une bronchodilatation, 

- le tractus gastro-intestinal, pouvant entrainer une hyposalivation et un 

ralentissement de la digestion, 

- le système hormonal, pouvant influencer la libération de plusieurs hormones,  

- le système immunitaire, pouvant altérer la stimulation immunitaire et 

l’inflammation,  

- et la fonction de reproduction (dont les effets seront détaillés dans le chapitre III). 

Ces effets sont hautement variables selon les sujets, leur état de santé général et au 

moment de la consommation de cannabis, mais aussi selon la fréquence de leur 

consommation, les doses utilisées et la méthode de consommation.  
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 N’induisant pas plusieurs effets caractéristiques du Δ9-THC comme l’euphorie par 

exemple, le CBD est couramment décrit comme non psychoactif. Néanmoins, le CBD peut 

entrainer des effets sur certains processus cognitifs et psychologiques, faisant de lui un 

composé psychoactif au sens strict. De façon extrêmement variable, il peut induire la 

somnolence (Zuardi et al., 1993), entrainer des changements d’humeur (Leweke et al., 2000; 

Solowij et al., 2019) et réduire l’anxiété (Zuardi et al., 1993; Crippa et al., 2011; Hundal et al., 

2018). Le CBD possède également des propriétés neuroprotectrices (Hampson et al., 1998; 

Beale et al., 2018; Solowij et al., 2018), analgésiques (Karst et al., 2003), anti-spasmodiques 

(Baker et al., 2000), anti-épileptiques (Cunha et al., 1980; Lattanzi et al., 2018), anti-

inflammatoires (Malfait et al., 2000) ainsi que des propriétés sédatives, anti-émétiques, 

anxiolytiques (Fusar-Poli et al., 2009) et anti-psychotiques, (Zuardi et al., 2006; Izzo et al., 

2009; Hallak et al., 2010; McGuire et al., 2018).  

La co-administration du CBD avec du Δ9-THC peut modifier certains effets associés à ce 

dernier (Russo and Guy, 2006; McPartland and Russo, 2014; Boggs et al., 2018; A. M. 

Freeman et al., 2019). Il a ainsi été observé chez l’homme que le CBD peut :  

- réduire l’inflammation des voies respiratoires associée à l’inhalation de Δ9-THC pure 

(Tashkin et al., 1977), 

- réduire la tachycardie associé à l’administration de Δ9-THC (Karniol et al., 1974; 

Lemberger et al., 1976), 

- fluidifier les membranes cellulaires (Howlett et al., 1989), augmentant la pénétration 

du Δ9-THC dans les cellules musculaires et l’effet musculo-relaxant de ce dernier 

(Wagner, 2004), 

- réduire les altérations du tissu cérébral entrainées par une consommation chronique 

fréquente du Δ9-THC (Yücel et al., 2016), 

- réduire certains effets psychologiques et cognitifs du Δ9-THC comme l’anxiété 

(Karniol et al., 1974; Zuardi et al., 1982a; Iseger and Bossong, 2015), l’euphorie 

(Hollister and Gillespie, 1975; Dalton et al., 1976), la perte de mémoire (Nicholson et 

al., 2004; Demirakca et al., 2010; C. J. A. Morgan et al., 2012; Englund et al., 2013; 

Morgan et al., 2018), les symptômes de psychose (Wade et al., 2003; Nicholson et al., 

2004; Morgan and Curran, 2008; Bhattacharyya et al., 2010; Schubart et al., 2011; C. 
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J. A. Morgan et al., 2012; Englund et al., 2013) ainsi que les défauts d’attention et 

l’appétit (C. J. Morgan et al., 2010; C. J. A. Morgan et al., 2010). 

Au contraire, d’autres études chez l’homme n’ont pas mis en évidence d’effets significatifs 

d’une administration de CBD sur les effets cardiovasculaires (Hollister and Gillespie, 1975; 

Dalton et al., 1976; Bird et al., 1980; Guy and Robson, 2004; Haney et al., 2016; Freeman et 

al., 2018; Zuardi et al., 1982b), psychomimétiques (Morgan et al., 2018), anxieux (E L 

Karschner et al., 2011) et de l’altération de la mémoire (Morgan et al., 2018) induits par le 

Δ9-THC.  

Chez le modèle rongeur, le CBD peut à la fois potentialiser et réduire les effets 

hypothermiques, hypolocomoteurs, anti-nociceptifs, les effets anxieux, et les altérations 

cognitives induits par le Δ9-THC (Boggs et al., 2018).  

Chez la souris, comme chez l’homme, les effets induits par la co-administration de 

CBD et de Δ9-THC dépendent étroitement de la dose de Δ9-THC et de CBD utilisée (le ratio 

CBD/Δ9-THC) (Hayakawa et al., 2008; Solowij et al., 2019) mais aussi de la méthode 

d’administration des deux phytocannabinoïdes, la temporalité des administrations (par 

exemple si le CBD est pré-administré avant la consommation de Δ9-THC), ainsi que du 

paramètre physiologique étudié.  

L’action potentialisatrice ou inhibitrice du CBD sur certains effets du Δ9-THC est en 

partie expliquée par l’action du CBD sur les récepteurs des cannabinoïdes (comme il a été 

décrit plus haut dans le paragraphe consacré au système des ECB) : il peut en effet moduler 

l’accessibilité du Δ9-THC aux récepteurs et impacter les voies de signalisations déclenchées. 

De plus, il a été trouvé in vitro que le CBD était capable d’inhiber l’action de plusieurs 

enzymes CYP450 hépatiques dont celles métabolisant le Δ9-THC (Paton and Pertwee, 1972), 

en particulier celles impliquées dans la formation du 11-OH-Δ9-THC (Bornheim et al., 1995; 

Bornheim and Grillo, 1998; Nadulski et al., 2005; Bansal et al., 2020; Nasrin et al., 2021). 

Chez le modèle rongeur, il a effectivement été observé des modifications de la 

pharmacocinétique du Δ9-THC quand il est co-administré avec du CBD : le CBD peut 

entrainer une diminution du métabolisme du Δ9-THC, faisant augmenter ses niveaux dans le 

cerveau et le plasma (Bornheim et al., 1995; Klein et al., 2011; Hložek et al., 2017; 

Nidadavolu et al., 2021) et donc potentiellement accentuant et prolongeant ses effets.  
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Chez l’homme, certaines études n’ont pas observé d’influence significative du CBD 

sur la pharmacocinétique du Δ9-THC. Une étude a ainsi observé que l’administration orale 

de CBD avec une administration intraveineuse de Δ9-THC n’altère pas le métabolisme 

hépatique du Δ9-THC, ni sa demi-vie (Hunt et al., 1981). D’autres études n’ont pas observé 

de modifications de la Cmax plasmatique atteinte par le Δ9-THC quand il est co-administré 

avec du CBD (Agurell et al., 1981; Erin L Karschner et al., 2011a, 2011c). 

Au contraire, trois études ont montré que la co-administration de CBD et Δ9-THC 

chez l’homme entraine une augmentation significative de la Cmax plasmatique du Δ9-THC 

(Nadulski et al., 2005; van de Donk et al., 2019b; Arkell et al., 2019). Ainsi l’administration 

d’une capsule contenant 2,5 mg de Δ9-THC à 24 individus entraine une Cmax plasmatique du 

Δ9-THC égale à 1 x10-8M, alors qu’elle est égale à 1,3 x10-8M quand les 2,5 mg de Δ9-THC 

sont administrés avec 1,5 mg de CBD (Nadulski et al., 2005). Une autre étude a comparé la 

pharmacocinétique du Δ9-THC après l’exposition de 20 femmes atteintes de fibromyalgie 

causant des douleurs chroniques à 4 variétés de cannabis contenant des quantités 

différentes de Δ9-THC et de CBD (van de Donk et al., 2019a). Dans cette étude, 

l’administration par vaporisation de 22,4 mg de Δ9-THC et de moins d’1 mg de CBD entraine 

une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 2,6 x10-7M. L’administration de 13,4 mg de Δ9-THC 

et de 17,8 mg de CBD entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 2,4 x10-7M et 

l’administration de moins d’1 mg de Δ9-THC et de 18,4 mg de CBD entraine une Cmax 

plasmatique du Δ9-THC égale 4,1 x10-8M, des valeurs au moins au moins 50% supérieures de 

celles auxquelles les auteurs s’attendaient. Enfin, l’administration à 14 individus (11 

hommes, 3 femmes) consommateurs de cannabis définis comme « occasionnels » 

(consommant moins de 2 fois par semaine les 3 derniers mois et plus de 10 fois au cours de 

la vie) de 125 mg de Δ9-THC ou de 125 mg de Δ9-THC et de 125 mg de CBD par vaporisation, 

entraine une Cmax plasmatique du Δ9-THC égale à 1 x10-7M et 1,33 x 10-7M respectivement 

(Arkell et al., 2019). Ces résultats suggèrent que le CBD peut modifier des caractéristiques 

pharmacocinétiques du Δ9-THC mais ce, de façon extrêmement variable.  

 

L’ensemble de ces données illustrent l’implication d’une multitude de facteurs dans 

la pharmacocinétique et la pharmacodynamique du CBD et du Δ9-THC, qui peuvent 

entrainer des variations inter-individuelles drastiques pour des mêmes doses consommées.  
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 Il existe deux types de consommation du cannabis chez l’homme : récréationnelle et 

thérapeutique.  

 

2.  Consommation récréationnelle du cannabis  
 

a)  Chez l’homme adulte 
 

(1) L’incidence de la consommation de cannabis dans le monde 

Le cannabis est la substance illicite la plus cultivée, commercialisée et consommée 

dans le monde. Selon un rapport des Nations Unies, approximativement 4% de la population 

générale âgée de 15 à 64 ans, soit approximativement 284 millions de personnes, ont 

consommé du cannabis en 2020 (United Nations Office on Drugs and Crime, 2022).  

En France, l’Observatoire Français des drogues et des tendances addictives (ODFT) a estimé 

qu’il y avait en 2020 18 millions d’expérimentateurs parmi les 18-75 ans (qui représentent 51 

millions de personnes au total), dont 5 millions d’usagers dans l’année et 1,3 millions 

d’usagers réguliers (OFDT Drogues et addictions, Chiffres clés 2022). Par ailleurs, toujours 

selon l’OFDT, de la consommation annuelle à la consommation quotidienne, les usages de 

cannabis sont majoritairement le fait des jeunes générations. Ainsi, l’usage dans l’année 

concerne 25,8% des 18-25 ans et 18,4% de 26-34 ans contre 1,9% des 55-64 ans (Le Nézet et 

al., 2021).  

Si le pourcentage d’adolescents consommant du cannabis est en baisse ces 10 

dernières années, la France présente un des pourcentages les plus hauts d’Europe. En 2019, 

23% des adolescents français de 16 ans ont expérimenté le cannabis, contre 6% en Islande 

par exemple (Spilka et al., 2021). 

Depuis 2010, la prévalence de la consommation du cannabis est globalement en 

augmentation (United Nations Office on Drugs and Crime, 2022). La pandémie de 

Coronavirus Disease 19 (COVID19), causée par le virus Severe acute respiratory syndrome 

coronavirus 2 (SARS-COV-2), a par ailleurs entrainé des modifications dans les modalités de 

consommation de cannabis dans le monde. Il a ainsi été globalement observé une  
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Figure 29 : Statut légal de la consommation récréationnelle de cannabis dans le monde (issu de 
Wikipedia.org : Legality of cannabis in 2018). 
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augmentation de la consommation chez les utilisateurs réguliers de cannabis et au 

contraire une réduction, voire un arrêt de la consommation chez les utilisateurs occasionnels 

(United Nations Office on Drugs and Crime, 2022).  

La plupart des usagers du cannabis sont des hommes (environ 2/3 des 

consommateurs). Cependant il a été observé une augmentation de la prévalence de la 

consommation de cannabis chez les femmes ces dernières années, limitant l’écart dû au 

genre (United Nations Office on Drugs and Crime, 2022).  

La consommation récréationnelle du cannabis est légalisée dans plusieurs pays dans 

le monde (Figure 29) : au Canada, en Géorgie, à Malte, au Mexique, en Afrique du Sud, en 

Thaïlande, en Uruguay ainsi que dans 19 états des Etats-Unis d’Amérique et un territoire en 

Australie. Dans 3 de ces pays, le commerce est régulé par l’Etat : au Canada, en Thaïlande et 

en Uruguay. En Allemagne, la légalisation de la consommation récréationnelle de cannabis 

est au programme du nouveau gouvernement, avec pour objectif d’adopter un projet de loi 

avant fin 2022. En Espagne, au Portugal, en République Tchèque, en Afrique du Sud, au 

Mexique et prochainement au Luxembourg, s’appliquent des politiques de dépénalisation. 

Dans la pratique, la consommation récréationnelle de cannabis est tolérée dans plusieurs 

pays, comme aux Pays-Bas, dans les « coffee shops » possédant une autorisation. 

Entre 2016 et 2020, la France était le pays européen le plus consommateur parmi les 

15-34 ans (Observatoire Européen des Drogues et des Toxicomanies, 2021). Dans le même 

temps, la législation française concernant le cannabis est l’une des plus restrictives d’Europe. 

Le cannabis est un produit classé stupéfiant et son usage est interdit, conformément à la loi 

du 31 décembre 1970. Ainsi, en acheter, en consommer, en détenir, en transporter et en 

cultiver constituent des infractions. Dans cette définition, le « cannabis » se réfère aux sous-

espèces de Cannabis sativa L. contenant du Δ9-THC. En revanche, la culture, l’importation, 

l’exportation et l’utilisation industrielle et commerciale de variétés de Cannabis sativa L. 

contenant une teneur en Δ9-THC inférieure à 0,3% sont légales en France 

(https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JORFTEXT000044793213). Ainsi, récemment en 

France mais également dans d’autres pays, un engouement s’est fait connaitre pour les 

boutiques commercialisant des produits à base de CBD sous plusieurs formes. Depuis les 

premières boutiques ouvertes en France en 2018, la France comptait près de 1700 points de 

vente dédiés au CBD en 2021 d’après l’Union des Professionnels du CBD.  

https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JORFTEXT000044793213


140 
 

(2) Les effets d’une consommation de cannabis chez l’adulte 

Traditionnellement, les utilisateurs de cannabis récréationnel consomment des 

souches à dominance Δ9-THC, ce dernier via la fixation au récepteur CB1 délivrant l’effet 

psychoactif de relaxation et d’euphorie généralement recherché par les consommateurs 

(« high » en anglais).  

La consommation de cannabis n’est pas exempte d’effets néfastes sur la santé mentale 

et physique. On peut citer plusieurs effets, qui sont largement dépendants des individus, de 

la fréquence et de la méthode de consommation ainsi que des doses employées (Sachs et 

al., 2015; Russell et al., 2018) :  

- altération de la perception, de l’attention et de la mémoire immédiate, 

- intoxication aiguë (connue sous le nom de « bad trip »), caractérisée par des 

hallucinations, des vomissements et de la panique,  

- troubles relationnels, scolaires ou professionnels,  

- révélation ou aggravation des troubles mentaux (chez les personnes pré-disposées), 

- risque de dépendance,  

- perturbations broncho-pulmonaires liées à la présence de tabac dans les joints.   

 

De plus, il a récemment été mis en évidence que la consommation de cannabis était lié à des 

troubles de la santé reproductive (dont les effets seront détaillés dans le chapitre III). 

 

b)  Le cas de la consommation chez la femme enceinte  
 

(1) Incidence de la consommation de cannabis chez la femme enceinte 

Bien qu’il n’existe aucune donnée précise sur l’incidence de la consommation du 

cannabis chez la femme enceinte, le cannabis représente la substance illicite la plus souvent 

consommée chez les femmes en âge de procréer.  

Des études réalisées aux Etats-Unis d’Amérique (United States of America, USA) ces 20 

dernières années a rapporté une incidence de la consommation de cannabis entre 2,1% et 
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22%, la moyenne se situant entre 4 et 7% (Ko et al., 2015; Brown et al., 2017; Young-Wolff et 

al., 2017; Oga et al., 2018; Alshaarawy and Anthony, 2019; Young-Wolff et al., 2019).  

En France, les études rapportent une prévalence entre 1 et 3% (Dumas et al., 2014). Une 

étude récente menée grâce à des questionnaires dans six maternités du département d’Ille 

et Vilaine par une étudiante sage-femme sous la direction d’Aurore Gely-Pernot en 2021 a 

montré une prévalence de 2,65% de femmes enceintes consommatrices sur le territoire 

breton (données non publiées).  

Ces chiffres pourraient cependant être sous-estimés. Plusieurs études ont ainsi rapporté une 

différence entre l’incidence de la consommation de cannabis quand elle est rapportée par 

les femmes (par questionnaires ou par entretien) par rapport à divers tests toxicologiques. 

Une étude espagnole a observé par dosage du méconium (les premières selles du nouveau-

né) que l’exposition au cannabis était détectée dans 5,3% des nouveau-nés, contre 1,7% des 

femmes qui avaient rapporté l’utilisation de cannabis (Lozano et al., 2007). Dans deux études 

américaines, les femmes testées positives à la consommation de cannabis représentaient 

environ le double des femmes ayant rapporté une consommation pendant la grossesse 

(Klawans et al., 2019; Young-Wolff et al., 2020b). Enfin, dans une autre étude américaine, 6% 

des participantes ont rapporté une consommation pendant la grossesse dans les 

questionnaires mais seulement 2,6% au cours d’entretien avec le personnel médical. 

Finalement, chez 22,4% des femmes, le dosage d’un métabolite du Δ9-THC dans le sang de 

cordon s’est avéré positif (Metz et al., 2019). Les mêmes écarts entre les données récoltés 

après des questionnaires et après des tests toxicologiques sont retrouvés dans les études 

concernant la consommation de tabac (Swamy et al., 2011) et d’alcool (Lange et al., 2014) 

pendant la grossesse. Les femmes seraient reluctances à divulguer une consommation de 

cannabis par peur de conséquences punitives et de la stigmatisation (Skelton et al., 2022) 

 

L’incidence de la consommation de cannabis la plus élevée est située chez les femmes 

jeunes, ayant une expérience antérieure de consommation de cannabis et les femmes 

consommatrices de tabac, d’alcool, et d’autres drogues illicites. Les modes d’administration 

du cannabis principaux sont les joints, suivi d’une consommation orale, puis des lotions 

(Young-Wolff et al., 2020a).  
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Chez les femmes ayant rapporté une consommation de cannabis, si certaines le 

consomment de façon récréationnelle , d’autres le consomment dans un but médical afin de 

soulager certains symptômes associés à la grossesse, comme les nausées et l’insomnie, ainsi 

que des symptômes associés à des pathologies chroniques (Chang et al., 2019; Vanstone et 

al., 2021; Satti et al., 2022). Une étude canadienne a rapporté que chez les femmes 

enceintes consommant du cannabis afin de soulager les nausées et les vomissements, 92% 

ont trouvé cette consommation efficace (Westfall et al., 2006). Pour certain.e.s, le cannabis 

est perçu comme une alternative « naturelle » et « sans danger », comparé à d’autres 

substances (comme l’alcool ou le tabac) et aux médicaments prescrits par le corps médical 

(Jarlenski et al., 2017; Chang et al., 2019; Vanstone et al., 2022). 

L’augmentation de la consommation de cannabis dans le monde ces dernières 

décennies s’est accompagnée d’une augmentation de la consommation par les femmes en 

âge de procréer, y compris avant, pendant et après la grossesse (United Nations Office on 

Drugs and Crime, 2022), une observation qui pourrait être due en partie à la légalisation de 

cette consommation dans plusieurs pays. De plus, une augmentation de la consommation de 

cannabis chez la femme enceinte a été corrélée avec la période de la pandémie de COVID-

19, les raisons étant un arrêt de l’activité professionnelle et le stress lié à la pandémie 

(Young-Wolff et al., 2021; Minkoff and Ecker, 2022).  

 

(2) Le passage materno-embryonnaire des phytocannabinoïdes 

La majorité des groupes de recherche ayant étudié le passage materno- 

embryonnaire des phytocannabinoïdes se sont concentrés sur le Δ9-THC.  

De nombreuses études ont mis en évidence dans plusieurs espèces modèles que le 

Δ9-THC (Idänpään-Heikkilä et al., 1969; Harbison and Mantilla-Plata, 1972; Kennedy and 

Waddell, 1972; Freudenthal et al., 1972; Vardaris et al., 1976; Martin et al., 1977a; Abrams 

et al., 1985; Bailey, 1987) et le CBD (Ochiai et al., 2021) peuvent traverser le placenta et 

atteindre le fœtus.  Il a été montré chez le singe que le Δ9-THC était retrouvé dans le plasma, 

la rate, le poumon, le cerveau, le rein, le foie, les glandes surrénales, le thymus et le testicule 

du fœtus, 3 heures après une administration maternelle de 0,3 mg/kg de Δ9-THC par 

intraveineuse (Bailey, 1987).  
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Chez la souris (Freudenthal et al., 1972) et le rat (Baglot et al., 2022), les métabolites 

du Δ9-THC atteignent le compartiment fœtal. Chez la souris, il a été suggéré que des tissus 

fœtaux soit capables de métaboliser le Δ9-THC (Freudenthal et al., 1972). Chez le chien, il a 

cependant été montré que si deux métabolites du Δ9-THC, le 11-OH-Δ9-THC et le 11-COOH-

Δ9-THC sont également capables traverser la barrière placentaire, leur passage est 

considérablement moins efficace que le Δ9-THC (Martin et al., 1977b). Chez le singe, une 

étude a montré qu’après l’administration maternelle par injection intraveineuse de Δ9-THC, 

le métabolite 11-COOH-Δ9-THC n’est détecté dans aucun tissus fœtaux ni dans le plasma 

fœtal (Bailey, 1987). Les auteurs ont suggéré d’une part une absence du passage placentaire 

du Δ9-THC vers le fœtus mais également une absence de métabolisation du Δ9-THC par le 

placenta ou les tissus fœtaux. Le passage des métabolites du Δ9-THC ainsi que la 

métabolisation du Δ9-THC par le placenta et/ou les tissus fœtaux semble donc être 

extrêmement espèce-dépendant.  

Chez les modèles animaux, les concentrations de Δ9-THC retrouvées dans le sang et 

les tissus fœtaux sont majoritairement plus faibles que celles chez la mère. Ainsi, chez la 

chienne, 33% des concentrations de Δ9-THC détectées dans le cerveau maternel sont 

retrouvées dans les cerveaux fœtaux 30 minutes après l’administration intraveineuse de la 

mère avec 0,5 mg/kg de  Δ9-THC (Martin et al., 1977b). Chez des rattes chroniquement 

exposées à 15 mg/kg ou 50 mg/kg de Δ9-THC par voie orale tout au long de la gestation, les 

concentrations de Δ9-THC détectées dans le sang fœtal atteignent de 9 à 13% de celles 

retrouvées dans le sang maternel, et suivent un profil dose-dépendante (Hutchings et al., 

1989). Une autre étude a montré que chez des brebis ayant inhalé un joint contenant 3,2% 

de Δ9-THC, la Cmax plasmatique de Δ9-THC était atteinte en 90 minutes chez les fœtus 

contre 10 minutes chez les mères, et elle restait moins forte que chez la mère à tous les 

temps étudiés (Abrams et al., 1985). Chez le singe, après une administration intraveineuse 

de 0,3 mg/kg de Δ9-THC, la Cmax plasmatique fœtale est atteinte en 15 minutes contre 3 

minutes chez la mère, et elle représente 28% de la Cmax plasmatique maternelle à tous les 

temps de prélèvements (Bailey, 1987). Dans cette même étude, il a été observé une demi-

vie plus longue du Δ9-THC dans le compartiment fœtal, supposant une élimination plus lente 

du Δ9-THC par rapport au compartiment maternel. Une étude récente sur des rattes a 

observé que l’exposition répétée de vapeur de Δ9-THC entrainait une accumulation de 30% 
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de la concentration sérique maternelle de Δ9-THC dans le cerveau fœtal (Baglot et al., 2022). 

Une étude a récemment décrit le passage materno-fœtal du CBD chez la souris. Dans cette 

étude, 15 minutes après une injection intraveineuse de 10 mg/kg de CBD, environ 70% du 

CBD est retrouvé dans les tissus fœtaux (Ochiai et al., 2021).  

Une étude a mis en évidence qu’après l’administration du Δ9-THC à la mère par injection 

subcutanée, les concentrations de Δ9-THC atteintes dans le cerveau fœtal sont équivalentes 

à celles observées dans le sang maternel, soulignant l’importance de la méthode 

d’administration dans les études (Baglot et al., 2022). De même, une étude a trouvé chez la 

souris que deux heures après une injection intraveineuse de Δ9-THC, les concentrations de 

Δ9-THC et de ses métabolites dans les tissus fœtaux étaient les mêmes que celles dans le 

foie maternel (Freudenthal et al., 1972). Dans la même étude, deux heures après une 

administration orale, les concentrations de Δ9-THC et de ses métabolites étaient même 

légèrement plus hautes dans les tissus fœtaux par rapport au foie maternel.  

Chez la femme également, certains phytocannabinoïdes sont capables de passer la 

barrière placentaire, d’atteindre le sang de cordon, les tissus fœtaux et de s’accumuler dans 

le méconium (les premières selles du nouveau-né) et les cheveux du nouveau-né (Monfort et 

al., 2022). Il apparait chez la femme que le transfert du Δ9-THC au fœtus soit plus important 

au début de la grossesse (Blackard and Tennes, 1984). De façon intéressante, il a été observé 

que chez des jumeaux dizygotes, le passage materno-fœtal du Δ9-THC peut se faire chez un 

fœtus et pas chez l’autre, à exposition maternelle constante, ce qui met en évidence 

l’importance du placenta (et peut être des tissus fœtaux) dans le contrôle de l’exposition au 

Δ9-THC (Boskovic et al., 2001). 

Chez l’humain, la présence des métabolites du Δ9-THC dans les tissus fœtaux n’est 

pas observée systématiquement. Un groupe ayant étudié des femmes consommant 

régulièrement du cannabis au cours de leur grossesse a relevé la présence du 11-COOH-Δ9-

THC dans l’ensemble des sangs de cordon étudiés, avec des concentrations dépassant celles 

du Δ9-THC (Blackard and Tennes, 1984). Au contraire, dans une autre étude où le Δ9-THC et 

le 11-COOH-Δ9-THC ont été détectés dans les cheveux des femmes consommatrices de 

cannabis pendant la grossesse, le 11-COOH-Δ9-THC n’a été détecté que dans un fœtus sur 

les 10 dont la présence de Δ9-THC a été observée et n’a été détecté dans aucun placenta 

(Falcon et al., 2012). 
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Comme chez les animaux, il semble chez la femme que les concentrations de Δ9-THC 

atteignant le fœtus soient plus faibles que celles retrouvées dans les tissus maternels. Ainsi, 

une étude a trouvé que la quantité de Δ9-THC présente dans le sang de cordon ombilical 

était 3 à 6 fois moins importante que celle dans le sang maternel (Blackard and Tennes, 

1984). Un groupe a montré chez des femmes consommatrices de cannabis pendant la 

grossesse ayant subi une IVG au cours de la 12ème SD que la quantité de Δ9-THC présente 

dans le placenta (196 ± 110,1 ng/g) était plus importante que dans les tissus fœtaux (118,5 ± 

97,9 ng/g) mais plus faible que dans les cheveux maternels (2,7 ± 3,4 ng/mg) (Falcon et al., 

2012). Si les données actuelles ne permettent pas encore d’établir une relation quantitative 

précise du transfert materno-fœtal des phytocannabinoïdes, elles suggèrent néanmoins un 

transport actif du placenta, permettant de limiter relativement l’exposition du fœtus. Les 

résultats des études décrites plus haut mettent particulièrement en lumière la haute 

variabilité de la pharmacocinétique des phytocannabinoïdes dans le transfert materno-

fœtal, suivant les molécules considérées, la fenêtre d’exposition, les doses administrées, la 

méthode d’administration, les matrices utilisées pour le dosage et les espèces étudiées. 

 Chez la femme, certains composés du cannabis peuvent affecter l’activité et le 

remodelage du placenta (Fisher et al., 1987; Alves et al., 2020). Une étude a montré que le 

CBD pouvait augmenter la perméabilité du placenta, et donc l’exposition fœtale, à 

différentes substances (Feinshtein et al., 2013). D’autres études ont observé qu’une 

exposition au cannabis prénatal était associée avec une diminution du flux sanguin irriguant 

le placenta (El Marroun et al., 2010; Carter et al., 2016).  

Enfin, il a également été montré qu’à partir du plasma maternel, le Δ9-THC 

s’accumule dans le lait maternel grâce à son caractère lipophile et peut atteindre le 

nouveau-né (Perez-Reyes and Wall, 1982; Atkinson et al., 1988; Baker et al., 2018).  
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Table 2 : Effets néfastes d’une exposition gestationnelle au cannabis ou à des phytocannabinoïdes sur les 
fœtus chez des animaux modèles.   

Ce tableau résume les résultats obtenus d’études ayant observé des effets néfastes sur les fœtus suite à une 
exposition maternelle in vivo à de l’extrait de cannabis, du Δ9-THC ou du CBD au cours de la gestation. La 
mortalité fœtale inclut les résorptions fœtales au cours du développement ainsi que la mortalité à la naissance. 
Chez le rat et la souris, le jour embryonnaire est noté E. La parturition chez le rat se déroule entre E21 et E23. 
Ip pour injection intrapéritonéale, sc pour injection sous-cutanée, po pour gavage et iv pour injection 
intraveineuse. 

Espèce Traitement Exposition Effets Référence 

Souris 16 mg/kg/jour de résine de 
cannabis par ip 

E6 
 

E1 à E6 

Retard de croissance fœtal 
 

Résorption fœtale totale 

(Persaud and 
Ellington, 1967) 

Souris 6,25 mg/kg/jour de Δ9-THC 
par sc 

 
200 mg/kg de Δ9-THC par po 

 
400 mg/kg de Δ9-THC par po 

E7 à E11 
 

E10 
 

E9 

Malformations fœtales (Joneja, 1976) 

Souris 40 mg/kg/jour de Δ9-THC par 
ip 
 

25 mg/kg/jour de Δ9-THC par 
ip 
 

75 mg/kg/jour de Δ9-THC par 
ip 
 

300 mg/kg de Δ9-THC par ip 

E6 à E15 
 

E8 à E10 
 

E10 à E14 
 

E8, E10, E12, 
E14 ou E16 

Résorptions fœtales (Mantilla-Plata 
et al., 1975) 

Souris 0,2g de cannabis par 
inhalation de fumée 5 

minutes/jour 

E5,5 à E17,5 Diminution du poids de 
naissance fœtal 

(Benevenuto et 
al., 2017) 

Souris 5 mg/kg/jour de Δ9-THC par 
ip 

E5,5 à E18,5 Diminution du poids 
maternel, diminution du poids 
embryonnaire et placentaire à 
E19,5, diminution de la taille 

de la portée 

(Chang et al., 
2017) 

Rat 4,2 mg/kg/jour d’extrait de 
cannabis par ip 

E1 à E6 Résorptions fœtales, 
malformations fœtales 

(Persaud and 
Ellington, 1968) 

Rat 50 mg/kg/jour d’extrait de 
cannabis par po 

E1 à la 
parturition 

Résorptions fœtales, 
diminution du poids de 

naissance fœtal, 
malformations fœtales, 

mortalité post-natale 

(Singh et al., 
1981) 

Rat 10 mg/kg/jour ou 150 
mg/kg/jour d’extrait de 

cannabis par po 

E3 à la 
parturition 

Diminution du poids de 
naissance fœtal, mortalité 
post-natale, diminution du 

poids post-natal 

(Abel et al., 
1980) 

Rat 15 mg/kg/jour de Δ9-THC par 
po 

E8 à la 
parturition 

Mortalité fœtale (Hutchings et 
al., 1987) 

Rat 250 mg/kg/jour CBD par po E6 à E17 Mortalité fœtale (US FDA Report, 
2018; Huestis et 

al., 2019a) 
Singe 2,5 mg/kg/jour de Δ9-THC par 

iv 
1er tiers de la 

gestation 
Mortalité fœtale (Asch and 

Smith, 1986) 
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(3) Effets d’une consommation gestationnelle de cannabis  

Chez le modèle rongeur, il a été montré qu’une exposition à certains composés du 

cannabis au cours de la gestation peut entrainer un retard de croissance, une réduction du 

poids de naissance, des malformations (dues à des effets tératogènes) et une mortalité 

fœtale (qui comprend les résorptions fœtales au cours de la gestation et la mortalité à la 

parturition). Dans les prochains paragraphes sont présentés les résultats d’études in vivo 

chez le rongeur d’une exposition à certains composés du cannabis sur des paramètres 

fœtaux. Les résultats obtenus dans des études ayant observé des effets significatifs d’une 

exposition gestationnelle au cannabis ou à différents phytocannabinoïdes sur les paramètres 

fœtaux sont résumés dans la Table 2. 

 

Un groupe a ainsi observé qu’une injection intrapéritonéale unique de souris 

gestantes à E6 avec 16 mg/kg de résine de cannabis entraine un retard de croissance des 

fœtus  (Persaud and Ellington, 1967). Dans la même étude, des injections intrapéritonéales 

avec le même traitement de E1 à E6 entraine une résorption de tous les fœtus. Dans la 

même espèce, l’administration par injection sous-cutanée de 6,25 mg/kg/jour de Δ9-THC 

entre E7 et E11 et l’administration par gavage (également retrouvé sous le nom d’intubation 

gastrique) de 200 mg/kg de Δ9-THC à E10 et de 400 mg/kg de Δ9-THC à E9 entrainent des 

effets tératogènes chez les fœtus (Joneja, 1976). L’administration par injection 

intrapéritonéale chez des souris gestantes de 40 mg/kg de Δ9-THC entre E6 et E15, de 25 

mg/kg de Δ9-THC entre E8 E10 et de 75 mg/kg de Δ9-THC entre E12 et E14 entraine une 

augmentation significative des morts fœtales, pouvant aller jusqu’à près de 60% de 

résorptions fœtales (Mantilla-Plata et al., 1975). Ces données illustrent l’importance de la 

période d’exposition, les fœtus étant moins sensibles aux effets tératogènes du Δ9-THC plus 

le développement avance. Dans la même étude, une dose de 300 mg/kg de Δ9-THC à E8 ou 

E16 entraine 77% et 78% de résorptions fœtales respectivement et a réduit le poids des 

fœtus survivants. Une étude récente a observé que 5 minutes d’exposition quotidienne de 

E5,5 à E17,5 à la fumée de joint contenant 0,2g de cannabis, ce qui est considéré comme une 

faible dose, entraine une réduction du poids de naissance chez les petits et une réduction du 

gain de poids maternel au cours de la gestation (Benevenuto et al., 2017). Il a également été 

montré qu’un cannabinoïde synthétique, le CP-55,840 est également inducteur d’effets 
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tératogènes puissants chez les fœtus murins (Gilbert et al., 2016). Enfin, le traitement 

quotidien de souris de E5,5 à E18,5 avec 5 mg/kg de Δ9-THC entraine une diminution du 

poids maternel de souris à E19,5 une diminution de la taille de la portée et une diminution 

des poids embryonnaires et placentaires (Chang et al., 2017). Ces effets seraient entrainés 

par l’induction d’une mortalité fœtale et d’une restriction de la croissance intra-utérine par 

le Δ9-THC. 

Chez le rat, l’administration de 4,2 mg/kg de résine de cannabis chez des rattes 

gestantes de E1 à E6 induit 86% de fœtus anormaux, dont 29% de résorptions fœtales 

(contre 10% dans le groupe témoin) et 57% de malformations fœtales (contre 0% dans le 

groupe témoin) (Persaud and Ellington, 1968). Une étude chez le rat albinos a montré que 

l’administration de 50 mg/kg de résine de cannabis pendant toute la période de gestation 

(de E1 à entre E21 et E23) entraine une résorption fœtale, une réduction du poids de corps à 

la naissance, des malformations et une mortalité post-natale (Singh et al., 1981). Une autre 

étude a observé que l’administration par gavage de 10 ou 150 mg/kg d’extrait de cannabis 

de E3 à la parturition entraine une réduction dose-dépendante du gain de poids maternel 

(due à une réduction de la consommation d’eau et de nourriture) causant une réduction du 

poids de naissance fœtal (Abel et al., 1980). Dans la même étude, une augmentation de la 

mortalité post-natale et une diminution dose-dépendante du poids néonatal ont été 

observées. Toujours chez le rat, l’administration de 15 mg/kg ou de 50 mg/kg de Δ9-THC 

tous les jours de E8 à la parturition entraine l’augmentation de la mortalité fœtale 

(Hutchings et al., 1987). Enfin, chez le rat, l’administration de 250 mg/kg par jour de CBD 

pendant l’organogenèse a induit une mortalité embryonnaire totale chez 2 femelles sur 20 

(US FDA Report, 2018; Huestis et al., 2019b). 

En outre, un groupe a observé que l’administration chez des souris gestantes d’une 

faible dose (0,3%) de Δ9-THC par inhalation d’une fumée de cigarette tous les jours de E5,5 à 

E17,5 entraine une modification du sex-ratio (nombre de mâles/nombre de femelles), 

augmentant le nombre de petits mâles (Benevenuto et al., 2017). Deux autres études 

avaient également observé la corrélation entre une exposition au cannabis et 

l’augmentation du nombre de petits mâles (Fried and Charlebois, 1979a; Hutchings et al., 

1987). Les auteurs ont émis l’hypothèse d’une foeto-toxicité plus spécifique sur les fœtus 

femelles. 
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Les résultats observés dans les études décrites plus haut sont très dépendants de la 

période d’exposition, de la chronicité de l’administration, des doses employées et de la 

méthode d’administration. Les effets tératogéniques ou foeto-toxiques du Δ9-THC dans les 

modèles rongeurs ne sont cependant pas retrouvés dans systématiquement dans les études 

(Banerjee et al., 1975; Borgen et al., 1971; Fleischman et al., 1975; Pace et al., 1971).  

Il est important de noter que dans la majorité des études précédemment citées, les 

doses employées sont très élevées et ne permettent pas de modéliser une consommation 

actuelle de cannabis récréationnel ou thérapeutique chez l’homme. Ainsi, une étude chez le 

rat utilisant une dose de Δ9-THC se rapprochant, pour les auteurs, d’une exposition modérée 

chez l’humain (5 mg/kg) a observé qu’une administration orale par gavage quotidienne 

périnatale (de E15 jusqu’à 9 jpn) n’entraine pas d’effets sur le gain de poids maternel, la 

durée de la gestation, le nombre de petits, leur poids de naissance et la mortalité post-

natale (Campolongo et al., 2007). Au contraire, une étude chez le singe a montré une 

augmentation de la mortalité fœtale après des injections intraveineuses quotidiennes avec 

2,5 mg/kg de Δ9-THC, avec des effets d’autant plus graves que l’administration était précoce 

au cours de la gestation (Asch and Smith, 1986), montrant l’importance de l’espèce étudiée 

et de la période d’exposition. 

 Dans certaines études chez la femme, la consommation de cannabis pendant la 

grossesse a été associée avec des effets néfastes sur la grossesse et le fœtus en 

développement (pour revue : Metz and Stickrath, 2015; Gunn et al., 2016; Conner et al., 

2016; Grant et al., 2018; Metz and Borgelt, 2018; Thompson et al., 2019; Grant et al., 2020; 

Reece and Hulse, 2020a; Martínez-Peña et al., 2021; Shi et al., 2021; Ryan et al., 2021; 

Marchand et al., 2022) comme :  

- des anémies gestationnelles (Witter and Niebyl, 1990), 

- des naissances prématurées (Fried et al., 1984a; Dekker et al., 2012; Hayatbakhsh et 

al., 2012; Saurel-Cubizolles et al., 2014; Leemaqz et al., 2016; Baer et al., 2019; Corsi 

et al., 2019), 

- des fausses couches et des individus mort-nés (Varner et al., 2014; Metz et al., 2017), 

- des retards de croissance intra-utérins et des petits poids à la naissance (Zuckerman 

et al., 1989; Witter and Niebyl, 1990; Chasnoff et al., 1992; English et al., 1997; 
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Quinlivan and Evans, 2002; El Marroun et al., 2009; Hayatbakhsh et al., 2012; Bonello 

et al., 2014; Sturrock et al., 2020), 

- une plus forte incidence des admissions aux urgences pédiatriques (Hayatbakhsh et 

al., 2012; Saleh Gargari et al., 2012; Warshak et al., 2015; Bonello et al., 2014; Corsi 

et al., 2019), 

- des anomalies congénitales telles que des anomalies cardiovasculaires ou gastro-

intestinales (Williams et al., 2004; Lam and Torfs, 2006; Forrester and Merz, 2006; 

Weinsheimer and Yanchar, 2008; van Gelder et al., 2014; Reece and Hulse, 2019a, 

2019b, 2020b, 2020c),  

- de potentiels effets tératogènes (Hecht et al., 1968; Carakushansky et al., 1969; Qazi 

et al., 1982; Hurd et al., 2005), 

- des conséquences neuro-développementales chez les enfants (Greenland et al., 

1982; Fried et al., 1984b; Hatch and Bracken, 1986; Day et al., 1994; Goldschmidt et 

al., 2000; Richardson, 2002; Varner et al., 2014), 

- des altérations métaboliques (Lee and Hardy, 2021), 

- des altérations reproductives (qui seront détaillées dans le chapitre III)  

Plusieurs de ces pathologies seraient dues à l’altération des fonctions placentaires. En 

effet, comme il a été mentionné plus haut, le système des endocannabinoïdes est un 

régulateur important de l’activité, de la différenciation et de la prolifération placentaire. Il a 

ainsi été rapporté dans des études in vitro  et in vivo que la dérégulation de la physiologie 

placentaire après une exposition à des phytocannabinoïdes peut être à l’origine des 

complications gestationnelles citées (Maia et al., 2020; Martínez-Peña et al., 2021).  

De plus, il a été montré qu’une exposition au cannabis au cours de la gestation serait 

capable d’entrainer des altérations durables de certains processus cognitifs (comme la 

mémoire et les capacités d’attention) et neurocomportementaux (impulsivité et agressivité) 

chez l’enfant et l’adolescent (pour revue : Grant et al., 2018; Scheyer et al., 2019; Thompson 

et al., 2019; Roncero et al., 2020; De Genna et al., 2022; Ikeda et al., 2022). Les données 

actuelles ne permettent cependant pas d’établir des corrélations avec certitude.  

A noter, certaines études chez la femme n’ont pas observé d’effets néfastes de la 

consommation de cannabis sur la grossesse, le fœtus et l’individu enfant puis adolescent. La 
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conflictualité qui existent encore entre les différentes études est en partie due à des facteurs 

confondants tels que :  

- certains paramètres physiologiques (comme la nutrition) et socio-démographiques 

des femmes étudiées, 

- l’usage multiple de substances, 

- la composition du cannabis consommé, 

- la méthode de consommation, 

- la fréquence et la durée d’utilisation, 

- les petits échantillons de certaines études  

- la réticence à rapporter la consommation pour certaines femmes, faussant les études 

basées sur des questionnaires (Lozano et al., 2007; Metz et al., 2019).  

 

Les effets puissants du cannabis observés sur de nombreuses fonctions physiologiques 

ont poussé des équipes de recherche à se pencher sur les intérêts thérapeutiques de ses 

composés.   
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3.  Utilisation thérapeutique  
 

Un grand nombre d’études s’est concentré sur les autres potentielles indications du 

cannabis à usage thérapeutique.  Un certain nombre d’essais cliniques indiquent que le 

cannabis, associé ou non à des molécules thérapeutiques déjà existantes, pourrait être 

prometteur (pour revue : Borgelt et al., 2013; Whiting et al., 2015; Fraguas-Sánchez and 

Torres-Suárez, 2018; Amin and Ali, 2019; T. P. Freeman et al., 2019; Klumpers and Thacker, 

2019; Stasiłowicz et al., 2021) :   

- pour réduire l’insomnie, 

- pour réduire l’anxiété, 

- contre l’épilepsie,  

- dans le traitement de certains désordres neurologiques dont la maladie de Parkinson, 

le syndrome de la Tourette et la schizophrénie,  

- dans le soulagement de manifestations associées avec le spectre autistique (Carreira 

et al., 2022), 

- pour soulager certains symptômes associés à la sclérose en plaque, dont la spasticité, 

- pour soulager les douleurs chroniques, particulièrement les douleurs neuropathiques 

(associées à un dommage du système nerveux), 

- pour soulager certains symptômes associés aux soins palliatifs, 

- contre les glaucomes, 

- contre les pathologies rhumatismales,  

- pour réduire l’inflammation,  

- contre certains désordres gastro-intestinaux,  

- pour réduire la nausée et les vomissements,  

- pour stimuler la faim,  

- contre certains cancers, en inhibant la croissance cellulaire, le cycle cellulaire, la 

migration et par un effet pro-apoptotique, 

- en réduisant l’inflammation et certains symptômes associés avec une infection au 

virus de l’immunodéficience humaine (VIH), entrainant le syndrome 

d’immunodéficience acquise (SIDA),  

- comme agent antimicrobien,  
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Figure 30 : Statut légal de la consommation thérapeutique de la plante entière de cannabis dans le monde 
(issu de Wikipedia.org : Legality of cannabis in 2018) 
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- et même récemment contre le SARS-COV-2, en inhibant l’entrée cellulaire du virus 

mais aussi en diminuant l’inflammation entrainée par l’infection (Esposito et al., 

2020; Mamber et al., 2020; Ragia and Manolopoulos, 2020; Khalid et al., 2021; 

Paland et al., 2021; Shover et al., 2022; van Breemen et al., 2022).  

Si le cannabis a un potentiel thérapeutique pour un grand nombre d’indications, il est 

important de noter qu’un grand nombre de ces usages thérapeutiques n’en sont qu’à un 

stade précoce de développement.  

Comme il a été évoqué plus haut, le CBD est capable de réduire certains effets 

néfastes du Δ9-THC et est très bien toléré, même à hautes doses (Taylor et al., 2018), ce qui 

permet d’augmenter les doses de Δ9-THC administrées. L’association du CBD avec le Δ9-THC 

contribue donc à la sécurité du médicament, tout en assurant son efficacité clinique. De 

plus, de nombreuses équipes ont mis en lumière que le CBD seul à de nombreuses 

potentielles indications thérapeutiques (pour revue : Crippa et al., 2018; Noreen et al., 2018; 

White, 2019; Sholler et al., 2020).  

 De nombreux pays ont légalisé l’usage médical du cannabis : l’Afrique du Sud, 

l’Argentine, l’Australie, la Barbade, le Brésil, le Canada, le Chili, la Colombie, le Costa Rica, la 

Croatie, Chypre, la République Tchèque, le Danemark, l’Equateur, la Finlande, la Géorgie, 

l’Allemagne, la Grèce, l’Ireland, Israël, l’Italie, la Jamaïque, le Liban, la Lituanie, le 

Luxembourg, le Malawi, Malte, le Mexique, les Pays-Bas, la Nouvelle-Zélande, la Macédoine 

du Nord, la Norvège, le Panama, le Pérou, la Pologne, le Portugal, le Royaume Uni, le 

Rwanda, Saint-Vincent et les Grenadines, San Marino, le Sri Lanka, la Suisse, la Thaïlande, 

l’Uruguay, le Vanuatu, la Zambie, le Zimbabwe et 37 états des USA (Figure 30).  
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Dans plusieurs pays de l’Union Européenne, dont la France et dans certains états des 

USA, l’utilisation de cannabis thérapeutique est autorisée pour trois médicaments 

(Abuhasira et al., 2018) :  

- Le Nabiximols, produit par GW pharmaceutical sous le nom de Sativex ® (Russo and 

Guy, 2006; Vermersch, 2011). Il est composé de CBD et de Δ9-THC extraits de la 

plante de cannabis, en quantités similaires et est utilisé dans le soulagement de la 

spasticité et des douleurs neuropathiques associées avec la sclérose en plaque. Il est 

administré de façon sublinguale par un spray oromucosal à raison de 12 

vaporisations par jour maximum, chaque vaporisation contenant 2,7 mg de Δ9-THC 

et 2,5 mg de CBD.  

- L’Epidiolex ®, produit par GW pharmaceutical. Il contient du CBD extrait de la plante 

de cannabis et est indiqué dans le traitement des crises d’épilepsie associées au 

syndrome de Lennox-Gastaut et au syndrome de Dravet chez les enfants de 2 ans et 

plus ne répondant pas aux traitements conventionnels (Sekar and Pack, 2019). Il est 

administré sous forme de solution buvable, à raison de 2 à 50 mg/kg/jour.  

- Le Dronabinol, produit par AbbVie Inc. sous le nom de Marinol ® et produit par Insys 

Therapeutics Inc sous le nom de Syndros ®. Il contient un Δ9-THC produit 

synthétiquement (non pas extrait de la plante) et est utilisé pour stimuler la faim 

chez les patients atteints du SIDA souffrant d’anorexie et de perte de poids et chez 

des patients traités contre un cancer. Il est également utilisé pour le soulagement des 

nausées et des vomissements induit par la chimiothérapie chez les patients traités 

contre un cancer ne répondant pas aux traitements conventionnels. Il est administré 

oralement en capsules ou en solution, à raison de 2,5 à 40 mg/jour (20mg/jour en 

moyenne). 

- Le Nabilone (Ward and Holmes, 1985), produit par Meda Pharmaceuticals Inc. sous le 

nom de Casamet ®, et produit par AOP Orphan Pharmaceuticals AG sous le nom de 

Canemes ®. Il contient un dérivé de synthèse du Δ9-THC, plus puissant que le Δ9-THC, 

et est utilisé pour le soulagement des nausées et des vomissements induit dans la 

chimiothérapie chez les patients traités pour un cancer ne répondant pas aux 

traitements conventionnels. Il est administré par capsule orale à raison de 1mg/jour.  
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En France, l’agence nationale de sécurité du médicament et des produits de santé 

(ANSM) a délivré une autorisation de mise sur le marché (AMM) en janvier 2014 pour le 

Sativex ® mais ce dernier n’est toujours pas commercialisé, en raison d’un conflit sur le prix 

de vente entre les autorités de santé françaises et le laboratoire distributeur du Sativex ®. 

L’Epidiolex a également obtenu récemment son AMM en France mais n’est pas encore 

commercialisé. Ces deux médicaments sont prescrits et délivrés de manière stricte, sur une 

période courte. L’usage des deux autres médicaments requiert une Autorisation temporaire 

d’utilisation (ATU), procédure venant avec de lourdes démarches administratives pour le 

patient.  

Acomplia ® est un médicament contenant du rimonabant, une molécule synthétique 

possédant des effets antagonistes sur le récepteur CB1 (décrite plus haut, dans le chapitre II 

consacré au système des ECB). A l’origine prescrit dans le traitement de l’obésité du fait de 

ses propriétés anorexigènes, son AMM a été retirée en 2008 à causes de ses nombreux 

effets secondaires (https://www.has-sante.fr/jcms/c_477412/en/acomplia-rimonabant).   

 La stratégie de santé publique française tend ces dernières années à augmenter les 

utilisations thérapeutiques potentielles du cannabis sur son territoire. Ainsi, en 2018, l’ANSM 

créé un comité scientifique spécialisé temporaire (CSST), nommé « Evaluation de la 

pertinence et de la faisabilité de la mise à disposition du cannabis thérapeutique en 

France », ayant pour but d’étudier le potentiel intérêt thérapeutique de la consommation de 

plante de cannabis dans les indications suivantes (https://ansm.sante.fr/dossiers-

thematiques/cannabis-a-usage-medical/cadre-et-mise-en-oeuvre-de-lexperimentation-du-

cannabis-

medical#:~:text=La%20loi%20de%20financement%20de,en%20%C5%93uvre%20par%20l'AN

SM) :  

- les douleurs neuropathiques réfractaires aux thérapies accessibles,  

- certaines formes d’épilepsies sévères et pharmaco-résistantes,  

- les symptômes liés au cancer ou à son traitement,  

- la spasticité liée à la sclérose en plaques 

- certaines situations palliatives.  

https://www.has-sante.fr/jcms/c_477412/en/acomplia-rimonabant
https://ansm.sante.fr/dossiers-thematiques/cannabis-a-usage-medical/cadre-et-mise-en-oeuvre-de-lexperimentation-du-cannabis-medical#:~:text=La%20loi%20de%20financement%20de,en%20%C5%93uvre%20par%20l'ANSM
https://ansm.sante.fr/dossiers-thematiques/cannabis-a-usage-medical/cadre-et-mise-en-oeuvre-de-lexperimentation-du-cannabis-medical#:~:text=La%20loi%20de%20financement%20de,en%20%C5%93uvre%20par%20l'ANSM
https://ansm.sante.fr/dossiers-thematiques/cannabis-a-usage-medical/cadre-et-mise-en-oeuvre-de-lexperimentation-du-cannabis-medical#:~:text=La%20loi%20de%20financement%20de,en%20%C5%93uvre%20par%20l'ANSM
https://ansm.sante.fr/dossiers-thematiques/cannabis-a-usage-medical/cadre-et-mise-en-oeuvre-de-lexperimentation-du-cannabis-medical#:~:text=La%20loi%20de%20financement%20de,en%20%C5%93uvre%20par%20l'ANSM
https://ansm.sante.fr/dossiers-thematiques/cannabis-a-usage-medical/cadre-et-mise-en-oeuvre-de-lexperimentation-du-cannabis-medical#:~:text=La%20loi%20de%20financement%20de,en%20%C5%93uvre%20par%20l'ANSM
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Sur les recommandations du CSST, l’ANSM lance en Octobre 2020 une expérimentation sur 

la mise à disposition de cannabis thérapeutique dans ces cinq indications. Cette 

expérimentation concerne 3000 patients et durera deux ans (de mars 2021 jusqu’à mars 

2023). Ces patients utilisent le cannabis de manière thérapeutique sous la forme de fleurs 

séchées à vaporiser pour inhalation ou via des capsules d’huile administrées par voie orale,  

avec plusieurs ratios de CBD/Δ9-THC testés, et seront suivis pour juger de l’intérêt 

thérapeutique de ces administrations.  

 

 

Comme il a été vu au cours de ce chapitre, les tendances françaises et mondiale de la 

consommation récréationnelle mais aussi thérapeutique du cannabis sont en augmentation.  

Nous avons également vu que le système des ECB régule un grand nombre de processus 

physiologiques, dont la fonction de reproduction, à la fois chez l’adulte, mais également lors 

de sa mise en place au cours du développement embryonnaire.  

L’équilibre du système repose sur la quantité de ligands endogènes, qui dépend de 

l’expression et de l’activité de leurs enzymes de synthèse et de dégradation, et repose sur 

l’expression des différents récepteurs. Les voies de signalisation déclenchées dépendent 

fortement de l’environnement moléculaire des récepteurs ainsi que des concentrations de 

ligands.  

Une exposition à des ligands exogènes, comme dans le cas d’une consommation de 

cannabis, qui contient des phytocannabinoïdes capables d’interagir avec le système des ECB, 

déséquilibre le système. De façon cohérente aux mécanismes régulés par le système des 

ECB, il a effectivement été rapporté qu’une exposition au cannabis peut mener à des effets 

néfastes sur de nombreuses fonctions physiologiques, dont la fonction de la reproduction.  
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Table 3 : Effets néfastes d’une exposition gestationnelle à plusieurs phytocannabinoïdes sur la fonction 
reproductive chez des animaux modèles.  

Ce tableau résume les résultats obtenus d’études ayant observé des effets néfastes sur la fonction 
reproductive des individus mâles suite à une exposition maternelle in vivo à du Δ9-THC, du CBD ou du CBN au 
cours de la gestation. Une étude a testé in vitro l’effet d’un agoniste du récepteur CB2, le JWH133, sur des 
testicules fœtaux murins (De Domenico et al., 2017a). Chez le rat et la souris, le jour embryonnaire est noté E. 
La parturition chez le rat se déroule entre E21 et E23. Ip pour injection intrapéritonéale, po pour gavage, iv 
pour injection intraveineuse, T pour testostérone, [T]p pour testostérone plasmatique, [T]t pour concentration 
de testostérone testiculaire, [LH]p et [FSH]p pour concentration plasmatique de LH et de FSH respectivement. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Espèce Traitement Exposition Effets Référence 

Souris 50 mg/kg/jour de Δ9-THC 
ou de CBN par po 

E12 à E16 Diminution de la [T] fœtale (Dalterio and 

Bartke, 1981) 

Rat 5mg/kg/jour de Δ9-THC 
deux fois par jour par po 

E14 à E19 Inhibition du pic de [T] à E18 , 
anomalies du comportement sexuel et 

de l’éjaculation chez l’adulte 

(Murphy et al., 

1995) 

Souris 1µM de JWH133 pendant 
48h sur des gonades 
désagrégées in vitro 

E13.5 Entrée en méiose des gonocytes (De Domenico et 

al., 2017b) 

Rat 3,3 mg de Δ9-THC par 
exposition à la fumée + 

15 injections de 8 mg/kg 
de Δ9-THC par ip 

E1 à la 
parturition 

Diminution du poids des vésicules 
séminales et de la prostate chez 

l’adulte, diminution de la fécondité 
chez l’adulte 

(Fried and 

Charlebois, 

1979b) 

Souris 50 mg/kg de Δ9-THC par 
po 

 
 

50 mg/kg de CBD par po 

E12 Diminution de la [T]p et de la [LH]p 
chez l’adulte 

 
Diminution du poids testiculaire chez 

l’adulte 

(Dalterio and 

deRooij, 1986a) 
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 LES PHYTOCANNABINOÏDES ET LES 

PERTURBATIONS DE LA FONCTION REPRODUCTIVE 

MALE 
 

 

A) Chez le fœtus  

 

Comme il a été vu plus haut, une consommation maternelle de cannabis au cours de la 

vie fœtale a été reliée avec la perturbation de plusieurs fonctions physiologiques. Cette 

prochaine partie sera consacrée aux études ayant rapporté les effets néfastes d’une 

exposition fœtale au cannabis sur la fonction de reproduction chez le mâle. 

Les résultats obtenus dans des études ayant observé des effets significatifs d’une 

exposition gestationnelle à différents phytocannabinoïdes sur la fonction de reproduction 

chez plusieurs espèces animales sont résumés dans la Table 3. 

En particulier, le groupe de Susan Dalterio a réalisé dans les années 1980 une série 

d’études phares qui décrivent les effets d’une exposition gestationnelle à différents 

phytocannabinoïdes chez la souris et les effets induits sur la fertilité des individus mâles 

adultes exposés.  

Ainsi, le traitement quotidien de E12 à E16 de souris femelles gestantes avec 50 mg/kg de 

Δ9-THC ou de CBN par voie orale, entraine une diminution significative des concentrations 

de testostérone fœtales avec les deux traitements (Dalterio and Bartke, 1981). De même, le 

traitement quotidien de rattes gestantes par gavage avec 5mg/kg de Δ9-THC deux fois par 

jour de E14 à E19 inhibe le pic de testostérone normalement observé à E18 dans cette 

espèce, et affecte le comportement sexuel et l’éjaculation des individus adultes (Murphy et 

al., 1995). Plus récemment, un groupe a montré que l’exposition in vitro de gonocytes 

murins à 1µM de JWH133, un agoniste synthétique du récepteur CB2, pendant 48 heures, 

induit l’entrée en méiose des gonocytes suivi de leur dégénérescence (De Domenico et al., 

2017a). Ce résultat n’a cependant pas été validé in vivo chez le mâle dans la même étude.  
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Souris  
50 mg/kg de CBD par po 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
50 mg/kg de Δ9-THC par 

po 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

50 mg/kg de CBN par po 
 

 
E18 

Chez l’adulte : 
- Augmentation du poids testiculaire et 
des vésicules séminales, augmentation 

non significative de la [LH]p 
 

- Augmentation de la sécrétion de 
testostérone in vitro après une 

exposition à 12,5mIU d’hCG 
 

- Augmentation de la [LH]p après 
injection de 20µg de T post-castration 

 
- Augmentation de la [T]t après une 

administration intra-testiculaire de 10 
ng de LH in vivo, diminution de la [T]t 

en condition basale in vivo 
 

-  Augmentation non significative de la 
sécrétion testostérone in vitro après 

une exposition à 12,5mIU d’hCG 
 

- Diminution de la [T]p et de la [FSH]p 
après injection de 20µg de T post-

castration 
 

- Diminution du poids des vésicules 
séminales, diminution de la [T]t, 

diminution non-significative de la [T]p, 
diminution de la [FSH]p 

 
- Augmentation de la [LH]p et de la 

[FSH]p post-castration 

(Dalterio et al., 

1984a) 
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Comme il a été mis en évidence dans une étude citée plus haut, l’exposition à des 

phytocannabinoïdes au cours de la vie fœtale peut entrainer des conséquences sur la 

fertilité de l’individu adulte (Murphy et al., 1995). Ce constat a également été fait dans 

d’autres études. Ainsi, des rats dont les mères ont été exposées quotidiennement à de la 

fumée de joint contenant 3,3 mg Δ9-THC pendant la gestation, puis qui à l’âge adulte ont 

reçu 15 injections intra-péritonéales de 8 mg/kg de Δ9-THC, ont présenté une diminution du 

poids des vésicules séminales et de la prostate et se sont montrés moins féconds (Fried and 

Charlebois, 1979b). Dans une autre étude, l’administration orale d’une dose considérée 

comme « forte » (50 mg/kg) de Δ9-THC ou de CBD à E12 chez des souris gestantes a été 

corrélée avec une baisse de la fertilité chez les adultes mâles issus de cette gestation 

(Dalterio and deRooij, 1986b). En effet, chez les mâles adultes, l’exposition fœtale au Δ9-THC 

a entrainé une diminution significative de niveaux plasmatiques de LH et de testostérone et 

l’exposition fœtale au CBD a entrainé une diminution du poids testiculaire. Dans une autre 

étude du même groupe, l’administration orale de souris gestantes avec 50 mg/kg de Δ9-THC, 

de CBD ou de CBN à E18 a également eu des effets sur la fonction de reproduction des 

animaux issus de ces gestations à l’âge adulte (Dalterio et al., 1984b). Ainsi, l’exposition 

fœtale au CBD a entrainé, chez l’adulte, une augmentation du poids testiculaire et des 

vésicules séminales et une augmentation non significative des concentrations de LH 

plasmatiques, tandis que l’administration maternelle de CBN a entrainé, chez l’adulte, une 

diminution du poids des vésicules séminales, une diminution de la concentration de 

testostérone testiculaire, une diminution non significative de la concentration plasmatique 

de testostérone et une diminution des niveaux plasmatiques de FSH. L’exposition fœtale au 

Δ9-THC a entrainé, chez l’adulte, une augmentation de la sécrétion de testostérone après 

une administration intra-testiculaire de 10 ng de LH in vivo, ainsi qu’une augmentation de la 

sécrétion de testostérone stimulée par 12,5 mIU d’hCG in vitro, mais elle a été associée avec 

une diminution de la sécrétion de testostérone basale in vivo. Enfin, des expériences de 

castration dans cette même étude ont montré une perturbation du rétrocontrôle testiculaire 

sur les sécrétions hypothalamiques et hypophysaires avec les trois traitements étudiés. Les 

auteurs concluent de cette étude que l’administration d’une dose unique de 

phytocannabinoïdes peu avant la naissance, est capable d’induire des altérations fortes et 

durables sur les sécrétions endocrines de l’axe HHT chez l’adulte.   
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Espèce Traitement Effets Référence 

Rat 0,1 mg/kg de Δ9-THC ou de 
CBN par po 

Diminution de la [LH]p 60 minutes 
après administration 

(Steger et al., 
1990) 

Rat 0,5 mg/kg de Δ9-THC par po 
 
 

0,5 mg/kg de Δ9-THC+CBN ou 
de Δ9-THC+CBD par po 

 
 

0,5 mg/kg de Δ9-THC, de CBD 
ou de CBN par po 

 

Diminution de la [LH]p 60 minutes 
après administration 

 
Diminution de la [LH]p 30, 60 et 

120 minutes après administration 
 

Diminution de l’activité de 
neurones à norépinephrine 30, 60 

et 120 minutes après 
administration 

(Murphy et 
al., 1990) 

Rat 2µL de Δ9-THC à 10-6M par 
injection dans le 3ème 

ventricule cérébral 
 
 

Traitement in vitro de cellules 
hypophysaires 5 x10-9M ou 5 x 

10-8M de Δ9-THC 

Diminution de la [LH]p 30, 60 et 
120 minutes après administration, 
augmentation de la [GnRH]hypo 

 
Pas d’altération de la libération de 
LH basale et stimulée par la GnRH, 

pas d’altération du contenu 
intracellulaire en LH 

(Wenger et 
al., 1987a) 

Souris 2mg d’extrait de cannabis par 
ip pendant 20 ou 30 jours 

Diminution de la [LH]p et de la 
[FSH]p 

(Mandal and 
Das, 2010) 

Souris 50 mg/kg de Δ9-THC 
 

Diminution de la [LH]p et de la 
[FSH]p 

(Dalterio et 
al., 1978) 

Rat 16 inhalations de fumée de 
marijuana/jour pendant 75 

jours 

Augmentation [FSH]p (Huang et al., 
1979) 

Rat 
 
 
 
 
 

Singe 

10 ou 50 mg/kg/jour de Δ9-
THC pendant 14 jours 

 
10 ou 50 mg/kg/jour de Δ9-

THC pendant 90 ou 180 jours 
 

30, 100 ou 300 mg/kg/jour de 
CBD pendant 90 jours 

Augmentation de la [LH]p 
 
 

Augmentation de la [FSH]p 
 
 

Augmentation de la [FSH]p 

(Rosenkrantz 
and Esber, 

1980) 

Singe 0,07 mg/kg/jour de D1 à D70, 
0,14 mg/kg/jour de D71 à 

D140 et 0,36 mg/kg/jour de 
D141 à D210 par ingestion 

d’un cookie 

Augmentation de la [LH]p et de la 
[FSH]p 

(Hedges et al., 
2022) 

4 hommes, ayant 
déjà consommé du 

cannabis 

1 ou 2 joints avec 2,8% de Δ9-
THC 

Diminution de la [LH]p 15 minutes 
après la consommation 

(Cone et al., 
1986) 

10 hommes 
consommateurs de 

cannabis 
« chroniques » 

(depuis en moyenne 
12,8 mois) 

vs 10 hommes non 
consommateurs 

Diminution de la [LH]p basale et 
stimulée par une injection iv de 

GnRH 

(Vescovi et al., 
1992a) 

27 hommes 
consommateurs de 

cannabis 
« modérés » à 

« fréquents » (≥ 3 
fois/semaine) 

Consommation moyenne : 35 
à 198 mg de Δ9-THC 

Diminution de la [LH]p 3 heures 
après un joint 

Diminution de la [LH]p à partir de la 
4ème semaine 

(Cohen, 1976) 
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D’autres études ont montré qu’une exposition péri- ou post-natale au CBD, au CBN ou au 

Δ9-THC avait également des effets néfastes sur la santé reproductive des individus à l’âge 

adulte (Dalterio, 1980; Dalterio et al., 1984a) 

 

Ces études sur le modèle rongeur permettent d’avancer qu’une exposition à des 

phytocannabinoïdes pendant la gestation a des conséquences sur la fertilité de l’individu, 

dont des altérations de l’axe HHT et des fonctions testiculaires. De plus, plusieurs de ces 

études ont montré que l’administration d’une dose unique à la mère gestante peut avoir des 

effets à long terme sur la fertilité de l’individu adulte. Ces études illustrent également 

l’importance de la période d’exposition, des doses employées, de la méthode 

d’administration, de l’espèce étudiée et du moment d’observation des individus issus de 

l’exposition gestationnelle.  

Le système des ECB est décrit chez le fœtus murin dans plusieurs types cellulaires 

testiculaires et au niveau central (comme il a été exposé dans le chapitre II). En revanche, il 

n’existe à ce jour aucune donnée sur l’expression du système des ECB dans le testicule 

humain fœtal.  

 

B) Chez l’adulte 

 

Comme chez la femme (pour revue : Castel et al., 2020; Corsi et al., 2021), la 

consommation de cannabis est corrélée à des perturbations de la fonction de reproduction 

chez l’homme. Dans la partie suivante, seront présentés les résultats d’études s’intéressant 

aux effets d’une exposition à différents composés du cannabis sur différents niveaux de la 

fonction reproductive masculine chez l’homme et les animaux modèles à l’âge adulte (pour 

revue : Brown and Dobs, 2002; Park et al., 2004; S. S. du Plessis et al., 2015b; Hsiao and 

Clavijo, 2018; Rajanahally et al., 2019; Payne et al., 2019; Belladelli et al., 2021; Fonseca and 

Rebelo, 2021b; Maccarrone et al., 2021; Ryan et al., 2021; Srinivasan et al., 2021; Alghobary 

and Mostafa, 2022).  
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Table 4 : Effets néfastes d’une exposition au cannabis ou à des phytocannabinoïdes sur les sécrétions 
hormonales hypothalamiques et hypophysaires chez des modèles animaux et chez l’homme.  

Ce tableau résume les résultats obtenus d’études ayant observé des modifications significatives de la sécrétion 
de GnRH, de la LH et/ou de la FSH après une exposition au cannabis (extrait ou marijuana), au Δ9-THC, ou CBD 
ou au CBN chez des animaux mâles adultes in vivo et chez l’homme. Deux études ont étudié les effets du Δ9-
THC in vitro chez le rat (Wenger et al., 1987b; Rettori et al., 1990). Ip pour injection intrapéritonéale, po pour 
gavage, iv pour injection intraveineuse, D pour jour, T pour testostérone, [GnRH]hypo pour concentration de 
GnRH dans l’hypothalamus, [LH]p et [FSH]p pour concentration plasmatique de LH et de FSH respectivement et 
vs pour versus. 

 

9 hommes consommateurs 
de cannabis « fréquents » 

(≥10 fois/semaine) 

vs 11 hommes 
consommateurs de 

cannabis « fréquents » 
(entre 4 et 9 fois/semaine) 

Diminution de la [FSH]p (Kolodny et 
al., 1974a) 

291 hommes anciens 
consommateurs de 

cannabis, 74 hommes 
consommateurs actuels de 
cannabis (environ 2,98 fois 

par semaine) 

vs 297  hommes non 
consommateurs (n’en 

n’ayant jamais consommé) 

Diminution de la [FSH]p (Feiby L. 
Nassan et al., 

2019) 

93 hommes 
consommateurs de 

cannabis (≥1 fois/semaine) 

vs 35 hommes non 
consommateurs (n’en 

n’ayant jamais consommé) 

Pas d’altération de la [FSH]p et 
de la [LH]p 

(Block et al., 
1991) 

25 hommes 
consommateurs de 

cannabis (≥1 fois/semaine, 
environ 5 fois/semaine) 

vs 13 hommes non 
consommateurs (n’en 

n’ayant jamais consommé) 

Pas d’altération de la [FSH]p et 
de la [LH]p 

(Cushman, 
1975a) 

16 hommes 
consommateurs 
« réguliers » (≥1 

fois/semaine) 

vs 23 hommes non 
consommateurs 

Pas d’altération de la [FSH]p et 
de la [LH]p 

(Verhaeghe et 
al., 2020) 

Rat Traitement in vitro de 
fragments 

hypothalamiques avec 10 
µM de Δ9-THC 

Altération de la GnRH stimulée 
par la dopamine ou la 

norépinephrine 1 heure après 
l’administration 

(Rettori et al., 
1990) 

Souris 3 ou 6 mg/kg/jour 
d’extrait de cannabis 

pendant 36 jours 

Diminution de l’expression du 
récepteur à la GnRH dans 

l’hypophyse 

(Banerjee et 
al., 2011b) 

Souris 50 mg/kg de Δ9-THC 
 
 
 
 

100 mg/kg de Δ9-THC 
 
 
 
 
 

Traitement in vitro 
d’hypophyse avec 250 

ng/mg de Δ9-THC 

Augmentation de la sécrétion de 
GnRH basale et stimulée par la 
norépinephrine 1 heure après 

l’administration 
 

Augmentation de la sécrétion de 
GnRH stimulée par la 

norépinephrine et par la 
clonidine 1 heure après 

l’administration 
 

Augmentation de la libération 
de LH stimulée par la GnRH 10 
minutes après l’administration 

(Dalterio et 
al., 1987) 
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1.  Les perturbations endocrines de l’axe hypothalamo-

hypophyso- testiculaire  
 

Comme il a été vu au cours du chapitre II de ce manuscrit, le système des ECB est 

exprimé dans l’hypothalamus, l’hypophyse et le testicule et il est impliqué dans la régulation 

des sécrétions endocrines de l’axe HHT. Il a été montré que l’exposition à des ligands 

exogènes, comme des phytocannabinoïdes contenus dans le cannabis, perturbe certaines de 

ces sécrétions.  

 

a)  L’altération de la sécrétion de GnRH et des gonadotropines  
 

Les résultats obtenus dans des études ayant observé des effets significatifs d’un 

traitement au cannabis ou à différents phytocannabinoïdes sur sécrétion de GnRH, de LH 

et/ou de FSH in vitro et in vivo chez les animaux modèles et l’homme sont résumés dans la 

Table 4. 

 

(1) Dans les modèles animaux  

Des études ont trouvé un effet négatif du Δ9-THC, du CBD et du CBN sur la sécrétion de LH 

(Table 4). Ainsi, une étude a observé qu’un traitement par gavage à une dose dite « faible » 

dans cette étude (0,1 mg/kg) de Δ9-THC ou de CBN, mais pas de CBD, entraine chez le rat in 

vivo, une diminution de la concentration plasmatique de LH 60 minutes après 

l’administration, mais pas de la FSH (Steger et al., 1990). Dans une étude du même groupe, il 

a été montré que la co-administration in vivo par gavage chez le rat de 0,5 mg/kg de Δ9-THC 

avec la même dose de CBN ou de CBD, intensifie cet effet du Δ9-THC en le faisant apparaitre 

plus tôt (dès 30 minutes) et en le faisant durer plus longtemps (jusqu’à 120 minutes) 

(Murphy et al., 1990). Dans une autre étude menée chez le rat, l’injection in vivo dans le 

cerveau de rats de 10-6M de Δ9-THC, dose qui se rapproche d’une exposition récréationnelle 

chez l’homme, entraine une diminution de la concentration plasmatique de LH 30 minutes 

après l’administration et jusqu’à 120 minutes après l’administration, mais n’affecte pas celle 

de la FSH (Wenger et al., 1987a).   
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Dans d’autres études, une exposition à du cannabis ou du Δ9-THC seul altère à la fois 

la sécrétion de la LH et celle de la FSH. Ainsi, dans une étude menée sur la souris, l’injection 

intra-péritonéale in vivo de doses dites « faibles » dans cette étude (2 mg) d’extrait de résine 

de cannabis pendant 20 ou 30 jours consécutifs, entraine la diminution significative des 

concentrations plasmatiques de LH et de FSH (Mandal and Das, 2010). Par ailleurs, dans la 

même étude, les souris traitées pendant 40 jours consécutifs ont vu leurs concentrations de 

LH et de FSH plasmatiques remonter, suggérant un effet adaptatif de l’axe HHT. Le même 

résultat a été observé dans cette étude chez des souris traitées quotidiennement pendant 

40 jours puis observées après une période de 45 jours, suggérant également une réversibilité 

des effets du cannabis. Cet effet adaptatif avait été proposé dans une étude plus ancienne : 

le traitement de souris in vivo avec 50 mg/kg de Δ9-THC entraine une diminution 

significative de la LH et de la FSH plasmatiques, mais elles ne sont pas affectées à une dose 

de 100 mg/kg de Δ9-THC (Dalterio et al., 1978).  

Au contraire des résultats énumérés ci-dessus, des études ont à l’inverse observé une 

augmentation des concentrations plasmatiques de LH et/ou de FSH après une exposition au 

cannabis, au Δ9-THC ou au CBD. Ainsi, l’exposition in vivo de rats mâles adultes à de la fumée 

de joint pendant 75 jours consécutifs à des niveaux comparables aux doses récréationnelles 

chez l’humain, entraine une augmentation des niveaux de FSH plasmatiques peu de temps 

après chaque exposition (Huang et al., 1979). De même, le traitement in vivo par gavage des 

rats avec 10 et 50 mg/kg de Δ9-THC pendant 180 jours consécutifs entraine une 

augmentation significative de la LH plasmatique après 14 jours de traitement, qui est ensuite 

revenue à un niveau comparable au témoin, suggérant pour les auteurs, l’installation d’une 

tolérance (Rosenkrantz and Esber, 1980). Dans cette étude, le même traitement entraine 

une augmentation de la FSH plasmatique après 90 et 180 jours consécutifs d’exposition. En 

outre, le traitement in vivo de singes par gavage pendant 90 jours consécutifs avec 30, 100 

ou 300 mg/kg de CBD, entraine une augmentation des taux plasmatiques de FSH dès 30 

mg/kg, qui sont restés hauts jusqu’à 30 jours après l’arrêt du traitement. Dans une autre 

étude, le traitement in vivo de singes pendant 7 mois par l’ingestion quotidienne de cookies 

avec des doses croissantes de Δ9-THC (0,07 mg/kg/jour entre 1 et 70 jours, 0,14 mg/kg/jour 

entre 71 et 140 jours, et 0,36 mg/kg/jour entre 141 et 210 jours) a entrainé une 
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augmentation dose-dépendante de la LH et de la FSH plasmatiques (Hedges et al., 2022). 

Dans ces études précédemment citées, certains auteurs émettent l’hypothèse d’une 

compensation des sécrétions hormonales de l’axe HHT, qui serait secondaire à des effets 

négatifs du cannabis ou de certains phytocannabinoïdes sur cet axe.  

 

(2) Chez l’homme  

Certaines études ont trouvé un effet d’une consommation de cannabis sur les 

niveaux de LH plasmatiques chez l’homme (Table 4). Ainsi, un groupe a montré que la 

consommation d’un ou de deux joints par jour contenant 2,8% de Δ9-THC par 4 hommes 

ayant déjà consommé du cannabis entraine une diminution significative de la LH 

plasmatique environ 15 minutes après l’administration, sans affecter la FSH (Cone et al., 

1986). De même, une étude a observé une réduction de la LH plasmatique chez 10 hommes 

consommateurs de cannabis définis comme « chroniques » dans cette étude (consommation 

depuis 12,8 mois en moyenne), comparé à 10 hommes non-consommateurs (Vescovi et al., 

1992a). Dans cette étude, les niveaux de FSH n’étaient pas affectés. Une étude menée sur 27 

hommes consommateurs de cannabis définis comme « modérés à fréquents » (consommant 

au moins 3 fois par semaine) a montré que la consommation aigue (3 heures après un joint) 

et chronique (4 semaines) de cannabis était associée avec une diminution de la LH 

plasmatique (Cohen, 1976).  

Dans d’autres études, la consommation de cannabis affecte la FSH plasmatique, sans 

altérer la LH. Une étude menée sur 20 hommes consommateurs de cannabis définis comme 

« fréquents » (consommant au moins 4 fois par semaine depuis plus de 6 mois) a mis en 

évidence que si tous présentaient une concentration de FSH plasmatique entrant dans les 

valeurs fixées comme normales. Cependant, une diminution significative de la FSH 

plasmatique chez les 9 hommes consommant plus de 10 joints par semaine a été observée 

par rapport aux 11 hommes qui en consommaient entre 4 et 10 (Kolodny et al., 1974a). Dans 

cette étude, les auteurs ont relevé que les valeurs plasmatiques de LH étaient normales et 

similaires dans tous les groupes. Dans une étude récente menée sur 662 hommes, il a 

également été mis en évidence que les 291 hommes ayant consommé du cannabis dans le 

passé et les 74 hommes en consommant encore (à une fréquence d’environ 2,98 fois par 

semaine), présentent des concentrations plasmatiques de FSH significativement plus faibles 
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que les 297 hommes n’en n’ayant jamais consommé, mais des concentrations plasmatiques 

de LH normales (Feiby L. Nassan et al., 2019).  

Au contraire des résultats présentés ci-dessus, une étude sur 93 consommateurs de 

cannabis (consommant au moins 1 fois par semaine) n’a pas observé de diminution de la LH 

ou de la FSH plasmatique par rapport aux 35 hommes du groupe témoin, peu importe leur 

fréquence de consommation (Block et al., 1991). De même, la concentration de LH et de FSH 

plasmatique de 25 hommes consommateurs de cannabis (consommant au moins 1 fois par 

semaine, et environ 5 fois par semaine) n’étaient pas diminuées par rapport à 13 hommes 

non-consommateurs (n’en n’ayant jamais consommé) (Cushman, 1975a). Enfin, une étude 

française a également observé que les concentrations plasmatiques de 16 hommes 

consommateurs de cannabis définis comme « réguliers » (consommant au moins une fois 

par semaine) et 23 hommes non consommateurs n’étaient pas significativement différentes 

(Verhaeghe et al., 2020). Dans ce sens, une méta-analyse a récemment conclu sur l’absence 

d’altération de la LH et de la FSH plasmatique après une exposition au cannabis chez 

l’homme (Belladelli et al., 2021a).  

 

Dans certains travaux cités précédemment, une exposition au cannabis peut avoir un 

effet négatif sur la sécrétion de GnRH et des gonadotropines.  Comme il a été décrit dans le 

chapitre II, le système des ECB est présent au niveau de l’hypothalamus, de l’hypophyse et 

du testicule chez les rongeurs et l’homme (pour revue : Gorzalka and Dang, 2012; Bovolin et 

al., 2014; Hillard et al., 2016) et la signalisation de ce système module la sécrétion de GnRH 

et de LH (Herkenham et al., 1991; T. Wenger et al., 1999; Wenger et al., 2000, 2001; 

Scorticati et al., 2004; Gammon et al., 2005; Oláh et al., 2008). L’exposition à des 

phytocannabinoïdes contenus dans le cannabis, comme le Δ9-THC, pourrait déréguler la 

signalisation du système des ECB dans l’hypothalamus et l’hypophyse, impactant la 

libération de GnRH et des gonadotropines. Les mécanismes d’action des phytocannabinoïdes 

sur l’axe HHT ne sont pas encore à ce jour élucidés, mais des hypothèses ont été émises dans 

plusieurs études.  

Ainsi, dans une étude citée plus haut, l’injection dans le cerveau de rats in vivo de 10-6M de 

Δ9-THC, dose qui se rapproche d’une exposition récréationnelle chez l’homme, entraine une 
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diminution de la LH plasmatique mais également une augmentation de la quantité de GnRH 

dans l’hypothalamus (Wenger et al., 1987a). Dans cette étude, le traitement in vitro de 

cellules hypophysaires avec 5 x 10-9M ou 5 x 10-8M de Δ9-THC (des doses plus fortes étant 

toxiques pour ces cellules), n’affecte pas la libération de LH basale ou stimulée par la GnRH, 

ni le contenu intracellulaire en LH dans ces cellules. L’ensemble de ces résultats ont amené 

les auteurs à émettre l’hypothèse qu’une exposition Δ9-THC entraine une inhibition, non pas 

de la synthèse, mais de la libération de la GnRH par les neurones hypothalamiques 

spécialisés, conduisant à une diminution de la sécrétion de LH.  

Des groupes ont par ailleurs proposé que le Δ9-THC n’inhibe pas directement les neurones à 

GnRH mais plutôt les neurones régulateurs de ces derniers. Le traitement in vitro de 

fragments d’hypothalamus de rats avec 10 µM de Δ9-THC n’affecte pas la libération basale 

de GnRH mais celle stimulée par deux facteurs, la dopamine ou la norépinephrine (Rettori et 

al., 1990). Cette observation a été retrouvée dans une autre étude, dans laquelle le 

traitement in vivo par gavage de rats avec 0,5 mg/kg de Δ9-THC, de CBD ou de CBN entraine 

l’inhibition de l’activité des neurones sécrétant la norépinephrine, facteur régulateur de 

l’activité des neurones à GnRH (Murphy et al., 1990).  

De plus, au contraire de l’étude citée plus haut (Wenger et al., 1987a), des groupes ont 

trouvé qu’une exposition au cannabis peut entrainer une diminution de la sensibilité des 

cellules hypophysaires à la GnRH, conduisant à une diminution de la sécrétion de la LH. Ainsi, 

dans une étude menée chez la souris, l’exposition quotidienne in vivo par gavage à 3 ou 6 

mg/kg de cannabis pendant 36 jours consécutifs a entrainé de manière dose-dépendante la 

diminution de l’expression du récepteur à la GnRH dans l’hypophyse, suggérant une 

diminution de la sensibilité des cellules hypophysaires gonadotropes à répondre à une 

stimulation de la GnRH (Banerjee et al., 2011b). De même, 10 hommes consommateurs de 

cannabis définis comme « chroniques » (consommant depuis 12,8 mois en moyenne) ont 

présenté une réduction de la concentration plasmatique de LH basale et stimulée par 

l’administration intraveineuse de GnRH, comparé à 10 hommes non-consommateurs 

(Vescovi et al., 1992a), suggérant une altération de la capacité de réponse des cellules 

hypophysaires à la GnRH. Néanmoins, l’altération de la libération de la GnRH par 

l’hypothalamus et l’altération de la sensibilité à la GnRH de l’hypophyse suite à une 

exposition au Δ9-THC ne sont pas observées dans toutes les études (Dalterio et al., 1987). 
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Table 5 : Effets néfastes d’une exposition au cannabis ou à des phytocannabinoïdes sur la sécrétion de 
testostérone chez des modèles animaux et chez l’homme.  

Ce tableau résume les résultats obtenus d’études ayant observé des modifications significatives in vivo et in 
vitro sur la sécrétion de testostérone après une exposition au cannabis, au Δ9-THC, au Δ8-THC, au 11-OH-Δ9-
THC, au 11-OH-Δ9-THC, au CBD, au CBC, au CBG, ou au CBN chez des animaux mâles adultes et chez l’homme. 
Ip pour injection intrapéritonéale, po pour gavage, D pour jour, T pour testostérone, [T]p pour testostérone 
plasmatique, [T]t pour testostérone testiculaire, et vs pour versus. 

Espèce Traitement Effets Référence 

Souris Extrait de cannabis chez des souris 
castrées 

Nature anti-androgénique du 
composé suggérée 

(Dixit and 
Lohiya, 1975) 

Souris Traitement in vitro de testicules 
avec 0,25, 2,5, ou 25 µg/ml de  Δ9-

THC 

Diminution de la testostérone 
dans le milieu de culture 4 heures 

après le traitement 

(Dalterio et 
al., 1977) 

Souris  Traitement in vitro de testicules 
avec 25 µg/ml de Δ9-THC 

 
 

Traitement in vitro de testicules 
avec 25 µg/ml de CBN  

 
 

50 ou 100 mg/kg de Δ9-THC par po  

Diminution de la testostérone 
dans le milieu de culture après 

incubation avec de l’hCG 
 

Diminution de la testostérone 
dans le milieu de culture après 
incubation avec ou sans hCG 

 
Diminution de la [T]p 

(Dalterio et 
al., 1978) 

Souris Traitement in vitro de testicules 
avec 2,5 ng/ml de CBD 

 
Traitement in vitro de testicules 

avec 2,5 ng/ml de Δ9-THC 
 

Traitement in vitro de testicules 
avec 250 ng/ml de CBN 

 
Traitement in vitro de testicules 

avec 250 ng/ml de Δ9-THC 
 

Traitement in vitro de testicules 
avec 2500 ng/ml de CBN ou de CBD 
 

Traitement in vitro de testicules 
avec 25 000 ng/ml de Δ9-THC, de 

CBN ou de CBD 
 

Administration intratesticulaire in 
vivo de 0,25 µg/ml de Δ9-THC 

 
 

Administration intratesticulaire in 
vivo de 0,25 µg/ml de CBN 

 
Administration intratesticulaire in 

vivo de 2,5 µg/ml de Δ9-THC 
 

 
Administration intratesticulaire in 

vivo de 2,5 µg/ml de CBD   
 

Augmentation de la testostérone 
dans le milieu de culture  

 
Augmentation de la testostérone 

dans le milieu de culture  
 

Augmentation de la testostérone 
dans le milieu de culture  

 
Diminution de la testostérone 

dans le milieu de culture  
 

Diminution de la testostérone 
dans le milieu de culture  

 
Diminution de la testostérone 

dans le milieu de culture 
 
 
Diminution de la [T]t avec ou sans 

pré-traitement avec de l’hCG 1 
heure après traitement 

 
Diminution de la [T]t sans pré-

traitement avec de l’hCG 
 

Augmentation de la [T]t avec ou 
sans pré-traitement avec de l’hCG 

1 heure après traitement 
 
Augmentation de la [T]t sans pré-

traitement avec de l’hCG 

(Dalterio et 
al., 1983) 
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D’autres études investiguant l’impact du cannabis et de certains phytocannabinoïdes sur les 

sécrétions hormonales de l’axe HHT sont encore nécessaires chez l’homme et les animaux 

modèles.   

 

a)  L’altération de la sécrétion de testostérone  
 

Comme il a été a vu dans le paragraphe précédent, l’exposition au cannabis peut 

entrainer une diminution de la sécrétion de GnRH et de LH, ce qui en conséquence peut 

induire une diminution de la synthèse et de la libération de la testostérone par les cellules de 

Leydig. De plus, il a été décrit chez l’homme et les espèces modèles que ces cellules 

possèdent des récepteurs aux cannabinoïdes, suggérant que les phytocannabinoïdes 

pourraient également avoir une action directe sur ces cellules. 

Les résultats obtenus dans des études ayant observé des effets significatifs d’un 

traitement au cannabis ou à différents phytocannabinoïdes sur la libération de testostérone 

in vitro et in vivo chez les animaux modèles et l’homme sont résumés dans la Table 5. 

 

(1) Chez les modèles animaux  

Dès les années 1970-1980, il avait été observé un effet anti-androgénique d’une 

exposition au cannabis in vivo et in vitro chez le chien (Dixit et al., 1977), la souris (Dixit and 

Lohiya, 1975; Dalterio et al., 1977, 1978, 1983, 1987) et le rat (List et al., 1977; Maskarinec et 

al., 1978; Harclerode et al., 1978; Jakubovic et al., 1979; Rosenkrantz and Esber, 1980; Steger 

et al., 1990).  

Ainsi, l’exposition quotidienne in vivo par gavage de souris à 3 ou 6 mg/kg de cannabis 

pendant 36 jours consécutifs (Banerjee et al., 2011b) et le traitement in vivo chronique (7 

mois) quotidien de singes par l’ingestion de cookies avec des doses croissantes de Δ9-THC 

(Hedges et al., 2022) entrainent une diminution de la testostérone circulante, de manière 

dose-dépendante chez les deux espèces. De même, l’injection intra-péritonéale chronique 

de doses faibles d’extrait de cannabis (2 mg) pendant 20 ou 30 jours chez la souris in vivo 

entraine la diminution significative des concentrations plasmatiques de testostérone   
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 Administration intratesticulaire in 
vivo de 250 µg/ml de CBC 

Augmentation de la [T]t sans pré-
traitement avec de l’hCG 

 

Souris Addition de 250 ng/mg de Δ9-THC 
dans le milieu de culture de 
testicules perfusés in vitro  

 
Addition de 25 ng/mg de Δ9-THC 

dans le milieu de culture de 
testicules perfusés in vitro 

Suppression de la sécrétion de 
testostérone stimulée par l’hCG 
30 minutes après le traitement  

 
Suppression de la sécrétion de 

testostérone stimulée par l’hCG 
30 minutes après 

(Dalterio et 
al., 1987) 

Souris 2 mg d’extrait de cannabis pendant 
20 jours ou 30 jours par ip 

Diminution de la [T]p (Mandal and 
Das, 2010) 

Souris 3 ou 6 mg/kg/jour d’extrait de 
cannabis pendant 36 jours par po 

 
 

 
 
 
 

Traitement in vitro de testicules 
avec 1,5 mg/mg ou 3 mg/ml 

d’extrait de cannabis  

Diminution de la [T]p et 
diminution de l’activité de 

l’enzyme 3β-HSD dose-
dépendante 

 
Diminution de l’activité des 

enzymes 3β-HSD 
 

Diminution de l’expression 
testiculaire du récepteur à la LH 

(Banerjee et 
al., 2011a) 

Souris 30 mg/kg de CBD pendant 34 jours 
par po 

Diminution de la [T]p (Carvalho et 
al., 2018b) 

Rat  10 mg/kg de  Δ9-THC ou de CBD par 
ip  

Diminution de la formation de 
testostérone dans les 

microsomes testiculaires 

(List et al., 
1977) 

Rat 50 mg/kg/jour de Δ9-THC pendant 
7 jours par po 

Diminution de la [T]p (Maskarinec 
et al., 1978) 

Rat  10 mg/kg de Δ9-THC ou de CBD par 
ip 
 
 

2 mg/kg/jour de Δ9-THC pendant 
10 jours par ip 

Diminution de la formation de 
testostérone dans les 

microsomes testiculaires 
 

Diminution de la formation de 
testostérone 

 
Diminution de la quantité 
d’enzyme CYP450 dans les 

microsomes testiculaires.  Effet 
reversé par le traitement des rats 

avec de la LH et de la FSH 

(Harclerode et 
al., 1978) 

Rat Exposition de cellules de Leydig in 
vitro avec 0,05 µg/ml (0.15 µM) de 
11-OH-Δ9-THC ou 8β-OH-Δ9-THC 

 
Exposition de cellules de Leydig in 
vitro avec 1,5 µM de CBN, CBD ou 

CBG  
 

Exposition de cellules de Leydig in 
vitro avec 15 µM de Δ9-THC ou Δ8-

THC 
 

Exposition de cellules de Leydig in 
vitro avec 15 µM de 11-OH-Δ9-THC, 

8β-OH-Δ9-THC 
CBN ou Δ9-THC 

Diminution de la production de 
testostérone stimulée par l’hCG 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Diminution de la synthèse 
protéique  

(Jakubovic et 
al., 1979) 
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(Mandal and Das, 2010). Dans la même étude, les souris traitées pendant 40 jours 

consécutifs ainsi que des souris traitées pendant 40 jours puis observées après une période 

de 45 jours ont vu dans les deux groupes leur testostérone plasmatique ré-augmenter, en 

parallèle de celles de LH et de FSH évoquées plus haut, suggérant une adaptabilité et une 

réversibilité des effets du cannabis sur ces paramètres.  

Toujours chez la souris, une étude a récemment observé qu’un traitement oral in vivo de 30 

mg/kg de CBD pendant 34 jours consécutifs entraine une inhibition de 76% de la 

testostérone circulante, cette dernière se situant toujours dans les limites de la normalité 

(Carvalho et al., 2018a).  

Dans une étude de 1978, le traitement oral in vivo de souris avec une dose unique de 50 

mg/kg de Δ9-THC entraine une diminution drastique de la testostérone plasmatique, de 

façon concomitante à la diminution de la LH plasmatique, conduisant les auteurs à suggérer 

qu’une partie des effets des phytocannabinoïdes sur l’axe HHT a lieu au niveau central 

(Dalterio et al., 1978). En outre, chez le rat, le traitement aigu in vivo avec 10 mg/kg de Δ9-

THC ou de CBD et le traitement chronique in vivo avec 2 mg/kg de Δ9-THC, mais pas de CBD, 

induit la diminution de la biosynthèse de testostérone dans les microsomes testiculaires via 

une diminution jusqu’à 60% de l’expression des enzymes CYP450 (List et al., 1977). Deux 

années plus tard, le même groupe observe que chez ces rats traités avec la même dose de 

Δ9-THC in vivo, un traitement avec des gonadotropines restaurent les niveaux des enzymes 

CYP450, suggérant que la diminution de la production de testostérone passe en partie par 

une perturbation de la sécrétion hypophysaire des gonadotropines (Harclerode et al., 1978).  

Plusieurs études ont également investigué les effets locaux testiculaires des 

phytocannabinoïdes sur la sécrétion de testostérone. Ainsi, une étude chez la souris a 

montré que le traitement in vitro de testicule avec 25 µg/ml de Δ9-THC entraine une 

diminution significative de la sécrétion de testostérone stimulée par 12,5 mIU/ml d’hCG 

dans le milieu (Dalterio et al., 1978). Une diminution de la sécrétion de testostérone 

stimulée ou non par l’hCG est également observée quand les testicules sont incubés avec du 

CBN. Les auteurs concluent de ces résultats que les phytocannabinoïdes jouent également 

un rôle direct au niveau gonadique. Ils proposent également que le Δ9-THC altère la capacité 

de cellules de Leydig à répondre à une stimulation de l’hCG.  
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Rat 
 
 
 
 
 

Singe  

2 ou 4 mg/kg de Δ9-THC pendant 
14 jours par inhalation 

 
10 de Δ9-THC pendant 14 jours par 

po 
 

300 mg/kg de CBD pendant 90 jours 
par po 

Diminution de la [T]p 
 
 
 
 
 

Diminution de la [T]p  
Augmentation de la [T]p 30 jours 

après l’arrêt du traitement 

(Rosenkrantz 
and Esber, 

1980) 

Rat 
 
 
 
 
 

Singe  

2 ou 4 mg/kg de Δ9-THC pendant 
14 jours par inhalation 

 
10 de Δ9-THC pendant 14 jours par 

po 
 

300 mg/kg de CBD pendant 90 jours 
par po 

Diminution de la [T]p 
 
 
 
 
 

Diminution de la [T]p  
Augmentation de la [T]p 30 jours 

après l’arrêt du traitement 

(Rosenkrantz 
and Esber, 

1980) 

Rat 15 mg/kg d’extrait de cannabis 
pendant 77 jours ou de 5 mg/kg de 

Δ9-THC pendant 74 jours 

Augmentation de la [T]p (Morrill et al., 
1983) 

Rat 0,1 ou 1 mg/kg de Δ9-THC 
 
 

10 mg/kg de Δ9-THC ou de CBN 

Diminution de la [T]p 1 heure 
après le traitement 

 
Diminution de la [T]p 1 heure 

après le traitement 

(Steger et al., 
1990) 

Rat Traitement de microsomes 
testiculaires avec 50 µM de Δ9-THC 

ou CBN   
 

Traitement de microsomes 
testiculaires avec 100 µM de Δ9-

THC ou CBN   

Diminution de l’activité de 
l’enzyme progesterone 17α-

hydroxylase 

(Funahashi et 
al., 2005) 

Rat Traitement de microsomes 
hépatiques avec 10-1000 µM de 

Δ9-THC, CBD ou CBN   
 
 

Diminution de l’activité des 
enzymes testosterone 6β- et 16α 

hydroxylase 

(Watanabe et 
al., 2005) 

Singe 0,07 mg/kg/jour de D1 à D70, 0,14 
mg/kg/jour de D71 à D140 et 0,36 
mg/kg/jour de D141 à D210 de Δ9-

THC par ingestion d’un cookie 

Diminution de la [T]p (Hedges et al., 
2022) 

20 hommes 
consommateurs 
de cannabis (≥ 

4 
jours/semaines) 

vs 20 hommes n’ayant jamais 
consommé 

Diminution de la [T]p dose-
dépendante 

(Kolodny et 
al., 1974a) 

20 hommes 
consommateurs 

de cannabis 
« modérés » à 

« fréquents » (≥ 
3 fois/semaine) 

Consommation d’un joint Diminution de la [T]p 2 et 3 
heures après la consommation 

Diminution de la [T]p basale 

(Cohen, 1976) 

532 hommes 
consommateurs 

de cannabis  

vs 651 hommes non 
consommateurs  

Augmentation de la [T]p (Gundersen et 
al., 2015) 
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De plus, le traitement in vitro de testicules murins avec 250 ng/ml de Δ9-THC a 

entrainé une inhibition totale de la sécrétion de testostérone stimulée par l’hCG en 30 

minutes alors que 60 minutes sont nécessaires pour observer le même effet avec une dose 

de 25 ng/ml, démontrant un effet-dose (Dalterio et al., 1987). Chez le rat, le traitement de 

cellules de Leydig in vitro avec du CBN (dès 1,5 µM), du CBD (dès 1,5 µM), du CBG (dès 1,5 

µM), du Δ9-THC (à partir de 15 µM) et deux de ses métabolites le 11-OH-Δ9-THC (dès 0,15 

µM) et le 8β-OH-Δ9-THC (dès 0,15 µM) inhibent la biosynthèse de testostérone stimulée par 

l’hCG de manière dose-dépendante ainsi que la synthèse protéique (Jakubovic et al., 1979). 

Chez la même espèce, le traitement in vitro aigu de microsomes testiculaires avec 50 µM de 

Δ9-THC et 100 µM de CBD inhibe l’activité enzymatique de la progesterone 17α-hydroxylase, 

qui catalyse une des premières étapes de la stéroïdogenèse (Funahashi et al., 2005). Une 

étude in vivo chez des souris exposées quotidiennement à 3 ou 6 mg/kg de cannabis 

pendant 36 jours consécutifs dans laquelle il avait été observé une diminution de la 

testostérone circulante, a montré une diminution de l’activité de l’enzyme 3β-HSD, qui 

catalyse la dernière étape de la biosynthèse de testostérone, et ce de manière dose-

dépendante (Banerjee et al., 2011b). Dans la même étude, le traitement in vitro des 

testicules avec 1,5 mg/ml ou 3 mg/ml de cannabis a entrainé de manière dose-dépendante 

une diminution de l’expression du récepteur à la LH dans le tissu.  

 

A l’inverse, des études in vivo et in vitro dans plusieurs espèces modèles n’ont pas 

observé d’effets inhibiteurs de la sécrétion de testostérone suite à une exposition au CBD, au 

Δ9-THC ou au CBN (Rosenkrantz and Esber, 1980; Dalterio et al., 1982; Steger et al., 1990) 

voir même un effet stimulateur de la sécrétion de testostérone après une exposition au 

cannabis, au Δ9-THC ou au CBD (Dalterio et al., 1983; Morrill et al., 1983). 

 

(1) Chez l’homme  

Les données existantes chez l’homme sur l’impact du cannabis sur la sécrétion de 

testostérone présentent une grande variabilité.  

Ainsi, une diminution significative de la testostérone plasmatique, de façon dose-

dépendante, a également été observée chez des hommes consommant au moins 4 joints par   
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963 hommes 
ayant déjà 

consommé du 
cannabis  

vs 614 hommes n’ayant jamais 
consommé de cannabis 

Augmentation de la [T]p chez les 
consommateurs de cannabis, de 
manière dose-dépendante à la 

récence de la dernière 
consommation 

(J. E. Thistle et 
al., 2017) 

3027 hommes 
ayant déjà 

consommé du 
cannabis  

vs 2119 hommes n’ayant jamais 
consommé de cannabis 

Augmentation de la [T]p chez les 
consommateurs de cannabis, de 
manière dose-dépendante à la 
fréquence de consommation 

(Fantus et al., 
2020) 
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semaine depuis plus de 6 mois comparé aux non-consommateurs (Kolodny et al., 1974a). 

Dans cette étude, l’arrêt de la consommation de cannabis a entrainé une ré-augmentation 

de la sécrétion testostérone. Dans une autre étude, la consommation d’un joint chez 20 

hommes consommateurs de cannabis décrits comme « modérés » à « fréquents » 

(consommant plus de 3 joint par semaine) pendant 64 jours a entrainé la diminution 

significative de la sécrétion de testostérone 3 heures après la consommation (Cohen, 1976). 

Les niveaux basals de testostérone ont aussi diminué de façon temporaire chez ces hommes. 

Ces observations ne sont pas retrouvées dans toute la littérature. Ainsi, dans 

plusieurs études, une exposition aigue ou chronique au cannabis n’est pas associée avec une 

diminution significative de la testostérone plasmatique (Jack H. Mendelson et al., 1974; 

Cushman, 1975a; Schaeffer et al., 1975; Mendelson et al., 1978; Cone et al., 1986; Dax et al., 

1989; Friedrich et al., 1990; Block et al., 1991; Lisano et al., 2019).  

Au contraire, il a même été observé dans une étude danoise que les consommateurs 

de cannabis présentaient un taux plus élevé (7%) de testostérone plasmatique comparé aux 

individus témoins (Gundersen et al., 2015). Les auteurs ont cependant émis des réserves sur 

l’interprétation de ce résultat, cet effet pouvant être causé par le tabac contenu dans les 

joints consommés. Dans une autre étude, la concentration de testostérone plasmatique a 

été inversement corrélée au dernier usage régulier de cannabis (J. E. Thistle et al., 2017). Les 

hommes de cette étude dont la consommation de cannabis était la plus récente 

présentaient ainsi une concentration de testostérone plasmatique plus haute (avec une 

augmentation de la force de l’association dans la tranche d’âge 18-29 ans). De plus, il a mis 

en évidence dans une étude récente conduite sur 5146 hommes que les niveaux de 

testostérone chez les hommes ayant déjà consommé du cannabis étaient significativement 

légèrement plus hauts que ceux n’en ayant jamais consommé, quelle que soit la fréquence 

de la consommation (Fantus et al., 2020). Dans cette étude, parmi les hommes ayant déjà 

consommé du cannabis, les consommateurs dits « réguliers » (2 à 3 fois par mois) ont 

présenté la plus grande augmentation de la testostérone plasmatique par rapport aux non-

consommateurs. Si l’étude n’est pas sans limites comme discuté par les auteurs (potentiels 

facteurs confondants additionnels pouvant agir sur la sécrétion de testostérone, 

consommation de cannabis basée sur un auto-rapport ce qui diminue l’exactitude et la 

précision des informations rapportées), ils émettent néanmoins plusieurs hypothèses pour 
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expliquer cette observation. L’exposition chronique à des phytocannabinoïdes chez les 

consommateurs de cannabis pourrait entrainer le développement d’une insensibilité du 

récepteur à la testostérone, entrainant l’augmentation des quantités de testostérone 

sécrétée pour qu’elle agisse sur ses tissus cibles. Il a également été avancé dans cette étude 

que l’usage de cannabis soit plus fréquent chez les personnes ayant naturellement plus de 

testostérone dans le sang. Une étude chez le rat a noté l’inhibition de l’activité d’une 

enzyme de métabolisation de la testostérone dans des microsomes hépatiques après un 

traitement in vitro avec différentes concentrations de Δ9-THC, de CBD ou de CBN, pouvant 

également expliquer l’augmentation plasmatique de testostérone observée chez l’homme et 

les animaux (Watanabe et al., 2005). 

 

Les études sur les modèles animaux ont permis de montrer un effet inhibiteur d’une 

exposition aux phytocannabinoïdes sur la sécrétion de testostérone, à la fois dû à une action 

centrale via la diminution de la sécrétion de LH mais également gonadique, les 

phytocannabinoïdes étant capables à ce niveau d’inhiber directement la biosynthèse des 

androgènes ainsi que la capacité de la cellule de Leydig à répondre à la LH. Cependant, chez 

l’homme, les données actuelles ne permettent pour l’instant pas de conclure avec certitude 

d’un effet anti-androgénique de la consommation de cannabis. Une méta-analyse récente a 

ainsi conclu à une absence globale d’effet du cannabis sur la testostérone plasmatique 

(Belladelli et al., 2021a).  

 

2.  La diminution de la qualité spermatique  
 

Comme il a été vu au cours du chapitre II, le système des ECB est impliqué dans la 

régulation d’étapes clés de la spermatogenèse et de la physiologie des spermatozoïdes. Une 

perturbation de la signalisation des endocannabinoïdes par une exposition à des ligands 

exogènes comme les phytocannabinoïdes peut avoir des effets drastiques sur la production 

de spermatozoïdes capables de féconder l’ovocyte.  
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Table 6 : Effets néfastes d’une exposition au cannabis ou à des phytocannabinoïdes sur la physiologie 
testiculaire et les paramètres spermatiques chez des modèles animaux et chez l’homme.  

Ce tableau résume les résultats obtenus d’études ayant observé des modifications significatives in vivo et in 
vitro sur la physiologie testiculaire ou les paramètres spermatiques après une exposition au cannabis (extrait 
ou marijuana), au Δ9-THC, au CBD ou au CBN chez des animaux mâles adultes et chez l’homme. Ip pour 
injection intrapéritonéale, po pour gavage, iv pour injection intraveineuse, D pour jour, vs pour versus. 

 

Espèce Traitement Effets Référence 

Souris 2 mg/jour d’extrait de 
cannabis pendant 25 jours 

ou 45 jours par ip 
 
 
 
 
 
 

Diminution du poids testiculaire, 
altérations histologiques  des tubes 
séminifères, diminution du nombre 
de spermatogonies, arrêt complet 

de la spermatogenèse 

(Dixit et al., 1974) 

Souris  2 mg/kg/jour de Δ9-THC 
pendant 10 jours par ip 

Diminution du poids testiculaire  (Harclerode et al., 
1978) 

Souris  5 ou 10 mg/kg/jour de Δ9-
THC et 10 ou 25 mg/kg/jour 
de CBN pendant 5 jours par 

ip 

Altération de la morphologie 
spermatique 35 jours après le 

traitement 

(Zimmerman et al., 
1978) 

Souris 2 mg/jour pendant 20 ou 30 
jours par ip 

 
 

Diminution du poids testiculaire, 
réduction du nombre de 

spermatogonies, altérations 
histologiques des tubules 

séminifères, arrêt complet de la 
spermatogenèse 

(Mandal and Das, 
2010)  

Souris 
 
 
 
 
 

 

3 ou 6 mg/kg/jour d’extrait 
de cannabis pendant 36 

jours par po 
 
 
 
 
 

Altération histologique des tubules 
séminifères, diminution du compte 
spermatique et de la motilité dose-

dépendante 

(Banerjee et al., 
2011a) 

Souris 15 minutes de 
prétraitement in vitro de 

spermatozoïdes avec 1 ou 
10 µM de Δ9-THC   

Diminution de la motilité 
spermatique dose-dépendante 

(D. J. Morgan et al., 
2012) 

Souris 15 ou 30 mg/kg/jour de CBD 
pendant 34 jours 

 
 
 
 
 
 
 

Altération histologiques des tubes 
séminifères, diminution du compte 

spermatique et anomalies 
morphologiques des 

spermatozoïdes, altération du 
nombre de cellules de Sertoli 

(Carvalho et al., 
2018b) 
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Dans cette prochaine partie seront énumérées les données existantes d’une exposition au 

cannabis sur plusieurs paramètres spermatiques :  

- le compte total/la concentration spermatique, dont l’altération peut conduire à une 

pathologie appelée oligozoospermie, 

- la morphologie spermatique, dont l’altération peut conduire à une pathologie 

appelée tératozoospermie,  

-  la motilité spermatique, dont l’altération peut conduire à une pathologie appelée 

asthénozoospermie.  

 

a)  L’altération du compte/de la concentration spermatique  
 

Des études ont rapporté que l’exposition à plusieurs phytocannabinoïdes entraine des 

altérations physiologiques du tissu testiculaire, en lien avec la spermatogenèse.  

Les résultats obtenus dans des études ayant observé des effets significatifs d’un 

traitement au cannabis ou à différents phytocannabinoïdes sur l’histologie testiculaire, la 

spermatogenèse ou les paramètres spermatiques sont résumés dans la Table 6. 

 

 

(1) Physiologie testiculaire  

Ainsi, dans la littérature, l’administration in vivo de cannabis a déjà été plusieurs fois 

associée avec une réduction de la taille ou du poids testiculaire et une dégénérescence des 

tubules séminifères chez la souris (Dixit et al., 1974), le rat (Thompson et al., 1973; 

Harclerode et al., 1978; Huang et al., 1979; Morrill et al., 1983) et le chien (Dixit et al., 1977). 

Plus récemment chez la souris, l’exposition quotidienne in vivo par gavage avec 3 ou 6 mg/kg 

de cannabis pendant 36 jours consécutifs a entrainé la diminution du poids des testicules et 

ce de manière dose-dépendante (diminution de 14% pour le traitement 3mg/kg et de 27% 

pour le traitement 6 mg/kg) (Banerjee et al., 2011b). Dans la même étude, des modifications 

histologiques du tissu testiculaire et une augmentation de l’apoptose dans le tissu ont été 

observées, également de manière dose-dépendante. Les auteurs ont souligné le fait que le  
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Souris 
 
 
 

Homme 

Exposition in vitro de 
cellules de Sertoli avec 12,5 

µM de CBD 
 

Exposition in vitro de 
cellules de Sertoli avec 7 µM 

de CBD 

Diminution de la viabilité dose- et 
durée-dépendante, diminution de 

la prolifération, altération du 
cytosquelette 

(Li et al., 2022) 

Rat 50 mg/kg/jour de Δ9-THC 
pendant 28 jours 

 

Diminution du poids testiculaire et 
altérations histologiques des tubes 

séminifères 

(Thompson et al., 
1973) 

Rat  2 mg/kg/jour de Δ9-THC 
pendant 10 jours par ip 

Diminution du poids testiculaire (Harclerode et al., 
1978) 

Rat Fumée de marijuana 
contenant 0,25 % de Δ9-THC 

et 1,2% CBD ou fumée de 
marijuana avec 0,6% de CBD 

5 jours/semaine pendant 
17-25 jours 

Altérations histologiques des tubes 
séminifères   

(Rosenkrantz and 
Hayden, 1979) 

Rat Inhalation de fumée de 
marijuana pendant 75 jours  

Altérations histologiques des tubes 
séminifères, diminution du nombre 

de cellules germinales, altération 
de la morphologie spermatique 

(Huang et al., 1979) 

Rat 25 mg/kg/jour de Δ9-THC 
pendant 64 jours par po  

Diminution du poids testiculaire, 
du compte spermatique 

(Morrill et al., 1983) 

Rat 2 mg/kg/jour d’extrait de 
cannabis pendant 30 ou 40 

jours par po 

Diminution du poids testiculaire, 
du compte et de la motilité 

spermatique, altération de la 
morphologie spermatique   

(Alagbonsi et al., 
2016) 

Chien 12.5 mg/kg/jour d’extrait de 
cannabis pendant 30 jours 

Arrêt total de la spermatogenèse (Dixit et al., 1977) 

Singe  130 ou 260 mg/kg d’huile de 
cannabis contenant 11,6% 
de Δ9-THC pendant 5 jours 

par iv 
 

30 à 300 mg/kg/jour 
pendant 90 jours de CBD par 

po 

Diminution du poids testiculaire et 
arrêt de la spermatogenèse 

(Rosenkrantz et al., 
1981) 

Singe  
 

 

Incubation de 
spermatozoïdes in vitro avec 

0.05 mM de Δ9-THC 

Inhibition de la motilité 
spermatique de façon temps- et 

dose-dépendante 

(Ernesto Perez et 
al., 1981) 

Singe 0,07 mg/kg/jour de D1 à 
D70, 0,14 mg/kg/jour de 

D71 à D140 et 0,36 
mg/kg/jour de D141 à D210 

de Δ9-THC par ingestion 
d’un cookie 

Diminution du poids testiculaire 
dose-dépendant 

(Hedges et al., 
2022) 

9 hommes 
consommateurs 

de cannabis 
« fréquents » 

(≥10 
fois/semaine) 

vs 11 hommes 
consommateurs de cannabis 

« modérés » (entre 4 et 9 
fois/semaine) 

Diminution du compte 
spermatique 

(Kolodny et al., 
1974a) 

16 hommes 
consommateurs 
chroniques de 

cannabis 

Consommation de 8 
joints/jour environ 

Diminution de la concentration et 
de la motilité spermatique, 

altération de la morphologie 
spermatique 

(Hembree et al., 
1978) 



185 
 

cannabis entraine des effets gonadiques directs sur la physiologie tubulaire, et pas 

seulement via une altération endocrine de l’axe HHT. Dans une étude chez la souris, des 

injections intra-péritonéales chroniques in vivo de doses faibles d’extrait de cannabis (2 mg) 

pendant 30 jours entrainent une diminution significative du poids testiculaire, une réduction 

du nombre de spermatogonies, des altérations tubulaires et un arrêt de la spermatogenèse 

(Mandal and Das, 2010). En revanche, les souris traitées pendant 40 jours consécutifs et les 

souris traitées pendant 40 jours consécutifs puis observées après une période de 45 jours 

ont vu ces paramètres s’améliorer, sans toutefois regagner des valeurs normales, suggérant 

des effets adaptatifs et réversibles partiels. Dans cette étude, les auteurs ont corrélé les 

perturbations testiculaires observées avec une altération du système antioxydant cellulaire. 

Ceci suggère que les effets négatifs d’une exposition au cannabis sur la physiologie 

testiculaire pourraient être dus à l’induction d’un stress oxydant dans le tissu. De même, une 

étude menée chez 55 rats a montré que l’administration de 2 mg/kg de cannabis pendant 40 

jours altère leur capacité antioxydante totale (Alagbonsi et al., 2016). Chez le rat, l’exposition 

in vivo à des doses relativement faibles de CBD (1,2 mg/kg), 5 jours par semaine pendant 17 

à 25 jours entraine une diminution du poids testiculaire et une dégénération des tubes 

séminifères associée avec une inhibition de la spermatogenèse (Rosenkrantz and Hayden, 

1979). Chez le singe, un traitement in vivo de 5 jours avec de 130 ou 260 mg/kg d’huile de 

cannabis contenant 11,6% de Δ9-THC par injection intraveineuse quotidienne pendant 5 

jours avec 300 mg/kg de CBD par administration orale quotidienne pendant 90 jours a 

entrainé la diminution du poids testiculaire, des altérations des tubules séminifères et une 

diminution du nombre des cellules germinales (Rosenkrantz et al., 1981). De façon 

cohérente, il a été montré récemment dans la même espèce que le traitement in vivo 

chronique (7 mois) quotidien par l’ingestion de cookies avec des doses croissantes de Δ9-

THC induit une diminution de la taille testiculaire dose-dépendante (Hedges et al., 2022). 

Chez la souris, deux études s’intéressant aux effets chroniques d’une exposition au 

Δ9-THC n’ont pas observé d’altération de la fertilité et de la spermatogenèse (Berryman et 

al., 1992; López-Cardona et al., 2018). 

Une étude chez l’homme a montré une diminution de la taille testiculaire chez des 

consommateurs fréquents de cannabis ou des consommateurs depuis l’adolescence (A A 

Ugboma et al., 2012). 
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10 hommes 
consommateurs 

de cannabis 

vs 132 hommes non 
consommateurs 

Meilleure motilité spermatique (Close et al., 1990) 

78 hommes  Exposition in vitro de 
spermatozoïdes avec 0,032, 
0,32 ou 4,8 µM de Δ9-THC 

Diminution de la motilité 
spermatique dose-dépendante 

(Whan et al., 2006) 

40 hommes 
souffrant de 
dysfonctions 
uro-génitales 

consommateurs 
de cannabis 

vs 35 hommes souffrant de 
dysfonctions uro-génitales 

non consommateurs de 
cannabis  

Diminution du poids testiculaire (A A Ugboma et al., 
2012) 

36 hommes qui 
ont consommé 
du cannabis 3 
mois avant la 

collecte du 
sperme  

vs 279 hommes non 
consommateurs 

Altération de la morphologie 
spermatique 

(Pacey et al., 2014) 

130 hommes 
consommateurs 

de cannabis 
« fréquents » 

(>1 
fois/semaine) 

vs 643 hommes n’ayant 
jamais consommé de 

cannabis  

Diminution du 
compte/concentration 

spermatique et de la motilité, 
altération de la morphologie 

spermatique 

(Gundersen et al., 
2015) 

12 
consommateurs 

de cannabis 
fréquents 

vs 12 hommes non 
consommateurs 

Diminution du compte 
spermatique 

(Murphy et al., 
2018) 

365 hommes 
hypofertiles 
ayant déjà 

consommé du 
cannabis 

vs 297 hommes hypofertiles 
n’ayant jamais consommé 

de cannabis 

Augmentation du compte/de la 
concentration spermatique, 

meilleure motilité spermatique  

(Feiby L. Nassan et 
al., 2019) 

229 hommes 
consommateurs 

de cannabis 

Parmi eux, consommateurs 
récents ou en grande 

quantité  

Diminution de la motilité 
spermatique et altération de la 

morphologie spermatique 

(Carroll et al., 2020) 

174 hommes 
ayant déjà 

consommé du 
cannabis 

vs 235 hommes n’ayant 
jamais consommé de 

cannabis 

Augmentation de la motilité 
spermatique et altération de la 

morphologie spermatique  

(Hehemann et al., 
2021) 
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A noter, si les effets des phytocannabinoïdes peuvent être directs sur les cellules 

germinales, ces dernières possédant certains récepteurs aux cannabinoïdes (en fonction de 

leur stade de différenciation spermatogénique), une partie des effets des 

phytocannabinoïdes peut également passer par les cellules de Sertoli. A noter, les 

investigations concernant ce paramètre ont majoritairement étudié les effets du CBD seul, et 

beaucoup moins ceux du Δ9-THC. 

Ainsi, le traitement in vivo oral chronique de souris pendant 34 jours consécutifs avec 30 

mg/kg de CBD entraine une diminution du nombre de cellules de Sertoli dans les tubes 

séminifères (Carvalho et al., 2018a). Dans une autre étude, l’exposition in vitro de cellules de 

Sertoli murines et humaines à plusieurs doses de CBD se rapprochant des doses utilisées en 

thérapie pendant 24 ou 48 heures entraine une diminution significative de leur viabilité de 

façon dose- et durée-dépendante, et ce dès 12,5µM chez la souris et dès 7 µM chez l’humain 

(Li et al., 2022). Dans cette étude, il est décrit que les effets cytotoxiques observés du CBD 

sur les cellules de Sertoli passent par une inhibition de la prolifération, des changements 

d’expression génique et par l’induction d’altérations du cytosquelette. Dans cette même 

étude, les auteurs ont testé l’effet de deux métabolites du CBD et ont observé une 

cytotoxicité similaire entre le 7-OH-CBD et le CBD tandis que le 7-COOH-CBD était moins 

toxique que les deux autres. En revanche, dans une autre étude utilisant la culture in vitro de 

cellules de Sertoli humaines, le Δ9-THC et le CBD à diverses concentrations, jusqu’à 6,36 x10-

7M, n’ont pas affecté l’activité des cellules de Sertoli (Holmes et al., 1983).  

 

En conclusion, l’exposition du testicule à du cannabis est donc susceptible chez les 

espèces animales modèles mais aussi chez l’homme d’entrainer, de façon très variable, une 

altération de la physiologie testiculaire et de la spermatogenèse, via la diminution du 

nombre de cellules germinales ou des cellules de Sertoli, pouvant potentiellement conduire 

à une altération du compte total et de la concentration des spermatozoïdes.  
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(2) Chez les modèles animaux  

Ainsi, chez le rat exposé à 16 inspirations de fumée de joint par jour in vivo pendant 

75 jours à des niveaux comparables aux doses récréationnelles chez l’humain, une 

diminution de la concentration spermatique épididymale a été observée (Huang et al., 

1979). De même, le traitement quotidien oral in vivo chronique de rat avec 25 mg/kg de Δ9-

THC (ce qui correspond selon les auteurs à une forte dose chez l’humain) pendant 64 jours a 

été associé avec une diminution du compte spermatique épididymal (Morrill et al., 1983). 

Chez la souris, l’exposition quotidienne in vivo par gavage à 3 ou 6 mg/kg de cannabis 

pendant 36 jours consécutifs a induit de manière dose-dépendante une diminution 

significative de la viabilité des spermatozoïdes, entrainant une diminution significative du 

compte spermatique (Banerjee et al., 2011b). Dans la même espèce, le traitement oral in 

vivo chronique avec 15 ou 30 mg/kg par jour de CBD a entrainé une diminution de 38% du 

nombre de spermatozoïdes dans l’épididyme (Carvalho et al., 2018a).  

De plus, l’administration quotidienne in vivo de 2mg de cannabis pendant 45 jours conduit à 

un arrêt total de la spermatogenèse chez la souris (Dixit et al., 1974). Ces effets se sont 

cependant montrés réversibles. De même, le traitement de chiens avec 12,5 mg/kg de 

cannabis pendant 30 jours in vivo entraine l’arrêt complet de la spermatogenèse (Dixit et al., 

1977).  

Au contraire, chez le singe, le traitement in vivo chronique (7 mois) quotidien par 

l’ingestion de cookies avec des doses croissantes de Δ9-THC n’a pas été corrélé avec des 

effets sur le compte et la concentration spermatique, même à la dose testée la plus forte 

(2,5mg/7kg) (Hedges et al., 2022). De même, des souris traitées in vivo pendant 30 jours 

avec 10 mg/kg de Δ9-THC par injection intrapéritonéale n’ont pas présenté d’altérations de 

la concentration spermatique (López-Cardona et al., 2018) 

 

(3) Chez l’homme 

Une étude a mis en évidence une oligospermie dose-dépendante chez des 

consommateurs chroniques de cannabis (Issidorides, 1979).De plus, dans une étude danoise, 

il a été observé une diminution de 29% du compte et de 28% de la concentration 

spermatique chez des hommes consommant du cannabis plus d’une fois par semaine, 
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comparé aux hommes n’en ayant jamais consommé (Gundersen et al., 2015). De même, une 

étude a observé une diminution de 40% du compte spermatique chez les consommateurs 

hebdomadaires comparé aux non consommateurs (Murphy et al., 2018). En outre, une autre 

étude a observé une diminution significative du compte spermatique des hommes qui 

consommaient du cannabis plus de 10 fois par semaine depuis plus de 6 mois comparé aux 

hommes en consommant de 5 à 9 fois, montrant un effet dose-réponse du cannabis sur ce 

paramètre (Kolodny et al., 1974a). Enfin, un groupe a observé que l’exposition chronique au 

cannabis (environ 8 joints par jour) pendant 1 mois entraine chez des consommateurs 

fréquents de cannabis, une diminution du compte et de la concentration spermatique 1 

semaine après la fin de l’exposition (Hembree et al., 1978). Les auteurs ont cependant noté 

que cet effet du cannabis était réversible.  

Au contraire, certains groupes n’ont pas observé la relation entre la consommation 

de cannabis et une diminution du compte/de la concentration spermatique. Ainsi, dans une 

étude aux USA, des consommateurs de cannabis n’ont pas présenté d’altération du compte 

spermatique par rapport aux non-consommateurs (Close et al., 1990). Une étude conduite 

aux USA a même conclu que la consommation de cannabis dans l’échantillon étudié semblait 

avoir des effets protecteurs sur le compte et la concentration spermatique (Feiby L. Nassan 

et al., 2019).  

 

 Au niveau du testicule, la BHT limite l’accès de plusieurs molécules aux cellules 

germinales post-méiotiques. Il a cependant été montré dans une étude observationnelle 

chez 12 consommateurs chroniques de cannabis que les concentrations de Δ9-THC 

retrouvées dans le liquide séminal étaient corrélées à celle retrouvées dans le sérum, 

montrant la capacité de cette molécule à traverser la barrière BHT (Lee et al., 2020). Dans 

une autre étude, un traceur radioactif du Δ9-THC a été injecté de façon intramusculaire chez 

des rats afin de suivre son accumulation dans plusieurs tissus (Nahas et al., 2002). Les 

auteurs ont noté que les concentrations retrouvées dans le plasma étaient similaires à celles 

retrouvées lors d’une consommation récréationnelle chez l’homme. Les résultats de cette 

étude ont montré l’accumulation du Δ9-THC dans le cerveau et le testicule, mais à de faibles 

doses comparées à la dose injectée, montrant la capacité de la BHT et de la barrière hémato-

encéphalique à limiter l’accès du Δ9-THC au testicule et au cerveau. Dans cette même étude, 
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les auteurs ont montré la forte accumulation du traceur dans la graisse épididymale et 

testiculaire. En effet, les phytocannabinoïdes sont lipophiles et peuvent s’accumuler dans les 

membranes plasmiques ainsi que dans les tissus adipeux, d’où ils peuvent être relâchés 

progressivement.  

 

b)  Altération de la morphologie des spermatozoïdes  
 

(1) Chez les modèles animaux  

Chez la souris, l’exposition in vitro et in vivo à du cannabis entraine l’augmentation de 

l’incidence des anomalies morphologiques des spermatozoïdes (Tilak and Zimmerman, 

1984). Dans la même espèce, le traitement in vivo oral quotidien avec 15 mg/kg ou 30 mg/kg 

de CBD pendant 34 jours consécutifs a entrainé une augmentation des anomalies 

morphologiques spermatiques (Carvalho et al., 2018a). Dans une autre étude, l’injection 

intrapéritonéale de Δ9-THC (à 5 ou 10 mg/kg) ou de CBN (à 10 ou 25 mg/kg) pendant 5 jours 

consécutifs chez la souris in vivo a induit des anomalies de la morphologie des 

spermatozoïdes 35 jours après la fin du traitement (Zimmerman et al., 1978). Un résultat 

similaire a été observé in vivo chez le rat après l’exposition pendant 5 jours à de la fumée de 

joint de cannabis (Huang et al., 1979).  

En revanche, chez le singe, le traitement in vivo chronique (7 mois) quotidien par l’ingestion 

de cookies avec des doses croissantes de Δ9-THC n’a pas entrainé d’altération de la 

morphologie même à la dose testée la plus forte (2,5mg/7kg) (Hedges et al., 2022).  

 

(2) Chez l’homme 

Une étude a observé que la consommation modérée de cannabis entraine chez 

l’homme 3,4 fois plus de risques de présenter une morphologie anormale des 

spermatozoïdes (Carroll et al., 2020). Un autre groupe a montré que les jeunes hommes 

consommateurs de cannabis dans les 3 mois avant un prélèvement de sperme avaient plus 

de risque de présenter des défauts morphologiques des spermatozoïdes que les hommes 

non consommateurs (Pacey et al., 2014). Dans cette étude, les auteurs ont noté que les 

hommes qui s’étaient abstenus de consommer du cannabis pendant les 6 jours avant le 
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prélèvement voyaient leur risque de tératozoospermie diminuer. Néanmoins, une autre 

étude a observé que, non seulement des consommateurs actuels, mais aussi anciens, 

avaient plus de risque de présenter des anomalies de la morphologie des spermatozoïdes 

(Hehemann et al., 2021).  

Dans d’autres études en revanche, la consommation de cannabis n’a pas d’effet sur la 

morphologie des spermatozoïdes (Murphy et al., 2018; Belladelli et al., 2022a) voire même a 

un effet protecteur sur ce paramètre (Feiby L. Nassan et al., 2019).  

 

Comme il a été précédemment évoqué dans le chapitre II, la signalisation des 

récepteurs aux cannabinoïdes, particulièrement celle de CB1, est impliquée dans le 

remodelage de la chromatine des spermatides et des spermatozoïdes, ce qui influence leur 

morphologie respective (Chioccarelli et al., 2010, 2020; Cacciola et al., 2013). Il a ainsi été 

proposé qu’une partie des effets néfastes des phytocannabinoïdes sur la morphologie des 

spermatozoïdes puisse passer par une altération du remodelage chromatinien. Des études 

ont proposé que l’altération de la morphologie spermatique ne soit pas liée à une 

dégradation du matériel génétique des spermatozoïdes chez les animaux (Generoso et al., 

1985; Berryman et al., 1992) et chez l’homme (Feiby L. Nassan et al., 2019). A l’inverse, une 

étude récente conduite en France a rapporté que les spermatozoïdes d’hommes 

consommateurs de cannabis présentaient plus d’anormalités chromosomiques et de 

fragmentation de l’ADN (Verhaeghe et al., 2020).  

 

c)  Altération de la motilité des spermatozoïdes 
 

(1) Chez les modèles animaux  

Chez la souris, l’exposition quotidienne in vivo par gavage à 3 ou 6 mg/kg de cannabis 

pendant 36 jours consécutifs a entrainé une diminution significative de la motilité des 

spermatozoïdes de manière dose-dépendante (Banerjee et al., 2011b). De même, il a été 

observé que l’incubation de spermatozoïdes de singes et de lapins in vitro avec 0,05 mM de 

Δ9-THC entraine une inhibition de leur motilité de 30% après 3 heures d’incubation et de 

60% après 6 heures d’incubation (Ernesto Perez et al., 1981). Dans cette même étude, 
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l’incubation des spermatozoïdes de ces espèces avec 0,1 mM et 0,2 mM de Δ9-THC entraine 

une inhibition totale de la motilité spermatique en 3 à 5 heures. Dans une autre étude, le 

pré-traitement de spermatozoïdes murins in vitro avec 1µM de Δ9-THC pendant 15 minutes 

induit une baisse significative de leur motilité basale ou stimulée par un activateur (D. J. 

Morgan et al., 2012). Dans cette étude, il a été observé que l’administration in vivo de 50 

mg/kg de Δ9-THC à des souris mâles juste avant l’accouplement entraine une diminution de 

20% de la taille des portées, un effet suggéré comme étant dû en partie à la diminution de la 

proportion de spermatozoïdes motiles.  

En revanche, chez le singe, le traitement in vivo chronique (7 mois) quotidien par 

l’ingestion de cookies avec des doses croissantes de Δ9-THC n’a pas été corrélée à des effets 

sur la motilité même à la dose testée la plus forte (2,5mg/7kg) (Hedges et al., 2022). De 

même, des souris traitées in vivo pendant 30 jours avec 10 mg/kg de Δ9-THC par injection 

intrapéritonéale n’ont pas présenté d’altérations de la motilité spermatique (López-Cardona 

et al., 2018).  

 

(2) Chez l’homme  

Dans une étude, il a été observé que l’incubation de spermatozoïdes humains in vitro 

avec 0,05 mM de Δ9-THC entraine une inhibition de leur motilité de 30% après 3 heures 

d’incubation et de 60% après 6 heures d’incubation (Ernesto Perez et al., 1981). Dans cette 

même étude, l’incubation des spermatozoïdes avec 0,1 mM et 0,2 mM de Δ9-THC entraine 

une inhibition totale de la motilité spermatique en 3 à 5 heures. Dans une autre étude 

utilisant des doses plus caractéristiques d’une exposition humaine, il a été montré que 

l’incubation in vitro de spermatozoïdes humains à des doses de de Δ9-THC thérapeutiques 

(0,032 µM) ou récréationnelles (0,32 µM et 4,8 µM) pendant 3 heures entraine une 

diminution de leur vélocité moyenne pour tous les traitements (Whan et al., 2006). De plus, 

dans la même étude l’exposition des spermatozoïdes à 4,8 µM de Δ9-THC induit une 

diminution de 28% de leur motilité. Les auteurs ont également noté un effet inhibiteur du 

Δ9-THC sur la réaction acrosomique spontanée et induite. De façon cohérente, une étude 

observationnelle a trouvé que l’usage récent ou à haute dose de cannabis entraine une 

hausse de 2,6 et 4,3 respectivement de risques de présenter une motilité spermatique 

anormale (Carroll et al., 2020). De même, une autre étude a observé que chez la 
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consommation d’une forte dose de cannabis (8-20 joints par jour) est associée avec la 

diminution de la motilité spermatique (Hembree et al., 1978). Néanmoins dans cette étude, 

l’arrêt de la consommation est corrélé avec une amélioration de ce paramètre.   

Au contraire, des études observationnelles chez l’homme ont noté un effet neutre 

(Murphy et al., 2018; Belladelli et al., 2022a), voir protecteur (Close et al., 1990; Feiby L. 

Nassan et al., 2019; Hehemann et al., 2021) de la consommation de cannabis sur la motilité 

des spermatozoïdes.  

 

Comme décrit dans le chapitre II, le système des ECB est impliqué dans l’acquisition 

et la régulation de la motilité des spermatozoïdes. Les études ci-dessus ont montré qu’une 

exposition à des phytocannabinoïdes peut perturber ces processus.  

Une partie des effets inhibiteurs des phytocannabinoïdes sur la motilité spermatique semble 

passer par une inhibition du métabolisme énergétique des spermatozoïdes, ce dernier étant 

basé sur la phosphorylation oxydative et la glycolyse (S. du Plessis et al., 2015). Il a ainsi été 

montré que le Δ9-THC peut inhiber la respiration mitochondriale des spermatozoïdes 

humains in vitro (Badawy et al., 2009) et entrainer une baisse de leurs niveaux d’ATP chez la 

souris (D. J. Morgan et al., 2012). De même, il a été montré que le Δ9-THC peut inhiber in 

vitro le métabolisme du glucose et du fructose dans le testicule de rat et de souris (Husain, 

1989) et inhiber in vitro la consommation de fructose des spermatozoïdes humains, simiens 

et de lapins (Ernesto Perez et al., 1981).   

L’effet négatif des phytocannabinoïdes sur la motilité spermatique pourrait passer en partie 

par le récepteur CB1, l’activation de ce dernier constituant un signal inhibiteur de la motilité 

des spermatozoïdes chez le rongeur in vivo (Cobellis et al., 2010; S. E. Lewis et al., 2012) et 

chez l’homme in vitro (Rossato et al., 2005; Barbonetti et al., 2010). Un groupe a cependant 

décrit l’existence d’un mécanisme CB1-indépendant de l’inhibition du Δ9-THC sur la motilité 

des spermatozoïdes murins in vitro (D. J. Morgan et al., 2012). Il pourrait s’agir de l’activation 

de CB2, comme il a été proposé dans une étude in vitro sur des spermatozoïdes humains 

(Agirregoitia et al., 2010). 
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L’ensemble des atteintes spermatiques décrites dans les paragraphes précédents 

après une exposition d’animaux modèles ou de l’homme à des composés du cannabis, 

laissent présager d’effets néfastes sur leur descendance.  

 

3.  Les effets multigénérationnels  
 

En effet, il a été montré chez des espèces modèles animales qu’une exposition 

parentale au cannabis avant la conception peut entrainer des effets néfastes sur plusieurs 

fonctions physiologiques des petits, dont la reproduction, sans qu’eux-mêmes n’y soient 

directement exposés pendant le développement. Dans une étude chez la souris, des mâles 

adultes in vivo exposés quotidiennement pendant 5 jours à 50 mg/kg de Δ9-THC ou de CBN, 

ont présenté des anomalies chromosomiques et les petits issus de ces individus (la 

génération F1) ont souffert d’infertilité (Dalterio et al., 1982). Dans une autre étude, des rats 

(la génération F1) dont la mère avait été exposée in vivo quotidiennement à de la fumée de 

joint contenant 3,3 mg de Δ9-THC pendant la gestation se sont eux-mêmes montrés moins 

fertiles et ont présenté des organes reproductifs plus petits. Les petits issus de 

l’accouplement de ces animaux (la génération F2) pesaient moins lourd et ont présenté des 

altérations du développement (Fried and Charlebois, 1979b).  

La transmission de ses effets se ferait en partie par des modifications épigénétiques 

du génome des gamètes paternels (pour revue : Schrott and Murphy, 2020). Une étude a 

ainsi mis en évidence une différence de la méthylation de l’acide désoxyribonucléique (ADN) 

dans les spermatozoïdes d’hommes consommateurs de cannabis et d’hommes non 

consommateurs (Murphy et al., 2018). Dans la même étude, l’exposition de rat in vivo à 

2mg/kg de Δ9-THC par gavage pendant 12 jours a également entrainé des altérations de la 

méthylation de l’ADN des spermatozoïdes comparé aux animaux témoins. De façon 

intéressante dans ces deux études chez l’homme et le rat, il a été mis en évidence une 

altération de la méthylation dans des sites associés à la cancérogenèse.  

 

De façon cohérente, un effet marquant de la consommation de cannabis sur la 

fonction de reproduction chez l’homme est son association avec l’incidence du cancer 
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testiculaire et plus spécifiquement un cancer dû à des tumeurs testiculaires des cellules 

germinales (TGCT).  

 

4.  Augmentation de l’incidence du cancer testiculaire  
 

Plusieurs études ont porté sur le lien entre la consommation de cannabis et le risque 

de développer des TGCT. Ainsi, une étude conduite aux USA sur 1348 hommes diagnostiqués 

avec des TGCT a mis en évidence que les hommes atteints de TGCT étaient plus susceptibles 

d’être des consommateurs actuels de cannabis comparé aux hommes non consommateurs 

(Daling et al., 2009). Il a été montré dans cette étude que l’âge de la première 

consommation parmi les usagers actuels (avant ou après 18 ans) et la fréquence de l’usage 

(quotidien ou hebdomadaire comparé à moins d’une fois par semaine) jouent également un 

rôle. Dans cette même étude, il a été ajouté que l’association entre la consommation de 

cannabis et la présence de TGCT est plus forte chez des hommes atteints de TGCT non-

séminomateuses. Une autre étude américaine sur 455 hommes a montré que les hommes 

ayant déjà consommé du cannabis présentaient un risque deux fois plus élevé de développer 

des TGCT comparé aux hommes n’ayant jamais consommé (Lacson et al., 2012). Dans cette 

étude également il a été mis en évidence une association spécifique entre l’usage de 

cannabis et le développement de TGCT non séminomateuses. Une 3ème étude conduite aux 

USA sur 335 hommes a observé que les patients atteints de TGCT étaient plus susceptibles 

d’être des consommateurs fréquents (au moins une fois par jour) de cannabis comparés aux 

hommes non-consommateurs (Trabert et al., 2011). Dans la même étude, les auteurs ont 

conclu que les patients atteints de TGCT non-séminomateuses étaient plus susceptibles 

d’être des consommateurs fréquents et depuis un certain temps (plus de 10 ans) par rapport 

aux individus témoins. Enfin, dans une étude suédoise conduite sur 343 hommes, il a été 

trouvé que la forte consommation de cannabis (plus de 50 fois en une vie) était associée 

avec une augmentation de l’incidence du cancer testiculaire (Callaghan et al., 2017).  

Prenant en compte les études décrites ci-dessus et en tâchant de s’affranchir de 

certains facteurs confondants (comme la consommation de tabac, elle-même carcinogène), 

plusieurs méta-analyses ont conclu à un effet modeste mais significatif de la consommation 
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de cannabis sur l’incidence des TGCT, avec une plus forte association concernant les TGCT 

non séminomateuses (Gurney et al., 2015a; Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et al., 2020a). 

Selon les méta-analyses, il a été souligné que l’usage de cannabis en général mais aussi la 

fréquence et la chronicité de la consommation sont impliqués dans le risque de développer 

des TGCT.  

La corrélation entre l’usage de cannabis et le développement de TGCT non 

séminomateuses spécifiquement, n’est pour l’instant pas élucidée. Plusieurs hypothèses ont 

été formulées pour expliquer cette observation. Une première hypothèse découle de 

l’observation que les TGCT non séminomateuses sont diagnostiquées près de 10 ans avant 

les TGCT séminomateuses (comme il a été vu dans le chapitre I). La période critique 

d’exposition au cannabis qui entrainerait l’apparition de TGCT pourrait donc se situer autour 

de la puberté (Gurney et al., 2015a). Cette hypothèse est appuyée par l’observation dans 

une des études citées que les hommes ayant commencé à consommer du cannabis avant 18 

ans avaient plus de risque de développer des TGCT non séminomateuses comparé aux 

hommes dont la première consommation s’est déroulée après 18 ans (Daling et al., 2009). 

Une autre hypothèse avance que l’initiation précoce au cannabis pourrait être un marqueur 

d’une exposition durable et fréquente plus tard au cours de la vie. Enfin, les TGCT non 

séminomateuses se développant plus tôt que les TGCT séminomateuses, les hommes 

atteints de TGCT non séminomateuses inclus dans les études épidémiologiques citées plus 

haut seraient plus aptes à décrire de façon plus précise leur consommation de cannabis des 

dernières années.  

Il est important de garder en tête que les méta-analyses citées précédemment 

(Gurney et al., 2015a; Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et al., 2020a) sont basées sur quatre 

études, qui présentent différents biais et dont la majorité des données (trois sur quatre) ont 

été acquises dans les années 1990 aux USA. Des données supplémentaires sont donc encore 

nécessaires afin d’appuyer cette corrélation entre la consommation de cannabis et 

l’augmentation de l’incidence des TGCT.  

De plus, si ces études apportent des données au niveau épidémiologique, les mécanismes 

moléculaires d’action du cannabis impliqués dans la carcinogenèse testiculaire ne sont pas 

encore compris (Barchi et al., 2019). Pour les équipes de recherche travaillant sur le sujet, il 

est probable que l’exposition à certains composants du cannabis perturbe l’axe HHT, 
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entrainant des perturbations endocrines et une altération de la régulation de la 

spermatogenèse, entrainant la carcinogenèse. Plusieurs types testiculaires exprimant les 

récepteurs aux cannabinoïdes, il est également possible que les composants du cannabis 

puissent se fixer directement au niveau du testicule, entrainant une altération des signaux 

régulateurs des cellules germinales et à terme une transformation cancéreuse.  

 

5.  L’altération de la fonction sexuelle  
 

Enfin, une relation entre la consommation de cannabis et la fonction sexuelle chez les 

espèces modèles et chez l’homme a également été mise en évidence (pour revue : Shamloul 

and Bella, 2011). Ainsi, si certaines études ont observé que le cannabis peut augmenter la 

libido et le plaisir sexuel chez l’homme (Tart, 1970; Chopra and Jandu, 1976; Abel, 1981; 

Halikas et al., 1982; Chowdhury, 1987; Smith et al., 2010; Androvicova et al., 2017; Sun and 

Eisenberg, 2017; Wiebe and Just, 2019; Bhambhvani et al., 2020), sa consommation est 

également liée avec une réduction de la libido chez le rat (Murphy et al., 1994; Dhawan and 

Sharma, 2003), le singe (Gorzalka et al., 2010) et chez l’homme quand elle est chronique 

(Chowdhury, 1987) ou en grandes quantités (Abel, 1981). Des désordres orgasmiques (Smith 

et al., 2010) et une augmentation de l’incidence de la dysfonction érectile chez le rat 

(Murphy et al., 1994), le singe (Gorzalka et al., 2010) et l’homme (Johnson et al., 2004; 

Aversa et al., 2008; Elbendary et al., 2009; Smith et al., 2010; Mialon et al., 2012; pour 

revue : Pizzol et al., 2019), ont également été mis en exergue, potentiellement via le blocage 

du récepteur CB1 (Melis et al., 2006; Succu et al., 2006).  

 

 

 En résumé, la corrélation entre la consommation de cannabis chez l’homme adulte et 

l’apparition d’effets néfastes sur plusieurs paramètres de la fonction reproductive demeure 

encore incertaine. Les observations les plus significatives concernent le développement de 

TGCT. Si certaines études ont montré que la consommation de cannabis était liée avec 

l’altération de sécrétions hormonales de l’axe HHT et des paramètres spermatiques, d’autres 

n’ont pas mis en évidence ce lien. Les résultats observés sont parfois contradictoires entre 
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les études sur un même paramètre. Une récente méta-analyse a conclu à l’absence d’effets 

d’une consommation de cannabis sur la fonction testiculaire en générale (Belladelli et al., 

2021a).  

  Il est important de noter qu’une partie de ces études sur l’homme sont conduites sur 

un petit nombre de patients, dont la consommation de cannabis est souvent auto-estimée. 

Les études conduites sur des régions différentes du monde, peuvent également amener de 

la variabilité notamment au niveau du style de vie des hommes étudiés et de leurs 

différentes expositions environnementales. De plus, le délai depuis la dernière 

consommation, la chronicité de la consommation, l’âge auquel la consommation a démarré, 

les concentrations des différents phytocannabinoïdes ingérées, le type de consommation 

(récréationnelle ou thérapeutique) et les méthodes de consommation participent à la très 

large variabilité des résultats observés entre les études. De nouvelles études in vivo et in 

vitro utilisant différents modèles sont encore nécessaires pour comprendre l’impact du 

cannabis sur la fonction de reproduction chez l’homme. 

La plupart des études décrites plus haut ont étudiés l’effet du Δ9-THC ou du cannabis 

entier sur la fonction de reproduction, et relativement peu se sont intéressées aux effets 

d’autres phytocannabinoïdes isolés. Parmi eux, le CBD est capable d’induire des effets 

néfastes sur plusieurs fonctions physiologiques dont la fonction reproductive (pour revue : 

Carvalho et al., 2019). Ainsi, comme il a été décrit dans les études citées plus haut, le CBD 

seul peut moduler les sécrétions endocrines et altérer le tissu testiculaire et les paramètres 

spermatiques. De plus, il est capable de moduler la pharmacocinétique du Δ9-THC dans 

plusieurs modèles. Récemment mis sur le devant de la scène avec un engouement croissant 

de sa consommation récréationnelle et venté pour ses intérêts thérapeutiques, en 

association ou non avec le Δ9-THC, l’étude de ses effets quand il est administré seul ou en 

co-administration avec du Δ9-THC sur la fonction reproductive est essentielle.  
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Mon travail de recherche comporte plusieurs problématiques et hypothèses de 

travail, testées via différentes stratégies expérimentales. 

La consommation de cannabis a été corrélée chez l’homme avec l’augmentation des risques 

de développer des tumeurs testiculaires des cellules germinales (TGCT), sans que les 

mécanismes moléculaires sous-jacents ne soient élucidés. L’impact de cette consommation 

sur d’autres aspects reproductifs tels que les sécrétions hormonales de l’axe HHT et les 

paramètres spermatiques n’est pas encore clairement élucidé. Dans le contexte de 

l’augmentation mondiale de la consommation de cannabis, en raison notamment de la 

légalisation de son usage récréationnel et thérapeutique dans plusieurs pays, la 

compréhension de ses effets sur le testicule représente donc un enjeu majeur de santé 

publique au niveau international. Nous avons testé ici l’hypothèse (1) qu’une exposition du 

testicule adulte humain aux deux principaux composants du cannabis, le (−)-Δ9-trans-

tetrahydrocannabinol (Δ9-THC) et le cannabidiol (CBD), également utilisés en thérapie, 

pourrait entrainer des altérations de la physiologie testiculaire. La majorité des études 

existantes à ce jour décrivant des effets néfastes d’une exposition au cannabis sur la fonction 

reproductive chez l’homme utilisent la culture in vitro de différents types cellulaires 

testiculaires ou décrivent des observations épidémiologiques. Nous avons utilisé un modèle 

original de culture organotypique de testicule humain adulte, standardisé au sein de notre 

laboratoire, afin de modéliser les effets d’une consommation de cannabis. Ce modèle 

permet de discriminer les effets centraux des effets gonadiques du Δ9-THC et du CBD sur la 

fonction testiculaire. Nous avons ainsi évalué l’impact de ces deux phytocannabinoïdes sur 

plusieurs paramètres testiculaires dont la fonction endocrine. Nous nous sommes également 

intéressés à l’impact de ces deux molécules sur la physiologie des cellules germinales, en lien 

potentiel avec le développement de TGCT. 

L’exposition au cannabis étant capable d’induire l’apparition de cellules germinales 

cancéreuses dans le testicule adulte, et ces TGCT pouvant être la manifestation d’altérations 

cellulaires acquises au cours du développement embryonnaire, nous avons postulé (2) 

qu’une exposition au cannabis du testicule humain au cours de la vie fœtale peut 

perturber la physiologie testiculaire, en particulier la différenciation des cellules 

germinales. Le Δ9-THC et le CBD interagissent avec les récepteurs du système des 

endocannabinoïdes (ECB), composé de ligands endogènes et d’enzymes de synthèse et de 
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dégradation. Si le système des ECB a récemment été décrit dans le testicule humain adulte, il 

n’existe pas de données sur son expression dans le testicule humain fœtal. La description du 

système des ECB est nécessaire (3) d’une part de comprendre ses implications potentielles 

dans la différenciation testiculaire et d’autre part d’expliquer les effets éventuels observés 

lors d’une exposition à des phytocannabinoïdes exogènes tels que le Δ9-THC et le CBD. 

Nous avons donc réalisé une cartographie du système des ECB dans le testicule humain 

fœtal au cours du premier trimestre de grossesse, période critique de l’établissement des 

fonctions testiculaires. Nous avons pour ceci interrogé des données transcriptomiques 

acquises dans notre équipe dans le cadre d’autres projets et mis en place différentes 

collaborations pour décrire le système au niveau protéique. Une fois les potentielles cibles 

cellulaires d’une exposition aux phytocannabinoïdes mieux appréhendées, nous avons 

évalué l’impact d’un traitement de Δ9-THC et de CBD sur la physiologie testiculaire fœtale. 

Pour ceci, nous avons travaillé sur un modèle de culture organotypique de testicules 

humains fœtaux, standardisé au sein de notre équipe, et avons étudié les effets d’une 

exposition au Δ9-THC et au CBD sur la fonction endocrine, paracrine et cellulaire du 

testicule.  

Notre dernier axe de recherche a reposé sur l’hypothèse (4) qu’une exposition 

gestationnelle in vivo au cannabis altère le développement testiculaire, entrainant des 

effets néfastes sur la fonction reproductive, révélés plus tard au cours de la vie. Ainsi, dans 

le but de caractériser les effets à court ou long terme d’une exposition fœtale au Δ9-THC et 

au CBD sur le testicule fœtal, nous avons utilisé un modèle de souris in vivo. Des femelles 

gestantes ont été traitées avec du Δ9-THC et du CBD et la fonction testiculaire de la 

descendance étudiée à différentes périodes de la vie. Ce modèle nous permet de prendre en 

compte un grand nombre de paramètres physiologiques tel que le passage materno-fœtal 

des phytocannabinoïdes, leur potentielle métabolisation par différents tissus avant d’arriver 

au testicule fœtal, ainsi que leurs effets possibles au niveau central des embryons. Ce travail 

expérimental est encore en cours d’analyse au moment où est écrit ce manuscrit.   

 

Mon travail de thèse comporte 3 parties, présentées dans des chapitres distincts dans la 

section « Résultats et discussion ». Pour le chapitre I (impact du Δ9-THC et du CBD sur le 

testicule humain adulte) et II (impact du Δ9-THC et du CBD sur le testicule humain fœtal) 



202 
 

sont intégrés un matériel et méthode succinct, les articles rédigés, une discussion des 

résultats et les perspectives envisagées. Pour le travail expérimental concernant le modèle 

souris in vivo (Chapitre III), un matériel et méthode complet est donné et les premiers 

résultats obtenus sont décrits.  
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 EFFETS DE L’EXPOSITION DU TESTICULE 

HUMAIN ADULTE AU Δ9-THC ET/OU AU CBD  
 

Le premier axe de recherche de cette thèse est consacré aux effets de l’exposition du 

testicule humain adulte au Δ9-THC et au CBD, selon des doses se rapprochant d’une 

consommation récréationnelle ou thérapeutique chez l’homme, en utilisant un modèle de 

culture organotypique.  

Cette étude a donné lieu à un article soumis pour publication dont je suis le deuxième 

auteur.  

 

A) Résumé  

 

Aujourd’hui, les débats s’intensifient dans le monde pour la légalisation du cannabis à 

usage récréationnel ou thérapeutique, bien que sa consommation ait été associée avec des 

risques néfastes pour la santé. Un risque accru de développer des tumeurs testiculaires des 

cellules germinales a été établi chez les consommateurs de cannabis. Cependant, il existe 

encore des preuves contradictoires de l’association entre la consommation de cannabis et 

de faibles niveaux de testostérone ainsi que l’altération de paramètres spermatiques. Dans 

ce contexte, nous avons investigué l’impact des deux principaux phytocannabinoïdes du 

cannabis, également utilisé en thérapie, sur la physiologie du testicule humain adulte. Des 

explants testiculaires adultes provenant de 13 donneurs post-mortem et cultivés en culture 

organotypique ont été exposées au CBD, au Δ9-THC ou à un mélange équimolaire de CBD et 

de Δ9-THC pendant 48 heures ou 9 jours. Les données pharmacocinétiques montrant que les 

concentrations plasmatiques maximales (Cmax) chez les consommateurs varient autour de 

10-7M, en fonction du mode d'administration du cannabis, nous avons évalué les effets dose-

réponse du CBD ou du Δ9-THC de 10-9M à 10-5M. Afin de tenir compte des effets additifs des 

molécules, l’impact ces composés a également été étudiés en mélange équimolaire. Suite à 

l'exposition aux phytocannabinoïdes des explants testiculaires, nous avons évalué la 

morphologie, la sécrétion de testostérone, le nombre de cellules apoptotiques et  
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Figure 32 : Procédures expérimentales relatives au modèle d’explants testiculaires humains adultes ex vivo.  

Des explants testiculaires humains adultes ont été exposés à du CBD seul, du Δ9-THC seul et un mélange 
équimolaire de CBD et de Δ9-THC (CBD+Δ9-THC 1 :1), à des doses allant de 10-9M à 10-5M pendant 48 heures 
(h) (culture courte) ou 9 jours (D) (culture longue). En culture courte, les explants sont exposés aux différents 
traitements dès la mise en culture. En culture longue, les explants ne sont pas exposés aux drogues pendant les 
24 premières heures (J0), permettant d’obtenir des valeurs basales de sécrétions hormonales et paracrines 
pour chaque puit. Du sérum de veau fœtal (SVF) déstéroïdé est ajouté dans le milieu de culture des cultures 
longues. Les milieux de culture sont collectés et changés toutes les 24 heures, et les explants sont récupérés à 
la fin de la culture et analysés. 
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prolifératives, ainsi que l'expression de l'ARNm de gènes codants pour des protéines 

impliquées dans les fonctions des cellules de Sertoli et de Leydig, et dans la différenciation 

des cellules germinales et la méiose. L'exposition ex vivo de testicules humains adultes à une 

gamme de concentrations de CBD, de Δ9-THC ou d'un mélange équimolaire de CBD et de Δ9-

THC pendant 48 heures ou 9 jours n’affecte pas les paramètres testés. Ces résultats 

suggèrent l’absence d'effets directs d’une exposition à ces phytocannabinoïdes sur les 

fonctions testiculaires avec les durées de culture étudiés. Ces résultats reflètent une 

exposition ex vivo du testicule humain adulte au CBD et au Δ9-THC, et ne peuvent rendre 

compte des effets potentiels d’une exposition plus chronique ou des effets indirects, telles 

que des perturbations de l’axe HHT.  

 

B) Matériel et méthodes  

 

Le protocole expérimental utilisé au cours de cette étude est illustré en Figure 32. 

Les testicules humains adultes de patients décédés sont obtenus grâce à une 

collaboration avec le Centre Hospitalier Universitaire de Rennes, après autorisation de 

l’Agence de la Biomédecine et accord des familles concernées. Afin d’étudier les effets d’une 

exposition au Δ9-THC et au CBD sur le testicule humain adulte, nous avons utilisé un modèle 

de culture organotypique d’explants testiculaires adultes (Testicular explants assay, TEXAS), 

déjà décrit dans plusieurs papiers (Naumenko et al., 2011; Kristensen et al., 2018a) et 

standardisé au sein de notre équipe (Vanessa Roulet et al., 2006; Desdoits-Lethimonier et al., 

2012; Albert et al., 2013; Desdoits-Lethimonier et al., 2017a; Matusali et al., 2018a). 

Brièvement, après avoir retiré l’albuginée, le testicule entier est découpé en fragments de 

3mm3, appelés « explants ». Pour chaque condition, en triplicat, 4 explants sont déposés sur 

une membrane poreuse (appelée « insert »), placée dans un puit à la surface du milieu de 

culture. En permettant le maintien de l’architecture tissulaire et des communications 

cellulaires, ce modèle permet de se rapprocher au plus près de la réalité physiologique in 

vivo. 

Les effets des deux phytocannabinoïdes majoritaires du cannabis, et utilisés à des fins 

thérapeutiques, le Δ9-THC et le CBD, ont été étudiés, seuls ou en mélange équimolaire. Ces 
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conditions nous ont permis d’évaluer les potentiels effets additifs ou inhibiteurs d’une 

molécule sur l’autre. La concentration plasmatique de Δ9-THC et de CBD après une 

consommation récréationnelle ou thérapeutique atteignant environ 10-7M chez l’homme 

adulte (pour revue : Grotenhermen, 2003; Huestis, 2005, 2007; Lucas et al., 2018), nous 

avons encadré cette valeur en traitant nos explants testiculaires avec des concentrations de 

Δ9-THC et/ou de CBD allant de 10-9M à 10-5M et afin d’observer d’éventuels effets doses. 

Lors de cette étude, nous avons testé l’impact d’une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD 

« courte » (pendant 48 heures), mimant une consommation aigue de ces 

phytocannabinoïdes chez l’homme in vivo, et une exposition « longue » (10 jours), mimant 

une consommation plus chronique de ces composés.  

Nous avons observé les effets du Δ9-THC et/ou du CBD sur différents paramètres. La 

capacité des explants à sécréter une des hormones principales du testicule, la testostérone, 

a été étudiée par le dosage de ce facteur dans les milieux de culture. Les explants 

testiculaires ont été récupérés en fin de culture et pour chaque condition, sur la moitié des 

explants ont été réalisées des immunohistochimies, afin d’évaluer l’impact des différents 

traitements sur la morphologie, la viabilité cellulaire et la surface occupée par les cellules de 

Leydig. Sur l’autre moitié des explants, les effets des traitements sur l’expression de gènes 

codant pour des protéines impliquées dans les fonctions sertoliennes, leydigiennes et dans 

la différenciation des cellules germinales ont été investigués par quantitative Polymerase 

chain reaction (qPCR).  
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ABSTRACT 

 

Purpose: While an increased risk of developing germ cell tumors has been established in 

regular cannabis consumers, there is conflicting evidence about an association between 

cannabis use and testosterone levels. In this context, we aimed to determine whether Δ9-

tetrahydrocannabinol (THC) and cannabidiol (CBD), the two major and best-studied 

cannabinoids present in cannabis, also the most used for therapeutic applications, can 

directly impact the steroidogenic function and germ cell lineage of the human adult testis. 

Materials and Methods: We used our well-characterized organotypic culture of human 

testis, in which adult testis explants were exposed to CBD, THC, or CBD/THC [ratio 1:1] from 

10-9 to 10-5M for up to either 48h or 9 days. The testes were obtained from multi-organ 

donors (n = 13; mean age: 55.15±5.62 years). 

Results: The testosterone production and the spatial distribution of Leydig cells did not 

change upon CBD and/or THC exposure either after 48h or 9 days. Also, the tissue 

morphology, the number of apoptotic and proliferative cells as well as the mRNA expression 

mailto:aurore.gely-pernot@ehesp.fr
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of genes encoding proteins involved in germ cell differentiation, meiosis, and Sertoli and 

Leydig functions were also not affected by the phytocannabinoid exposures. 

Conclusions: Altogether, these findings show an absence of acute direct effects of exposure 

to cannabis-derived cannabinoids THC and CBD on testicular testosterone production and 

germ cells ex vivo. Further studies are warranted to explore an indirect impact of 

cannabinoids on testis functions through the hypothalamic-pituitary-testis axis as well as the 

potential effects of long-term exposures.   

 

Keywords: Cannabis; Leydig cells; Male infertility; Spermatogenesis 

 

INTRODUCTION 

 

Cannabis remains the most widely used drug worldwide. In 2020, more than 4 per cent 

of the global population aged 15–64 (209 million people) had used cannabis in the past year. 

The use of cannabis has increased in young people of reproductive age, with a majority of 

consumers starting smoking cannabis in their mid to late teens. Of concern, puberty 

represents a sensitive window for reproductive health, which integrity is required for lifelong 

fertility. Furthermore, there has been a renewed interest in the potential medical use of 

cannabis, cannabis extracts, and pharmaceutical products (containing cannabinoids) 

(UNODC, 2022). 

Scientific evidence based on observational findings from cannabis smokers has 

produced conflicting data about the effect of cannabinoids on male reproductive health. 

Some studies highlighted the negative effect of cannabis consumption on sperm parameters 

(Feiby L Nassan et al., 2019; Payne et al., 2019b) and testosterone secretion (Belladelli et al., 

2022c; Kolodny et al., 1974b), whereas others failed to observe any impact (Belladelli et al., 

2022b; Jack H Mendelson et al., 1974; Jack E. Thistle et al., 2017; Cushman, 1975b). In the 

last few years, a review (Maccarrone et al., 2021b) and a meta-analysis (Belladelli et al., 

2021b) concluded that the current evidence does not support a clinically significant 

association between cannabis use and testicular function, assessed through published 

clinical data of semen quality and serum hormone levels. Nevertheless, it is now established 

that frequent cannabis use is associated with the development of testicular germ cell tumors 

(TGCT), suggesting that recreational and therapeutic uses of cannabis or its compounds may 
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impact the testis (Ghasemiesfe et al., 2019b; Gurney et al., 2015b; Song et al., 2020b). 

Furthermore, a recent systematic review indicated that the most consistent consequence of 

cannabis addition is its negative effects on sperm morphology, while its negative impact on 

the hormonal profile was still questionable (Alghobary and Mostafa, 2022b). Also, the 

evidence that cannabis depresses testosterone levels relies heavily on animal studies (Payne 

et al., 2019b). 

The two major cannabinoids of cannabis are Δ9-tetrahydrocannabinol (THC), 

responsible for the psychotropic effect, and cannabidiol (CBD). These two compounds are 

the best-studied and most used as an alternative for therapeutic applications such as 

epilepsy, Alzheimer’s and Parkinson’s diseases, multiple sclerosis, and cancer (Cohen et al., 

2019). THC and CBD act on specific G protein-coupled receptors called cannabinoid 

receptors, CB1 and CB2. These receptors, together with their naturally synthesized 

cannabinoids, so-called endocannabinoids (eCAs), and their synthesis/degradation enzymes 

and transporters, constitute the endocannabinoid system (ECS) (Kilaru and Chapman, 2020). 

Gonads synthesize eCAs, which in rodents control Sertoli and Leydig cells activity, germ cell 

progression, as well as the acquisition of sperm functions (Bovolin et al., 2014b). Our 

laboratory recently evidenced the expression of the main components of the ECS in the 

human adult testis (Nielsen et al., 2019b).  Notably, both CB1 and CB2 were expressed in 

Leydig cells and post-meiotic germ cells, along with ECS enzymes. 

Since ECS is involved in reproductive function and data about the effect of cannabis 

consumption on reproductive health are conflicting, our study aimed to determine whether 

THC and CBD, alone or in a mixture, directly impact testis steroidogenic function and germ 

cell lineage using our well-characterized organotypic culture of human adult testis (Desdoits-

Lethimonier et al., 2017b; Kristensen et al., 2018b; Matusali et al., 2018b; V Roulet et al., 

2006). 

 

 

MATERIALS AND METHODS 

 

Chemicals 
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CBD (Axon Medchem, Netherlands) was diluted in dimethylsulfoxide (DMSO) solution, while 

THC (Sigma Aldrich; CAS number 1972-08-3, USA) was diluted in ethanol (EtOH) solution. The 

same amount of DMSO, EtOH, and a mixture of DMSO and EtOH was used as control of CBD, 

THC, and the mixture of THC and CBD, respectively. 

 

Ethical statement 

Testes were obtained from multi-organ donors (n = 13; mean age: 55.15±5.62 years). The 

protocol was approved by the local ethics committee (Agence de la Biomédine; 

authorization no. ########) and informed consent was obtained from the donors’ families. 

 

Ex Vivo Organ Model: Testis Explant Assay 

To determine the direct effect of CBD and/or THC on human adult testis tissue, we 

used our previously validated organ model assay (Testis Explant Assay) (V Roulet et al., 

2006). After collection of each testis, the organ was placed at 4°C and rapidly processed for 

experimentation. Testis tissues were systematically examined by transillumination upon 

receipt. Only tissues displaying spermatogenesis were further processed. Four 3-mm3 testis 

explants were placed onto a polyethylene terephthalate insert (Falcon Labware, USA) at the 

interface of air in 1 ml of Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (Thermo Fisher Scientific). 

This medium was supplemented with antibiotics, 4 mM glutamine, 1 mM sodium pyruvate, 

10µg/ml insulin, 5µg/ml transferrin, 200ng/ml vitamin E, 100 ng/ml vitamin A, 50ng/ml 

vitamin C, and 1 IU/ml hCG for culture, in a well of a 12-well plate. For the long-term culture, 

10% of fetal calf serums without steroids were added to supplemented medium. The 

explants were exposed to a medium containing either CBD or 0.1% of DMSO (control CBD), 

THC or 0.1% EtOH (control THC), CBD/THC or 0.2% of DMSO/EtOH [ratio 1:1]. Drugs were 

used at 10-5M to 10-9M. For each condition, testis explants were cultured in three different 

wells corresponding to technical replicates for 48h with medium replenishment at 24h 

during the short-term culture. Media from 24 and 48h were stored at -80ºC for testosterone 

measurements. For the longer-term culture, explants were first cultured during the first 24h 

of culture (D0) without any drug to define a baseline for hormone production in each well. 

This allows normalization of the explants secretory capacity when the drugs are added. 
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Media were then changed and collected at 3, 6, and 9 days (D3, D6, and D9, respectively) 

after the beginning of the treatment. At the end of the exposure, three explants, one of each 

well of each condition, were randomly collected and either stored at -80ºC for RT-qPCR or 

fixed in Bouin’s or paraformaldehyde (PFA) 4% (w/v) solutions and embedded in paraffin. 

The fixed explants were cut into 5.0µm-thick sections and stored at 4ºC until staining. 

 

Histology 

Histological sections of human adult testis explants from each treatment condition 

were performed on Bouin's-fixed tissue and stained with hematoxylin-eosin. The testicular 

histology was checked under a light microscope (Zeiss microscope). 

 

Hormone measurement 

Testosterone levels were assayed in duplicate in the culture medium using a specific 

radioimmunoassay (RIA, Beckman Coulter, Czech Republic). The intra- and inter-assay 

coefficients of variation were 11.6 and 13.5%, respectively. Control testis explants from the 

short-term culture produced an average of 15.08 ± 2.96 ng/ml testosterone after 24h of 

culture and 17.37 ± 4.03 ng/ml testosterone after 48h of culture. For the longer-term 

culture, the testosterone levels in the controls were 9.53 ± 1.79, 29.95 ± 5.96, and 166.31 

±11.42 ng/ml after 24h (D0), D3, and D9, respectively. 

 

Immunohistochemistry 

Immunohistochemistry was performed on PFA 4%-fixed histological sections of human 

adult testis explants to observe Leydig cells and estimate the number of testicular cells 

undergoing apoptosis and proliferation, as previously described (Desdoits-Lethimonier et al., 

2017b; Kristensen et al., 2018b; Maamar et al., 2015; Matusali et al., 2018b). Briefly, Leydig 

cells were labeled with a rabbit primary antibody (1:500; Sigma-Aldrich, Germany) directed 

against the cytochrome P450, family 11, subfamily A, polypeptide 1 (CYP11A1) followed by 

biotinylated polyclonal goat anti-rabbit secondary antibody (1:200; Dako, Denmark) 

(Maamar et al., 2015). For apoptosis assessment, histological sections were labeled with a 

polyclonal rabbit primary antibody directed against cleaved caspase-3 (1:100; Asp175, Cell 

Signaling Technology, Ozyme, France) and then with the secondary antibody as previously 

described (Desdoits-Lethimonier et al., 2017b; Kristensen et al., 2018b; Matusali et al., 
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2018b). For proliferation assessment, histological sections were labeled with a monoclonal 

mouse primary antibody directed against Ki-67 (1:100; Dako, Denmark) and then a 

biotinylated polyclonal goat anti-mouse secondary antibody (1:200, Dako, Denmark). To 

quantify the number of cells in apoptosis (Caspase-3 positive cells) or proliferation (Ki-67 

positive cells), positive cells were counted in the seminiferous tubules and interstitial tissue 

in 10 histological sections of each condition using a light microscope (Bh2 Olympus 

Microscope) coupled to Mercator Expert Software (Explorer NOVA). The surface area of each 

section was measured and the data are presented as cell number per surface area. 

 

RT-qPCR 

RNA was extracted from the frozen explants using RNeasy® Plus Mini Kit (Qiagen) 

according to the manufacturer’s instructions. Reverse transcription was performed using 

QuantiTect Reverse Transcription (Qiagen) according to the protocol provided. RT-qPCR was 

performed as described previously (Kristensen et al., 2018b) using iTaq Universal SYBR Green 

Supermix (Bio-Rad) and 5.7ng cDNA template in a CFX384 Touch Real-Time PCR Detection 

System (Bio-Rad). RPLP0 and RPS20 mRNAs were used as internal controls for normalization. 

Used primers are listed in the Supplementary Table 1. Results were calculated by the ΔΔCT 

method as n-fold differences in target gene expression with respect to the reference gene 

and the calibration sample. 

 

Statistical analyses 

The data normality was checked by Shapiro-Wilk test. More than two groups were 

compared using one-way ANOVA followed by Holm-Sidak post hoc comparison test 

(parametric data) or Kruskal-Wallis test followed by Dunn multiple comparisons test 

(nonparametric data). For comparing only two groups, we used the unpaired Mann-Whitney 

test. The statistical significance threshold was set at 0.05. All statistical analyzes were 

performed using GraphPad Prism 6 software. 
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Figure 1. CBD and THC, alone or in a mixture, do not affect the morphology of human adult testis explants. 
H&E staining of the histological sections of human adult testis explants cultured for 48h (A-F) or 9 days (G-L) in 
the presence of (A, G) DMSO (Control CBD), (B, H) EtOH (Control THC), (C, I) DMSO/EtOH (Control CBD/THC), 
(D, J) CBD, (E, K) THC, or (F, L) CBD/THC (1:1 ratio). Pictures showed are representative of all tested 
cannabinoid concentrations performed on 6 donors for the short-term culture and 5 donors for the longer-
term culture. Bar = 100µm. 
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RESULTS 

 

THC and/or CBD do not affect the morphology of human adult testis explants 

We first determined the effects of a broad range of concentrations of CBD, THC, and 

CBD/THC mixture on the testis morphology following either a 48h or 9 day exposure, in an 

attempt to reflect various cannabis usages, i.e. single or more regular exposure to different 

administration modes. The analysis of the sections stained with hematoxylin/eosin showed 

the overall structure of the testis explants upon exposure to different concentrations of 

cannabinoids were not impacted by either a 48h (Fig. 1 A-F) or 9 days treatment (Fig. 1 G-L). 

However, because of the difficulties to maintain germ cell differentiation in culture, the 

seminiferous tubules appeared smaller and with fewer cells 9 days after treatment, in both 

control and exposed conditions. 

 

THC and/or CBD have no effect on the secretion of testosterone, spatial distribution and 

gene expression of Leydig cells 

After assessing the endocrine function of cultured testis explants exposed to the 

cannabinoids, our data show that neither THC, CBD, nor the mixture of the two significantly 

modified the secretion of testosterone in the culture media after 24h, 48h, 3 days, or 9 days 

of exposure (Fig. 2A,B). Also, immunohistochemistry of the testis sections using CYP11A1, a 

specific marker of Leydig cells, did not highlight any change in Leydig cell density in treated 

conditions compared to controls 48h and 9 days after the beginning of the treatment (Fig. 

2C). In line, the quantitative measure of genes specifically expressed by Leydig cell (INSL3, 

CYP19A1) did not reveal any significant changes upon drug exposures (Fig. 2D).  

 

THC and/or CBD do not affect the number of apoptotic and proliferating cells in human 

adult testis explants 

Since we did not detect any obvious morphological changes after THC, CBD, or 

THC/CBD exposure, we focused on early signs of cell death in the exposed testis explant. 

After quantification of the number of positive cells to cleaved Caspase-3, a specific marker of 

apoptosis, per surface area in both seminiferous tubules and interstitial space 

compartments, our results showed that neither CBD, THC, nor CBD/THC impacted germ cells, 

Sertoli cells,  
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Figure 2. CBD and THC, alone or in a mixture, do not affect the secretion of testosterone by human testis in 
organotypic culture. Amount of testosterone in the supernatants of human adult testis explants cultured for 
24h or 48h (A) and 3 or 9 days (B) in presence of CBD (in blue), THC (in green), and CBD/THC (in orange) at 10-9 
to 10-5 M. There was no significant difference (i.e. p>0.05) among the groups by ANOVA followed by Holm-
Sidak test (parametric data) or Kruskal-Wallis test followed by Dunn multiple comparisons test (nonparametric 
data). Data presented as mean ± SEM divided by their respective controls. Testosterone released by testis 
explants from 8 donors for the short-term culture and 5 donors for the longer-term culture. (C) 
Immunostaining using an anti-CYP11A1 antibody on histological sections of whole explants cultured for 48h or 
9 days in the presence of CBD, THC, or CBD/THC (1:1 ratio) at 10-5 M. Pictures showed are representative of 
minimum 3 independent experiments performed on 3 donors for the short-term and longer-term culture. Bar = 
500µm. (D) RT-qPCR analysis using testis explants cultured for 48h in the presence of CBD, THC, or CBD/THC 
(1:1 ratio) at 10-5M. The effect of the treatments was investigated on INSL3 and CYP11A1 gene expression. No 
significant difference (i.e. p>0.05) among the groups by ANOVA followed by Holm-Sidak test. Presented data 
are normalized on 2 reference genes (RPLP0 and RSP20) and control condition (as mean ± SEM). INSL3 - insulin 
like 3; CYP19A1 - cytochrome P450 family 19 subfamily a member 1. 
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Leydig cells or other interstitial cells’ viability in the range of concentrations used 48h after 

the beginning of the treatment (Fig. 3). 

In the longer-term culture, we also verified that the treatment with CBD, THC, nor 

CBD/THC at 10-5M during 9 days did not impact the number of apoptotic cells, as compared 

with control condition (Supplementary Fig. 1). 

As proliferation is more active at the beginning of the culture, we next evaluated the 

short-term effect of CBD and/or THC on the proliferating rate in human adult testis explants, 

using the specific marker Ki-67. After quantification of the number of Ki-67 positive cells per 

surface area in both seminiferous tubules and interstitial space compartments, our results 

showed that neither CBD nor THC, alone or in combination, affected the cell’s capacity to 

proliferate (Fig. 4). 

 

1. Expression of genes involved in spermatogenesis and Sertoli cell function are not 

affected by 48h exposure of testis explants to CBD and/or THC 

To investigate the potential effects of CBD and/or THC exposure on gene expression of 

human adult testis, we performed RT-qPCR on a range of genes markers of germ cell 

populations and Sertoli cells.  Testis explants treated with the highest dose of CBD and/or 

THC and their related controls were used. For the analysis, we chose genes encoding 

proteins involved in germ cell differentiation (DAZL, LIN28A, POU5F1), meiosis (SYCP3, 

STRA8, REC8), and Sertoli cell function (INHBB, SOX9, FSHR). Our results show that exposure 

to CBD and/or THC at the highest dose (10-5M) did not significantly affect the expression of 

any of the genes verified in our experiment 48h after the beginning of the treatment (Fig. 5). 
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Figure 3. CBD and THC, alone or in a mixture, do not affect the number of apoptotic cells in human adult 
testis explants after 48h of culture. Immunostaining using an anti-cleaved Caspase-3 antibody on histological 
sections of testis explants cultured for 48h in the presence of CBD, THC, or CBD/THC (1:1 ratio). (A-D) Panels 
show whole explants stained with cleaved-caspase 3 (apoptotic cells in brown). Pictures showed are 
representative of minimum 3 independent experiments performed on 5 donors. Bar = 500µm. (E-G) 
Quantification of positive cells per surface area in both tubule and interstitial compartments after CBD (E), THC 
(F), and CBD/THC (G) exposure from 10-9 to 10-5M. No significant difference (i.e. p>0.05) among the groups by 
ANOVA followed by Holm-Sidak test. Data presented as mean ± SEM divided by their respective controls. 
Quantification performed in at least 3 donors (the exact n for each dose is indicated at the bottom of the 
graph). 
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DISCUSSION 

 

This study is the first to investigate the direct impact of the plant-extract cannabinoids 

CBD and THC, alone or in a combination, on the human adult testis. Using our validated 

model of human adult testis in organotypic culture (Desdoits-Lethimonier et al., 2017b; 

Kristensen et al., 2018b; Matusali et al., 2018b; V Roulet et al., 2006), we investigated 

whether exposure to cannabinoids used for recreational and therapeutic purposes may 

directly impact testis functions. We provide evidence that 48h or 9 day exposures of testis 

explants to CBD and THC alone or in a mixture - which duration spans the 1.3 days half-life of 

cannabis measured in infrequent users (Huestis and Research, 1996), for the range of 

cannabinoid concentrations used, has no major effect on steroidogenic function and germ 

cell lineage. 

The ECS has been previously described as a critical regulator of male vertebrate 

reproduction, notably through the modulation of the secretion of male hormones (Bovolin 

et al., 2014b). At the central level, the ECS regulates the release of the gonadotropin-

releasing hormone (GnRH), a key neuropeptide for reproductive physiology, and lowers the 

levels of the follicle-stimulating hormone (FSH) and the luteinizing hormone (LH) released by 

the anterior pituitary. FSH and LH are respectively involved in the function of Sertoli cells, 

the somatic testicular cells that nurse the germ cells and are essential for their 

differentiation, and in the production of testosterone by Leydig cells (Corradi et al., 2016b). 

However, the available clinical data on the relationship between cannabis and male 

reproductive hormone production are inconsistent. Thus, while some studies showed a 

decrease in the levels of LH (Vescovi et al., 1992b) and FSH (Feiby L Nassan et al., 2019) in 

cannabis users versus non-users, others did not find any differences (Cushman, 1975b; 

Kolodny et al., 1974b). Kolodny and colleagues (Kolodny et al., 1974b) observed a 

modification of plasma testosterone level associated to a chronic and intensive use of 

cannabis (at least four days a week for a minimum of six months), whereas other studies did 

not observe any alteration (Jack H Mendelson et al., 1974; Jack E. Thistle et al., 2017). An 

explanation for these heterogeneous results could be related to the temporal and reversible 

effects of cannabis on hormone levels. Indeed, the effect of cannabis consumption on 

testosterone level is related to the recency of use (Jack E. Thistle et al., 2017). Nevertheless, 

the dosage of testosterone production by the human adult testis explants after CBD, THC, or  
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Figure 4. CBD and THC, alone or in a mixture, do not affect the number of proliferating cells in human adult 
testis explants. Immunostaining using an anti-Ki-67 antibody on histological sections of testis explants cultured 
for 48h in the presence of CBD, THC, or CBD/THC (1:1 ratio). (A-D) Ki-67 positive cells appear in brown and in 
most of the cases are on the peripheral site of the seminiferous tubules. Pictures showed are representative of 
minimum 3 independent experiments performed on 5 donors. Bar = 100µm. (E-G) Quantification of positive 
cells per surface area in both tubule and interstitial compartments after CBD (E), THC (F), and CBD/THC (G) 
exposure at 10-9 to 10-5M. No significant difference (i.e. p>0.05) among the groups by ANOVA followed by 
Holm-Sidak test. Data presented as mean ± SEM divided by their respective controls. Quantification performed 
in at least 3 donors (the exact n for each dose is indicated at the bottom of the graph). 
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CBD/THC exposure did not show any time-related effect as no alteration were 

observed for either exposure times. Our results are consistent with that of a recent meta-

analysis (Belladelli et al., 2021b), and suggest that exposure to CBD and THC does not modify 

testosterone production by Leydig cells. However, we cannot rule out an indirect effect 

through a modification of the gonadotropins released by the pituitary, and in turn a 

disruption of the hypothalamic-pituitary-gonadal axis (HPG axis), nor a direct effect on testis 

after longer/repeated exposures. 

Over 90% of testicular cancers are TGCT (Skakkebaek et al., 2016b). TGCT are believed 

to be primarily caused by a deregulation of gonocyte differentiation during development, 

resulting in the formation of germ cell neoplasia in situ (GCNIS) in adult testis. GCNIS 

corresponds to a precursor lesion that may develop into TGCT after exposure to risk factors 

(Skakkebaek et al., 2016b). TGCT incidence has been associated with cannabis consumption 

(Ghasemiesfe et al., 2019b; Gurney et al., 2015b; Song et al., 2020b). Thus, TGTC cases have 

been observed in frequent cannabis users, and the risk of developing this cancer was 

reported to increase with years of use, speculating that cannabis is able to affect the state of 

differentiation and proliferation of testicular germ cells.  Ki-67, a proliferation marker, has 

been used for the evaluation and prognosis of TGCT (Datta et al., 2000a). After quantifying 

the Ki-67 positive cells in the explants, we did not observe a change after 48h of 

cannabinoids’ exposure. To date, the mechanisms that may explain cannabis-TGCT 

association are unknown and further studies are required. 

Since we did not observe any impact at cellular and histophysiological levels, we 

performed RT-qPCR analyses to determine whether phytocannabinoid exposure could affect 

the expression of a range of key genes for the testis functions. We showed that the mRNA 

levels of genes involved in steroidogenesis, Sertoli cell function, and germ cell 

differentiation, including those recently identified as driver genes for initiation of GCNIS, 

such as POU5F1 or LIN28A (von Eyben and Parraga-Alava, 2020b) were not affected. 

Therefore, this outcome confirms the lack of effect of cannabis on testis function in our ex 

vivo model. 

Our model has however limitations. For instance, we cannot rule out a discrete effect 

of the cannabinoid compounds tested on a restricted number of testicular cells, which could 

have been missed in our bulk molecular analyses. In that respect, an analysis at single cell 

level would be useful. The impact of the 9 day culture of testis explant on germ cells’ death  
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Figure 5: CBD and THC, alone or in a mixture, do not affect the expression of genes specifics to germ cells and 
Sertoli cells in human adult testis explants. RT-qPCR analysis using testis explants from 5-6 donors cultured for 
48h in the presence of CBD, THC, or CBD/THC (1:1 ratio) at 10-5M. From the left to the right column, the effect 
of the treatments was investigated on genes involved in germ cell differentiation (DAZL, LIN28A, POU5F1), 
meiosis (SYCP3, STRA8, REC8) and Sertoli cell function (INHBB, SOX9, FSHR). No significant difference (i.e. 
p>0.05) among the groups by ANOVA followed by Holm-Sidak test. Presented data are normalized on 2 
reference genes (RPLP0 and RSP20) and control condition (as mean ± SEM). DAZL - deleted in azoospermia 1; 
LIN28A - lin-28 homolog A; POU5F1 - POU class 5 homeobox 1; SYCP3 - synaptonemal complex protein 3; STRA8 
- stimulated by retinoic acid 8; REC8 - REC8 meiotic recombination protein; INHBB - inhibin subunit beta; SOX9 - 
SRY-box transcription factor 9; FSHR - follicle-stimulating hormone receptor; RPLP0 - ribosomal protein lateral 
stalk subunit P0; RPS20 - ribosomal protein S20. 
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could also impair the detection of an impact of the drugs on a small germ cell population. 

Moreover, and as mentioned above, our model can only mimic a direct exposure of the 

testis outside its body environment and therefore without external hormonal regulations. 

 

CONCLUSIONS 

 

Overall, our study indicates that there are no direct effects of a 48h or 9 day exposure 

to cannabis-derived cannabinoids CBD and THC on steroidogenesis and testicular cells, 

including germ cell lineage in the human testis ex vivo. These data provide important 

complementary evidence to the heterogeneous studies performed in cannabis users and 

further suggest that there is no association between cannabis and a decrease in testosterone 

levels. 

However, while our findings show no evidence to support the notion that direct 

exposures to the phytocannabinoids CBD and THC have harmful effects on testosterone 

production and human male reproductive health, a better understanding of the link 

between cannabis consumption and TGCT development is required, as well as that of the 

effect of regular/continuous exposures.  
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Suppl. Figure 1. A longer-term exposure to CBD and THC, alone or in a mixture, do not affect the number of 
apoptotic cells in human adult testis explants. A quantification of positive cells per surface area stained with 
an anti-cleaved Caspase-3 antibody in both tubule and interstitial compartments of 5 donors after 9 day 
exposure to CBD, THC at 10-5M. No significant difference (i.e. p>0.05) among the groups by Mann-Whitney test. 
Data presented as mean ± SEM 

 

Gene Forward primer (5’-3’) Reverse primer (5’-3’) Amplicon length (bp) 

CYP19A1 CCAGGTCCTGGCTACTGCAT GATCCCCATCCACAGGAATCT 69 

DAZL GAAGGCAAAATCATGCCAAACAC CTTCTGCACATCCACGTCATTA 186 

FSHR TGCCATTGAACTGAGGTTTG GGTCCCCAAATCCTGAAAAT 74 

INHBB GCGTTTCCGAAATCATCAG GCCTTCGTTGGAGATGAAGA 86 

INSL3 CCCAGAGATGCGTGAGAAGT CCAGCCACTGTAGCAACTC 229 

LIN28A AAGCTGCACATGGAAGGGTT CCGCCTCTCACTCCCAATAC 138 

POU5F1 TACTCCTCGGTCCCTTTCC CAAAAACCCTGGCACAAACT 131 

REC8 TTTGGGATGATGTCTGTGGA CTGGGATTGCAGCCTCTAAG 85 

SOX9 AACGCCTTCATGGTGTGG TCTCGCTCTCGTTCAGAAGTC 124 

STRA8  GAGGGCAGCGTGAAGGACAG  GCAGCTGGCAAGCACTGAAC 165  

SYCP3  TGCTGGAAGGAGTTGGAGTTGA TCCCACTGCTGAAACAAAGTCA  193  

Reference genes   

RPLP0 TCTACAACCCTGAAGTGCTTGAT CAATCTGCAGACAGACACTGG 167 

RPS20 AACAAGCCGCAACGTAAAA ACGATCCCACGTCTTAGAA 96 

 
Supplementary Table 1. Primers used in RT-qPCR in human adult testis explants. 

Primers used in the RT-qPCR to determine the expression of genes involved in Leydig cell function (CYP11A1, 
INSL3), germ cell differentiation (DAZL, LIN28A, POU5F1), meiosis (SYCP3, STRA8, REC8), and Sertoli cell 
function (INHBB, SOX9, FSHR) upon CBD and/or THC 48h exposure. RPLPO and RPS20 genes were used as 
housekeeping genes to normalize the expression of the genes of interest. RT-qPCR was performed using iTaq 
Universal SYBR Green Supermix (Bio-Rad) in a CFX384 Touch Real-Time PCR Detection System (Bio-Rad). 
CYP19A1 - cytochrome P450 family 19 subfamily a member 1; DAZL - deleted in azoospermia 1; FSHR - follicle-
stimulating hormone receptor; INHBB - inhibin subunit beta; INSL3 - insulin like 3; LIN28A - lin-28 homolog A; 
POU5F1 - POU class 5 homeobox 1; REC8 - REC8 meiotic recombination protein; SOX9 - SRY-box transcription 
factor 9; STRA8 - stimulated by retinoic acid 8; SYCP3 - synaptonemal complex protein 3; RPLP0 - ribosomal 
protein lateral stalk subunit P0; RPS20 - ribosomal protein S20. 
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D) Discussion et perspectives  

 

1.  Discussion des résultats  
 

Il a été montré chez l’homme que le système des ECB est exprimé dans le testicule 

(Nielsen et al., 2019a) et qu’il intervient dans la régulation de mécanismes primordiaux 

comme la survie des cellules de Sertoli (Maccarrone et al., 2003; Rossi et al., 2007; Grimaldi 

et al., 2009b), la spermatogenèse (Grimaldi et al., 2013) et les fonctions spermatiques, 

jusqu’à la fécondation de l’ovocyte. De plus, les récepteurs spécifiques des cannabinoïdes, 

CB1 et CB2, et les enzymes de synthèse et de dégradation des ligands endogènes du système 

sont exprimés par les cellules de Leydig (Nielsen et al., 2019a), suggérant que la signalisation 

des ECB peut réguler leur activité. Nous avons fait l’hypothèse qu’une exposition du testicule 

humain adulte à des ligands exogènes du système ECB, comme les phytocannabinoïdes, peut 

entrainer des altérations de la physiologie testiculaire.  

L’objectif principal de ce travail expérimental était d’évaluer les conséquences sur la 

physiologie testiculaire d’une exposition directe du testicule adulte humain aux deux 

principaux composants du cannabis, le Δ9-THC et le CBD, également utilisés en thérapie, à 

des doses se rapprochant d’une exposition récréationnelle ou thérapeutique in vivo. Pour 

discriminer les effets d’une exposition relativement aigue à ces deux phytocannabinoïdes 

d’une exposition plus chronique, deux durées de traitement ont été étudiés : une exposition 

dite « courte » (48 heures) et une exposition dite « longue » (9 jours).  

La testostérone est un facteur majeur de l’activité testiculaire (pour revue : Tyagi et 

al., 2017; Zhou et al., 2019) et les résultats de la littérature étant conflictuels sur l’effet d’une 

exposition au cannabis sur la sécrétion de testostérone entre les études in vitro et in vivo 

chez l’homme et les espèces modèles (pour revue : Belladelli et al., 2021), nous avons évalué 

la sécrétion de ce facteur par les explants testiculaires humains adultes exposés à différentes 

doses de Δ9-THC et/ou de CBD. L’exposition à du Δ9-THC et du CBD, seuls ou en mélange, à 

des doses allant de 10-9 à 10-5M pendant 48 heures ou 9 jours n’a pas significativement 

altéré la sécrétion de testostérone par les explants testiculaires humains adultes. De façon 

cohérente, les densités des cellules en prolifération ou en apoptose dans le tissu interstitiel, 
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où se trouvent les cellules de Leydig, n’ont pas révélé de différences entre les différentes 

conditions et la surface occupée par les cellules de Leydig n’est qualitativement pas modifiée 

par les différents traitements. L’analyse transcriptomique des explants testiculaires humains 

adultes n’a quant à elle pas révélé d’altérations dans l’expression de gènes codants pour des 

protéines impliquées dans la stéroïdogenèse, contrairement à ce qui avait été rapporté dans 

des études chez le rat in vitro (Funahashi et al., 2005) et la souris in vivo (Banerjee et al., 

2011b). Enfin, les différents traitements ne semblent pas avoir altéré la sensibilité des 

cellules de Leydig à la LH/hCG comme il avait été rapporté dans une étude in vitro chez la 

souris (Banerjee et al., 2011b) dans notre modèle car l’expression du gène codant pour le 

récepteur à la LH est apparue similaire dans toutes les conditions.  

Dans la littérature consacrée à l’homme, la diminution de la testostérone plasmatique suite 

à une exposition au cannabis est controversée et une méta-analyse a récemment conclu à 

une absence de corrélation entre ces deux paramètres (Belladelli et al., 2021a). Si le Δ9-THC 

et du CBD n’altèrent apparemment pas la capacité stéroïdogène des cellules de Leydig dans 

notre modèle après 48 heures ou 9 jours d’exposition, on ne peut exclure qu’une exposition 

au-delà de 9 jours puisse avoir un effet perturbateur sur ce paramètre. En effet, parmi trois 

études ayant observé une diminution de la testostérone plasmatique chez des hommes 

consommateurs de cannabis, deux d’entre elles l’ont observé après une exposition 

chronique de plus de 4 semaines (Kolodny et al., 1974a; Cohen, 1976).  

Un effet central sur l’hypothalamus ou l’hypophyse du Δ9-THC et du CBD doit être envisagé. 

En effet, une diminution de la sécrétion de GnRH et de LH pourrait induire une perturbation 

de la sécrétion de testostérone par le testicule. Il a été observé que l’injection in vitro de 10-

6M de Δ9-THC dans le cerveau de rats mâles adultes entraine une diminution de la sécrétion 

de GnRH et de LH (Wenger et al., 1987). De même, l’exposition in vivo au Δ9-THC chez la 

souris (Dalterio et al., 1978; Mandal and Das, 2010) et chez le rat (Steger et al., 1990; 

Murphy et al., 1990) entraine une diminution de la concentration de LH plasmatique. Une 

étude a également mis en évidence que le CBD est capable de faire apparaitre plus tôt cet 

effet du Δ9-THC sur la sécrétion de LH, et de le prolonger (Murphy et al., 1990). Chez 

l’homme, des études ont mis en évidence une diminution des taux de LH plasmatiques après 

une consommation aigue de cannabis (Cohen, 1976; Cone et al., 1986) et chez des 

consommateurs de cannabis chroniques ou fréquents (Cohen, 1976; Vescovi et al., 1992) par 
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rapport à des hommes non consommateurs. Cependant, cet effet négatif d’une exposition 

au cannabis sur les niveaux de LH plasmatiques n’est pas retrouvé dans toutes les études 

chez l’homme (Kolodny et al., 1974a; Block et al., 1991; Feiby L. Nassan et al., 2019) et une 

méta-analyse a récemment conclu sur l’absence d’altération de la LH plasmatique après une 

exposition au cannabis (Belladelli et al., 2021a). D’autres analyses in vivo et in vitro chez 

l’homme sont nécessaires pour pouvoir conclure sur une altération endocrine de l’axe HHT 

après une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD.  

Notre étude est en partie basée sur l’observation d’une corrélation entre la 

consommation de cannabis et le développement de TGCT (Gurney et al., 2015a; 

Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et al., 2020a), qui résultent d’une altération de la 

différenciation des cellules germinales. Nous avons donc ensuite étudié la capacité du Δ9-

THC et du CBD à perturber l’expression de gènes impliqués dans la différenciation des 

cellules germinales par qPCR. L’expression de DAZL, LIN28A et POU5F1 n’est modifiée par 

aucun traitement. Ki67 est un marqueur de prolifération, utilisé pour le diagnostic de la 

progression des TGCT séminomateuses (Due et al., 1988; Datta et al., 2000b) et non 

séminomateuses (Albers et al., 1995; Heidenreich et al., 1997). Le comptage de cellules Ki67-

positives dans les tubes séminifères, contenant entre autres les cellules germinales, n’a pas 

révélé de différence entre les conditions traitées et témoins. Ces résultats montrent, dans 

notre modèle, l’absence apparente d’effets du Δ9-THC et/ou du CBD sur les cellules 

germinales en lien avec une transformation cancéreuse.  

N’ayant pas mis en évidence une dérégulation de la prolifération ou de la différenciation des 

cellules germinales, nous nous sommes intéressés à leur viabilité. Chez le rat, le singe et la 

souris, des altérations histologiques des tubes séminifères, associées avec des perturbations 

de la spermatogenèse ont été observées après un traitement à différents 

phytocannabinoïdes, dont le Δ9-THC et le CBD (Rosenkrantz and Hayden, 1979; Rosenkrantz 

et al., 1981; Mandal and Das, 2010). Nous avons donc quantifié l’apoptose dans les tubes 

séminifères, contenant entre autres les cellules germinales, et les résultats se sont montrés 

similaires dans toutes les conditions. De plus, l’expression des gènes Synaptonomal complex 

protein 3 (SYCP3), Stimulated by retinoic acid gene 8 protein homolog (STRA8) et Meiotic 

recombination protein REC8 homolog (REC8), qui sont spécifiques de la méiose, n’a pas 

montré de modifications après exposition aux différents traitements.  
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Les tubes séminifères contiennent également les cellules de Sertoli. Ces cellules étant 

indispensables au bon déroulement de la spermatogenèse (Chojnacka et al., 2016; França et 

al., 2016; O’Donnell et al., 2022) et une étude ayant mis en évidence que le traitement de 

cellules de Sertoli humaines in vitro avec du CBD dès 7x10-6M pendant 24 heures a un effet 

cytotoxique sur les cellules de Sertoli (Li et al., 2022), nous avons étudié leur physiologie. 

Comme décrit plus haut, l’exposition des explants testiculaires à du CBD et/ou du THC de 10-

9M à 10-5M n’altère pas significativement le nombre de cellules prolifératives ou en 

apoptose dans les tubes séminifères. De plus, l’analyse par qpCR de l’expression des gènes 

codant pour l’inhibine B (IHNB), SOX9 et Tight junction protein ZO-1 (ZO1), spécifiques de 

l’activité des cellules de Sertoli, n’a pas révélé de différence entre les conditions traitées et 

témoins. Ces résultats sont cohérents avec une étude qui a mis en évidence l’absence 

apparente d’effets sur l’activité des cellules de Sertoli humaines d’une exposition in vitro 

avec du Δ9-THC ou du CBD à 6,36 x10-7M, allant jusqu’à 30 jours de culture (Holmes et al., 

1983).  

L’ensemble de ces résultats suggèrent que l’exposition du testicule humain au Δ9-

THC et/ou au CBD n’affecte pas la physiologie des tubes séminifères et le bon déroulement 

de la spermatogenèse. De façon cohérente, deux études chez la souris ont montré que 

l’exposition chronique au Δ9-THC n’altère pas la spermatogenèse (Berryman et al., 1992; 

López-Cardona et al., 2018). 

 

En conclusion, nos résultats suggèrent l’absence d’effets d’une exposition testiculaire 

directe à du Δ9-THC et/ou du CBD sur deux fonctions principales du testicule, la 

stéroïdogenèse et la spermatogenèse, à court-terme (48 heures) et à plus long-terme (9 

jours). 

 

Il a été montré chez la souris qu’une exposition in vivo à de l’extrait de cannabis peut 

entrainer une modification de la quantité protéique des récepteurs CB1 et CB2 dans le 

testicule (Banerjee et al., 2011a). Nous avons donc analysé par qPCR l’expression du système 

des ECB dans les explants testiculaires traités avec un mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-5M 

pendant 48h. L’expression des enzymes de synthèse et de dégradation principales et du 
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récepteur CB1 n’est modifiée par aucun traitement (données non publiées). Cette 

observation suggère qu’un mélange de Δ9-THC et de CBD n’altère pas la signalisation du 

système ECB. Les niveaux d’expression de CB2 étant trop faibles, nous n’avons pas été 

capables de détecter le récepteur CB2 dans les explants testiculaires.  

 

2.  Les perspectives 
 

a)  Perspectives méthodologiques 
 

(1) Origine des prélèvements  

Dans le cadre de notre étude, l’accès à des prélèvements humains s’est révélé 

avantageux, nous permettant de nous affranchir des différences, parfois conséquentes, qu’il 

existe entre les espèces.  

Cependant, une limite de l’utilisation de ces prélèvements a été leur rareté. En effet, 

sur mes trois années de présence au laboratoire, nous avons inclus pour cette étude les 

testicules de 13 patients défunts. L’âge parfois avancé des individus au moment de leur 

décès et l’exposition de chacun à divers facteurs au cours de leur vie, dont certains ayant des 

effets toxiques sur la fonction reproductive, ont pu altérer le tissu testiculaire, nous privant 

de certains échantillons. Il est intéressant de noter que pour certains patients dont les tissus 

testiculaires nous étaient parvenus, une consommation de cannabis a été rapportée au 

cours de la vie par la famille au personnel médical. Le protocole expérimental de l’étude 

présentée ici nécessitant un contrôle précis des doses d’exposition des explants testiculaires 

humains, supposément vierges d’une exposition au cannabis, ces tissus n’ont donc pas été 

inclus dans nos analyses. Ils ont cependant été gardés pour un projet annexe, afin étudier 

l’effet d’une consommation in vivo de cannabis sur la physiologie testiculaire. Les données 

issues de ces prélèvements exposés « in vivo » seront certainement difficilement 

interprétables, du fait de leur rareté d’une part mais aussi du manque d’informations 

précises sur le mode, la période, la fréquence et de la chronicité de la consommation, ainsi 

que les doses de Δ9-THC et de CBD employées.  



234 
 

L’âge très variable entre les patients (le plus jeune étant âgé de 18 ans au moment du 

décès et le plus vieux âgé de 85 ans) et les différents exposomes de chacun pendant leur vie, 

ont contribué à une variabilité inter-individuelle importante pour les paramètres investigués 

au cours de cette étude. Pour atténuer ces deux phénomènes, une stratégie expérimentale 

reste l’augmentation du nombre d’individus inclus dans l’étude, obligeant une prolongation 

du projet sur une durée indéterminée.  

 

(2) Culture organotypique  

Une des qualités indéniables de ce modèle est sa ressemblance avec la physiologie 

testiculaire in vivo. L’architecture testiculaire et les communications intercellulaires sont 

préservées, permettant une modélisation plus exacte que d’autres modèles tels que la 

culture de cellules primaires ou de lignées.  

Cependant, son utilisation possède des limites. L’ajout des molécules d’intérêt dans 

le milieu de culture avec un changement de milieu toutes les 24 heures entraine une 

distribution de ces dernières dans le tissu testiculaire potentiellement très différente de la 

réalité in vivo. Le milieu de culture étant statique, il est probable que seule une partie des 

molécules d’intérêt diffuse dans le tissu, comme il a précédemment été montré dans une 

étude de notre équipe avec d’autres composés (Desdoits-Lethimonier et al., 2012). De plus, 

cette approche expérimentale ne permet pas de prendre en compte leur métabolisation in 

vivo par différents organes, dont le foie particulièrement (pour revue : Dinis-Oliveira, 2016) 

avant d’atteindre le testicule. En outre, si les explants testiculaires humains peuvent être 

gardés en culture jusqu’à 14 jours, passé cette période, les tissus commencent à dégénérer 

(Roulet et al., 2006). 

Dans le cadre de notre problématique, la possibilité de maintenir les tissus 

testiculaires humains bien au-delà de 9 jours, parait pertinente afin de voir les effets du Δ9-

THC et du CBD à long terme. Plusieurs systèmes alternatifs de culture de tissus testiculaires 

humains existent désormais (Ibtisham et al., 2017; Sakib et al., 2019; Richer et al., 2020). 

Une méthode de culture récemment décrite, la microfluidique (Sharma et al., 2022) semble 

constituer un choix particulièrement approprié pour notre étude. Ce système de culture 

permet notamment de maintenir le tissu testiculaire viable et fonctionnel pendant une 
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longue période, jusqu’à 6 mois chez la souris (Komeya et al., 2016; Yamanaka et al., 2018). 

D’autre part, en reproduisant les caractéristiques d’une circulation sanguine, il permet une 

diffusion des molécules testées aux tissus lente et continue, donc plus représentative de la 

réalité physiologique. Enfin, ce système de culture permet d’étudier en temps réel les effets 

d’une molécule sur plusieurs paramètres, comme la sécrétion de facteurs par exemple. La 

mise en place de cette méthode est actuellement en cours de mise au point par notre 

équipe au sein de notre laboratoire sur des explants testiculaires humains adultes. La 

microfluidique donne également la possibilité de cultiver sur une même puce plusieurs 

organes, dont les sécrétions sont donc reliées (Ronaldson-Bouchard and Vunjak-Novakovic, 

2018; Wu et al., 2020; Picollet-D’hahan et al., 2021). Cette méthode serait particulièrement 

pertinence pour notre modèle. Afin d’intégrer les effets potentiels de la métabolisation 

hépatique du Δ9-THC et du CBD, il serait par exemple intéressant de pouvoir mettre en place 

un circuit où le milieu de culture contenant les molécules passe tout d’abord par un 

fragment de foie avant d’atteindre les explants testiculaires.  

 

(3) Les traitements  

Afin de mimer au mieux une exposition in vivo, il serait pertinent de déterminer avec 

précision chez l’homme adulte quelles sont les doses de Δ9-THC et de CBD qui atteignent le 

testicule après une consommation de cannabis, ainsi que leurs différents métabolites, dont 

certains ont montré des effets reprotoxiques (Jakubovic et al., 1979; Li et al., 2022). Des 

études se penchant sur la pharmacocinétique de ces deux molécules sont encore nécessaires 

chez l’homme in vitro et in vivo.  

Au cours de notre étude, des doses de 10-9 à 10-5M de Δ9-THC et de CBD ont été 

utilisées. Comme dans toute étude toxicologique, il serait judicieux de doser de façon 

régulière au cours du projet les différentes concentrations de Δ9-THC et CBD ajoutées dans 

le milieu de culture afin de constater si elles correspondent bien aux concentrations définies.  

Il a été montré chez des usagers chroniques ou fréquents de cannabis, que le Δ9-THC 

peut s’accumuler dans les tissus adipeux et être redistribué progressivement (Johansson et 

al., 1989), entrainant l’augmentation de sa Cmax plasmatique ainsi qu’une prolongation de 

sa demi-vie (Toennes et al., 2008; Mason et al., 2021). On peut donc considérer que les 
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testicules d’hommes consommateurs de cannabis réguliers, en particulier les 

consommateurs chroniques, sont exposés à des doses plus fortes de phytocannabinoïdes 

que les consommateurs occasionnels.  

D’autre part, il a été observé que la co-administration du CBD avec le Δ9-THC pouvait 

entrainer  des modifications de la pharmacocinétique de ce dernier. Chez l’homme, la 

majorité des études existantes à ce jour n’ont pas mis en évidence d’influence significative 

du CBD sur la pharmacocinétique du Δ9-THC (Hunt et al., 1981; Agurell et al., 1981; 

Bhattacharyya et al., 2010; E L Karschner et al., 2011; Erin L Karschner et al., 2011b; Englund 

et al., 2013). Cependant, deux études ont montré que la co-administration de CBD et de Δ9-

THC entrainent une augmentation du Δ9-THC plasmatique selon un ratio CBD/Δ9-THC égal à 

0,6 (Nadulski et al., 2005), égal à 1,3 (van de Donk et al., 2019a) ou égal à 1 (Arkell et al., 

2019). Un des hypothèses avancées pour expliquer ce résultat est que le CBD est capable 

d’inhiber le métabolisme hépatique du Δ9-THC (Paton and Pertwee, 1972; Bornheim et al., 

1995; Bornheim and Grillo, 1998; Nadulski et al., 2005 ; pour revue : Bansal et al., 2020; 

Nasrin et al., 2021). L’inhibition du métabolisme hépatique du Δ9-THC plasmatique entraine 

en conséquence son augmentation plasmatiques dans des études chez le rongeur (Bornheim 

et al., 1995; Klein et al., 2011; Hložek et al., 2017) et certaines études chez l’homme 

(Nadulski et al., 2005; van de Donk et al., 2019b; Arkell et al., 2019).  

Enfin, il n’est pas impossible que les phytocannabinoïdes étudiés au cours de ce projet 

adoptent une pharmacocinétique particulière, comme il est observé avec certains 

perturbateurs endocriniens, c’est-à-dire à ne pas présenter d’effet-dose linéaire. 

Une perspective de ce projet pourrait donc être l’étude de doses plus et moins élevées de 

Δ9-THC et de CBD que celles testées au cours de cette étude ainsi que des ratios différents.  

La majorité des études chez l’homme ayant observé des effets négatifs d’une 

consommation de cannabis sur la fonction reproductive, sont des études épidémiologiques. 

Les études investiguant l’effet d’un ou plusieurs composants spécifiques du cannabis chez 

l’homme restent largement minoritaires. Nos observations des effets du Δ9-THC et du CBD 

ne permettent pas d’exclure des effets potentiels négatifs d’autres composants du cannabis 

sur le testicule, comme les tarpènes, qui sont capables de moduler certains effets des 
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phytocannabinoïdes (Russo, 2011; Singh and Sharma, 2015; Booth and Bohlmann, 2019; 

Sommano et al., 2020; Gonçalves et al., 2020).  

 

 

(4) Evaluation de la physiologie testiculaire  

Au vu de l’extrême variabilité inter-individuelle existante dans notre modèle, il serait 

pertinent d’augmenter le nombre de réplicats biologiques dans nos analyses. Des effets 

discrets d’une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD pourraient alors être révélés sur certains 

paramètres physiologiques testiculaires étudiés au cours de ce projet. 

La sécrétion d’autres facteurs importants pour la physiologie testiculaire comme 

l’activine A et de l’inhibine B par les cellules de Sertoli (de Kretser et al., 2004a; Hedger and 

Winnall, 2012) ou l’INSL3 par les cellules de Leydig (Ivell et al., 2013), pourrait également 

être investiguée.  

Pour compléter les résultats de qPCR, il serait intéressant d’obtenir des données de 

l’impact de nos différents traitements sur un plus grand nombre de gènes, impliqués dans la 

différenciation, l’auto-renouvellement, la survie et l’activité biologique des différents types 

cellulaires, pour éventuellement détecter des effets des traitements qui ne seraient pas 

encore visibles au niveau histologique et endocrine. Une approche moins contraignante et 

plus exploratoire que d’effectuer de multiples qPCR serait d’étudier nos échantillons par Bulk 

RNA Barcoding and sequencing (BRB-seq), une méthode de séquençage des ARN du génome 

entier que nous avons employé dans notre étude sur le testicule humain fœtal. Les effets du 

Δ9-THC et/ou du CBD pourraient n’affecter qu’un nombre restreint de cellules dans le tissu 

testiculaire. L’analyse de l’expression d’un grand nombre de gènes selon chaque type 

cellulaire, par single-cell RNA-seq serait pertinente.   

Enfin, deux études ont observé que l’exposition au cannabis de rongeurs entrainait 

l’induction d’un stress oxydant chez les animaux (Mandal and Das, 2010; Alagbonsi et al., 

2016). Ce stress oxydant a été corrélé avec des altérations de la physiologie testiculaire, 

telles que la diminution significative du poids testiculaire, une réduction du nombre de 

spermatogonies, des altérations tubulaires et un arrêt de la spermatogenèse (Mandal and 
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Das, 2010). Il serait donc intéressant d’étudier l’expression de gènes impliqué dans des 

mécanismes antioxydants et d’investiguer la production des espèces réactives de l’oxygène 

(Reactive oxygene species, ROS) dans les explants testiculaires exposés aux différents 

traitements de phytocannabinoïdes. L’augmentation de leur quantité après 48 heures ou 9 

jours de traitements pourrait constituer un signe annonciateur d’une altération tissulaire 

prochaine. 

b)  Pour aller plus loin : relation entre cannabis et TGCT  
 

Afin d’investiguer de façon mécanistique la corrélation qui a été établie entre la 

consommation de cannabis et le développement de TGCT dans des études épidémiologiques 

chez l’homme, il serait intéressant de caractériser l’expression du système des ECB dans les 

TGCT. Des différences d’expression des récepteurs et/ou des différentes enzymes de ce 

système entre les TGCT et des tissus testiculaires sains pourraient apporter des pistes de 

réflexion sur l’implication du système dans l’apparition et la progression tumorale dans ce 

tissu.  

Les TGCT dont la fréquence d’apparition est corrélée avec la consommation de 

cannabis, dériveraient de lésions pré-cancéreuses formées au cours de la vie fœtale, les 

GCNIS (Skakkebæk, 1972). Ces CGNIS resteraient en quiescence pendant la vie fœtale et 

l’enfance des individus, pouvant accumuler des mutations supplémentaires, jusqu’à une ré-

activation à partir de la puberté, qui mèneraient à une progression maligne des GCNIS en 

TGCT (Looijenga et al., 2011). L’exposition à du Δ9-THC et/ou au CBD pourrait constituer ce 

signal de ré-activation des GCNIS. L’observation de l’expression du système des ECB dans les 

GCNIS nous permettrait d’établir dans quelle mesure ce système peut être acteur de la 

formation des GCNIS et même éventuellement de leur transformation en TGCT. Pour 

investiguer ces hypothèses, une collaboration a récemment été mise en place avec Niels 

Skakkebaek et son équipe à Copenhague, le laboratoire recevant de façon régulière des 

biopsies testiculaires et des prélèvements provenant d’orchidectomies contenant des TGCT 

et des GCNIS.  

 Un modèle particulièrement pertinent pour notre projet serait d’ailleurs la possibilité 

de cultiver des GCNIS. Pour tester notre hypothèse selon laquelle une exposition de ces 
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tissus avec certains composants du cannabis entraine leur réactivation et leur 

transformation en TGCT, une méthode pourrait s’agir de les traiter avec les conditions 

employées dans notre étude (Δ9-THC et/ou CBD) et d’étudier plusieurs paramètres 

endocrines, paracrines, histologiques et transcriptomiques. Si ce modèle a récemment été 

décrit dans une étude (Andreassen et al., 2022), le temps de culture possible est cependant 

encore limité. 
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 CARACTERISATION DU SYSTEME DES 

ENDOCANNABINOIDES ET EFFETS DE L’EXPOSITION 

DU TESTICULE HUMAIN FŒTAL AU Δ9-THC ET/OU AU 

CBD  
 

Le second chapitre de ce travail de thèse est d’une part, consacré à la caractérisation du 

système des ECB dans le testicule humain au cours du développement, et d’autre part décrit 

les effets de l’exposition du testicule humain fœtal à du Δ9-THC et du CBD en utilisant un 

modèle de culture organotypique ex vivo.  

 

A) Résumé en français 

La légalisation du cannabis à des fins récréatives ou thérapeutiques fait l’objet de débat dans 

de nombreux pays. La consommation régulière de cannabis chez l’homme a été associée 

avec l’augmentation de l’incidence des tumeurs des cellules germinales testiculaires 

(Testicular germ cell tumors, TGCT), qui constituent le cancer le plus fréquent chez l’homme 

entre 15 et 40 ans. Les TGCT, proviendraient d’une altération de la différenciation des 

cellules germinales au cours de la vie fœtale, entrainant l’apparition de lésions pré-

cancéreuses, qui seraient ré-activées à partir de la puberté par l’exposition à des substances 

environnementales (par exemple des médicaments ou des produits chimiques). Le cannabis 

est la drogue la plus consommée chez la femme enceinte et cette consommation est en 

augmentation dans le monde ces dernières années. Dans ce contexte, nous avons cherché à 

savoir si l’exposition au cannabis peut affecter la physiologie et plus particulièrement la 

différenciation des cellules germinales dans le testicule fœtal. Les cannabinoïdes endogènes 

et exogènes agissant sur un système endogène appelé le système des endocannabinoïdes 

(ECB), nous avons d’abord investigué la présence de l’expression de ce système dans le 

testicule fœtal humain, de 6 à 17 semaines de développement (SD). Nos résultats mettent 

en évidence l’expression de récepteurs et d’enzymes du système des ECB dans ce tissu, et la 

présence des deux ligands endogènes les mieux caractérisés, le 2-arachidonylglycérol (2-AG) 

et à moindre niveau,  
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Figure 33 : Procédures expérimentales relatives au modèle d’explants testiculaires humains fœtaux ex vivo 

Des explants testiculaires humains fœtaux ont été exposés à du CBD seul, du Δ9-THC seul et un mélange 
équimolaire de CBD et de Δ9-THC (CBD+Δ9-THC 1 :1), à des doses allant de 10-7M à 10-5M pendant 72 heures 
(h) (culture courte) ou à une dose de 10-5M pour le CBD et le Δ9-THC seuls et à des doses de 10-6M et 10-5M 
pour le CBD+Δ9-THC 1 :1 pendant 14 jours (D) (culture longue). Lors des cultures courtes et longues, les 
explants ne sont pas exposés aux drogues pendant les 24 premières heures (J0), permettant d’obtenir des 
valeurs basales de sécrétions hormonales et paracrines pour chaque puit. Un mélange d’insuline, de 
transferrine et de sélénium (ITS) est ajouté dans le milieu de culture des cultures longues. Les milieux de 
culture sont collectés et changés toutes les 24 heures, et les explants sont récupérés à la fin de la culture et 
analysés.  
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l’anandamide (AEA). Nous avons ensuite étudié les effets des deux principaux composants 

du cannabis, le (-)-Δ9-trans-tétrahydrocannabinol (Δ9-THC) et le cannabidiol (CBD) sur le 

testicule fœtal humain. Des explants testiculaires humains du premier trimestre, recueillis 

après des interruptions volontaires de grossesse, ont été cultivés en culture organotypique 

et exposés à du CBD, du Δ9-THC ou à un mélange équimolaire de Δ9-THC et de CBD à des 

concentrations allant de 10-7M à 10-5M pendant 72 heures et 14 jours. L’exposition des 

explants testiculaires au Δ9-THC et/ou au CBD a altéré la prolifération et la viabilité des 

cellules dans ce tissu, la sécrétion de testostérone par les cellules de Leydig et la sécrétion 

d’AMH par les cellules de Sertoli. L’analyse transcriptomique réalisée par Bulk RNA 

barcoding and sequencing sur des explants testiculaires exposés au Δ9-THC et/ou au CBD par 

rapport aux explants non exposés a montré l’expression différentielle de 187 gènes, dont 

certains impliqués dans le métabolisme du cholestérol, la réponse aux substances toxiques 

et la régulation de la prolifération. A ce stade, nos résultats ne montrent pas d’altérations de 

la différenciation des cellules germinales dans les conditions testées dans cette étude. Nous 

avons caractérisé pour la première fois la présence du système des ECB dans le testicule 

humain fœtal et nos résultats révèlent l’effet potentiellement négatif de la consommation 

de cannabis chez les femmes enceintes sur le développement de la fonction reproductive 

chez le mâle.  

 

B) Matériel et méthodes  

 

Le protocole expérimental utilisé dans cette étude est illustré en Figure 33.  

La collaboration avec le centre d’interruptions volontaires de grossesse (IVG) de 

l’Hôpital Sud de Rennes permet à notre équipe de recueillir presque quotidiennement des 

prélèvements fœtaux, âgés de 5 à 14 SD depuis la loi du 2 mars 2022 (12 SD avant cette 

date), après consentement éclairé des femmes et conformément aux directives de l’Agence 

de la biomédecine.  

L’ensemble des expérimentations relatives à la description du système des ECB dans 

le testicule humain fœtal s’est déroulé sur des testicules fœtaux non cultivés. Dans cette 

partie, des données de RNA-sequencing (RNA-seq) de testicules fœtaux entiers (bulk RNA-
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seq) ou selon chaque type cellulaire (single cell RNA-seq) acquises dans le cadre d’autres 

projets ont été réinterrogées afin d’étudier l’expression de plusieurs composants du système 

des ECB dans des testicules fœtaux âgés de 6 à 17 SD. La localisation in situ du récepteur CB1 

dans le testicule fœtal humain a été observée par immunohistochimie réalisée sur un 

individu âgé de 9,2 SD. Le dosage des ligands endogènes, l’AEA et le 2-AG a été réalisé par 

chromatographie en phase liquide à haute performance (High performance liquid 

chromatography, HPLC) sur des testicules entiers provenant de plusieurs individus âgés de 7 

à 12 SD. La détection in situ de l’AEA et du 2-AG dans le testicule humain fœtal a été permise 

par une technique de spectrométrie de masse spécifique, la désorption-ionisation laser 

assistée par matrice (Matrix assisted laser desorption ionisation, MALDI) sur un individu âgé 

de 11 SD.   

La seconde partie de cette étude a consisté à étudier les effets d’une exposition au 

Δ9-THC et du CBD sur le testicule humain fœtal. Pour ceci, nous avons utilisé un modèle de 

culture organotypique d’explants testiculaires fœtaux humains (Fetal gonad assay, FEGA), 

décrit dans de nombreux papiers (Lambrot et al., 2006b, 2006a, 2009; Habert et al., 2010; 

N’Tumba-Byn et al., 2012; Tartarin et al., 2012; Eladak et al., 2018) et standardisée au sein 

de notre laboratoire (Mazaud-Guittot et al., 2013; Ben Maamar et al., 2015, 2017). Nous 

avons travaillé, lors de cette étude, sur des prélèvements fœtaux âgés de 8 à 12 SD, une 

fenêtre définie comme étant particulièrement importante pour le développement 

testiculaire et sensible à l’exposition aux molécules environnementales (Welsh et al., 2008; 

van den Driesche et al., 2017). La physiologie testiculaire étant différente selon l’âge au 

cours du développement fœtal, nous avons distingué deux classes d’âges : les testicules 

fœtaux âgés de 8 à 10 SD et de 10 à 12 SD. Pour réaliser ces cultures, le testicule fœtal est 

fragmenté en explants de 1mm3 qui sont placés sur des inserts, à raison de 3 explants par 

inserts pour chaque condition pour les études immunohistochimiques ou de 4 explants par 

inserts pour les études transcriptomiques.  

Dans cette étude, les effets du Δ9-THC et du CBD seuls ou en mélange équimolaire ont été 

étudiés. N’ayant que peu d’informations sur le transfert materno-fœtal chez l’humain, les 

doses testées sont basées sur les données de pharmacocinétique obtenues sur l’homme 

adulte. Nous avons traité les explants testiculaires avec des concentrations de Δ9-THC et 

et/ou de CBD allant de 10-7 à 10-5M afin d’observer d’éventuels effets doses. Nous avons 
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étudié l’impact d’une exposition dite « courte » au Δ9-THC et au CBD, en traitant les explants 

testiculaires fœtaux pendant 72 heures, ce qui nous a permis de modéliser une 

consommation maternelle aigue de ces phytocannabinoïdes. La mise au point d’un nouveau 

protocole expérimental nous a récemment permis le maintien en culture des explants 

testiculaires fœtaux pendant 14 jours. Cette exposition dite « longue » permet de 

s’approcher d’une consommation maternelle chronique de Δ9-THC et de CBD, un mode de 

consommation potentiellement plus représentatif de la réalité. 

Les effets d’une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD sur la capacité de sécrétion des cellules 

de Sertoli et des cellules de Leydig a été étudié par le dosage de plusieurs facteurs dans les 

milieux de culture. Pour chaque individu, les explants ont été récupérés en fin de culture et 

ont été utilisés, soit pour étudier l’impact des différents traitements sur l’expression d’un 

grand nombre de gènes par BRB-seq, soit pour étudier par immunohistochimie la 

prolifération et l’apoptose dans le tissu et les types cellulaires principaux du testicule - les 

cellules de Leydig, les cellules de Sertoli et les gonocytes. En immunohistochimie, on 

distingue le compartiment dit intracordonal, qui correspond aux cordons séminifères, et le 

compartiment extracordonal, qui correspond au tissu interstitiel.  
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Abstract 

The regular use of cannabis by young men has been associated with an increased incidence 

of testicular germ cell tumors (TGCT). TGCT, the most common cancer in young adults, is 

believed to arise from an alteration of testicular fetal germ cells differentiation during 

development, with a possible subsequent environmental trigger (e.g. drugs or other 

chemicals) during puberty or adulthood leading to cancer. Cannabis consumption by 

pregnant women is currently increasing worldwide, and legalization for its recreational and 

therapeutic purposes is debated in numerous countries. In this context, we aimed to 

determine whether cannabis exposure can affect germ cells development in the fetal testis. 

Since cannabinoids act on an endogenous system called the endocannabinoid system (ECS), 

we first investigated the presence of these signaling pathways in the human fetal testis, from 

6 to 17 developmental weeks.  Our results highlight the expression by the fetal testis of 

components of the ECS with the presence in this organ of two key endocannabinoids, 2-

arachidonylglycerol (2-AG) and to a lower level, anandamide (AEA). We next investigated the 

effects of the two main components of cannabis, (−)-Δ9-trans-tetrahydrocannabinol (THC) 

and cannabidiol (CBD), on the whole human fetal testis ex vivo. To this end, human fetal 

testicular explants collected from first trimester legal abortions were exposed to CBD, THC or 

CBD/THC [ratio 1:1] at concentrations ranging from 10-7 to 10-5M during 72h to 14 days. 

Phytocannabinoids treatments affected fetal testicular cell proliferation and viability, as well 

as testosterone secretion by Leydig cells and AMH secretion by Sertoli cells. Transcriptomic 

analysis performed by BRB-seq on exposed versus unexposed fetal testis explants showed 

187 differentially expressed genes (DEGs), some of which involved in toxic substances 
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response and steroid synthesis. In conclusion, our study provides the first evidence of the 

presence of ECS in human fetal testis and support a potential adverse effect of cannabis 

consumption in pregnant women on the male reproductive function development. 

 

Introduction 

Cannabis is the most widely used drug in the world. It is also the most commonly consumed 

drug by pregnant women. In western countries, up to 20% of pregnant women consume 

cannabis during pregnancy (Young-Wolff et al. 2019). In the United States, while fetal 

exposure to tobacco decreases, the cannabis use during pregnancy increases along with the 

enhanced perception that there are no risks with cannabis consumption during pregnancy 

(Jarlenski et Spencer 2022). Studies have described an increase of cannabis use from 3.4 to 

7% among pregnant women in the US during this last decade (Volkow et al. 2019). To date, 

data on pregnant women consumption remain rare and the use of self-reported 

questionnaires does not always reflect the real exposure. Thus a study investigating the 

presence of cannabinoids in the meconium of newborns highlighted the presence of 

cannabis compounds in 5.3% of the samples, whereas 1.7% of mothers self-reported 

cannabis use (Lozano et al. 2007). 

 

The main components of recreational cannabis are the D9-tetrahydrocannabinol (THC) and 

the cannabidiol (CBD). These compounds have been found to cross the placental barrier 

(Blackard et Tennes 1984; Falcon et al. 2012; Monfort et al. 2022) and THC, which is 

responsible for the psychoactive effects of marijuana, is measured in fetal blood after 

maternal ingestion at one-third to one-tenth of maternal concentration (Grotenhermen 

2003; Hutchings et al. 1989). THC and CBD act on specific cannabinoid receptors called CB1 

and CB2. Both of these receptors also respond to naturally synthesized cannabinoids, 

namely anandamide (AEA) and 2-arachidonyl-glycerol (2-AG), so-called endocannabinoids 

(eCA). In addition to the eCA and their receptors, this endocannabinoid system (thereafter 

called ECS) comprises synthesis and degradation enzymes and transporters (Ligresti, De 

Petrocellis, et Di Marzo 2016).   
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AEA and 2-AG both derive from membrane phospholipid precursors and arachidonic acid. 

For the synthesis of AEA, phosphatidylethanolamine and arachidonic acid are transformed 

into N-arachidonoyl-phosphatidylethanolamine (NAPE) by the enzyme N-acyltransferase 

(NAT). Then, the phospholipase NAPE-PLD converts NAPE into AEA and phosphatidic acid. 

Instead, for 2-AG production, phosphatidylinositol is transformed in 1,2 diacylglycerol (1,2 

DAG) by the phospholipase C (PLC), then into 2-AG by the diacylglycerol lipase a or b (DAGL a 

or b). The levels of eCA are tightly regulated. AEA is metabolized by the fatty acid amide 

hydrolase (FAAH), whereas 2-AG is inactivated by the monoacylglycerol lipase (MAGL). Both 

AEA and 2-AG are synthesized and metabolized by alternative pathways involving different 

enzymes.   

 

THC is a partial agonist with high affinity for both CB1 and CB2. The psychotropic effect of 

cannabis is solely triggered by THC binding to the CB1 receptor. CBD is the major non-

psychotropic compound of cannabis. It has a low affinity and is thought to be a negative 

allosteric modulator for CB1. CBD displays a weak inverse agonism at CB2 and may also act 

as an “indirect” CB1/CB2 agonist by weakly inhibiting AEA enzymatic hydrolysis or by 

increasing the level of 2-AG. CB1 and CB2 receptors are coupled to G proteins and activate a 

number of intracellular signaling pathways. CB1 and CB2 are the receptors for eCA, which 

play fundamental physiological role in the brain and peripheral tissues, as well as in many 

pathological conditions (Ligresti, De Petrocellis, et Di Marzo 2016). 

 

Several studies have now highlighted an association between cannabis consumption and 

testicular germ cell tumors (TGCTs) development, suggesting that recreational and 

therapeutic uses of cannabinoids (CA) may represent a risk factor for the development of 

testis cancer in human (J. Gurney et al. 2015; Callaghan et al. 2017). TGCT, which is the most 

common cancer in young men, is believed to partly originate from a dysregulation of fetal 

germ cells (gonocytes or Primordial Germ Cells (PGCs)) differentiation (Rajpert-De Meyts et 

Hoei-Hansen 2007). In adults, ECS is involved in reproductive function at both central and 

gonadal levels (Grimaldi, Di Giacomo, et Geremia 2013). While we previously described the 

expression and localization of ECS in the human adult testis (Nielsen et al. 2019b), we failed 
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to detect a negative effect of cannabis exposure onto this organ ex vivo (Da Silva et al. 2022). 

To date, the expression of the ECS in the human fetal testis has never been investigated and 

the potential effects of cannabis exposure on the developing testis are unknown. 

In this context, the aim of our study was to investigate the expression and localization of the 

ECS components in the human fetal testis and to determine whether cannabis exposure can 

affect germ cells development ex vivo, in order to unveil a potential role of cannabis 

consumption during pregnancy in the onset of testis cancer during adulthood.  

To this end, we first investigated the expression of ECS transcripts by bulk and single cell 

RNAseq and analyzed the presence of eCA in fetal testis by High Performance Liquid 

Chromatography (HPLC) and their localization by MALDI imaging.  To understand the 

potential effect of the two main cannabinoid components, i.e. CBD and THC, on gonadal 

development and the potential role of ECS in embryonic germ cell differentiation, we next 

used our well characterized organotypic culture of human embryonic testis of the first 

trimester of pregnancy (Mazaud-Guittot et al. 2013), incubated with a range of an equimolar 

mixture of CBD and THC or each molecule alone.  The tissue morphology, the apoptosis, the 

proliferation and gene expression of the main cell types of the testis and the endocrine 

function were investigated. Taken together, our data demonstrate for the first time that the 

ECS components are present in the human fetal testis and uncover the impact of 

phytocannabinoids on the development of human fetal germ cell ex vivo. 

 

Material and methods 

Chemicals 

In order to analyze the effects of a maternal consumption of cannabis on the first trimester 

fetal testis, we tested a range of concentrations of THC and CBD, chosen based on the 

available data. Pharmacokinetic data indicate that peak plasma concentrations (Cmax) in 

adults differ depending on the mode of administration of cannabis. When smoked, which is 

the most common consumption method, Cmax usually reaches 10-7M (Kauert et al. 2007) 

depending on the individual. Moreover, cannabinoid pharmacokinetic may differ from 

occasional to heavy users and according to the user’s age (Grant et al. 2018). Since only few 

studies assessed the quantitative relation between mother consumption and the distribution 
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of phytocannabinoids in the placental and fetal compartment are available, and in order to 

investigate potential dose-response effects, we chose to study a large range of 

concentration from 10-7M to 10-5M.  

CBD (Axon Medchem, Netherlands) was diluted in dimethylsulfoxide (DMSO) solution, while 

THC (Sigma Aldrich; CAS number 1972-08-3, USA) was diluted in ethanol (EtOH) solution. The 

same amount of DMSO, EtOH, and a mixture of DMSO and EtOH were used as controls for 

CBD, THC, and THC/CBD mixture, respectively. 

Human fetal testis collection and ethic approval 

First trimester (7-12 gestational weeks) human fetuses were obtained from pregnant women 

following legally induced abortion performed in Rennes Sud Hospital. This age range 

represents a relevant window of sensitivity for the developing human testis, as crucial 

testicular functions establish at these ages (Rey, Josso, et Racine 2000). None of the 

pregnancy terminations were due to fetal abnormalities. All women received information 

and gave verbal and written informed consent in accordance with national guidelines 

enacted by the French Agency for Biomedical Research (Agence de la biomédicine, 

authorization #PFS09-011). The local ethic committee of Rennes hospital (advice #11-48) 

approved the protocol. The aspiration product was placed at 4°C after collection and rapidly 

processed.  The testes were recovered from the aspiration product under a binocular 

microscope (Olympus SZX7, Lille, France) and immediately placed in cold phosphate-

buffered saline (PBS) solution.  

  

Organotypic cultures 

The fetal testes were cut into explants of 1mm3 and placed in cell culture inserts (0,4µm 

pores, Falcon, Becton-Dickison, Le Pont de Claix, France) put in 24-well companion culture 

plates (Falcon, Becton-Dickison) according to a standardized protocol previously described 

(Mazaud-Guittot et al. 2013; Maamar et al. 2015; Ben Maamar et al. 2017). On each insert, 3 

or 4 testicular explants were placed and cultivated in 350µl of phenol red-free medium 199 

(Invitrogen Life Technologies, Saint-Aubin, France) supplemented with 50µg/mL gentamicin 

(Sigma-Aldrich, Saint-Quentin, France) and 2,5µg/mL Fungizone (Sigma-Aldrich). As 

determined in previous experiments, human chorionic gonadotropin (hCG, Sigma-Aldrich) 
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was added to a final concentration of 0,1 IU/mL in order to maintain steroidogenic 

responsiveness of the testicular tissue (Mazaud-Guittot et al. 2013; Maamar et al. 2015). The 

cultures were incubated at 37°C for 96h in a humidified atmosphere of 95% air and 5% CO2. 

The medium was removed every 24 h and divided into 2 aliquots that were immediately 

snap-frozen on dry ice and stored at -80°C. Explants were cultured in 199 medium 

supplemented with hCG for the first 24 h of culture (D0) without any drug, in order to define 

a baseline for hormone production in each well. This allows normalization of the explants 

secretory capacity when the drugs are added, as we described (Mazaud-Guittot et al. 2013). 

After D0, the explants were exposed to treatments by adding CBD and/or THC at 

concentrations of 10-5M, 10-6M or 10-7M to the medium to assess dose-response effects of 

the molecules, or to dimethylsulfoxyde (DMSO, Sigma-Aldrich) and/or ethanol, the solvents 

of CBD and THC, respectively.  

For the 15 day-long culture, insulin, transferin, selenium (ITS, Corning, Ref 354352) were 

added to the previously described culture medium. In this case, explants were cultured the 

first 24 h of culture without drugs and then with either control, CBD 10-5M, THC 10-5M, 

CBD/THC 10-6M or CBD/THC 10-5M. The medium was changed every 48h and kept frozen at 

-80°C at day 4 (D4), D8 and D14 for subsequent analysis. 

 

MALDI imaging 

At 11 developmental weeks (DW) human fetal testis was embedded in 

carboxymethylcellulose (M-1 embedding matrix, Thermo Scientific) then frozen on dry ice 

and stored at -80°C. Sections 10 µm thick were prepared with a CM 3050S cryostat (Leica) at 

-17°C and thaw-mounted onto a glass slide coated with indium tin oxide (Bruker). The MALDI 

matrix solution was composed of 2,5-dihydroxybenzoic acid (DHB) at 50 mg.mL-1 in 

methanol/water/trifluoroacetic acid (70/30/0.1). An HTX M5 sprayer (HTXImaging) was used 

to deposit the DHB solution on the slide by performing 8 passes at a spray temperature of 

75°C and a flow rate of 0.1 mL.min-1. The tissue section was analyzed in positive ion mode 

on a 7 T MALDI-FT-ICR SolariX XR mass spectrometer (Bruker). Spectra were acquired in the 

m/z 150-900 mass range with a resolving power of 130000 at m/z 400 and a lateral 
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resolution of 10 µm. Every spectrum was calibrated with internal lock masses. MALDI images 

were reconstructed and normalized on root mean square using the fleximaging 5.0 software. 

 

Endocannabinoids measurements  

Testes were removed, flash frozen and stored at -80°C until analysis. Measurements of 

anandamide (AEA) and 2-arachidonoylglycerol (2-AG) were carried out as previously 

described (Lourenço et al., 2011). Briefly, tissues were homogenized and extracted by liquid-

liquid extraction with chloroform/methanol/Tris-HCl 50 mM, pH 7.5 (2:1:1, vol/vol) 

containing internal deuterated standards (AEA-d4, PEA-d4, OEA-d4 and 2-AG-d5). Phase 

separation was facilitated by centrifugation at 10 000 g for 2 min. The lipid-containing 

organic phase was concentrated on an N2 stream evaporator, while the protein-containing 

aqueous phase was treated with trichloroacetic acid (TCA) in order to precipitate the 

protein. Protein amounts were determined by the Lowry method using the BCA protein 

Pierce (ThermoScientific, CA) assay with bovine serum albumin (BSA) as standards. The dried 

lipid extracts were then subjected to isotope-dilution liquid chromatography-chemical 

ionization-tandem mass spectrometric analysis. Mass spectral analyses were performed on a 

TSQ Quantum Access triple quadrupole instrument (Thermo-Finnigan) equipped with an 

APCI source (atmospheric pressure chemical ionisation) and operating in positive ion mode. 

The TSQ Quantum Access triple quadrupole instrument was used in conjunction with a 

Surveyor LC Pump Plus (Supelco C18 Discovery Analytical column) and cooled autosampler. 

The amounts of anandamide, palmitoyethanolamide (PEA), oleoylethanolamide (OEA) and 2-

AG were determined by isotope-dilution using a calibration curve and expressed as pmol by 

mg of proteins.  

 

Hormone measurement 

Hormones levels were measured in the culture medium of testis explants at D0 and after 

72h of CBD and/or THC exposure and at D0, D4, D8 and D14 for the long-term culture 

experiments. Each sample was assayed in duplicate for all hormone measurements. 

Testosterone levels were assayed with a specific radioimmunoassay (RIA) kit (Beckman 

Coulter, Ref IM1119), according to the kit manufacturer’s instructions. Insulin-like factor 3 
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(Insl3) levels was measured using a specific RIA kit according to the kit manufacturer’s 

instructions (Phoenix, Ref RK-035-27). Anti-Müllerian Hormone (AMH) levels were assayed 

by Enzyme-Linked Immunosorbent Assay (ELISA) kit (Beckman Coulter, Ref A79765). The 

hormone assay values are all expressed as fold change compared to the mean of their 

respective control, after a normalization of hormone production with D0 values for each 

sample.   

Immunohistochemistry and cell counting  

Immunohistochemistry (IHC) was performed on Bouin solution-fixed, paraffin-embedded, 

5µm-thick sections of testis explants. Each fifth section was used for immunohistochemical 

analysis with cell-specific labeling, as previously described (Mazaud-Guittot et al, 2013; Ben 

Maamar et al, 2017). Following dewaxing and rehydration, antigen retrieval was performed 

for all immunostaining by treating the sections with 10mM citrate buffer (pH 6.0) at 80°C for 

45 minutes or Tris-Ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA buffer (pH 9.0) at 80°C for 30 

minutes before cooling them at room temperature. Non-specific sites were then blocked 

with a 10% BSA or chicken serum treatment for 1 hour at room temperature and sections 

were incubated overnight at 4°C with the primary antibody diluted in Dako antibody diluent 

(Dako, Ref S3022) or PBS-Tween 0,01%. 

Leydig cells were labeled with a rabbit primary antibody directed against the cytochrome 

P450, family 11, subfamily A, polypeptide 1 (CYP11a1) (1:250, Sigma-Aldrich, Ref 

HPA016436). Germ cells were stained with a Lin28 rabbit primary antibody (1:800, Abcam, 

Ref Ab462020). Sertoli cells were labeled with an AMH goat primary antibody (1/200, Santa-

cruz, Ref sc6886). For apoptosis assessment, histological sections were labeled with a 

polyclonal rabbit primary antibody directed against cleaved caspase-3 (1:100; Cell Signaling 

Technology, Ref 9661) and then with the secondary antibody as previously described 

(Desdoits-Lethimonier et al. 2012). For proliferation assessment, histological sections were 

labeled with a monoclonal mouse primary antibody directed against Ki-67 (1:100; Dako, Ref 

M7240) and then a biotinylated polyclonal goat anti-mouse secondary antibody (1:500, 

Dako). Signal corresponding to the secondary antibody binding on its target was amplified by 

incubation with an avidin and biotinylated enzyme complex (ABC Vectastain Elite Kit, Vector 

Laboratories). Sections were developed using 3,3’-diaminobenzidine tetrahydrochloride 

(DAB, Sigma Aldrich) and then counterstained with Masson’s Hemalun and Lithum 
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Carbonate before dehydration. Between all steps (except between blocking of non-specific 

sites and the first antibody incubation), sections were washed using Phosphate Buffer Saline 

(PBS) with 0,1% of Tween 20 detergent (Sigma-Aldrich).  

The number of germ cells (Lin28 positive cells) was determined by counting the positive cells 

in 8-12 randomly selected histological explant sections of each condition, using a light 

microscope (Bh2 Olympus Microscope) coupled to Mercator Expert Software (Explorer 

NOVA). To quantify the number of cells in apoptosis (Caspase-3 positive cells) or 

proliferation (Ki67 positive cells), positive cells were counted in the seminiferous cords 

(including germ and Sertoli cells) and interstitial tissue (including Leydig cells) in 8-12 

randomly selected histological explant sections of each condition, giving so-called 

“intracordonal” and “extracordonal” counting values. The surface area of each section was 

measured and data presented as cell number per surface area unit. Relative Leydig cell area 

was estimated by relating the surface occupied by Leydig cells (CYP11A1 positive cells) on 

the total surface of 6-8 randomly selected histological explant sections using ImageJ 

software (US National Institutes of Health, Bethesda, MD, USA).  

CNR1 antibody was provided by C. Lindskog Bergström of the human protein atlas (HPA). IHC 

of CNR1 was performed on uncultured, 4%-paraformaldehyde-fixed, paraffin-embedded, 5 

µm-thick sections of 9,2 DW testis explants and conducted according to the HPA protocol 

with modifications. Following dewaxing and rehydration, antigen retrieval was performed by 

treating the sections with 10mM citrate buffer (pH 6.0) at 80°C for 45 minutes before cooling 

them at room temperature. Endogenous peroxidase was blocked using a 3% H202 treatment 

for 10 minutes. Non-specific sites were then blocked with a 10% BSA treatment for 1 hour at 

room temperature and sections were incubated overnight at 4°C with the primary antibody 

diluted in Dako antibody diluent (1:100). A goat anti-rabbit biotinylated secondary antibody 

was then used, and the signal amplified using an ABC solution (ABC Vectastain Elite Kit, 

Vector Laboratories). Sections were developed using 3,3’-diaminobenzidine 

tetrahydrochloride (DAB, Sigma Aldrich) and then counterstained with Masson’s Hemalun 

and Lithum Carbonate before dehydration. Between all steps (except between blocking of 

non-specific sites and the first antibody incubation), sections were washed using Phosphate 

Buffer Saline (PBS) with 0,2% of Tween 20 detergent.  
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Statistical analyses 

Testosterone and AMH measurements after 72h of exposure to the CBD and/or THC 

treatments were expressed relative to the mean of their respective controls after a 

normalization with the first untreated 24h of culture (D0) measurement for each well. 

Immunohistochemistry cell counting was expressed relative to the mean of their respective 

controls.  

The effect on the testosterone secretion of a CBD and/or THC treatment at all 

concentrations compared to the control was assessed using Kruskal-Wallis tests followed by 

Dunn’s post hoc comparison tests. For immunohistochemistry cell counting, AMH, Inhibin B 

and INSL3 measurements, the control condition and the CBD and/or THC 10-5M treatment 

were compared two by two using Wilcoxon tests.  

The statistical significance threshold was set at 0.05. The data are expressed as mean ± SEM. 

 

RNA-seq experiments and data analysis  

The RNA-seq row data used in this paper to study the dynamic of gene expression of 

endocannabinoids synthetizing and degrading enzymes have been mined from a dataset 

previously published by our team (Lecluze et al. 2020).  

 

Single-seq experiments and data analysis 

Gene expression profiles at single-cell resolution were extracted from a human gonad 

developmental cell atlas composed of 123,869 cells isolated from 30 fetal testes and ovaries 

ranging from 6 to 12 postconceptional weeks (Lardenois et al., in preparation). 

Briefly, after quality controls, the expression data were normalized and further analyzed 

using the Seurat R package version 3.1.5 (Butler et al. 2018). 

 

BRB-seq experiments and data analysis 
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RNA extraction. Total RNA was extracted using RNA/DNA extraction kit (Qiagen, Germany) 

following manufacturer’s instructions. RNA quantity was assessed using a NanoDrop™ 8000 

Spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific), and RNA quality using a 2100 Bioanalyzer 

Instrument (Agilent Technologies, CA, USA) according to manufacturer’s instructions. Only 

samples with a RIN score >8 were included for further analyses. 
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Library preparation and sequencing. 3’ BRB-seq experiments were performed as previously 

described (Draskau et al. 2021; Giacosa et al. 2021; Alpern et al. 2019). Briefly, RNAs were 

distributed onto two 96-well plates. A first step of reverse transcription and template 

switching reactions was performed using 4 µL total RNA at 2.5 ng/µL and sample-specific 

barcoded oligo-dT. Then, cDNAs from each plate were pooled together, purified and Double-

strand (ds) cDNAs were generated by PCR. The two corresponding sequencing libraries were 

next built by tagmentation using 50 ng of ds cDNA with the Illumina Nextera XT Kit (Illumina, 

#FC-131-1024) following the manufacturer’s recommendations. The resulting library was 

finally sequenced on a NovaSeq sequencer as Paired-End 100 base reads, following 

Illumina’s instructions by the IntegraGen Company (https://integragen.com/fr/). Image 

analysis and base calling were performed using RTA 2.7.7 and bcl2fastq 2.17.1.14. Adapter 

dimer reads were removed using DimerRemover 

(https://sourceforge.net/projects/dimerremover/). 

Data preprocessing and normalization. A phred quality score higher than 10 was required 

for the first reads (R1, 16 bases). Among these, the first 6 bases correspond to the unique 

sample-specific barcode that is needed to demultiplex the sequencing data, while the 

following 10 bases correspond to a unique molecular identifier (UMI) that is used for 

quantification purposes. The second reads (R2) were aligned to the human reference 

transcriptome from the UCSC website using BWA version 0.7.4.4 with the parameter “−l 24”. 

Reads mapping to several positions in the genome were filtered out from the analysis. After 

quality control and data preprocessing, a gene count matrix was generated by counting the 

number of unique UMIs associated with each gene in lines for each sample in columns. The 

UMI matrix was further normalized with the regularized log (rlog) transformation package 

implemented in the DeSeq2 package (Love, Huber, et Anders 2014). Raw and preprocessed 

data were deposited at the GEO repository under the accession number X1 (Edgar 2002). 

Differential gene expression analysis. Principal component analysis (PCA) and Uniform 

Manifold Approximation and Projection (UMAP) were performed with the FactoMineR (Lê, 

Josse, et Husson 2008) and umap packages implemented in R v4.1.1. Differentially expressed 

genes (DEGs) were identified by comparing each compound (CBD, THC, CBD+THC) to their 

corresponding control samples at each developmental stage (10-12GW and 12-14GW). For 
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each comparison, different filtration steps were applied: i) the median gene expression value 

(=0.0) of all the samples was used as a background cut-off; ii) a fold-change cut-off of at least  

 

Figure 1: Expression of synthetizing and degrading enzymes in embryonic human testis. 

Quantification of the transcript expression by RNAseq of AEA  and 2-AG synthetizing and degrading enzymes in 
bulk embryonic human testis from 6 to 17 developmental weeks (DW). Transcript amount is expressed in 
Fragments Per Kilobase Million (FPKM). The synthetizing enzymes of AEA are the N-acetyltransferase 10 
(NAT10), the N-acyl-phosphatidylethanolamine-hydrolyzing phospholipase D (NAPE-PLD), the 
Glycerophosphodiester phosphodiesterase 1 (GDE1) and the Abhydrolase domain-containing protein 4 
(ABHD4). The synthetizing enzymes of 2-AG are the Diacylglycerol lipase-alpha (DAGLA) and the Diacylglycerol 
lipase-beta (DAGLB), the Phospholipase C-gamma-1 (PLCG1) and the Phospholipase C-delta-1 (PLCD1). The 
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degrading enzymes of AEA are the Fatty acid amide hydrolase (FAAH and FAAH2) and the Cytochrome P450 
4X1 (CYP4X1). The degrading enzymes of 2-AG are the Abhydrolase domain-containing protein 6 and 12 
(ABHD2, 6 and 12) and the Monoglyceride lipase (MAGL).  
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1.3 ; and, iii) a statistical filtration with a paired samples t-test and a p-value cut-off of 0.05 

adjusted with the Benjamini & Hochberg method (Benjamini et Hochberg 1995). The 

resulting transcriptomic signatures were deposited at the TOXsIgN repository under the 

accession number X1 (https://toxsign.genouest.org/) (Darde et al. 2018). 

 

1Number to add after paper submission 

Clustering and functional analysis. The resulting lists of DEGs were clustered into distinct 

gene expression patterns with the mclust algorithm (Scrucca et al. 2016). A Gene Ontology 

term enrichment analysis was performed with the Annotation Mapping Expression and 

Network (AMEN) suite (Chalmel et Primig 2008). A specific annotation term was considered 

significantly enriched in a given gene expression pattern when the False Discovery Rate 

(FDR)-adjusted p-value (Fisher’s exact probability) was ≤ 0.05 and the number of associated 

genes was ≥3. 

 

Results 

The endocannabinoid system is dynamically regulated during human fetal testis 

development 

In human, ECS plays an important role in the regulation of reproductive function in adult but 

its expression and role during fetal development has never been described. The ECS 

comprises synthesis and degradation enzymes responsible for the regulation of eCA, the AEA 

and 2-AG and their receptors CB1 and CB2. The expression of synthetizing (Figure 1 A-H) and 

degrading enzymes (Figure 1 I-N) of AEA and 2-AG was investigated using a previously 

published RNA-seq dataset (Lecluze et al. 2020) arising from the analysis of the genome of 6 

to 17 DW human testis bulk RNA. Different types of dynamic expression were observed 

during the gestational period spanned. Thus the expression of the transcripts of the 

synthetizing enzymes of both endocannabinoids decreased in between 6 to 17 DW for 

NAT10, were stable for NAPE-PLD, GDE1, DAGLA and PLCG1 or instead increased for ABHD4, 

DAGLB and  PLCD1  (Figure 1 A-H). The expression of the transcripts encoding their 
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degrading enzymes increased for FAAH and ABHD2 and decreased for FAAH2, CYP4X1, 

ABHD12 and MAGL (Figure 1 I-N).   
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Figure 2: Endocannabinoids synthesis by human fetal testis. AEA (A) and 2-AG (B) concentration in human 
fetal testis from 7-8 (n=7), 8-10 (n=9), 10-12 (n=7) developmental weeks (DW). Data are given in pmol per mg 
of proteins in the tissue as mean +/- SEM. (C) MALDI images showing the distribution of two lipids [PC(32:0)+K]+ 
(m/z 772.5254 in green) and [PC(38:7)+H]+ (m/z 804.5531 in blue) located in the interstitial tissue and in the 
cords, respectively of a 11 DW testis. Lateral resolution = 10 µm, m/z window = 3 ppm, scale bars = 200 µm. PC 
= phosphatidylcholine. (D) Immunohistochemistry performed in adjacent section using Cyp11A1 (in red or 
green) and AMH (in red or green) antibodies, markers of Leydig and Sertoli cells respectively.  Detection of 2-
AG (m/z 379.2582 in red) in merge with [PC(38:7)+H]+  and   [PC(32:0)+K]+  (E) or alone (F).  
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After detecting the presence of the transcript of endocannabinoid synthesizing enzymes, the 

presence of key endocannabinoids, AEA and 2-AG, was investigated by HPLC in bulk human 

testis of 7-8, 8-10 and 10-12 DW (n= 7 to 9 for each age). Embryonic human testis only 

contained a low amount of AEA, between 0.239 +/- 0.0996 and 2.913 +/- 0.977 pmol of AEA 

per milligram of protein (Figure 2A). Of note however, AEA synthesis significantly increased 

between 7-8 and 10-12 DW and 8-10/ 10-12 DW. In contrast, the embryonic human testis 

contained an important amount of 2-AG, between 477.05 +/- 149.64 and 1502.10 +/- 508.20 

pmol of 2-AG per milligram of protein (Figure 2B). The increase of 2-AG secretion during 

development did not reach significance. 

The location of AEA and 2-AG was next investigated by MALDI imaging methodology. To 

validate the methodology, we first investigated the distribution of two lipids with a known 

localization in the compartments of an 11 DW testis tissue. The PC (32:0) lipid 

(PC=Phosphatidylcholine; m/z 772.5254 in green) was located in the testis cords and the PC 

(38:7) lipid (m/z 804.5531 in blue) in interstitial tissue (Figure 2C). To further validate the 

localization of these lipids, an immunohistochemistry was performed on adjacent sections 

using specific markers of Leydig and Sertoli cells, in order to discriminate interstitial tissue 

and testis cords, respectively (Figure 2D). In agreement with the above HPLC result, the low 

amount of AEA was not detectable by MALDI Imaging, as opposed to 2-AG, which was clearly 

identified in the tissue co-localizing with lipid corresponding to the seminiferous tissue 

(Figure 2E-F). 

Endocannabinoids act on cannabinoid receptors, CB1 and CB2, and induce signaling 

pathways involved in many cellular processes. The expression of the transcript of CB1 (CNR1) 

and CB2 (CNR2) proteins were investigated using our previously published RNA-seq dataset 

(Lecluze et al. 2020), as above (Figure 3A). The expression of CB1 and CB2 receptors varied in 

the embryonic human testis during 6 to 17 DW but without significant variation from one 

DW to another. Gene expression profiles at a single-cell resolution extracted from embryonic 

testis from 8 to 12 DW showed the expression of CNR1 mainly in germ and Sertoli cells (with 

an expression in Leydig cells restricted to 8 DW) and the expression of CNR2 in germ cells 

and Leydig cells (with an expression in Sertoli cells restricted to 11 DW) (Figure 3B). The 

expression of CB1 protein was detected in a 9 DW human embryonic testis by 

immunohistochemistry in  
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Figure 3: Expression on cannabinoid receptors in embryonic human testis. (A) Quantification of the transcript 
expression by RNAseq of CNR1 (CB1) and CNR2 (CB2) in bulk embryonic human testis from 6 to 17 DW. 
Transcript amount is expressed in Fragments Per Kilobase Million (FPKM). (B) Dotplots representing normalized 
expression at a single-cell resolution levels of CNR1 and CNR2 in germ cells, Leydig cells and Sertoli cells from 8 
to 12 PCW. The red dots show the mean expression and error bars represent the standard deviation. (C) 
Immunostaining of CB1 in a 9,2 DW human fetal testis. CB1 appears brown in the cytoplasm of the germ cell in 
intracordonal tissue. Sections were counterstained with hematoxylin (in blue). 
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testis cord, in cells with a typical morphology of germ cell (Figure 3C). We failed to detect 

CB2 using commercial antibodies on tissue slides.  

CBD and/or THC exposure impacts the number of proliferating and apoptotic cells in 

human fetal testis explants  

ECS being present in embryonic human testis and cannabis the most consumed drug in 

pregnant women, we investigated the effect of CBD and/or THC on embryonic human testis 

physiology. 

To first decipher the effect of cannabinoids at the cell level, the number of proliferating 

(Ki67-positive cells) and apoptotic cells (cleaved-Caspase 3 positive cells) was investigated in 

the two compartments of the fetal testis, i.e. extra-cordonal (which contains Leydig cells, 

immune cells and fibroblasts) and intra-cordonal (which contains Sertoli and germ cells). 

In the extra-cordonal compartment, the number of Ki67-positive cells significantly decreased 

in 8-10 DW testis explants treated with THC or with CBD+THC at the concentration of 10-5M 

compared to controls (p=0.0469 and p=0.0469 respectively) (Figure 4A). In 10-12 DW testis 

explants, THC alone had no effect on the number of proliferating cells, whereas it induced 

their decrease in a mixture with CBD (p=0.0117). CBD alone did not affect the capacity of 

cells to proliferate in either 8-10 WD or 10-12 DW testes. A 72h treatment with CDB and/or 

THC did not modify the number of apoptotic cells in either 8-10 or 10-12 DW testis explants, 

as compared with controls (Figure 4B). 

In the intra-cordonal compartment, only THC at 10-5M induced a significant decrease of the 

number of Ki67-positive cells when compared with control in organotypic culture of 10-12 

DW testis explants (p=0.0391) (Figure 4C). The number of proliferating cells was not affected 

in other conditions. In 8-10 DW testis explants, a significant increase in the number of 

cleaved-caspase 3-positive cells inside the seminiferous cords was counted upon a 72h 

treatment with 10-5M of either THC (p=0.0313), CBD (p=0.0469) or CBD/THC ( p=0.0313) 

(Figure 4D).  In 10-12 DW testis explants, THC and CBD/THC at 10-5M for 72h also increased 

cell apoptosis (p=0.0078 and p=0.117 respectively), while the impact of CBD treatment 

induced more inter-individual variations and did not reach significance.  

We next assessed the short-term impact of cannabinoid treatment on the number of germ 

cells in fetal testis cords through the quantification of positive cells for Lin28, a specific germ  
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Figure 4: Effect of CBD and/or THC on proliferation, apoptosis and germ cell biology. Quantification of the 
number of (A) proliferating (Ki67 positive cells, Ki67+) and (B) apoptotic (Cleaved-caspase3 positive cells, 
Cas3+) per surface unit of (A-B) extracordonal and (C-D) intracordonal tissue after CBD and/or THC treatment 
at 10-5M compared to respective control in 8-10 (grey bar) and 10-12 (black bar) DW embryonic testis. Data 
are means +/- SEM. An ANOVA test was performed followed by a Kruskal-Wallis test for pair comparisons (*, 
p<0.05; **, p<0.01). (E) Representative immunostaining of Lin28, a specific marker of germ cell in a 10-12 DW 
human fetal testis. Lin28 appears dark (3,3-diaminobenzidinetetrahydrochloride staining) in the nucleus of 
germ cell in intracordonal tissue. Sections were counterstained with hematoxylin (in blue). No change in terms 
of germ cell morphology was observed. (F) Quantification of the number of Lin28 positive cells (Lin28+) per 
surface of intracordonal tissue after CBD and/or THC treatment at 10-5M compared to respective control in 8-
10 (grey bar) and 10-12 (black bar) DW embryonic testis.  
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cell marker (Figure 4E). No significant changes in the number of Lin28-positive germ cells 

was observed after a 72h exposure of fetal testis explants to either CDB, THC or CBD/THC at 

10-5M (Figure 4F). 

 

CBD and/or THC decrease testosterone secretion by Leydig cells in the fetal testis ex vivo 

Hormones secretion during development by human testis is a crucial event necessary for the 

maturation of germ cells. To investigate the effect of CBD and/or THC on the endocrine 

function of embryonic human testis, organotypic cultures from 8-10 and 10-12 DW testes 

were performed. In order to cover various recreational and medical modes of exposure, CBD 

and THC were used alone or in mixture in an equimolar ratio from 10-7 to 10-5M. 

In the 10-12 DW CBD-treated testis, no significant effect was observed on testosterone level 

compared to control condition, whereas a significant decrease of the level of testosterone 

was observed after 72h of exposure of CBD at 10-5M in 8-10 DW treated testis (p=0.0427) 

(Figure 5A). In contrast,  THC had no effect at 8-10 DW but significantly decreased 

testosterone level in 10-12 DW testis after 72h of exposure at 10-5M (p=0.0421) (Figure 5B). 

Interestingly, treatment with a mixture of CBD and THC (ratio 1:1) induced a dose-

dependent testosterone decrease (Figure 5C). The pairwise comparisons versus the control 

condition evidenced a significant decrease starting at 10-6M in the 10-12 DW testis, with an 

even more pronounced impact at 10-5M (p=0.0005), as well as a highly significant decrease 

at 10-5M at 8-10 DW (p=0.0004) (Figure 5C). 

To investigate whether the effect on testosterone secretion was due to a modification of the 

number of Leydig cells, immunohistochemistry was performed using a specific Leydig cell 

marker, Cyp11A1. The overall distribution of Cyp11A1+ cells was similar in both 8-10 and 10-

12 DW explants treated with 10-5M CBD/THC or untreated, and no specific change in terms 

of Leydig cell morphology was observed (Figure 5 D-G). In line, the area occupied by 

Cyp11A1-positive cells was not modified in 8-10 and 10-12 DW testis treated with 10-5 M of 

either CBD, THC or CBD and TGC (Figure 5H). 
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Figure 5: Effect of CBD and/or THC on Leydig cell biology. Amount of testosterone in the supernatants of fetal 
human testis explants of 8-10 (grey line) or 10-12 (black line) DW cultured for 72h in presence of solvent 
control (DMSO and/or EtOH) or 10-7 to 10-5 M of (A) CDB , (B) THC  and (C) a mixture of CBD/THC (ratio 1:1) .  
Results are expressed related to the amount of testosterone produced during the first day of the culture and as 
fold from the respective control. Data are means +/- SEM. An ANOVA test was performed followed by a 
Kruskal-Wallis test for pair comparisons (*, p<0.05; ***, p<0.001). (D-G) Representative immunostaining of 
Cyp11A1 in a (D-E) 8-10 and a (F-G) 10-12 DW human fetal testis in (D-F) Ctrl (DMSO/EtOH) and (E-G) CBD/THC 
(ratio 1:1) conditions. Cyp11A appears dark (3,3-diaminobenzidinetetrahydrochloride staining, DAB) in 
extracordonal tissue, and sections were counterstained with hematoxylin (in blue). No change in terms of 
Leydig cell morphology was observed. (H) Quantification of the surface area occupied by Cyp11A1 positive cells 
(Cyp11A1+)  after CBD and/or THC treatment at 10-5M compared to respective control in 8-10 (grey bar) and 
10-12 (black bar) DW embryonic testis.  
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CBD and/or THC decrease AMH secretion by Sertoli cells in the fetal testis ex vivo 

We then focused on Sertoli cells, which nurse germ cells during their development. 

Morphological analysis of Sertoli cells did not show any apparent changes after CBD/THC 

treatment at 10-5M versus control, based on immunohistochemistry using AMH, a specific 

marker of Sertoli cells (Figure 6A-B). The quantification of the surface area occupied by 

AMH-positive Sertoli cells did not show any modification in the density of Sertoli cells in 

testis explants after CBD and/or THC treatment at 10-5M when compared with controls 

(Figure 6C).  

To test the effect of cannabinoids treatment on the endocrine function of Sertoli cells, AMH 

secretion was measured in the culture media of organotypic culture. AMH secretion by testis 

explants was significantly decreased at 8-10 DW upon treatment with 10-5M of THC 

(p=0.0078) or CBD/THC (p=0.0195) but was not affected in CBD-treated testis culture. In 10-

12 DW testis culture, only CBD/THC treatment induced a borderline, non-significant 

decrease in AMH secretion (p=0,0681) (Figure 6D). 

 

Multiple signaling pathways including those involved in steroid biosynthesis are modified 

in the human fetal testis exposed to CBD and/or THC treatment  

To understand the adverse effects induced by phytocannabinoids in the fetal testis, we 

performed 3’ BRB-seq experiments on RNA extracted from 8-10 and 10-12 DW testis 

explants cultured with either CBD and/or THC at 10-5M during 72h. Following library 

preparation and sequencing, and the preprocessing and the normalization of the data, over 

15703 genes were detected in all conditions (Figure 7A). After comparing each condition 

with their own control, genes with a fold change ≥ 1.3 and a p-value ≤ 0.05 were selected. In 

CBD conditions, 61 genes were up- and 58 down-regulated in 8-10 DW testis compared with 

controls, against 1 and 2 genes in 10-12 DW testis. In THC conditions, 12 genes were up- and 

22 down-regulated in 8-10 DW testis compared with controls, against 3 and 1 genes in 10-12 

DW testis. In CBD/THC condition, 16 genes were up- and 18 down-regulated in 8-10 DW 

testis compared with controls and 21 genes were up- and 21 down-regulated in 10-12 DW 

testis.  In total, the expression of 187 genes was modified by the treatments (Supplemental 

Table 1).  
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The resulting lists of differential expressed genes (DEGs) were then clustered into distinct 

gene expression patterns with the mclust algorithm (Scrucca et al. 2016). The analysis 

resulted in  

 

Figure 6: Effect of CBD and/or THC on Sertoli cell biology. Representative immunostaining of AMH, a specific 
marker of Sertoli cell, in an 8-10 DW human fetal testis in (A) DMSO/EtOH and (B) CBD/THC 10-5M conditions. 
AMH appears dark (DAB staining) in intracordonal tissue, and sections were counterstained with hematoxylin 
(in blue). (C) Quantification of the surface area occupied by AMH positive cells (AMH+)  after CBD and/or THC 
treatment at 10-5M compared to respective control in 8-10 (grey bar) and 10-12 (black bar) DW embryonic 
testis.  (D) Amount of AMH in the supernatants of fetal human testis explants of 8-10 (grey line) or 10-12 (black 

line) DW cultured for 72h in presence of solvent control (DMSO and/or EtOH) or 10-5M of CBD and/or THC. 
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the identification of nine clusters from P1 (25 genes) to P9 (5 genes) (Figure 7A). The clusters 

P1 to P4 corresponded mainly to down-regulated genes and the clusters from P5 to P9 to up-

regulated genes (Figure 7B). A Gene Ontology term enrichment analysis was then performed 

with the Annotation Mapping Expression and Network (AMEN) (Chalmel and Primig 2008) 

and a list of enriched terms was significantly identified for patterns P1, P2 and P5 

(Supplemental Table 2). Expression genes belonging to P1 cluster globally significantly 

decreased in CBD and CBD/THC conditions. Expression genes belonging to P2 cluster globally 

significantly decreased in CBD conditions. The genes of these clusters are involved in steroid 

metabolic process (12 genes; p=2.41E-13 for P1 and 8 genes; p=4.97E-6 for P2) or cholesterol 

biosynthesis (11 genes; p=3.37E-17 for P1); metabolic processes (7 genes; p=1.14E-05 for 

P2), lipid metabolic (12 genes; p=5.88E-5 for P1) or biosynthetic process (11 genes; p=2.93E-

05 for P2).  The mevalonate and cholesterol biosynthesis pathway (6 genes; p=2.59E-12) and 

alcohol biosynthetic process (11 genes; p=9.76E-14) were altered in P1, whereas secondary 

alcohol metabolic process (7 genes; p=1.55E-05) and activation of gene expression by SREBF 

(5 genes; p=4.42E-05) were altered in P2. P3 corresponded to genes mainly down-regulated 

in THC condition compared with controls in 8-10 DW testis. P4 corresponded to genes 

deregulated in THC and CBD/THC conditions at both ages. In these two groups, no significant 

enriched pathways were highlighted. The P5 cluster corresponded to genes up-regulated in 

all conditions that belonged to signaling pathways involved in response to toxic substances 

(6 genes; p=1.46E-03), in cellular response to metal ion (5 genes; p=6.99E-03), detoxification 

of inorganic compounds (5 genes; p=5.49E-07), stress response to metal ion (5 genes; 

p=5.49E-07), cellular transition metal ion homeostasis (7 genes; p=3.38E-06), mineral 

absorption (7 genes; 2.17E-08) and zing homeostasis (4 genes; 7.21E-06).  

The P6 cluster was highly up-regulated in the 8-10 DW testis exposed to CDB, the P7 in the 8-

10 DW testis exposed to THC, the P8 in the 10-12 DW testis exposed to CBD/THC and the P9 

in the 10-12 DW testis exposed to CDB. In these 4 last patterns, genes were not significantly 

associated to signaling pathways.  

Altogether, these data show that cannabinoids mainly negatively impact the expression of 

fetal testis genes involved in steroid biosynthesis pathway, as well as those involved in 

mevalonate and cholesterol biosynthesis, both necessary to the biosynthesis of steroids  
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Figure 7: Effect on CBD and THC alone or in mixture on the transcriptome of human fetal testis. (A) Analysis 
of differentially expressed genes (DEG) in 8-10 and 10-12 developmental weeks (DW) embryonic testis in after 
CBD, THC and CBD/THC exposure at 10-5M compare to control. Data statistical analysis highlights 187 DEGs in 
total, some upregulated (red triangle), and some downregulated (blue triangle). These DEGs are distributed in 9 
patterns (P) of expression, from P1 to P9. (B) Heatmap representation of transcriptional changes in 8-10 and 
10-12 DW embryonic human testis after CBD, THC and CBD/THC exposure at 10-5M compare to control. 
Heatmap represents the 9 patterns of gene depleted (down regulated in blue) or enriched (up regulated in 
red). Genes belonging to enriched pathway are found in P1, P2 and P5 indicated on the right column of the 
panel. The number of genes belonging to the pathways and p-value for each pathway is indicated in 
parenthesis. (C) Kegg pathway of the Steroid biosynthesis where are in green genes down-deregulated after 
CDB and/or THC treatments. Each name gene is divided in 6 parts, from the left to the right corresponding to 
CBD 8-10, CBD 10-12; THC 8-10, THC 10-12, CBD-THC 8-10 and CDB-THC 10-12 treatments. 
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(Figure 7C). In addition, cannabinoids stimulate the expression of genes involved in the cell 

responses to toxic substances and inorganic compounds in the human fetal testis.   

The deleterious effects of cannabinoids exposure on cell apoptosis and testosterone 

secretion are amplified upon a 14 day-exposure of human fetal testis ex vivo   

To mimic a regular/chronic use of cannabis during development and try to identify further 

damages on human embryonic testis, 15 day-cultures of fetal testes were performed. 

Because of the sample rarity, we focused this experiment on 10-12 DW embryonic testis 

treated with control, THC 10-5M, CBD 10-5M, CBD/THC 10-6M and CBD/THC 10-5M during 

14 days. The treatment was initiating following a 24h of culture without drugs in order to 

define a baseline for hormones’ secretion. Control conditions showed a good maintenance 

of the testis explants morphology during the 15 day of culture, as evidenced by normal 

histology and lack of signs of abnormal necrosis or apoptosis. To evaluate the effect of 14 

day of cannabinoid treatments on cell death, immunohistochemistry was performed using 

antibodies against cleaved-caspase3. A massive increase in apoptosis was obvious in fetal 

testis explants exposed to CDD/THC at 10-5M (Figure 8A). 

The impact of a prolonged cannabinoid treatment on endocrine function of the testis was 

investigated at 4 (D4), 8 (D8) and 14 (D14) days after treatment initiation. CBD significantly 

decreased testosterone levels at all time points, with a more pronounced effect at D14, 

whereas THC only significantly affected the secretion of testosterone at D14 (Figure 8B). The 

mixture of CBD and THC induced a time and dose-dependent decrease of testosterone, 

which reached significance at D8 and was completely abolished by D14 for the 10-5M 

concentration, whereas the 10-6M concentration had no significant effect at any time point 

(Figure 8B). 
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Figure 8: Long term effect of CBD and/or THC on Leydig cell biology. (A) Representative immunostaining of 
cleaved-caspase3 in a 10-12 DW testis. Cleaved-caspase3-positive cells appear in dark (3,3-
diaminobenzidinetetrahydrochloride staining). Sections were counterstained with hematoxylin (in blue). A 
massive apoptosis is observed in CBD/THC treatment compare to control condition. (B) Amount of testosterone 
in the supernatants of fetal human testis explants of 10-12 DW cultured for 4 (D4), 8 (D8) and 14 (D14) days in 
presence of solvent control (DMSO and EtOH, grey bar) or 10-5 M of CDB (red bar), THC (yellow bar) or  a 
mixture of CBD/THC (orange bar, ratio 1:1) and a mixture of CBD/THC at the concentration of 10-6 (light orange 
bar, ratio 1:1).  Results are expressed related to the amount of testosterone produced during the first day of 
the culture. Data are means +/- SEM. An ANOVA test was performed followed by a Kruskal-Wallis test for pair 
comparisons (*, p<0.05; **, p<0.01***, p<0.001).  
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Discussion 

 

This study uncovers for the first time the presence of ECS components in the human fetal 

testis and the direct impact of cannabinoids on testis physiology in short and longer-term 

organotypic culture.  

 

HPLC dosages evidenced the presence of the two best-described endogenous ligands of the 

ECS in 7-12 DW fetal testis, AEA and 2-AG. AEA levels significantly increased between 7 and 

12 DW, which might indicate a greater need for this factor for the physiology of the human 

fetal testis at the end of the first trimester. Although noticeable, the increase of 2-AG levels 

between 7 and 12 DW was not significant, likely because of the high inter-individual 

expression variability. From 7 to 12 DW, 2-AG levels were significantly higher than AEA 

levels. In the mouse brain, quantities of 2-AG were similarly much higher (up to 1000 times) 

than that of AEA (Schurman et al. 2019). The respective roles of AEA and 2-AG in the human 

fetal testis are currently unknown.  The high level of 2-AG in the fetal testis suggest it might 

play a fundamental role in the development of this organ. 2-AG being an important 

metabolite in prostaglandin synthesizing pathway (Nomura et al. 2011), it could have an ECS-

independent mode of action, such as inflammation regulation. 2-AG in situ detection by 

MALDI imaging in 11 DW human fetal testis demonstrated its presence in seminiferous 

cords, which contain germ and Sertoli cells. This localization is similar to that previously 

described in the human testis (Nielsen et al. 2019a). Similarly to adult testis, AEA detection 

was unsuccessful in fetal testis, probably due to its low levels of secretion (Nielsen et al. 

2019a).  

In line with the detection of AEA and 2-AG, our analysis of human fetal testis bulk RNA-seq 

data demonstrated that 6-17 DW testis express synthesizing and degrading enzymes of AEA 

and 2-AG. AEA main synthesizing enzymes NAT10 and NAPE-PLD were detected, as well as 

its main degrading enzymes, FAAH. The decreased expression of NAT10 and NAPE-PLED 

between 9 and 12 DW, and the increased expression of FAAH between 7 and 12 DW, at a 

time when AEA levels significantly increased, suggest that AEA synthesis and degradation 

occurs through alternative pathways during this period. Indeed, we detected the expression 
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of two AEA alternative synthesizing enzymes, ABHD4 and GDE1 (Simon et Cravatt 2006; 

2010), which expression was stable or increased between 7 and 12 DW, respectively. 

Moreover, the expression of two AEA alternative degrading enzymes, FAAH2 (Wei et al. 

2006) and CYPXN1 (Snider, Walker, et Hollenberg 2010; Urquhart, Nicolaou, et Woodward 

2015) decreased between 7 and 12 DW. The first step for AEA synthesis is mediated by PLC 

enzymes (Ueda et al. 2011; Murataeva, Straiker, et Mackie 2014), which isoforms PLCG1 and 

PLCD1 were detected between 7 and 12 DW.  

Likewise, we demonstrated the expression of the 2-AG main synthesizing and degrading 

enzymes, DAGLA and B and MAGL, respectively. Levels of 2-AG rose between 7 and 12 DW 

but did not reach significance, consistent with the stable expression of DAGLA and PLCG1 

and the increased expression DAGLB and PLCD1. Logically, the expression of MAGL was 

stable and the expression of another 2-AG degrading enzyme, ABDH12 (Blankman, Simon, et 

Cravatt 2007) decreased from 9 to 12 DW. ABHD2 is an alternative degrading enzyme of 2-

AG (Miller et al. 2016), expressed by adult testicular germ cell, in which it may regulate 

meiosis entry (Nielsen et al. 2019a). The increase of its expression between 7 and 12 DW 

suggest that this enzyme is not primarily involved in 2-AG degradation in fetal testis at this 

time.  

 

The analysis of RNA-seq data highlighted the expression in the human fetal testis of the two 

main cannabinoid receptors, CB1 and CB2. CB1 expression was highly variable between 7 

and 17 DW and overall higher than CB2 expression. Single-cell RNA-seq data analysis showed 

an expression of CB1 mainly in gonocytes and Sertoli cells between 8 and 12 DW, while IHC 

of CB1 in a 9 DW fetal testis localized CB1 protein in cells morphologically typical of 

gonocytes. The lack of CB1 protein detection in Sertoli cells by IHC could reflect an absence 

of CB1 translation. This result is coherent with CB1 localization in the germ cell (pachytene 

spermatocyte) of adult testis (Nielsen et al. 2019a). CB2 detection by immunohistochemisty 

was not successful, likely because of its low expression level. The localization of CB1 in 

gonocytes along with the intra-cordonal localization of 2-AG, which is a highly effective 

agonist of CB1 (Hillard 2000), suggest that 2-AG/CB1 signaling could be implicated in these 

cells.  



278 
 

 

The detection of specific cannabinoid receptors, endogenous ligands and their respective 

synthesizing and degrading enzymes suggests that ECS signaling is implicated in the 

regulation of the fetal testis physiology. 

 

 We evaluated the effects on human fetal testis of the main components of cannabis, CBD 

and THC, using 8-12 DW human testicular explants in organotypic cultures. We provide 

evidence than 72h and 14 day-exposures of testis explants to cannabinoids induce a range of 

deleterious effect on the human fetal testis. Thus fetal testicular cell proliferation was 

affected and the number of apoptotic cells increased in extra and intra-cordonal 

compartments, while testosterone secretion by Leydig cells and AMH secretion by Sertoli 

cells were decreased. Transcriptomic analysis performed by BRB-seq on cannabinoid 

exposed testis explants revealed 187 differentially expressed genes (DEGs) upon treatment, 

including genes key for steroids synthesis and involved in the response to toxic substances. 

 Exposure for 72 hours of 8-10 DW testicular explants with CBD alone or in a mixture with 

THC at 10-5M led to a significant decrease of their testosterone secretion, as did exposure of 

10-12 DW testicular explants with THC alone at 10-5M or in a mixture with CBD at 10-6M or 

10-5M. After 14 days of CBD/THC exposure at 10-5M, the secretion of testosterone was 

completely suppressed, showing the importance to take into account the chronicity of 

exposure. The variation of effects observed in function of the molecules, CBD or THC, and in 

function of the age of the tissue is probably due to the complexity of interaction between 

ligands and cannabinoid receptors (Ligresti, De Petrocellis, et Di Marzo 2016). As showed by 

our data, alteration of testosterone secretion was not due to a modification of Leydig cell 

density after 72 hours, as it remained unchanged by cannabinoids treatment. Moreover, 

CBD alone did not induce a significant decrease of proliferating cell density in extra-cordonal 

tissue of 8-10 DW nor did THC in 10-12 DW – while these compounds affected testosterone 

levels at these respective ages. These data suggest that the effect of CBD and THC alone on 

testosterone secretion occurred at the molecular rather than cell level. Nevertheless, the 

increased effect of the THC/CBD mix on androgens might be due to a combination of both 

molecular and cellular effect, since a decrease proliferation was observed upon exposure to 
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CBD/THC in D8-10 and D10-12 testis. In line with the hypothesis of a specific impact of 

cannabinoids on testicular production by the fetal testis, anti-androgenic effect of CBD and 

THC alone have been demonstrated in embryonic rodent in vivo (S. Dalterio et Bartke 1981; 

S. L. Dalterio et deRooij 1986; Murphy, Gher, et Szary 1995). Here we provide the first 

evidence that direct human testicular exposure to CBD and/or THC is harmful to 

testosterone secretion, probably as a result of the alteration of steroid biosynthesis by 

Leydig cells. This hypothesis is supported by our transcriptomic analysis of testis explants 

after cannabinoid treatments, which highlighted a down-regulated expression of numerous 

genes involved in lipid, steroids and cholesterol synthesis after a CBD/THC exposure. For 

instance, the expression of cytochrome P450 family 17 subfamily A member 1 (CYP17A1), a 

key testosterone biosynthesis enzyme, was significantly decreased after exposure of 10-12 

DW testicular explants to CBD/THC mixture. In parallel, the expression of genes involved in 

the response to toxic substance, detoxification and cellular stress significantly increased. Cell 

metabolism alterations might be responsible for cell toxicity in longer term culture, as 

suggested by the massive apoptosis observed in fetal testis exposed to CBD/THC for 14 days. 

Of note, the overall absence of gene expression alteration with THC alone exposure could be 

due to the chosen BRB-seq fold change threshold impairing the detection of more discrete 

gene expression modification, or, alternatively, to post-translational mechanisms.    

Surprisingly, in contrast to 8-10 DW testis, the exposure of 10-12 DW testicular explants with 

CBD or THC alone at 10-5M for 72 hours led to very few variations of gene expression, 

suggesting that 8-10 DW testicular explants are more sensitive to cannabinoid effects at the 

transcriptional level than 10-12 DW testis. This might be due to differences in cell 

metabolism between these two developmental ages (Pelliniemi et Niemi 1969). 

Unfortunately, we were not able to determine the precise mechanisms behind the effects of 

molecules alone or in an equimolar mixture in these bulk analyses. We noted however that 

for the majority of investigated parameters, exposure of testicular explants to CBD or THC 

alone also led to effects with CBD/ THC mixture, and that the effects observed with the 

mixture were enhanced when compared with the individual molecules. This indicates an 

additive effect of cannabis compounds in our model, consistent with their interactions on 

the same receptors (Ligresti, De Petrocellis, et Di Marzo 2016). 
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Our results additionally demonstrate an effect of cannabinoids on AMH secretion without 

any alteration of Sertoli cell density. As the number of apoptotic cells increased in the intra-

cordonal tissue, we hypothesize that the cannabinoid treatments affected the 

microenvironment necessary to the homeostasis of germ cell and Sertoli cell populations. 

The increased cell death in intra-cordonal tissue is consistent with the results of a study that 

highlighted an alteration of human adult Sertoli cells viability after an in vitro exposure to 

CBD from 7x10-6M (Li et al. 2022). While THC alone did not show a negative impact on 

Sertoli cell activity in another study, the highest dose tested (6.4 x10-7M) was lower than the 

10-5M used here (Holmes, Lipshultz, et Smith 1983). We investigated the expression of 

genes involved in AMH synthesizing pathways in testicular explants exposed with CBD 

and/or THC at 10-5M for 72 hours by BRB-seq but failed to observe any significant 

modification of gene expression.  This may suggest a post-translational effect of 

cannabinoids on AMH secretion linked to a globally altered Sertoli cell metabolism, since an 

alteration of genes involved in cell metabolism was observed in BRB seq experiments on 

whole testis explants. Altogether our data show that CBD and/or THC at 10-5M for 72 hours 

decrease AMH secretion without altering the genes involved in its biosynthesis. 

 

In conclusion, our study demonstrates for the first time the expression of the ECS in fetal 

human testis and show that direct gonadic exposures to CBD and/or THC have a negative 

impact on several testicular cellular types’ activity and viability. 8-12 DW has been shown to 

be a critical period of testicular development, particularly sensitive to environmental 

exposures (Welsh et al. 2008; Scott, Mason, et Sharpe 2009; van den Driesche et al. 2017).  

An alteration of testicular cell metabolism by cannabinoids, as suggested by our data, could 

induce a decrease in the number of Sertoli cells, Leydig cells and gonocytes in the long term. 

Sertoli and germ cell numbers at the end of testicular development is directly correlated to 

the sperm production capacity of the individual from puberty onward (Orth 1982; Sharpe et 

al. 2003). Therefore a decrease of their number could lead to hypofertility in the adult. 

Moreover, testosterone and AMH are essential to urogenital tract masculinization (Hannema 

et Hughes 2007; Moses et Behringer 2019). Testosterone is also a critical factor for testicular 

descent (Hutson, Thorup, et Beasley 2016). Thus any alteration of these hormones secretion 

during development may cause urogenital tract defects, which can in turn lead to 



281 
 

malformations such as cryptorchidism (J. K. Gurney et al. 2017) and/or hypospadias (Cunha 

et al. 2015), while hypofertility constitutes a risk factor for TGCT (Baroni et al. 2019). While 

cannabis consumption by pregnant women has risen worldwide over the past decades, an 

understanding of the potential adverse effects of exposures to cannabis components on the 

establishment of the male reproductive functions during development is urgently required. 

Our study points at several deleterious effects of cannabinoids on the developing testis ex 

vivo and paves the way for further deciphering of the impact of cannabinoids at the 

molecular and cell levels in the fetus. Based on our results, large-scale multi-countries 

mother-child cohorts to study the impact of maternal cannabis consumption and the 

occurrence of reproductive pathologies in individual from birth to advanced adulthood are 

warranted. 
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D) Discussion et perspectives  

 

1.  La détection du système des ECB dans le testicule humain 

fœtal   
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Ce travail décrit de façon inédite l’expression du système des ECB dans le testicule 

humain fœtal. L’expression des enzymes de synthèse et de dégradation des ECB, la présence 

des ligands endogènes et l’expression des récepteurs ont été investiguées, nous permettant 

d’émettre des hypothèses sur les voies de signalisation potentiellement impliquées dans la 

physiologie testiculaire humaine au cours du développement.  

 

a)  Les ligands endogènes : l’AEA et le 2-AG 
 

Le dosage par HPLC des deux endogènes principaux, l’AEA et le 2-AG, a mis en 

évidence la présence de ces deux ECB dans le testicule humain entre 7 et 12 SD.  Ces 

données nous ont indiqué une augmentation significative de la quantité d’AEA entre 7 à 12 

SD, qui passe de 0,239 ± 0,0996 pmol/mg de protéines à 2,913 ± 0,977 pmol/mg de 

protéines. L’augmentation des quantités d’AEA peut signifier une augmentation de son 

importance dans la physiologie du testicule fœtal à la fin du 1er trimestre de grossesse. Nous 

avons également observé une augmentation de la quantité du 2-AG entre 7 et 12 SD, qui 

passe de 477,05 ± 149,64 pmol/mg de protéines à 1502,10 ± 508,20 pmol/mg de protéines 

mais la forte variabilité inter-individuelle de ces données n’a pas permis de mettre en 

évidence une augmentation significative de ce paramètre. 

Entre 7 et 12 SD, le 2-AG est présent en plus grande quantité que l’AEA. Ainsi, le 2-AG 

est 1997 fois plus produit que l’AEA entre 7 et 8 SD, 1832 fois plus entre 8 et 10 SD, et 515 

fois plus entre 10 et 12 SD. Les rôles respectifs de l’AEA et du 2-AG dans le testicule fœtal ne 

sont pas décrits dans la littérature mais cette observation peut suggérer une plus forte 

implication du 2-AG dans la physiologie testiculaire au cours du développement. Un groupe a 

rapporté une quantité de 2-AG 1000 fois supérieure à celle de l’AEA dans le cerveau de 

souris adulte (Schurman et al., 2019). Dans cette étude, il a été proposé que cette forte 

quantité de 2-AG implique un rôle indépendant du système des ECB de ce facteur. En effet, 

un métabolite issu de la dégradation du 2-AG est utilisé dans pour la synthèse de 

prostaglandines, des messagers pro-inflammatoires (Nomura et al., 2011). La forte quantité 

du 2-AG dans le testicule humain fœtal pourrait signifier des implications physiologiques 
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importantes, indépendantes du système des ECS, comme la régulation de l’inflammation 

dans ce tissu.  

Dans un testicule fœtal âgé de 11 SD, ce qui correspond à la tranche d’âge où les 

quantités de 2-AG sont les plus hautes, les résultats d’imagerie MALDI ont permis mettre en 

évidence la présence in situ du 2-AG au niveau des cordons séminifères. La même 

observation avait été réalisée dans le testicule humain adulte (Nielsen et al., 2019a). En 

revanche, la même méthode n’a pas permis la détection in situ de l’AEA, potentiellement à 

cause de la quantité trop faible de ce facteur, en dessous des seuils de détection des 

appareils. Des résultats similaires avaient été observés quant à la détection de cet ECB dans 

le testicule humain adulte (Nielsen et al., 2019a). Le perfectionnement des méthodes 

expérimentales, notamment au niveau des seuils de détection, permettrait éventuellement 

de décrire la localisation de l’AEA dans le testicule humain fœtal.  

 

b)  Les enzymes de synthèse et de dégradation des ECB  
 

De façon cohérente à la présence de l’AEA et du 26AG, l’analyse de données de bulk 

RNA-seq a permis d’indiquer la présence des enzymes de synthèse et de dégradation de 

l’AEA et du 2-AG dans le testicule humain entre 6 et 17 SD.  

Les deux principales enzymes de synthèse de l’AEA, la NAT10 et la NAPE-PLD, sont 

exprimées, de même que l’enzyme principale responsable de sa dégradation, la FAAH. Le 

dosage par HPLC des ECB a mis en évidence que la quantité d’AEA augmente de manière 

significative entre 7 et 12 SD. De façon surprenante, l’analyse des données de bulk RNA-seq 

nous a indiqué que l’expression de NAT10 diminue entre 7 et 12 SD tandis que celle de 

NAPE-PLD chute entre 9 et 12 SD. De même, l’expression de FAAH augmente entre 7 et 12 

SD. Cette observation suggère l’utilisation de voies alternatives de synthèse et de 

dégradation de l’AEA dans le testicule entre 7 et 12 SD. L’analyse des données de bulk RNA-

seq nous a effectivement indiqué l’expression de deux enzymes, l’ABHD4 et la GDE1, qui 

produisent de l’AEA par une voie de synthèse alternative connue (Simon and Cravatt, 2006, 

2010). L’expression de GDE1 est stable entre 7 et 12 SD, et celle d’ABHD4 augmente sur 

cette même période, de façon cohérente avec une augmentation des quantités d’AEA entre 
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7 et 12 SD. Nous avons également mis en évidence que l’expression de l’enzyme de 

dégradation FAAH augmente entre 7 et 12 SD. De façon additionnelle à l’AEA, cette enzyme 

est capable de dégrader un certain nombre de substrats, dont d’autres NAE de la famille de 

l’AEA ainsi que plusieurs acides gras (Boger et al., 2000; Long et al., 2011). On ne peut 

exclure la compétition d’autres composés pour une métabolisation par la FAAH, préservant 

l’AEA de la dégradation. L’analyse des données de bulk RNA-seq a également mis en 

évidence l’expression d’une autre enzyme de dégradation de l’AEA, la FAAH2, qui diminue 

entre 7 et 12 SD. Cette enzyme est exprimée dans plusieurs organes chez l’homme adulte, 

mais pas dans le testicule (Wei et al., 2006). Elle pourrait jouer un rôle dans le 

développement testiculaire au cours du 1er trimestre de grossesse. Nous avons observé 

l’expression d’une enzyme de dégradation alternative de l’AEA, la CYP4X1 (Snider et al., 

2010; Urquhart et al., 2015), qui diminue entre 7 et 12 SD. Le profil d’expression de ces deux 

enzymes est cohérent avec une augmentation de la quantité d’AEA entre 7 et 12 SD.  

L’analyse des données de bulk RNA-seq a également mis en évidence l’expression des 

deux enzymes principales de synthèse du 2-AG, la DAGLα et la DAGLβ et de l’enzyme 

principale responsable de sa dégradation, la MAGL. Entre 7 et 12 SD, le dosage des ECB par 

HPLC a mis en évidence que la quantité de 2-AG augmente, mais de façon non significative. 

Cette observation est cohérente avec l’analyse des données d’expression de bulk RNA-seq 

de DAGLα et la DAGLβ. En effet, l’expression de DAGLα est stable entre 7 et 12 SD, tandis 

que l’expression de la DAGLβ augmente au cours de cette période. La première étape de la 

synthèse de 2-AG implique une enzyme de type PLC (Ueda et al., 2011; Murataeva et al., 

2014), dont les isoformes PLCG1 et PLCD1 sont exprimées entre 7 et 12 SD. L’expression de 

PLCG1 est stable entre 7 et 12 SD, tandis que celle de PLCD1 est en augmentation entre 7 et 

12 SD, ce qui est cohérent avec une tendance à l’augmentation de la quantité de 2-AG au 

cours de cette période. L’expression de l’enzyme de dégradation MAGL est stable entre 7 et 

12 SD et celle d’une enzyme alternative du 2-AG, l’ABHD12 (Blankman et al., 2007) diminue 

entre 9 et 12 SD, de façon cohérente avec la tendance à l’augmentation des niveaux de 2-AG 

entre 7 et 12 SD. L’expression d’une autre enzyme alternative du 2-AG, l’ABHD2 (Miller et 

al., 2016) a également été détectée dans le testicule humain fœtal. Dans le testicule adulte, 

il a été montré qu’ABHD2 est exprimé dans les cellules germinales à tous les stades de 

différenciation, sauf au stade spermatocytes précoce, et qu’il jouerait un rôle dans la 
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régulation de l’entrée en méiose (Nielsen et al., 2019a). De même, ABHD2 joue un rôle 

essentiel lors de la réaction acrosomique des spermatozoïdes (Miller et al., 2016). L’analyse 

des données de bulk RNA-seq indique son augmentation entre 7 et 12 SD dans le testicule 

humain fœtal, ce qui ne corrèle pas avec la tendance à l’augmentation du 2-AG au cours de 

cette période. L’ABHD2 catalyse d’autres substrats (Naresh Kumar et al., 2016). Il est donc 

possible que cette enzyme ne soit pas impliquée dans la métabolisation du 2-AG dans la 

physiologie testiculaire humaine fœtale au cours de la période étudiée ici.  

La présence de l’AEA et du 2-AG et l’expression des enzymes de synthèse principales 

et alternatives de l’AEA et du 2-AG dans le testicule humain fœtal, suggèrent la synthèse des 

ligands de façon locale dans ce tissu. Il serait pertinent d’étudier la présence des enzymes au 

niveau protéique, par des expériences d’immunohistochimie, d’immunofluorescence ou de 

Western-Blot. De plus, pour attester de l’activité catalytique de ces enzymes, il serait par 

exemple intéressant d’exposer des tissus testiculaires fœtaux à des inhibiteurs de ces 

enzymes comme il a déjà été fait par d’autres équipes (Pertwee, 2010; Mechoulam et al., 

2014; Wiley et al., 2016; Di Marzo, 2018). Le dosage de l’AEA et du 2-AG dans les tissus 

testiculaires et le milieu de culture avant et après l’exposition à des inhibiteurs enzymatiques 

apporterait une information sur l’implication des enzymes de synthèse et de dégradation 

dans le testicule humain au cours du développement.  

Il est envisageable que des sources extra-testiculaires contribuent, et même soient en 

grande partie responsables de la présence de l’AEA et du 2-AG dans le testicule. Chez 

l’homme adulte, les ECB sont des composés circulants (Hillard, 2018) et le même 

phénomène pourrait exister chez le fœtus, conduisant l’AEA et le 2-AG au testicule. De plus, 

du fait de la proximité tissulaire, ces ECB pourraient diffuser du mésonéphros adjacent. Une 

caractérisation de l’expression du système des ECB et le dosage des ECB seraient pertinents 

dans ce tissu.   

 

c)  Les récepteurs des cannabinoïdes 
 

L’analyse de données de RNA-seq des testicules humains fœtaux nous a également 

permis de mettre en évidence l’expression des récepteurs spécifiques des cannabinoïdes, 
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CB1 et CB2. L’expression de CB1 est fortement dynamique entre 7 et 12 SD. Si son 

expression est très faible à 7,5 SD et à 12 SD, elle présente un pic à 9 SD. Les données de 

single-cell RNA-seq ont mis en évidence l’expression majoritaire de CB1 dans les gonocytes 

et les cellules de Sertoli entre 8 et 12 SD, et dans les cellules de Leydig à 8 SD. Au moment du 

pic de la quantité d’ARN de CB1, une immunohistochimie dirigée contre CB1 nous a permis 

de confirmer la présence de ce récepteur au niveau protéique dans le testicule humain à 9,2 

SD. La protéine CB1 a été détectée au niveau de noyaux qui correspondent 

vraisemblablement aux gonocytes, mais pas des cellules de Sertoli. L’ARN et la protéine de 

CB1 sont également observé au niveau des gonocytes chez la souris au cours du 

développement (De Domenico et al., 2017a). Il est possible que le transcrit de CB1 ne soit 

pas traduit dans les cellules de Sertoli humaines fœtales. Dans le testicule humain adulte, 

CB1 est également détectée au niveau des cellules germinales, mais un marquage nucléaire 

atypique a été observé dans ces cellules (Nielsen et al., 2019a). Le marquage que nous avons 

observé pour ce récepteur apparait membranaire, de façon cohérente avec l’activité 

canonique d’un récepteur RCPG (Hilger et al., 2018).  

L’analyse des données de bulk RNA-seq a mis en évidence que l’expression de CB2 

diminue entre 7 et 7,5 SD puis augmente entre 7,5 et 12 SD. Les données de single-cell RNA-

seq ont indiqué la présence de CB2 dans les gonocytes et les cellules de Leydig entre 8 et 12 

SD, et dans les cellules de Sertoli à 11 SD. L’expression de CB2 au niveau transcriptomique et 

protéique a été montré au niveau des gonocytes murins au cours de la vie embryonnaire (De 

Domenico et al., 2017a). Cependant, malgré des tests expérimentaux 

immunohistochimiques, nous n’avons pas été capables de révéler la localisation in situ de la 

protéine CB2 dans le testicule humain fœtal. Le faible niveau d’expression transcriptomique 

de ce récepteur pourrait en partie expliquer la difficulté à détecter sa protéine. Il est prévu 

d’étudier la localisation in situ de l’ARNm codant pour la protéine CB2 via des expériences 

d’hybridation in situ ou de RNA-scope, couramment pratiquées dans notre laboratoire. Il est 

envisageable que l’ARNm de CB2 ne soit pas traduit, entrainant l’absence de l’implication de 

ce récepteur dans la physiologie testiculaire humaine entre 7 et 12 SD. La mise au point de 

protocole immunologiques et la disponibilité d’anticorps commerciaux de bonne qualité 

marquant ce récepteur est encore nécessaire. 
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Les données de bulk RNA-seq ont également mis en évidence la présence de 

récepteurs alternatifs, non spécifiques du système des ECB, pouvant fixer l’AEA et/ou le 2-

AG. Ainsi, GPR18, PPARβ, PPARγ, TRPV2 ainsi que TRPV3 sont exprimés dans le testicule 

humain fœtal. De même, la validation de leur présence au niveau protéique serait 

pertinente dans cette étude.  
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d)  Les voies de signalisation du système des ECB potentiellement 

impliquées dans la physiologie testiculaire humaine fœtale  
 

Il a été montré chez la souris que le récepteur CB2 est impliqué dans la régulation de 

l’entrée en méiose dans les cellules germinales embryonnaires mâles et femelles (De 

Domenico et al., 2017a). En période post-natale chez le rongeur, l’AEA est impliqué dans la 

survie des cellules de Sertoli (Maccarrone et al., 2003) et CB1 est impliqué dans la 

différenciation des ALC (Cacciola et al., 2008). A ce jour, aucune étude ne décrit le rôle du 

système des ECB dans le testicule humain pendant le développement.  

La présence des deux ECB principaux et l’expression des récepteurs spécifiques des 

cannabinoïdes dans le testicule humain fœtal suggèrent l’implication du système des ECB 

dans la physiologie testiculaire au cours du développement chez l’homme. 

Le 2-AG est un agoniste de forte efficacité de CB1 et possède une plus forte affinité pour ce 

récepteur que l’AEA (Hillard, 2000). Sa localisation intra-tubulaire, révélée par MALDI, et la 

localisation de la protéine de CB1, révélée par immunohistochimie au niveau des gonocytes, 

suggère une implication de la signalisation 2-AG/CB1 dans ces cellules. Cette signalisation 

serait particulièrement importante autour du pic d’expression de CB1, à environ 9 SD.   

Le récepteur CB2 et les récepteurs alternatifs des ECB pourraient également être 

impliqués dans la physiologie testiculaire fœtale. Les récepteurs alternatifs du système des 

ECB n’étant pas spécifiques des ECB, leur implication dans le développement testiculaire est 

ardue à étudier. En revanche, CB1 et CB2 sont des récepteurs spécifiques aux cannabinoïdes. 

Une méthode pour attester de leur implication dans la physiologie testiculaire au cours de la 

vie fœtale chez l’homme serait l’exposition de tissus testiculaires humains fœtaux en culture 

avec des agonistes ou des antagonistes spécifiques d’un récepteur ou de l’autre. 
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Table 7 : Résumé des effets d’une exposition de 72 heures d’explants testiculaires fœtaux humains au Δ9-
THC et/ou au CBD.  

Des explants testiculaires humains âgés de 8 à 10 semaines de développement (SD) et 10 à 12 SD cultivés ex 
vivo ont été exposés pendant 72 heures à 10-5M de CBD, de Δ9-THC ou un mélange de CBD et de Δ9-THC (ratio 
1 :1) (CBD/ Δ9-THC). Dans ce tableau sont présentés les résultats d’expériences de dosage de facteur dans le 
milieu de culture des explants testiculaires (« dosage »), de comptages et de surfaçages cellulaires à la suite 
d’immunohistochimies (« IHC ») et des résultats transcriptomiques de Bulk RNA Barcoding and sequencing 
(« BRB-seq »). Les effets des différents traitements par rapport à leur condition contrôle respective sont 
représentés par des flèches. « ns » indique un résultat non significatif des tests statistiques. Les données de 
BRB-seq ayant été acquises sur testicule entier, le regroupement selon type cellulaire est hypothétique. 

 
Type cellulaire 

 
Test 

8-10 SD 10-12 SD 

CBD Δ9-
THC 

CBD/Δ9-
THC 

CBD Δ9-
THC 

CBD/Δ9-THC 

Leydig        

Sécrétion de testostérone Dosage       

Surface occupée par les cellules 
de Leydig 

IHC   
 

  
 

  

Prolifération extracordonale IHC       

Apoptose extracordonale IHC        ns                        ns    

Expression de gènes impliqués 
dans la stéroïdogenèse 

 
BRB-seq 

      

Expression de gènes impliqués 
dans le métabolisme général des 
stéroïdes, des lipides stérols et 

du cholestérol 

 
 

BRB-seq 

      

Expression du gène codant pour 
INSL3 

BRB-seq       

Gonocytes et cellules de Sertoli        

Sécrétion d’AMH Dosage                  ns 

Surface occupée par les cellules 
de Sertoli 

IHC       

Prolifération intracordonale IHC       

Apoptose intracordonale IHC       

Surface occupée par les 
gonocytes 

IHC       

Testicule entier        

Expression de gènes impliqués 
dans le cycle cellulaire 

 
BRB-seq 

      
 

Expression de gènes impliqués 
dans la réparation de l’ADN 

 
BRB-seq 

      

Expression de gènes impliqués 
dans la réponse aux stress 

cellulaires 

 
BRB-seq 

 
 

     

Expression de gènes impliqués 
dans la transcription et la 

traduction 

 
BRB-seq 

      

Expression de gènes impliqués 
dans le trafic intracellulaire 

 
BRB-seq 

      

Expression de gènes impliqués 
dans le transport et 

l’homéostasie d’ions et de 
métaux 

 
 

BRB-seq 
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2.  Effets d’une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD sur le 

testicule humain fœtal   
 

L’objectif de ce travail expérimental était d’évaluer les conséquences d’une 

exposition dite « courte » (72 heures) et « longue » (14 jours) d’explants testiculaires 

humains fœtaux au Δ9-THC et/ou au CBD à des doses issues de données de 

pharmacocinétique obtenues chez l’homme adulte.   

 

a)  Effets d’une exposition d’explants testiculaires fœtaux humains 

au Δ9-THC et/ou au CBD  
 

Nous avons étudié les impacts d’une exposition du testiculaire au Δ9-THC et/ou au 

CBD sur la physiologie globale du testicule fœtal, en nous focalisant sur la sécrétion 

d’hormones essentielles pour l’homéostasie du tissu telle que la testostérone et l’AMH, ainsi 

que sur la prolifération et la viabilité des cellules. De plus, pour répondre à notre hypothèse 

selon laquelle le Δ9-THC et le CBD sont capables perturber la différenciation des cellules 

germinales, nous avons également investigué ce phénomène.  

Les résultats d’un traitement au Δ9-THC et/ou au CBD sur les explants testiculaires humains 

fœtaux sont présentés selon les trois types cellulaires principaux du testicule embryonnaire, 

les cellules de Leydig, les cellules de Sertoli et les gonocytes. Les données obtenues lors de 

cette étude sont résumées dans la Table 7.  

 

(1) Les cellules de Leydig 

Afin d’étudier l’effet du Δ9-THC et/ou du CBD sur l’activité des cellules de Leydig, 

nous avons analysé leur capacité à sécréter une hormone, la testostérone. La concentration 

de testostérone a été dosée dans le milieu de culture des explants testiculaires exposés à du 

Δ9-THC seul, du CBD seul ou un mélange équimolaire de Δ9-THC et de CBD à des 

concentrations allant de 10-7M à 10-5M pendant 72 heures. L’exposition d’explants 

testiculaires âgés de 8 à 10 SD à 10-5M de CBD et à 10-5M du mélange de Δ9-THC et de CBD 
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entraine une diminution significative de leur sécrétion de testostérone. Nous avons 

également noté que l’exposition d’explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD à du Δ9-THC à 10-

5M entraine une tendance à la diminution de la sécrétion de testostérone, qui n’est pas 

significative du fait de la haute variabilité inter-individuelle dans ce groupe. Il serait judicieux 

d’augmenter le nombre de réplicats biologiques dans cette condition. Une diminution 

significative de la sécrétion de testostérone est observée chez les explants testiculaires âgés 

de 10 à 12 SD après une exposition à 10-5M de Δ9-THC, et à 10-6M et 10-5M d’un mélange de 

Δ9-THC et de CBD.  

L’effet anti-androgénique du CBD et du Δ9-THC a déjà été rapporté chez l’embryon 

de rat et de souris après une exposition in vivo à du Δ9-THC ou du CBD au cours du 

développement (Dalterio and Bartke, 1981; Dalterio and deRooij, 1986a; Murphy et al., 

1995). Nos résultats montrent ici un effet gonadique direct du Δ9-THC et du CBD sur la 

sécrétion de testostérone par le testicule humain fœtal ex vivo. Nos résultats mettent 

également en évidence, l’existence d’une sensibilité différente des explants testiculaires au 

Δ9-THC et au CBD selon leur âge. De plus, pour les deux classes d’âges, l’exposition au 

mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-5M entraine une diminution significativement plus 

importante de la sécrétion de testostérone par les explants testiculaires par rapport aux 

molécules seules à 10-5M. Ces observations pourraient découler entre autres de l’expression 

dynamique des récepteurs activés par le Δ9-THC et le CBD décrites plus haut entre 8 et 12 

SD. Des paragraphes sont consacrés plus bas sur les modes d’action potentiels du Δ9-THC et 

du CBD dans le testicule fœtal et l’effet de l’âge des tissus.  

Après avoir investigué les effets d’une exposition de 72 heures au Δ9-THC et/ou au 

CBD des explants testiculaires, une exposition de 14 jours à ces deux phytocannabinoïdes a 

été étudiée. L’augmentation du temps d’exposition avait ici pour but de mimer la chronicité 

d’exposition parfois retrouvée chez la femme enceinte. En effet, une partie des femmes 

consommatrices de cannabis pendant la grossesse expliquent le consommer dans un but 

médical, afin de soulager certains symptômes associés à la grossesse, comme les nausées et 

l’insomnie, et pour atténuer des symptômes associés à des pathologies chroniques (Chang et 

al., 2019; Vanstone et al., 2021; Satti et al., 2022).  

La sécrétion de testostérone des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD étant affectée par 

le mélange Δ9-THC + CBD dès 10-6M, cette classe d’âge a été investiguée en premier lieu. 
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Des explants testiculaires humains âgés de 10 à 12 SD ont été traités avec du Δ9-THC ou du 

CBD à 10-5M ou à un mélange de Δ9-THC et de CBD à des concentrations de 10-6M et 10-5M 

pendant 14 jours. La sécrétion de testostérone dans le milieu de culture a été dosée après 

plusieurs temps d’exposition aux différents traitements, dont 4 jours, 8 jours et 14 jours.  

En culture courte, une exposition des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD à du Δ9-THC 

ou à un mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-5M pendant 72 heures entraine une diminution 

significative de la sécrétion de testostérone. De façon surprenante, nous avons noté 

l’absence apparente d’effets sur la sécrétion de testostérone de ces mêmes traitements 

après 4 jours d’exposition en culture longue. De plus, alors que nous observions un effet 

négatif du mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-6M dès 72 heures, nous n’avons noté aucun 

effet de ce traitement sur les explants testiculaires après 4, 8 et 14 jours d’exposition. Ces 

résultats peuvent être en partie dus à l’ajout d’insuline, de transferrine et de sélénium (ITS) 

dans le milieu de culture longue, indispensables au maintien des explants testiculaires 

humains fœtaux en culture prolongée. L’ITS est fréquemment utilisé en culture cellulaire 

dans le milieu de culture de plusieurs types cellulaires humains (Ranaldi et al., 2003; Liu et 

al., 2014; Mainzer et al., 2014; Liu et al., 2019; Belavgeni et al., 2019; Kang et al., 2019), dont 

les explants testiculaires adultes (Roulet et al., 2006) car ce mélange promeut la survie 

cellulaire. L’ajout d’ITS dans le milieu de culture des explants testiculaires fœtaux humains 

en culture longue pourrait augmenter leur résistance aux effets néfastes de molécules 

environnementales, comme le Δ9-THC et le CBD, jusqu’à une certaine mesure.  

 L’exposition des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec 10-5M de Δ9-THC seul 

entraine une diminution significative de la sécrétion de testostérone après 14 jours 

d’exposition. De plus, l’exposition à un mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-5M entraine une 

diminution forte de la sécrétion de testostérone dès 8 jours d’exposition et la supprime 

totalement après 14 jours d’exposition. Cette observation illustre l’importance de considérer 

l’exposition chronique du testicule fœtal humain aux deux phytocannabinoïdes testés dans 

cette étude. De façon surprenante, nous avons également observé qu’un traitement des 

explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec du CBD à 10-5M dès 4 jours d’exposition 

entraine une diminution significative de la sécrétion de testostérone. Cet effet est également 

observé après 8 jours d’exposition et d’autant plus après 14 jours d’exposition. Cet effet du 

CBD seul à 10-5M n’a pas été observé en culture courte dans cette classe d’âge après 72 
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heures d’exposition. Ces observations suggèrent que les effets négatifs du CBD sur la 

sécrétion de testostérone par les explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD n’apparaissent 

qu’au moins après 72 heures d’exposition.  

 

Dans les deux classes d’âges, les impacts sur la sécrétion de testostérone par les 

explants testiculaires après une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD étant majeurs à la 

concentration de 10-5M, nous avons investigué plusieurs paramètres cellulaires et 

moléculaires à cette dose afin d’expliquer la baisse de la sécrétion de testostérone observée.  

 

La surface occupée par les cellules de Leydig a été déterminée par 

immunohistochimie dans les explants testiculaires âgés de 8 à 12 SD exposés au Δ9-THC 

et/ou au CBD à 10-5M. Après 72 heures d’exposition, ce paramètre n’est significativement 

pas affecté par aucun traitement dans les deux classes d’âges étudiées. Cependant, le temps 

de culture est possiblement trop court pour pouvoir observer un effet des trainements sur 

ce paramètre. La protéine CYP11A1, utilisée pour le marquage des cellules de Leydig, 

pourrait être conservée un certain temps dans les cellules même celles dont la viabilité 

commence à être altérée. Il est prévu d’étudier la surface occupée par les Leydig dans des 

explants testiculaires cultivés pendant 14 jours afin de déterminer si un traitement au Δ9-

THC et/ou au CBD entraine une diminution de ce paramètre.  

 

Nous avons ensuite investigué les effets des différents traitements sur la prolifération 

cellulaire au niveau du compartiment extracordonal, où on trouve entre autres les cellules 

de Leydig. Dans les explants testiculaires exposés au Δ9-THC et/ou au CBD à une dose de 10-

5M pendant 72 heures, les cellules en prolifération dans le compartiment extracordonal ont 

été comptées après des immunohistochimies. Une diminution significative de la densité de 

cellules prolifératives extracordonales a été observée lorsque les explants testiculaires âgés 

de 8 à 10 SD et de 10 à 12 SD ont été traités avec un mélange de Δ9-THC et de CBD. Ces 

traitements correspondent à des conditions pour lesquelles nous avons observé une 

diminution de la sécrétion de la testostérone par les explants testiculaires en culture courte. 

Comme il a été vu plus haut, la surface occupée par les cellules de Leydig n’est affectée dans 
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aucune condition. La diminution de la sécrétion hormonale par les explants testiculaires 

n’est à priori donc pas due à une diminution du nombre de cellules de Leydig, en 

conséquence d’une diminution de leur prolifération. La diminution de la prolifération 

cellulaire extracordonale pourrait être signe ici d’une altération du métabolisme cellulaire 

des cellules de Leydig. 

Nous avons également observé une diminution significative de la prolifération 

extracordonale après une exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du Δ9-

THC, une condition pour laquelle la diminution de sécrétion de testostérone n’est pas 

significative après 72 heures d’exposition. Cette observation peut suggérer que si la viabilité 

cellulaire des explants est affectée par ce traitement, les cellules de Leydig peuvent 

éventuellement être capables de maintenir la sécrétion de testostérone à un niveau similaire 

à la condition contrôle.  

A l’inverse, l’exposition d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec du Δ9-THC seul 

induit une diminution de la sécrétion de testostérone mais n’affecte pas la prolifération 

extracordonale. L’effet anti-androgénique de ce traitement sera discuté plus bas. 

 

Il est important de garder à l’esprit qu’entre 8 et 14 SD, le tissu interstitiel se remplit 

graduellement de cellules de Leydig qui vont constituer la grande majorité des cellules du 

tissu interstitiel (Pelliniemi and Niemi, 1969). Dans nos deux classes d’âge, et 

particulièrement la classe d’âge 8-10 SD, il est envisageable que l’altération de la 

prolifération cellulaire entrainée par le Δ9-THC et/ou le CBD observée en 

immunohistochimie concerne d’autres types cellulaires dans le compartiment extracordonal 

que les cellules de Leydig. Pour identifier le ou les type(s) cellulaire(s) dont la prolifération 

est altérée par une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD, il serait pertinent de réaliser des 

doubles marquages immunologiques sur les explants testiculaires, avec un marqueur des 

cellules en apoptose et un marqueur des cellules de Leydig.  

 

Afin d’investiguer l’hypothèse d’une altération du métabolisme cellulaire des cellules 

de Leydig, causant la diminution de la sécrétion de testostérone dans certaines conditions, 

nous avons ensuite étudié l'effet des différents traitements sur la viabilité des cellules de 
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Leydig. Après des immunohistochimies, les cellules en apoptose ont été comptées dans le 

tissu extracordonal d’explants testiculaires exposés pendant 72 heures au Δ9-THC et/ou au 

CBD à une dose de 10-5M. La densité des cellules en apoptose n’est significativement 

modifiée dans aucune condition. Nous avons noté une tendance à l’augmentation de 

l’apoptose après l’exposition d’explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du Δ9-THC seul 

ou en mélange avec du CBD. De la même façon qu’avec la diminution de la prolifération 

observée dans ces conditions, cette tendance à une augmentation de l’apoptose serait une 

conséquence de l’altération du métabolisme cellulaire des cellules de Leydig.  

 

Afin d’observer l’effet des traitements à plus long terme sur l’apoptose des cellules 

de Leydig, nous avons marqué les cellules en apoptose par immunohistochimie dans des 

explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD exposés pendant 14 jours avec du Δ9-THC ou du 

CBD à 10-5M ou à un mélange de Δ9-THC et de CBD à des concentrations de 10-6M et 10-5M. 

L’exposition au Δ9-THC et au CBD seuls à 10-5M, qui entraine une diminution significative de 

la sécrétion de testostérone après 14 jours d’exposition, n’entraine pas d’augmentation 

visible de l’apoptose dans le compartiment extracordonal des explants testiculaires. Ces 

observations suggèrent que l’exposition à 10-5M de Δ9-THC ou au CBD pendant 14 jours 

impacte toujours le métabolisme cellulaire des cellules de Leydig, conduisant à l’altération 

de leur sécrétion de testostérone, sans être visiblement toxique. En revanche, l’exposition 

des explants testiculaires à un mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-5M pendant 14 jours, un 

traitement qui inhibe totalement la sécrétion de testostérone, entraine une apoptose 

massive visible dans le compartiment extracordonal. Ce résultat pourrait indiquer la toxicité 

du traitement pour les cellules de Leydig après 14 jours d’exposition. Il est prévu de 

quantifier la densité des cellules apoptotiques et de réaliser des doubles marquages dans ces 

tissus pour pouvoir comparer plus précisément les différentes conditions.  

 

Pour comprendre les mécanismes molécules sous-jacents à la diminution de leur 

sécrétion de testostérone par les explants testiculaires selon les différents traitements, nous 

avons analysé la modification de l’expression d’un grand nombre de gènes par BRB-seq dans 

les explants testiculaires âgés de 8 à 12 SD exposés au Δ9-THC et/ou au CBD à 10-5M pendant 
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72 heures. Au total, l’expression de 187 gènes est modifiée de façon significative dans nos 

différentes conditions. Ces gènes sont regroupés selon leur profil d’expression en 9 clusters, 

de P1 à P9.  

 Nous avons investigué si les effets anti-androgéniques des différents traitements 

pouvaient être induits par une altération directe de la synthèse de testostérone.  

L’hCG, qui se fixe sur le récepteur à la LH, stimule la stéroïdogenèse dans les cellules de 

Leydig chez le fœtus (Huhtaniemi et al., 1977; Huhtaniemi and Lautala, 1979; Word et al., 

1989). Or, une étude a mis en évidence que le traitement in vitro de testicules murins à 

partir de 4,8 x10-6M entraine une diminution de l’expression du récepteur à la LH dans le 

testicule (Banerjee et al., 2011b). Une diminution de la sensibilité des cellules de Leydig à 

l’hCG expliquerait la diminution de la sécrétion de testostérone par les explants testiculaires 

traités avec du Δ9-THC et/ou du CBD. Notre analyse des données de BRB-seq nous a 

cependant indiqué que l’expression du récepteur à la LH n’est pas affectée après l’exposition 

des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD et de 10 à 12 SD avec du Δ9-THC et/ou du CBD.  

Nous avons également investigué si l’expression de gènes impliqués dans la 

stéroïdogenèse était modifiée dans ces tissus. En effet, une étude in vitro chez le rat a mis en 

évidence que le traitement de microsomes testiculaires de rat avec 5x10-5 M de Δ9-THC et 

10-4M de CBD entraine une diminution de l’activité de la Progesterone 17α-hydroxylase, qui 

catalyse une des premières étapes de la stéroïdogenèse. Dans une autre étude, le traitement 

chronique de souris in vivo avec 3 mg/kg par jour de cannabis entier entraine la diminution 

de l’activité de l’enzyme 3β-HSD, qui catalyse la dernière étape de la synthèse de 

testostérone (Banerjee et al., 2011b). L’analyse des résultats de BRB-seq a mis en évidence 

que l’exposition des explants testiculaires humains âgés 10 à 12 SD avec un mélange de Δ9-

THC et de CBD pendant 72 heures entraine la diminution significative de l’expression de 

l’enzyme Cytochrome P450, family 17, subfamily A, member 1 (CYP17A1), qui catalyse la 

transformation de prégnenolone, une des premières étapes de la stéroïdogenèse. Dans 

toutes les autres conditions, nous n’avons pas observé d’altération de la modification de 

l’expression de gènes impliqués dans la stéroïdogenèse.  

La première étape de la stéroïdogenèse implique la translocation du cholestérol au 

sein de la mitochondrie (Miller and Bose, 2011), avant qu’il ne soit métabolisé en précurseur 



303 
 

stéroïdogénique jusqu’à la synthèse d’hormones. Nous avons donc ensuite étudié par BRB-

seq si l’expression d’un grand nombre de gènes qui jouent un rôle plus ou moins direct dans 

la synthèse, le transport et le métabolisme du cholestérol, était modifiée par nos différents 

traitements. Nous avons mis en évidence plusieurs enrichissements (des gènes avec le 

même profil d’expression qui sont impliqués dans fonctions cellulaires très similaires) de 

gènes impliqués dans l’homéostasie du cholestérol au niveau des clusters P1 et P2. Ces 

clusters correspondent en très grande majorité à une diminution de l’expression génique 

après une exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD à du CBD ou un mélange de 

CBD et de Δ9-THC et des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec un mélange de CBD 

et de Δ9-THC. Parmi ces gènes, on peut trouver des gènes impliqués dans le métabolisme du 

cholestérol, le métabolisme des lipides, le métabolisme des stéroïdes et la biosynthèse du 

cholestérol tel que le gène 3-hydroxy-3-methylglutaryl-coenzyme A reductase (HMGCR). 

Nous avons également mis en évidence la diminution dans les explants testiculaires âgés de 

10 à 12 SD exposés à un mélange de Δ9-THC et de CBD de l’expression du gène Low density 

lipoprotein receptor (LDLR), qui permet l’intégration du cholestérol issu de la circulation 

générale au sein de la cellule. 

Nos résultats suggèrent que l’exposition d’explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD 

avec du CBD ou un mélange de CBD et de Δ9-THC et d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 

SD avec un mélange de CBD et de Δ9-THC à 10-5M pendant 72 heures entraine une forte 

altération de l’expression de gènes impliqués dans l’homéostasie globale du cholestérol 

avec, ou non, une altération du métabolisme cellulaire extracordonal au niveau histologique. 

En conséquence, la sécrétion de testostérone par les cellules de Leydig est significativement 

altérée dans ces conditions.  

L’exposition d’explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du Δ9-THC à 10-5M pendant 72 

heures induit une diminution de la testostérone qui n’atteint pas la significativité. Ce 

traitement entraine également l’altération significative du métabolisme cellulaire 

extracordonal au niveau histologique, ainsi qu’une diminution de l’expression de gènes 

impliqués dans l’homéostasie du cholestérol. Ces deux observations peuvent s’agir d’un 

signe annonciateur d’une diminution significative de la sécrétion de testostérone si la culture 

se prolongeait à plus long terme. Il est prévu de cultiver des explants testiculaires de cette 

classe d’âge pendant 14 jours.  
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A l’inverse, l’exposition d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec du Δ9-THC à 10-5M 

pendant 72 heures induit une diminution de la sécrétion de testostérone mais ne modifie 

pas significativement le métabolisme cellulaire extracordonal au niveau histologique ni 

l’expression de gènes impliqués dans l’homéostasie du cholestérol ou la stéroïdogenèse. 

L’analyse transcriptomique par BRB-seq a révélé que seule l’expression de 4 gènes est 

altérée dans cette condition. Les effets transcriptomiques de ce traitement sur l’expression 

de gènes impliqués dans la synthèse de la testostérone, pourraient être trop subtiles et ne 

pas dépasser les seuils de significativité établis dans notre protocole de BRB-seq. 

 

L’altération du métabolisme du cholestérol est cohérente avec une altération de la 

sécrétion de testostérone par les cellules de Leydig. Cependant, le BRB-seq étant effectué 

sur tissu entier, on ne peut pas exclure que d’autres cellulaires testiculaires puissent être 

concernés par ces changements d’expression de gènes impliqués dans l’homéostasie du 

cholestérol. Le cholestérol est en effet un facteur régulateur important de l’activité des 

cellules germinales ainsi que des cellules de Sertoli (Sèdes et al., 2018). Des analyses plus 

poussées de nos données de BRB-seq, avec des méthodes telle que la déconvolution, nous 

permettront prochainement de pouvoir distinguer le(s) type(s) cellulaire(s) dans le(s)quel(s) 

nous observons l’altération de l’expression des gènes cités plus haut. 

 

Nous avons également étudié par BRB-seq la modification de l’expression d’un gène 

codant pour une autre hormone sécrétée par les cellules de Leydig : l’INSL3. L’exposition des 

explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du CBD seul et d’explants testiculaires âgés de 

10 à 12 SD avec un mélange de Δ9-THC et de CBD entraine une diminution de l’expression de 

ce gène. Pour vérifier si ces traitements affectent la sécrétion de ce facteur par les cellules 

de Leydig, il est prévu d’effectuer des dosages d’INSL3 dans les milieux de cultures de nos 

différents traitements dans les deux classes d’âge. L’effet du Δ9-THC et/ou du CBD sur les 

cellules de Leydig ne serait donc pas restreint à la stéroïdogenèse. Ce résultat pourrait être 

cohérent avec une altération du métabolisme cellulaire global des cellules de Leydig, causant 

une altération des sécrétions hormonales des cellules de Leydig, dont la testostérone et 

l’INSL3.   
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Les impacts spécifiques du Δ9-THC et du CBD sur les cellules de Sertoli et les gonocytes dans 

les explants testiculaires âgés de 8 à 12 SD exposés au Δ9-THC et/ou au CBD à la 

concentration la plus forte testée (10-5M) pendant 72 heures ont ensuite été investigués.  

 

(2) Les cellules de Sertoli et les gonocytes  

Nous avons tout d’abord investigué la capacité des cellules de Sertoli à sécréter une 

hormone, l’AMH. Cette hormone a été dosée dans le milieu de culture des explants 

testiculaires âgés de 8 à 10 SD et de 10 à 12 SD après une exposition au Δ9-THC et/ou au 

CBD. Une exposition avec du Δ9-THC ou un mélange de Δ9-THC et de CBD entraine une 

diminution significative de la sécrétion d’AMH par les explants testiculaires âgés de 8 à 10 

SD. Une diminution non significative de la sécrétion d’AMH a également été observée après 

une exposition des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec le mélange de Δ9-THC et de 

CBD. Ce paramètre sera évalué après une culture à plus long terme des explants testiculaires 

aux différents traitements.  

Afin d’expliquer cette baisse de sécrétion d’AMH par les explants testiculaires, nous 

avons étudié la surface occupée par les cellules de Sertoli par immunohistochimie dans les 

explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD et de 10 à 12 SD exposés au Δ9-THC et/ou au CBD. Ce 

paramètre n’est significativement pas affecté par aucun traitement aux deux classes d’âges 

étudiées. Cette observation peut révéler, de la même façon que pour la surface occupée par 

les cellules de Leydig, un temps de culture trop court pour observer un effet la surface 

occupée par les cellules de Sertoli. La protéine AMH, utilisée pour marquer les cellules de 

Sertoli, pourrait être conservée même dans des cellules dont la viabilité est altérée. Il est 

prévu d’effectuer le surfaçage des cellules de Sertoli dans les explants testiculaires exposés 

pendant 14 jours aux différents traitements pour conclure de l’effet d’une culture plus 

longue sur ce paramètre.  

Afin de déterminer si la diminution de la sécrétion d’AMH est liée avec altération du 

métabolisme cellulaire des cellules de Sertoli, nous avons investigué les effets des différents 

traitements sur la prolifération dans le compartiment intracordonal, où sont trouvées entre 

autres les cellules de Sertoli. Les cellules prolifératives intracordonales ont été marquées par 
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immunohistochimie dans les explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD et de 10 à 12 SD 

exposés au Δ9-THC et/ou au CBD, puis comptées. L’exposition d’explants testiculaires âgés 

de 10 à 12 SD avec un mélange de Δ9-THC et de CBD induit la diminution significative de la 

densité de cellules en prolifération dans le compartiment intracordonal. Les autres 

traitements n’affectent pas significativement ce paramètre.  

Nous avons ensuite marqué par immunohistochimie puis compté, les cellules en 

apoptose dans le compartiment intracordonal d’explants testiculaires exposés au Δ9-THC 

et/ou au CBD. Une augmentation significative de la densité des cellules apoptotiques 

intracordonales a été observée après l’exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD 

avec du Δ9-THC ou un mélange de Δ9-THC et de CBD et des explants testiculaires âgés de 10 

à 12 SD avec un mélange de Δ9-THC et de CBD. L’altération de la viabilité des cellules de 

Sertoli a été observée dans une étude après un traitement de cellules de Sertoli humaines 

adultes in vitro avec du CBD dès 7x10-6M (Li et al., 2022). Une autre étude n’a pas révélé 

d’altérations de l’activité des cellules de Sertoli humaines adultes après une exposition in 

vitro au Δ9-THC ou au CBD (Holmes et al., 1983). Cependant la dose maximale testée dans 

cette étude (6,4 x10-7M) est inférieure à la dose testée dans notre étude, n’excluant pas un 

effet néfaste du Δ9-THC sur les cellules de Sertoli avec une dose de 10-5M.  

Il est important de garder à l’esprit que le compartiment intracordonal comprend 

également les gonocytes ainsi que les CMP. Il a été noté que la majorité des cellules 

prolifératives et apoptotiques dans le compartiment intracordonal ne correspondent pas aux 

CMP, très facilement distinguables de par leur morphologie et leur localisation. Cependant, 

dans toutes les conditions étudiées, il est possible que la prolifération et l’apoptose des 

gonocytes soient modulées par les traitements, additionnellement à celles des cellules de 

Sertoli. Notre approche expérimentale ne nous permet pas de distinguer les gonocytes des 

cellules de Sertoli parmi les cellules prolifératives et apoptotiques marquées par 

immunohistochimie. Il serait intéressant de réaliser des doubles marquages immunologiques 

ciblant un marqueur des cellules en prolifération ou en apoptose et un marqueur des 

gonocytes ou des cellules de Sertoli afin de pouvoir conclure sur le ou les type(s) cellulaire(s) 

en prolifération et en apoptose dans le compartiment intracordonal. 

L’analyse des données de BRB-seq a indiqué que les gènes impliqués dans la biosynthèse 

de l’AMH ne sont modifiés dans aucune condition. L’ensemble de nos observations 
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suggèrent que dans notre étude, l’exposition d’explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD au 

Δ9-THC ou à un mélange de Δ9-THC et de CBD et d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD 

avec un mélange de Δ9-THC et de CBD à 10-5M pendant 72 heures altère le métabolisme 

cellulaire des cellules de Sertoli, conduisant à une diminution de la sécrétion d’AMH par ces 

cellules. 

De façon surprenante, l’exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du CBD 

entraine une augmentation de l’apoptose intracordonale sans induire de diminution de la 

sécrétion d’AMH. Ceci pourrait s’expliquer par un maintien de la sécrétion d’AMH par les 

cellules de Sertoli, malgré l’altération de leur métabolisme cellulaire. D’autre part dans cette 

condition, l’apoptose intracordonale pourrait en majorité concerner les gonocytes. Notre 

approche de double marquage immunologique nous permettra de conclure sur cette 

hypothèse. 

 

 Chez l’homme adulte, la consommation de cannabis et le développement de TGTC 

ont été significativement corrélées (Gurney et al., 2015a; Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et 

al., 2020a). Cette observation implique que certains composants du cannabis sont capables 

d’altérer la différenciation des cellules germinales adultes, conduisant à des TGCT. Nous 

avons donc investigué la capacité du Δ9-THC et du CBD à altérer la différenciation des 

gonocytes, entrainant l’apparition de lésions pré-cancéreuses, les GCNIS, précurseurs des 

TGCT (pour revue : Rajpert-De Meyts and Hoei-Hansen, 2007; Baroni et al., 2019).  

Nous avons marqué par immunohistochimie puis compté le nombre de gonocytes 

dans les explants testiculaires exposés au Δ9-THC et/ou au CBD à la concentration la plus 

forte testée (10-5M) pendant 72 heures. La densité cellulaire des gonocytes n’est modifiée 

dans aucune condition. Le comptage des gonocytes dans les tissus exposés pendant 14 jours 

aux différents traitements est en cours.   

La transformation tumorale est souvent associée avec une dérégulation des 

mécanismes de prolifération et l’apoptose. Cependant, comme décrit plus haut, aucune 

condition n’a entrainé d’augmentation significative de la prolifération ou de diminution 

significative de l’apoptose au niveau histologique dans le compartiment intracordonal.  
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Les GCNIS présentent un profil génique ressemblant à celui des PGC et des gonocytes 

et expriment des gènes spécifiques des cellules germinales et d’autres associés à la 

pluripotence, à l’état indifférencié et au développement tumorigène. On peut citer les 

facteurs PRDM1, MAGEA4, DDX4, TSPY, PLAP, C-KIT et son ligand SCF, SOX17, POU5F1, 

NANOG, LIN28, AP-2γ, GST et CD44 (Honecker et al., 2004; Looijenga et al., 2014; Rajpert-De 

Meyts et al., 2015; Nettersheim et al., 2016). De plus, les GCNIS présentent une diminution 

de l’expression de cyclines du cycle cellulaire ainsi que de certains suppresseurs de tumeurs  

TP53 et RB1. Nous avons analysé les données de BRB-seq afin d’investiguer si l’exposition 

des explants testiculaires âgés de 8 à 12 SD au Δ9-THC et/ou au CBD pouvait déréguler 

l’expression de ces gènes. L’expression d’aucun gène cité ci-dessus n’est affectée par nos 

différents traitements.  

Enfin, il a été identifié qu’un mécanisme potentiel de la transformation des gonocytes en 

GCNIS serait le dérèglement de l’inhibition de leur entrée en méiose (Jørgensen et al., 2013) 

et il a été montré que l’activation in vitro du récepteur CB2 du système des ECB entraine 

effectivement une entrée anormale des gonocytes en méiose chez la souris (De Domenico et 

al., 2017b). Nous avons donc également investigué dans nos données de BRB-seq si 

l’exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 12 SD au Δ9-THC et/ou au CBD pouvait 

modifier l’expression de gènes associés dans la régulation de la méiose mais aucune 

différence significative n’a été observée entre les conditions traitées et les conditions 

contrôles.  

 L’ensemble des résultats acquis sur les gonocytes ne suggère pas de transformation 

tumorale de ces cellules.  

 

(3) Le testicule entier 

Nous avons formulé plus haut l’hypothèse selon laquelle une exposition au Δ9-THC 

et/ou au CBD peut affecter le métabolisme cellulaire des cellules de Leydig et des cellules de 

Sertoli, induisant des modifications au niveau histologique de la prolifération et de 

l’apoptose intra- et extracordonale. Cette altération du métabolisme cellulaire des cellules 

de Leydig et de Sertoli conduirait à une altération de leurs capacités endocrines respectives.  
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Nous avons donc investigué les données de BRB-seq obtenus sur les explants 

testiculaires âgés de 8 à 12 SD exposés au Δ9-THC et/ou au CBD à 10-5M pendant 72 heures 

et étudié la modulation de l’expression de gènes impliqués dans le métabolisme global des 

cellules. En particulier, nous avons étudié l’expression des gènes impliqués dans la 

prolifération cellulaire, les mécanismes de réparation de l’ADN, les réponses à différents 

stress cellulaires, la régulation de la transcription et de la traduction, ainsi que la régulation 

du trafic intracellulaire et du cytosquelette.  

L’exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du CBD, du Δ9-THC ou 

un mélange de Δ9-THC et de CBD induit la diminution significative de nombreux gènes 

impliqués dans la régulation de la prolifération et du cycle cellulaire. L’exposition des 

explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD à du CBD induit la diminution significative de 

l’expression gènes, en grande majorité situés dans les clusters P1 et P2, tel que le gène F-Box 

protein 5 (FBXO5), impliqué dans la régulation de l’activité du complexe Anaphase promoting 

complex (APC). L’exposition des explants testiculaires à du Δ9-THC est corrélée avec une 

diminution significative de l’expression de gène distribués sur les clusters P1 et P3, comme le 

gène Kinetochore protein Spc24 (SPC24), qui régule la ségrégation des chromosomes. Enfin, 

l’exposition avec un mélange de Δ9-THC et de CBD entraine la diminution de l’expression de 

gènes situés dans les clusters P1 et P4 comme le gène Baculoviral IAP repeat containing 5 

(BIRC5), qui régule la ségrégation des chromosomes pendant la mitose.  

L’exposition des explants testiculaires âgé de 8 à 10 SD à du CBD et/ou à du THC entraine 

également une modification de l’expression de gènes impliqués dans les mécanismes de 

réparation de l’ADN. Ainsi, l’exposition d’explants testiculaires à du CBD entraine 

l’augmentation de l’expression de gènes situés dans le cluster P5 et P6 tels que DNA cross-

link repair 1C (DCLRE1C), impliqué dans la réparation de l’ADN double brin par jonctions 

d’extrémités non homologues. L’exposition d’explants testiculaires avec du Δ9-THC à 10-5M 

pendant 72 heures entraine la diminution de l’expression de gènes regroupés dans le cluster 

P3 dont Fanconi anemia group D2 protein (FANCD2), impliqué dans la réparation de l’ADN 

double brin par plusieurs mécanismes. Enfin, l’exposition avec un mélange de Δ9-THC et de 

CBD entraine une augmentation de l’expression du gène Abraxas 1, BRCA1 A complex 

subunit (ABRAXAS1) situé sur le cluster P8, qui est impliqué dans la réparation de l’ADN 

double brin.  
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Nous avons également observé dans ces conditions l’augmentation significative de 

l’expression de gènes dont les protéines interviennent lors de la réponse au stress cellulaire, 

majoritairement sur le cluster P5. On peut citer par exemple DNA damage inducible 

transcript 3 (DDIT3), induit en réponse d’un stress au niveau du réticulum endoplasmique, 

dont l’expression est augmentée après une exposition des explants testiculaires au CBD, au 

Δ9-THC, ou au mélange de Δ9-THC et de CBD.  

L’exposition des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD à un mélange de Δ9-THC et 

de CBD à 10-5M pendant 72 heures induit également la diminution significative de gènes 

impliqués dans la régulation de la prolifération et du cycle cellulaire, situés sur le cluster P1, 

P4 et P9, comme le gène GINS complex subunit 3 (GINS3), impliqué dans l’initiation et la 

progression de la réplication de l’ADN. Dans cette condition, nous avons également observé 

l’augmentation de l’expression de gènes impliqués dans la réparation de l’ADN comme 

ABRAXAS1 sur le cluster P8, et la diminution de l’expression de gènes impliqués dans la 

réponse au stress cellulaire, en majorité sur le cluster P8, comme DDIT3.   

 Nous avons enfin révélé plusieurs enrichissements dans le cluster P5 de gènes dont 

l’expression est en grande majorité augmentée après l’exposition des explants testiculaires 

des deux classes d’âges au Δ9-THC et/ou au CBD. Ces gènes codent pour des protéines 

impliquées dans la réponse aux substances toxiques, aux ions métalliques, à la détoxification 

cellulaire, à l’absorption minérale et à l’homéostasie cellulaires de plusieurs métaux. Ainsi, 

l’exposition des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD avec du CBD, du Δ9-THC ou un 

mélange de Δ9-THC et de CBD et l’exposition des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD 

avec du Δ9-THC ou un mélange de Δ9-THC et de CBD entraine l’augmentation significative de 

l’expression de gènes tels que Ferritin light chain (FTL), impliqué dans la régulation de 

l’homéostasie du fer. Certaines conditions ont au contraire entrainé la diminution de 

l’expression de ces gènes.  

Dans ces deux classes d’âge pour les conditions précédemment citée, nous avons 

également observé une altération de l’expression de gènes impliqués dans la régulation de la 

transcription et de la traduction, ainsi que dans la régulation du trafic intracellulaire et du 

cytosquelette. Dans une même classe d’âge avec un même traitement, nous avons parfois 

observé l’augmentation significative de gènes impliqués ces processus tandis que 

l’expression d’autres gènes était significativement diminuée. 
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 L’ensemble de ces observations suggèrent que l’exposition d’explants testiculaires 

âgés de 8 à 10 SD à du CBD et/ou du Δ9-THC altère effectivement le métabolisme cellulaire 

des cellules de Leydig et des cellules de Sertoli, contribuant sûrement à la diminution de 

leurs sécrétions hormonales respectives. Les analyses prochaines de BRB-seq, distinguant les 

types cellulaires dont l’expression génique est modifiée, nous permettront de répondre à 

cette hypothèse. L’exposition d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec un mélange de 

Δ9-THC et de CBD à 10-5M semble également entrainer une altération du métabolisme 

cellulaire des cellules de Sertoli et des cellules de Leydig, ce qui impacterait leurs capacités 

de sécrétions hormonales respectives. De façon cohérente avec cette hypothèse sur les 

cellules de Sertoli dans les deux classes d’âges, une étude a récemment observé une 

altération de l’organisation du cytosquelette et une inhibition de la prolifération dans des 

cellules de Sertoli humaines adultes après une exposition in vitro avec 10µM de CBD, 

corrélées avec une altération de leur viabilité (Li et al., 2022). 

Nous avons vu que l’exposition d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec du 

CBD à 10-5M entraine une diminution significative de la sécrétion de testostérone dès 4 jours 

d’exposition longue. Nos analyses de BRB-seq ont mis en évidence que le nombre de gènes 

dont l’expression est significativement altérée n’est que de 3 dans cette condition après 72 

heures d’expression. Il pourrait s’agir d’un signe précoce de l’altération du métabolisme 

cellulaire et/ou du cholestérol, visible sur la fonction endocrine seulement après au moins 4 

jours d’exposition.  

A l’inverse, l’exposition d’explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD avec du Δ9-THC seul à 10-

5M pendant 72 heures induit une diminution de la sécrétion de testostérone mais ne semble 

affecter ni le métabolisme cellulaire ni le métabolisme du cholestérol. L’analyse 

transcriptomique par BRB-seq a révélé que seule l’expression de 4 gènes est altérée dans 

cette condition. Les effets transcriptomiques de ce traitement sur le métabolisme cellulaire 

et/ou du cholestérol, induisant la diminution de la sécrétion de testostérone, pourraient être 

trop subtiles et ne pas dépasser les seuils de significativité en BRB-seq. 

Dans cette condition particulièrement mais également dans toutes les autres 

investiguées, il est possible que les effets d’une exposition au CBD et/ou au Δ9-THC sur une 
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petite population cellulaire ne puissent pas être détectés par une méthode d’analyse sur 

testicule entier qu’apporte le BRB-seq. Pour pallier cet inconvénient, une méthode 

pertinente dans notre étude serait l’analyse transcriptomique des explants testiculaires 

exposés au CBD et/ou au Δ9-THC cellule par cellule, grâce par exemple au single-cell RNA-

seq.  

 Dans les deux classes d’âges, l’analyse de la densité de cellules apoptotiques et 

prolifératives dans le compartiment intra- et extracordonal ainsi que la densité ou la surface 

des cellules de Sertoli, des cellules de Leydig et des gonocytes après 14 jours d’exposition au 

CBD et/ou au Δ9-THC est en cours d’investigation. Ces résultats pourraient nous permettre 

de répondre aux hypothèses que nous avons formulées pour une exposition de 72 heures.  

 

b)  Les données pharmacocinétiques du Δ9-THC et du CBD dans le 

testicule fœtal  
 

Les effets que nous avons décrits sur la physiologie testiculaire fœtale ont été 

observés après une exposition à des concentrations de Δ9-THC et de CBD égales à 10-5M, 

mais une incertitude demeure quant à la pertinence physiologique de ces doses. La 

pharmacocinétique de ces deux phytocannabinoïdes est de manière inhérente chez l’adulte, 

extrêmement variable selon la fréquence, la chronicité de consommation, le mode de 

consommation, les doses administrées, mais aussi selon l’usage (thérapeutique ou 

récréationnel).  

De plus, peu de données sont disponibles à ce jour sur le transfert materno-fœtal du 

Δ9-THC et du CBD. Une étude réalisée chez la souris a permis de mettre en évidence des 

concentrations de Δ9-THC similaires entre le foie maternel et les tissus fœtaux, et une 

prolongation de la Cmax du Δ9-THC dans les tissus fœtaux par rapport aux tissus maternels 2 

heures après une administration orale ou intraveineuse de THC (Freudenthal et al., 1972). 

Les données que nous avons obtenues après l’administration d’un mélange de Δ9-THC et de 

CBD chez des souris gestantes indiquent une accumulation du Δ9-THC et de ses métabolites, 

ainsi que du CBD dans le foie fœtal en comparaison avec différentes matrices biologiques 

maternelles (données non publiées). 
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Au contraire, dans la majorité des études utilisant des animaux modèles, les concentrations 

de Δ9-THC et de CBD retrouvées dans le sang et les tissus fœtaux sont plus faibles que celles 

chez la mère (Martin et al., 1977b; Abrams et al., 1985; Bailey, 1987; Hutchings et al., 1989; 

Ochiai et al., 2021). Une étude réalisée chez la femme a permis de mettre en évidence que la 

quantité de Δ9-THC présente dans le sang de cordon ombilical au 3ème trimestre était 3 à 6 

fois moins importante que celle dans le sang maternel (Blackard and Tennes, 1984). Un autre 

groupe a montré que chez des femmes consommatrices de cannabis pendant la grossesse 

ayant subi une IVG au cours de la 12ème SD, la quantité de Δ9-THC présente dans le placenta 

(196 ± 110,1 ng/g) était plus importante que dans les tissus fœtaux (118,5 ± 97,9 ng/g) 

(Falcon et al., 2012). Ces données ne permettent pas encore d’établir une relation 

quantitative précise du transfert materno-fœtal des phytocannabinoïdes chez la femme. 

Elles suggèrent néanmoins un transport actif et/ou une métabolisation par le placenta du 

Δ9-THC.  

L’expression d’enzymes de métabolisation du Δ9-THC et du CBD, comme CYP2C19, 

CYP3A4 et certaines UGT est modifiée au cours de la grossesse (Ward and Varner, 2019). Les 

composés majoritaires auxquels est exposé le fœtus peuvent donc être très différents de 

ceux chez l’individu adulte. Du reste, il existe peu de données sur la capacité des métabolites 

du Δ9-THC (et potentiellement ceux du CBD) formés par l’organisme maternel et/ou le 

placenta, à passer la barrière placentaire. La capacité de l’organisme fœtal à métaboliser ces 

deux phytocannabinoïdes est également très peu connue. Ainsi, si la présence de 

métabolites du Δ9-THC au niveau du compartiment fœtal a été observée dans notre étude 

chez la souris (données non publiées) et par d’autres groupes (Freudenthal et al., 1972; 

Baglot et al., 2022), elle n’a pas été retrouvée chez le chien et le singe (Martin et al., 1977b; 

Bailey, 1987), illustrant les variabilités existantes entre les espèces. Une grande variabilité 

existe aussi chez l’humain. Dans une étude, la présence du 11-COOH-Δ9-THC a été retrouvée 

chez tous les fœtus étudiés, avec des concentrations dépassant celles du Δ9-THC (Blackard 

and Tennes, 1984) et dans une autre étude, la présence de ce métabolite a été observée 

dans seulement 1 fœtus sur les 10 dont la présence de Δ9-THC avait été relevée (Falcon et 

al., 2012).  

L’ensemble des paramètres décrits ci-dessus rend donc très ardu de prédire la nature 

et la dose des phytocannabinoïdes atteignant le testicule fœtal in vivo après une 
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consommation maternelle. Il est donc envisageable que le testicule fœtal humain ne soit pas 

exposé in vivo à des concentrations de 10-5M de Δ9-THC et de CBD avec lesquelles nous 

avons observé des effets négatifs sur la physiologie testiculaire. De plus, ce tissu pourrait 

être exposé aux métabolites de ces deux phytocannabinoïdes, dont certains métabolites 

comme le 11-OH-Δ9-THC possèdent un effet psychoactif et seraient pharmacologiquement 

plus actifs que le Δ9-THC (Christensen et al., 1971; Lemberger et al., 1972, 1973).  

S’ajoutant à ces incertitudes, il a également été montré que le transfert du Δ9-THC au 

fœtus est plus important au début de la grossesse (Blackard and Tennes, 1984). Ce transfert 

est également très variable d’un individu à l’autre, mêmes chez des jumeaux dizygotes, à 

exposition maternelle constante, ce qui met en évidence la variabilité inter-individuelle du 

placenta (et peut être des tissus fœtaux) dans le contrôle de l’exposition au Δ9-THC 

(Boskovic et al., 2001). Il a été montré que certains composés du cannabis peuvent affecter 

l’activité et le remodelage du placenta (Fisher et al., 1987; Alves et al., 2020), sa perméabilité 

(Feinshtein et al., 2013) et son irrigation (El Marroun et al., 2010; Carter et al., 2016). 

L’exposition fœtale à différentes substances, dont peut être les phytocannabinoïdes et leurs 

métabolites, pourrait donc être radicalement modifiée entre les fœtus issus de mères 

consommatrices occasionnelles de cannabis ou de façon chronique.  

Les données pharmacocinétiques chez l’homme décrivant le transfert materno-fœtal 

des différents phytocannabinoïdes après une consommation maternelle de cannabis 

manquent singulièrement. Si les études chez les animaux modèles apportent des éléments 

de réponse, les différences physiologiques inter-espèces existantes ne permettent pas une 

extrapolation des données à l’espèce humaine. Les études chez la femme enceinte sont 

particulièrement compliquées à mettre en place pour de nombreux facteurs : éthiques, 

moment des prélèvements, les différentes matrices biologiques choisies pour les dosages, 

réticence des femmes à déclarer une consommation de cannabis … Des études récentes 

utilisant des modèles Physiologically based pharmacokinetic (PBPK) essayent cependant de 

contourner ces problèmes pour apporter des éléments de réponses dans ce domaine 

d’étude (Patilea-Vrana and Unadkat, 2021).  
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c)  Mode d’action des phytocannabinoïdes dans le testicule humain 

fœtal 
 

L’exposition d’explants testiculaires humains au Δ9-THC et/ou au CBD entraine des 

altérations de leur physiologie. A l’aide de la caractérisation de l’expression des différents 

composants du système des ECB dans le testicule humain fœtal, nous avons essayé d’en 

comprendre les mécanismes.  

Aucune étude à ce jour n’a décrit l’implication physiologique du système des ECB dans le 

développement du testicule fœtal humain. Il a été montré chez la souris que le récepteur 

CB2 est impliqué dans la régulation de l’entrée en méiose dans les gonocytes (De Domenico 

et al., 2017a). Chez le rongeur en période post-natale, CB1 est impliqué dans la 

différenciation des ALC (Cacciola et al., 2008) et l’AEA a un rôle pro-apoptotique sur les 

cellules de Sertoli (Maccarrone et al., 2003). 

L’observation des différentes perturbations qu’entraine une exposition au Δ9-THC et/ou au 

CBD dans notre étude peut nous permettre d’émettre des hypothèses sur l’implication du 

système des ECB dans le développement physiologique du testicule.   

Comme il a été vu dans l’introduction de ce manuscrit, le Δ9-THC et le CBD peuvent 

agir sur les récepteurs spécifiques aux cannabinoïdes, CB1 et CB2. L’analyse des données de 

bulk et de single-cell RNA-seq a permis de montrer une expression dynamique des différents 

récepteurs dans le testicule humain fœtal au cours du développement, et une expression 

différentielle selon le type cellulaire.  

Le Δ9-THC est un agoniste partiel des récepteurs CB1 et CB2 (Pertwee, 2008). Le CBD agit 

comme un modulateur allostérique négatif de CB1 (Laprairie et al., 2015; Jakowiecki et al., 

2021) et potentiellement de CB2 (Soethoudt et al., 2017), ce qui peut affecter l’accessibilité 

du Δ9-THC à ces récepteurs et les voies de signalisation déclenchées. Dans le testicule 

humain fœtal, nous n’avons pas pu mettre en évidence l’existence de la protéine de CB2, et 

la protéine de CB1 n’a été détectée que dans les gonocytes, au contraire des cellules de 

Leydig et des cellules de Sertoli qui pourtant sont affectées par une exposition au Δ9-THC 

et/ou au CBD. L’expression de CB1 et de CB2 dans le testicule humain fœtal semble 

difficilement pouvoir expliquer les effets drastiques parfois observés dans notre étude, 
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notamment sur la sécrétion de testostérone. Il semblerait donc dans notre modèle, que les 

effets du CBD et le Δ9-THC passent en partie par les récepteurs alternatifs aux 

cannabinoïdes.  

Parmi les récepteurs alternatifs, l’analyse des données de RNA-seq sur testicule 

entier l’expression des récepteurs GPR18, PPARβ, PPARγ, TRPV2 et TRPV3.  

Le CBD (Nabissi et al., 2013; Qin et al., 2008; Landucci et al., 2022) et le Δ9-THC dans une 

moindre mesure, activent TRPV2 (De Petrocellis et al., 2011; Landucci et al., 2022). Or, il a 

été montré dans le testicule adulte humain que l’activation de TRPV2 par le CBD entraine 

une augmentation de l’inflammation dans le tissu (Eubler et al., 2018, 2021). Les atteintes 

physiologiques observés dans les tissus testiculaires exposés au CBD (et au Δ9-THC) 

pourraient en partie être expliqués par un environnement pro-inflammatoire mais nos 

analyses des résultats de BRB-seq n’ont révélé l’augmentation de l’expression que du gène 

C-X-C motif chemokine ligand 8 (CXCL8) impliqué dans l’inflammation après une exposition 

des explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD à du CBD.    

Les récepteurs nucléaires PPAR régulent des mécanismes cruciaux en lien avec le 

métabolisme énergétique, l’inflammation et la prolifération cellulaire. Le Δ9-THC et le CBD 

peuvent activer PPARγ (Christofides et al., 2021; Montaigne et al., 2021). Ce récepteur est un 

régulateur clé du métabolisme lipidique (Tontonoz and Spiegelman, 2008). Les effets 

observés du Δ9-THC et/ou du CBD sur l’expression de gènes impliqués dans le métabolisme 

des lipides et du cholestérol pourraient ainsi passer par l’activation de ce récepteur. Il 

pourrait être intéressant de traiter des explants testiculaires avec un agoniste ou un 

antagoniste spécifique de ce récepteur, afin d’investiguer les effets induits sur la sécrétion 

de testostérone et l’expression de gènes impliqués dans le métabolisme des lipides et du 

cholestérol.  

Sur la majorité des paramètres que nous avons étudiés, il apparait que dès lors que 

Δ9-THC seul ou le CBD seul ont un effet, le mélange Δ9-THC+CBD entraine un effet similaire. 

Dans certaines conditions, le mélange de Δ9-THC et de CBD entraine un effet plus intense 

qu’avec les molécules seules. Il semblerait donc dans notre modèle que le CBD et le Δ9-THC 

n’exercent pas l’un sur l’autre pas d’effets inhibiteurs et qu’ils puissent induire l’un sur 

l’autre des effets potentialisateurs/additifs selon les paramètres cellulaires étudiés.  
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Les effets du Δ9-THC et du CBD observé dans notre étude pourraient également être 

indirects.  

Le CBD est capable de réduire la métabolisation de l’AEA en inhibant l’expression de 

l’enzyme FAAH (Bisogno et al., 2001; de filippis et al., 2008; De Petrocellis et al., 2011; 

Banerjee et al., 2011a; Leweke et al., 2012) ainsi que des protéines de transport 

intracellulaires conduisant l’AEA à la FAAH (Deutsch, 2016). Nos résultats de BRB-seq n’ont 

ici pas mis en évidence d’altération significative de l’expression du gène codant pour la 

protéine FAAH ou pour des protéines de transport de l’AEA. D’autre part, il a été suggéré 

que le CBD a la capacité d’inhiber la ré-intégration de l’AEA dans la cellule, prolongeant sa 

signalisation sur les récepteurs membranaires, comme les TRPV (Carvalho et al., 2018a). Si 

l’expression de transporteurs de l’AEA ne semble pas altérée après l’analyse de nos données 

de BRB-seq, il n’est pas exclu que l’altération de ces transporteurs concerne leur activité. Il 

serait intéressant de réaliser des dosages de l’AEA dans les tissus testiculaires fœtaux et le 

milieu de culture après une exposition ex vivo au Δ9-THC et/ou au CBD afin d’explorer cette 

hypothèse.  

Enfin, il a été montré que les récepteurs PPAR sont capables de moduler l’activité d’enzymes 

de métabolisation et de récepteurs, dont les CB et les TRPV du système des ECB (Iannotti 

and Vitale, 2021). L’activation de PPARγ par le Δ9-THC et/ou le CBD pourrait altérer la 

quantité et la signalisation de l’AEA et du 2-AG sur les récepteurs CB et les TRPV. Là encore, 

des expériences de dosages et de tests de l’activité des récepteurs seraient pertinentes.  

 

Des données sont encore manquantes pour pouvoir proposer des explications 

mécanistiques des effets observés après une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD dans notre 

étude. Dans le but d’expliquer ces effets, la suite du projet sera d’approfondir les hypothèses 

des mécanismes d’action du Δ9-THC et du CBD que nous avons formulé. Nous avons ainsi 

initié des expérimentations où des explants testiculaires humains sont cultivés dans les 

mêmes conditions que pour lesquelles nous avons observé des altérations de la physiologie 

cellulaire, et exposés à des antagonistes spécifiques des récepteurs CB1 et CB2. Ces résultats 

nous permettraient de pouvoir déduire par quels récepteurs passent les effets du Δ9-THC et 

du CBD que nous observons.  



318 
 

 

d)  Effets de l’âge des échantillons testiculaires 
 

Il a été mis en évidence dans notre étude que les explants testiculaires présentent, 

selon leur âge et leur temps de culture, des sensibilités variables aux différents traitements 

testés et que dans une même fenêtre de développement, les différents traitements peuvent 

induire des effets ou non selon les paramètres étudiés.  

Il apparait de nos résultats qu’une exposition de 72 heures au Δ9-THC ou au CBD 

seuls des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD altère significativement plus de paramètres 

investigués par rapport aux explants testiculaires âgés de 10 à 12 SD, dont les effets sont en 

majorité entrainés par le mélange de Δ9-THC et de CBD. Ces observations pourraient 

indiquer une sensibilité plus importante des explants testiculaires âgés de 8 à 10 SD à ces 

composés par rapport aux plus vieux.  

L’explication la plus probable aux effets différents d’une exposition au Δ9-THC et/ou 

au CBD selon l’âge des explants testiculaires, la période de culture et les divers traitements, 

est la différence d’expression à un temps donné des récepteurs aux cannabinoïdes par les 

différents types cellulaires. L’identification des récepteurs impliqués dans les effets observés 

du Δ9-THC et/ou du CBD sur les explants testiculaires fœtaux humains constitue d’autant 

plus une perspective du projet.  

L’observation de l’expression du système des ECB dans le testicule humain fœtal, et 

sa dérégulation par son exposition à deux phytocannabinoïdes, qui constituent des ligands 

exogènes de ce système, nous permet de suggérer que le système des ECB est impliqué dans 

le développement physiologique du testicule humain. Cependant, des données 

mécanistiques en particulier sur l’implication des différents récepteurs du système, sont 

encore manquantes.  

 

e)  Conséquences potentielles des perturbations de la physiologie 

testiculaire observées 
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L’exposition d’explants testiculaires humains âgés de 8 à 12 SD à du Δ9-THC et/ou du 

CBD conduit à des altérations de la sécrétion de plusieurs hormones, de la viabilité et de la 

prolifération cellulaire. Or, cette période du développement correspond à une phase critique 

de l’établissement des fonctions testiculaires, particulièrement sensible aux expositions 

environnementales (Welsh et al., 2008; Scott et al., 2009; van den Driesche et al., 2017) 

Transposé à la physiologie in vivo, les effets observés dans notre étude peuvent entrainer 

des conséquences drastiques sur l’établissement de la fonction reproductive et donc sur la 

fertilité de l’individu à l’âge adulte. Si ces résultats sont confirmés dans d’autres études, le 

Δ9-THC et le CBD constitueraient alors, comme il a été démontré pour les phtalates, des 

pesticides et des analgésiques parmi d’autres (Sweeney et al., 2015; Bonde et al., 2016b; 

Kilcoyne and Mitchell, 2019b), des facteurs environnementaux dont l’exposition au cours de 

la grossesse a des conséquences négatives sur la santé reproductive de l’individu. 

L’altération de la viabilité cellulaire observée dans les cordons séminifères après une 

exposition aux différents traitements laisse supposer une atteinte du nombre des cellules de 

Sertoli et/ou des gonocytes lors d’une exposition plus longue. Or, il a été montré que le 

nombre de cellules de Sertoli dans le testicule à la fin du développement détermine le 

nombre de cellules germinales qu’elles supporteront à l’âge adulte, et donc la capacité de 

production de spermatozoïdes (Orth, 1982; Sharpe et al., 2003). De plus, après d’intenses 

vagues de prolifération, les gonocytes, dont le nombre augmente de façon continue jusqu’à 

la naissance, se différencient progressivement en pré-spermatogonies puis en 

spermatogonies, qui constituent la réserve de cellules germinales indifférenciées. Une 

diminution du nombre de cellules de Sertoli et/ou des cellules germinales au cours de la vie 

fœtale peut donc conduire à une altération de la spermatogenèse, entrainant une sous-

fertilité, voir une infertilité de l’individu à partir de la puberté. 

La testostérone joue un rôle majeur dans la masculinisation du tractus uro-génital 

(Hannema and Hughes, 2007) ainsi que dans la descente testiculaire (pour revue : Hutson et 

al., 1997; Klonisch et al., 2004; Hughes and Acerini, 2008; Mamoulakis et al., 2015; Hutson et 

al., 2016). De plus l’AMH est également essentiel à la masculinisation du tractus uro-génital 

(Hannema and Hughes, 2007). Un défaut de la sécrétion de ces hormones, comme il est 

observé dans notre étude après une exposition au Δ9-THC et/ou au CBD d’explants 

testiculaires humains, peut entrainer des défauts plus ou moins sévères de la différenciation 
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du tractus uro-génital mâle (Scott et al., 2009; Auchus and Miller, 2012; Flück and Pandey, 

2014) pouvant conduire à deux malformations congénitales, la cryptorchidie (Gurney et al., 

2017) et/ou l’hypospadias (Cunha et al., 2015).  

  

 La consommation de cannabis étant lié avec le développement de TGCT chez 

l’homme adulte (Gurney et al., 2015a; Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et al., 2020a), nous 

avons investigué la capacité du Δ9-THC et du CBD à altérer la différenciation des gonocytes, 

entrainant l’apparition de lésions pré-cancéreuses, les GCNIS, précurseurs des TGCT (pour 

revue : Rajpert-De Meyts and Hoei-Hansen, 2007; Baroni et al., 2019). Des études 

épidémiologiques ont montré un lien entre une dérégulation de l’environnement endocrine 

maternel au cours de la grossesse et le développement de TGCT chez les individus issus de 

ces grossesses (Sharpe and Skakkebaek, 1993b; Toppari et al., 1996; Hardell et al., 2006; Holl 

et al., 2009). Découlant de ces observations, une hypothèse communément admise est que 

l’apparition des GCNIS dans le testicule fœtal est en grande partie reliée à une altération du 

micro-environnement des gonocytes au cours du développement (Rørth et al., 2000; 

Rajpert-De Meyts, 2006; Kristensen et al., 2008). Ce micro-environnement est en autre créé 

par les sécrétions des cellules de Sertoli et des cellules de Leydig et joue un rôle primordial 

dans la régulation de la prolifération, la survie et la différentiation des gonocytes. Or nous 

avons vu que certaines de ces sécrétions sont altérées dans notre étude, nous poussant à 

investiguer la physiologie cellulaire des gonocytes.  

Nos résultats de BRB-seq témoignent de l’effet négatif sur le métabolisme cellulaire du Δ9-

THC et/ou du CBD dans les explants testiculaires mais il n’est pas exclu que l’expression de 

gènes fréquemment associés avec la transformation cancéreuse puisse être en parallèle 

induite dans les gonocytes après un certain temps. L’étude d’expression de ces gènes serait 

particulièrement intéressante après des temps de culture plus longs. 

Il est également important de garder à l’esprit que plusieurs pathologies reproductives 

provenant d’altérations du développement testiculaire au cours de la vie fœtale décrites ci-

dessus comme la cryptorchidie, l’hypospadias et la réduction de la fertilité, constituent des 

facteurs de risque de l’apparition de TGCT chez l’adulte (pour revue : Rajpert-De Meyts, 

2006; Looijenga et al., 2011, 2014; McIver et al., 2013; Fukawa and Kanayama, 2018; Baroni 
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et al., 2019). De même, la cryptorchidie augmente le risque d’apparition des TGCT, de 

l’hypospadias et de l‘infertilité (Virtanen et al., 2007; Schnack et al., 2010; Hutson et al., 

2013; Ferguson and Agoulnik, 2013; Cobellis et al., 2014; Fawzy et al., 2015; Hadziselimovic, 

2017). Enfin, l’hypospadias est une pathologie liée avec d’autres défauts comme la 

cryptorchidie et des anomalies de la physiologie testiculaire (Bouty et al., 2015; Toppari et 

al., 2010). Il n’est donc pas exclu que l’exposition au cannabis pendant le développement 

puisse entrainer une de ces pathologies, constituant un facteur de risque pour le 

développement des autres.  

Pour appuyer cette hypothèse, il serait particulièrement intéressant de mettre en place des 

cohortes mère-enfant de grande ampleur dans plusieurs pays sur une période d’observation 

très longue (30 à 40 ans) pour étudier le lien entre la consommation de cannabis pendant la 

gestation et le développement de pathologies reproductives chez les individus dès leur 

naissance et jusqu’à l’âge adulte. 

De façon complémentaire, nous avons mis en place une étude in vivo sur la souris où des 

femelles gestantes ont été traitées avec un mélange de Δ9-THC et de CBD de E6.5 à E15.5 

afin d’observer les effets d’une exposition gestationnelle de ces molécules sur la santé 

reproductive des individus issus de la descendance.  Les testicules des individus issus de 

cette gestation ont été prélevés à différents âges, du fœtus à l’adulte, et plusieurs 

paramètres physiologiques testiculaires sont en cours d’étude.  

 

3.  Perspectives méthodologiques  
 

a)  Les prélèvements testiculaires fœtaux  
 

Une première limite de ce modèle vient de l’origine des prélèvements. En effet, les 

testicules fœtaux recueillis provenant de dons de femmes ayant eu recours à une 

interruption volontaire de grossesse, nous n’avons pas accès aux informations concernant 

les différentes expositions environnementales des femmes et à leur style de vie, dont la 

prise de substances pouvant avoir des effets sur le développement testiculaire. A l’Hôpital 

Sud de Rennes, si la question de la consommation d’alcool, de tabac et de cannabis est 
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posée, des expositions passives ne peuvent pas être exclues et les réponses des femmes 

dépendent de leur volonté de partager cette information.  

Une autre limite de ce modèle est la rareté du matériel biologique. En effet, basé sur 

le consentement volontaire des femmes et extrêmement dépendant de la communication 

du personnel soignant, nous n’avons que très peu d’influence sur la récupération 

d’échantillons fœtaux. La quantité de testicules collectés est également limitée par le sexe 

du fœtus (environ la moitié des prélèvements sont des ovaires) et la qualité du tissu récolté.  

La rareté du matériel biologique a également été amplifiée lors de l’épidémie de Covid-19 

jusqu’à un arrêt total de la récupération des prélèvements pendant trois mois (de Mars à 

Mai 2020).  

 Une autre limite soulevée par l’utilisation de ce modèle de culture organotypique est 

la taille des testicules disséqués. En effet, le protocole expérimental prévoit beaucoup de 

conditions expérimentales pour chaque prélèvement testiculaire, initialement 15, donc une 

nécessité de 45 ou 60 explants testiculaires d’1 mm3 suivant les analyses prévues. Si les 

testicules prélevés de fœtus âgés (à partir de 10-11 SD environ), permettent d’obtenir le 

nombre d’explants requis pour tester toutes les conditions expérimentales, ce n’était pas le 

cas pour le fœtus les plus jeunes, nous obligeant à intégrer plus d’individus.  

 La date limite pour avoir recours à une IVG en France ayant récemment été 

repoussée depuis la loi du 2 mars 2022, nous avons maintenant accès à des prélèvements 

fœtaux âgés de 12 à 14 SD, ce qui correspond au début du 2ème trimestre. L’observation des 

effets d’une exposition à du Δ9-THC et/ou du CBD serait intéressante dans cette classe d’âge 

puisque la physiologie testiculaire évolue et un certain nombre de processus, comme 

l’activation de l’axe HHT, sont mis en place à partir de cette période.   

 

b)  La culture organotypique  
 

Cette méthode de culture est utilisée depuis les années 1950 et a été montré comme 

efficace pour modéliser le développement testiculaire dans plusieurs espèces (Rouiller-Fabre 

et al., 2003) dont l’homme (Lambrot et al., 2006c; Albalushi et al., 2019).  
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Nous avons vu dans notre étude qu’un certain nombre d’effets potentiels des 

phytocannabinoïdes pourraient ne pas être observés du fait d’un temps de culture trop 

court. De plus, il est possible que certains effets pourraient n’être que transitoires. Dans ce 

contexte, il a été montré dans des études que l’exposition chronique au Δ9-THC chez le 

rongeur adulte entraine des effets néfastes temporaires sur l’axe HHT, qui sont ensuite 

revenues à des valeurs normales au cours de la période de traitement, suggérant 

l’installation d’une tolérance des effets induits par l’exposition à ce phytocannabinoïde 

(Mandal and Das, 2010; Rosenkrantz and Esber, 1980). Pour ces raisons, il serait d’un intérêt 

particulier de pouvoir observer les effets à plus long terme d’une exposition au Δ9-THC et/ou 

au CBD des explants testiculaires humains fœtaux. Notre équipe optimise actuellement un 

protocole nous permettant de maintenir les explants testiculaires en culture pendant plus 

d’un mois.  

Néanmoins, l’utilisation de la culture organotypique possède des limites. Comme 

discuté dans notre étude sur l’impact du Δ9-THC et du CBD sur des explants testiculaires 

humains adulte, l’ajout des molécules d’intérêt dans le milieu de culture entraine une 

distribution de ces dernières dans le tissu testiculaire potentiellement très différente de la 

réalité (Sharma et al., 2022). Le développement de la méthode de microfluidique sur ces 

tissus constituerait une avancée certaine dans la modélisation de la physiologie in vivo.  

Il a été montré que les résultats obtenus avec ce système ex vivo peuvent être 

différents de la réalité in vivo (Hallmark et al., 2007). S’il existe un certain nombre de 

modèles de culture du testicule humain fœtal alternatifs à la culture organotypique 

d’explants testiculaires (Gassei and Schlatt, 2007; Tharmalingam et al., 2018), peu d’entre 

eux préservent l’architecture tissulaire et les interactions cellulaires du testicule tout en 

permettant d’étudier les potentielles perturbations endocrines et paracrines et les 

mécanismes de carcinogenèse des cellules germinales. Pour pallier cette observation, et 

permettre également d’augmenter le temps de culture potentiellement trop court pour 

observer certains effets dans notre étude, il serait intéressant de recourir à un système de 

xénogreffe. Il s’agirait ainsi d’introduire des explants testiculaires sur des souris hôtes 

castrées et traitées avec de l’hCG pour reproduire l’environnement in utero, comme il a été 

décrit dans notre équipe (Ben Maamar et al., 2017) et par d’autres (Mitchell et al., 2010, 

2012, 2013; Heger et al., 2012; van den Driesche et al., 2015; Eladak et al., 2018). Ce système 
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a ainsi montré le maintien des greffons au-delà de 6 semaines, avec une différenciation des 

gonocytes, des cellules de Sertoli et des cellules de Leydig similaire à celle observée in vivo. 

Si ce système ne permet pas de résoudre toutes nos interrogations méthodologiques, 

comme le passage materno-fœtal du Δ9-THC et du CBD ou leur potentielle métabolisation 

par les tissus fœtaux, il permettrait de suivre les explants sur une plus longue période, 

pouvant aller jusqu’au milieu du 2ème trimestre.  

 

c)  Les traitements  
 

Il a été montré dans plusieurs études que la prévalence de la consommation de 

cannabis est moins importante chez les femmes enceintes plus la grossesse avance, 

suggérant un arrêt de la consommation progressif (Moore et al., 2010; Volkow et al., 2019). 

L’une de ces études a même rapporté une diminution significative de la consommation de 

cannabis entre le 1er et le 2ème trimestre (Moore et al., 2010). Il serait donc pertinent 

d’étudier si les altérations de la physiologie testiculaire fœtale après une exposition ex vivo à 

du Δ9-THC et/ou du CBD observées dans notre modèle sont réversibles. En utilisant notre 

modèle de culture organotypique, il s’agirait de traiter les explants avec du Δ9-THC et/ou du 

CBD à une concentration et pendant une période avec lesquelles nous avons observé des 

effets néfastes sur la physiologie testiculaire. Les explants testiculaires seraient ensuite 

cultivés sans phytocannabinoïdes et leur physiologie testiculaire serait évaluée.   

Une grande incertitude demeure quant aux doses et aux métabolites qui arrivent 

dans le compartiment fœtal après le passage par le placenta.  

Une étude chez le singe a suggéré une absence du métabolisme du Δ9-THC par le placenta 

(Bailey, 1987). Chez l’homme, il a été mis en évidence que le placenta du 1er trimestre de 

grossesse exprime plusieurs enzymes CYP450 impliquées dans le métabolisme du Δ9-THC et 

du CBD telles que CYP1A2, CYP2C9, CYP2C19, CYP2D6, CYPEA4 et CYPA1A, qui représente 

l’enzyme CYP450 du placenta humain du 1er trimestre (pour revue : Myllynen et al., 2009). 

En revanche, seule l’activité de CYPA1A a été établie. Il serait donc judicieux d’étudier 

l’activité des enzymes du métabolisme du Δ9-THC et du CBD citées plus haut dans le 

placenta chez l’homme, afin d’évaluer la capacité de ce tissu à modifier les doses et les 
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phytocannabinoïdes arrivant dans le compartiment fœtal. Les prélèvements embryonnaires 

humains étant reçus avec des fragments placentaires, il serait possible de mettre en place 

des analyses dans notre laboratoire.  

L’étude précédemment citée chez le singe a également suggéré une absence du 

métabolisme du Δ9-THC par les tissus fœtaux (Bailey, 1987). Chez l’humain, les différentes 

études transcriptomiques et protéiques ont montré que le foie fœtal du 1er trimestre 

exprime faiblement plusieurs enzymes impliquées au métabolisme du Δ9-THC et du CBD : 

CYPA1A, CYP1A2, CYP2C9, CYP2C19, et CYP3A4 (pour revue : Myllynen et al., 2009; Sadler et 

al., 2016). De même, le placenta du 2ème trimestre exprime CYP1A1 et CYP2C9 (Robinson et 

al., 2020). En revanche, le foie fœtal humain n’exprime pas d’UGT (Moscovitz and Aleksunes, 

2013), qui catalysent la glucuronidation des métabolites du Δ9-THC avant leur excrétion 

(Wall et al., 1983).   

D’autres CYP450, qui ne sont pas décrites comme participant au métabolisme du Δ9-THC et 

du CBD chez l’adulte, sont exprimées dans le placenta et le foie fœtal (Robinson et al., 2020). 

Ainsi, le foie fœtal exprime l’enzyme cytochrome P450, family 3, subfamily A, member 5 

(CYP3A5) (Hakkola et al., 2001; Vyhlidal et al., 2015) et l’enzyme cytochrome P450, family 3, 

subfamily A, member 7 (CYP3A7), qui est l’enzyme CYP450 majoritaire dans ce tissu (plus de 

50% des CYP450 totales) (Li and Lampe, 2019). Le placenta exprime également CYP3A7 

(Schuetz et al., 1993) ainsi que enzyme cytochrome P450, family 2, subfamily E, member 1 

(CYP2E1) (Hakkola et al., 1996; Rasheed et al., 1997). De plus, il a été montré que le placenta 

exprime des enzymes UGT (Mohammed et al., 2020).  

 Il serait donc intéressant d’analyser la capacité fonctionnelle de ces enzymes à dégrader le 

Δ9-THC et le CBD. La possible dégradation du Δ9-THC et du CBD par ces différentes enzymes 

placentaires ou hépatiques pourraient modifier d’autant plus les doses et les métabolites qui 

arrivent au testicule.  

Chez l’adulte, des tissus extra-hépatiques possèdent les enzymes CYP450 capables de 

métaboliser le Δ9-THC et le CBD comme le petit intestin, le poumon et le cerveau (Greene 

and Saunders, 1974; Widman et al., 1974; Watanabe et al., 1988; Krishna and Klotz, 1994; 

Mazur et al., 2009; Kumar et al., 2022). Si le foie est l’organe principal de détoxification chez 

le fœtus, Il serait également intéressant d’établir si d’autres organes fœtaux sont capables 
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de métaboliser le Δ9-THC et le CBD. A noter, notre analyse des données de RNA-seq indique 

que le testicule fœtal humain entre 7 et 17 SD n’exprime pas les différentes enzymes 

CYPP450 et UGT, qui métabolisent le Δ9-THC et le CBD. 

 

Pour compléter les données concernant les capacités de métabolisation du Δ9-THC et 

du CBD par le placenta et les tissus fœtaux, il serait intéressant de mettre en place des 

cultures microfluidique multi-organes (Ronaldson-Bouchard and Vunjak-Novakovic, 2018; 

Wu et al., 2020; Picollet-D’hahan et al., 2021). Dans ces structures, le milieu de culture 

contenant du Δ9-THC et du CBD passerait par exemple par un fragment de placenta puis un 

fragment de foie fœtal, avant d’atteindre les explants testiculaires fœtaux. Le dosage du Δ9-

THC et du CBD et de leurs métabolites arrivant aux tissus testiculaires nous permettrait 

d’obtenir des estimations plus justes de l’exposition du testicule fœtal aux différents 

phytocannabinoïdes.  

 

d)  Evaluation de la viabilité cellulaire    
 

Additionnellement au développement de doubles marquages immunologiques afin 

de déterminer le ou les type(s) cellulaire(s) en prolifération ou en apoptose, notre équipe 

travaille actuellement sur un protocole permettant d’utiliser la cytométrie en flux sur les 

explants testiculaires humains. Utilisé dans notre laboratoire pour l’étude de l’ovaire fœtal 

humain (Lecante et al., 2022), son utilisation permettrait de réduire considérablement le 

temps actuellement nécessaire aux comptages cellulaires « manuels » des cellules en 

prolifération, en apoptose et selon leur type cellulaire.   
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 EFFETS D’UNE EXPOSITION 

GESTATIONNELLE IN VIVO AU Δ9-THC ET AU CBD SUR 

LA PHYSIOLOGIE TESTICULAIRE EMBRYONNAIRE 

CHEZ LA SOURIS  
 

Les études disponibles chez les modèles animaux suggèrent qu’une exposition 

maternelle à des phytocannabinoïdes pendant la gestation peut avoir des effets néfastes sur 

la santé reproductive des individus mâles, dont des altérations de l’axe HHT et des fonctions 

testiculaires (pour revue : Brown and Dobs, 2002; Park et al., 2004; S. S. du Plessis et al., 

2015b; Hsiao and Clavijo, 2018; Rajanahally et al., 2019; Payne et al., 2019; Belladelli et al., 

2021; Fonseca and Rebelo, 2021b; Maccarrone et al., 2021; Ryan et al., 2021; Srinivasan et 

al., 2021; Alghobary and Mostafa, 2022). Cependant, les mécanismes d’action des 

phytocannabinoïdes sur le développement des tissus impliqués dans la fonction 

reproductive sont encore très peu connus. De façon complémentaire à notre étude sur le 

testicule fœtal humain, nous avons conduit une étude in vivo chez la souris.  

La présence du système des ECB au cours de la gestation chez la mère et le fœtus est très 

peu décrite dans les données disponibles de la littérature au cours du développement. Nous 

avons évalué la présence de quatre ligands endogènes du système des ECB à E13.5 et E15.5 

dans plusieurs matrices biologiques maternelles et embryonnaires et nous leur avons 

suggéré des rôles physiologiques.Nous avons également investigué in vivo l’impact d’une 

exposition maternelle au cours du développement à un mélange de CBD et de Δ9-THC (noté 

« THC » dans cette partie) sur le testicule embryonnaire. Ce traitement a été choisi afin de 

refléter une exposition humaine aux deux composants principaux du cannabis lors d’une 

consommation thérapeutique. Le passage du CBD et du THC à travers la barrière placentaire 

est très peu caractérisé dans la littérature. Ce manque de données complique l’estimation 

des quantités de phytocannabinoïdes capables d’atteindre le fœtus après une exposition 

gestationnelle. Nous avons donc analysé le passage materno-embryonnaire du THC et du 

CBD de la mère au fœtus, en passant par le placenta. De façon similaire à nos études sur le 

testicule humain fœtal et adulte, nous avons ensuite investigué la capacité du CBD et du THC 

à perturber la différenciation des cellules germinales fœtales.  
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Figure 34 : Procédures expérimentales relatives au modèle souris in vivo.  

Des souris femelles ont été exposées à 5mg/kg/jour d’un mélange équimolaire de CBD et de Δ9-THC (CBD+Δ9-
THC 1 :1) du jour embryonnaire (E) 6.5 à E15.5 par gavage. Les testicules embryonnaires ont été collectés à 
E13.5 et à E15.5 et analysés. Les effets d’une exposition gestationnelle à ce traitement à 5 jour post-natal (jpn), 
20 jpn, 10 semaines et 9 mois, font l’objet d’une autre étude dans l’équipe.  
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 Nous avons analysé les impacts d’une exposition gestationnelle à un mélange de CBD et de 

THC sur la prolifération et la différenciation des gonocytes à deux âges embryonnaires, à 

E13.5 où les gonocytes sont prolifératifs et à E15.5, où ils sont quiescents. L’analyse d’autres 

paramètres testiculaires et centraux sur ces individus est en cours à l’heure où est rédigé ce 

manuscrit.  

De plus, les effets de cette exposition gestationnelle murine sur la fonction reproductive 

à plusieurs âges après la naissance sont en cours d’investigation dans l’équipe.  

   

A) Matériel et méthodes  

 

Le protocole expérimental utilisé dans cette étude est illustré en Figure 34.   

 

1.  Les molécules  
 

Le CBD (Axon Medchem, Pays-Bas) a été dilué dans une solution de Dimethylsulfoxyde 

(DMSO) et le THC (Sigma Aldrich, n° CAS. 1972-08-3, Etats-Unis) dans une solution d’éthanol 

(ETOH). La même quantité d’un mélange de DMSO et d’ETOH a été utilisé comme condition 

contrôle.  

 

2.  L’exposition des animaux et déclaration éthique 
 

Les procédures concernant les animaux ont été réalisées conformément aux 

directives relatives à l’utilisation d’animaux de laboratoire dans la recherche, définies par le 

comité d’éthique et approuvées par le ministère français de la recherche. Les manipulations 

animales ont été réalisées par Aurore Gely-Pernot et Pierre Yves Kernarec, qualifiés pour le 

soin et l’utilisation des animaux de laboratoire. Des souris femelles de la souche Swiss non 

consanguines âgées de 4 mois ont été utilisées. Après accouplement avec des mâles de la 

même souche, le jour de la détection du bouchon vaginal est noté E0.5.  
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Un mélange de Δ9-THC et de CBD (à un ratio égal à 1:1) à une dose de 5 mg/kg dilué 

dans un mélange de DMSO et d’ETOH, a été administré quotidiennement par gavage tous les 

matins, y compris le matin de l’euthanasie. Plusieurs études ayant montré une toxicité 

fœtale du cannabis et du Δ9-THC sur le développement embryonnaire précoce chez le 

rongeur et le singe (Persaud and Ellington, 1967, 1968; Abel et al., 1980; Asch and Smith, 

1986), nous avons traité les souris gestantes à partir de E6.5 jusqu’à E13.5 ou E15.5. 4 heures 

avant le sacrifice, 50 mg/kg de Bromodeoxyuridine (BrDU) ont été administrés par injection 

intrapéritonéale. Les souris ont été euthanasiées par l’administration intrapéritonéale d’un 

mélange de xylazine et de kétamine, et disséquées. Les expériences ont été conduites sur au 

moins 5 souris gestantes dans chaque groupe. Les données des petits mâles issus de la 

même portée sont regroupées en un réplicat biologique pour chaque paramètre.   

 

3.  Dosage des endo- et des phytocannabinoïdes par 

chromatographie en phase liquide haut performance  
 

Les sérums maternels, les foies maternels, les placentas et les foies embryonnaires 

ont été collectés à E13.5 et E15.5, flash-congelés et conservés à -80°C avant analyse. Dans 

ces matrices biologiques, le dosage de l’AEA, du 2-AG, de l’OEA, du PEA, ainsi que du CBD, du 

Δ9-THC et de ses deux métabolites principaux, le 11-OH-Δ9-THC (noté « TOH » ici) et le 11-

COOH-Δ9-THC (noté « TCOOH » ici), a été réalisé par HPLC comme il a été décrit 

précédemment (Lourenco et al., 2011; Gatta-Cherifi et al., 2012; Kearney-Ramos et al., 

2022). Brièvement, les tissus et le sérum ont été homogénéisés et des extractions liquide-

liquide ont été réalisées avec du chloroforme/méthanol/Tris-HCl 50 mM, pH 7.5 (2:1:1, 

vol/vol), contenant des standards internes deutérés (AEA-d4, PEA-d4, OEA-d4, 2-AG-d5, THC-

d3, TOH-d3, TCOOH-d3 et CBD-d3). Une centrifugation à 10 000 g pendant 2 minutes a 

permis de séparer les phases. La phase organique contenant les lipides a été concentrée sur 

un évaporateur à flux de N2 tandis que la phase aqueuse contenant les protéines a été 

traitée avec de l'acide trichloracétique (TCA) afin de précipiter les protéines. Les quantités de 

protéines ont été déterminées par la méthode de Lowry, en utilisant le test de Pierce sur les 

protéines BCA (ThermoScientific, CA) et l'albumine de sérum bovin (BSA) comme standard.  
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L'extrait lipidique sec a été purifié par extraction en phase solide (EPS) sur des cartouches 

C18 de 100 mg utilisant du cyclohexane/acétate d'éthyle (1:1, vol/vol) pour l'élution et 

concentré, avant d'être analysé par spectrométrie de masse. Les analyses spectrales de 

masse des endo- et des phytocannabinoïdes ont été réalisées sur un appareil TSQ Quantum 

Access triple quadripôle (Thermo-Finnigan), équipé d'une source APCI (ionisation chimique à 

pression atmosphérique) et fonctionnant en mode ions positifs. L'instrument triple 

quadripôle TSQ Quantum Access a été utilisé conjointement avec un Surveyor LC Pump Plus 

(colonne Supelco C18 Discovery Analytical) et un échantillonneur automatique refroidi.   

Pour la quantification, le spectromètre de masse a fonctionné en mode de surveillance de 

réaction sélectionnée (SRM) et la méthode de dilution isotopique (utilisant des analogues 

deutérés de chaque composé analysé) a été utilisée pour obtenir une quantification précise 

à l'aide d'une courbe d'étalonnage adéquate. Les quantités d’AEA, de PEA, d’OEA, de 2-AG, 

de THC, de TOH, de TCOOH et de CBD ont été exprimées en pmol par mg de protéines ou en 

pmol par ml de sérum sanguin.   

 

4.  Analyses histologiques et immunohistochimiques  
  

Des testicules embryonnaires ont été collectés à E13.5 et E15.5, fixés en liquide de 

Bouin, et inclus en paraffine. Les blocs de paraffine ont ensuite été coupés en sections d’une 

épaisseur de 5 µm grâce à un microtome Shandom finesse. La morphologie testiculaire a été 

étudiée par une coloration des sections à l’hématoxyline et à l’éosine et observée avec un 

microscope à fond clair (Zeiss).  

 Des testicules embryonnaires ont été collectés à E13.5 et E15.5, fixés dans une 

solution de paraformaldéhyde (PFA) 4% (w/v), et inclus en paraffine. Les blocs de paraffine 

ont été coupés en sections d’une épaisseur de 5 µm grâce à un microtome Shandom finesse. 

Le nombre et la prolifération des gonocytes ont été investigués par immunofluorescence. 

Les sections ont été déparaffinées, réhydratées et placées dans un tampon de démasquage 

(citrate) au bain-marie à 80°C. A E13.5 et E15.5, les sections ont été incubées sur la nuit à 4°C 

avec un anticorps primaire de lapin dirigé contre DDX4, qui est un marqueur des gonocytes, 

à une dilution de 1:500 (Abcam, ref. Ab13850) et avec un anticorps primaire de souris dirigé 
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contre le BrDU, qui est un marqueur de la réplication de l’ADN (phase S du cycle cellulaire) à 

une dilution de 1:50 (DAKO, ref. M0744). Le lendemain, les sections ont été incubées 

pendant 1 heure à température ambiante avec un anticorps secondaire de chèvre dirigé 

contre les épitopes de lapin, couplé avec un fluorochrome vert (488), et un anticorps 

secondaire de chèvre dirigé contre les épitopes de souris, couplé avec un fluorochrome 

rouge (594) à une dilution de 1:500. A E15.5, les sections ont également été incubées sur la 

nuit à 4°C avec un anticorps primaire de lapin dirigé contre DDX4 (Abcam, ref. Ab13850) et 

avec un anticorps primaire de souris dirigé contre Proliferating cell nuclear antigen (PCNA) 

qui est un marqueur de la phase G1/S du cycle cellulaire à une dilution de 1 :500. Le 

lendemain, les sections ont été incubées pendant 1 heure à température ambiante avec un 

anticorps secondaire de chèvre dirigé contre les épitopes de lapin, couplé avec un 

fluorochrome rouge (594) et un anticorps secondaire de chèvre dirigé contre les épitopes de 

souris, couplé avec un fluorochrome vert (488). Toutes les sections ont été contre-colorées 

avec du 4',6-diamidino-2-phenylindole (DAPI), montées et conservés à 4°C avant 

l’observation des lames avec un microscope à fluorescence (Zeiss).   

 Pour quantifier les gonocytes (cellules DDX4 positives) et les gonocytes en 

prolifération (cellules doubles positives pour DDX4 et BrDU ou cellules doubles positives 

pour DDX4 et PCNA), des comptages manuels ont été effectués dans les cordons séminifères 

d’au moins 10 différentes sections par individu. Le nombre de gonocytes en prolifération a 

ensuite été rapporté sur le nombre de gonocytes total, donnant un pourcentage du nombre 

de gonocytes en prolifération.   

 

5.  Extraction de l’ARN et qPCR 
 

L’effet du traitement sur l’expression de gènes spécifiques a été étudié par qPCR. 

L’ARN total a été extrait de testicules entiers âgés de E13.5 et E15.5 à l’aide du mini kit 

RNeasy plus selon les instructions du fabricant (Qiagen). La quantité d’ARN dans chaque 

échantillon a été évaluée à l’aide d’un spectrophotomètre Nanodrop D-1000 (Thermo 

Scientific). Une reverse-transcription a été réalisée avec 500 µg d’ARN en utilisant le kit 

iScript cDNA Synthesis selon le protocole fourni par le fabricant (Biorat). L’expression de 
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POU5F1, de Nanos homolog 3 (NANOS3), de Cyclin dependent kinase inhibitor 1B (CDKN1B, 

anciennement trouvé sous le nom de p27 ou p27Kip1 dans la littérature) et de Cyclin D3 

(CCND3) a été investiguée. Les séquences d’amorces utilisées pour la qPCR sont indiquées en 

Table 8. Les qPCR ont été réalisées à l’aide du supermix iTaq Universal SYBR Green 

conformément au protocole fourni par le fabricant (Biorad) sur un appareil CFX385 Touch 

Real-Time PCR Detection System de Biorad. Les ARN des gènes Ribosomal protein lateral 

stalk subunit P0 (RPLP0) et de l’Actin beta (ACTB) ont été utilisés comme contrôles internes 

pour la normalisation. Le niveau d’expression de chaque gène est donné après normalisation 

par les gènes références et la condition contrôle. Les résultats ont été analysés avec le 

logiciel BioRad CFX Manager 3.1.  

 

6.  Analyses statistiques  
 

Pour comparer 2 groupes statistiques, un test de Mann-Whitney a été utilisé. Pour comparer 

plus de 2 groupes statistiques, un test de Friedman (données appariées) ou de Kruskal-Wallis 

(données non appariées) suivi d’un test de comparaison multiple de Dunn a été utilisé. Le 

seuil de significativité a été fixé à 0.05. Les données sont exprimées selon : moyenne ± SEM. 

Les analyses statistiques ont été conduites sur le logiciel GraphPad Prism 6.  

 

B) Résultats  

 

Effets d’une exposition gestationnelle à du CBD et du THC à E6.5 à 13.5 ou de E6.5 à E15.5.  

Des souris gestantes ont été exposées à un mélange équimolaire de CBD et de THC par 

gavage de E6.5 à E13.5 ou E15.5 à une dose de 5 mg/kg/jour. Ce traitement a été choisi afin 

de refléter une exposition thérapeutique au CBD et au THC chez l’homme. En effet, le 

Sativex ® est un traitement utilisé dans le soulagement de la spasticité et des douleurs 

neuropathiques associées avec la sclérose en plaque, qui contient un mélange CBD et de THC 

(à un ratio égal à 1,08). La dose employée ici correspond à la posologie indiquée pour la prise  
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Figure 1: CBD/THC maternal exposure of mouse from E6.5 to E13.5 or E15.5 does not affect litter parameters.  

Number of pups per litter (litter size), maternal weight gain from E0.5 to E13.5 or E15.5 and embryonic weight 
after maternal exposure to 5 mg/kg/day of a mixture of CBD and THC (ratio 1:1) (CBD/THC, n=6 for E13.5 and 
E15.5) or control (n=6 for E13.5 and n=5 for E15.5). Data are presented as mean +/- SEM. No significant 
difference (p<0.05) between the groups are highlighted by Mann-Whitney test.  

 

  



335 
 

d’Epidiolex ® , un traitement contenant du CBD indiqué dans le traitement des crises 

d’épilepsie associées au syndrome de Lennox-Gastaut et au syndrome de Dravet chez les 

enfants de 2 ans et plus, ne répondant pas aux traitements conventionnels (Sekar and Pack, 

2019).  

L’exposition à des phytocannabinoïdes ayant été décrite comme pouvant avoir des effets 

foeto-toxiques, nous avons investigué l’effet d’une exposition de souris gestantes à 5 mg/kg 

d’un mélange de CBD et THC par gavage à partir de E6.5 jusqu’à E13.5 ou E15.5. La taille de 

la portée, le gain de poids maternel ou et le poids embryonnaire à E13.5 et E15.5 ne sont 

significativement pas significativement modifiés, suggérant l’absence significative de 

mortalité fœtale dans notre modèle (Figure 1). 

 

Quantités d’endocannabinoïdes dans le sérum et le foie maternel, le placenta et le foie 

embryonnaire à E13.5 et E15.5. 

Afin de décrire la présence des ligands du système des ECB dans notre modèle, l’AEA, 

le 2-AG, l’OEA et le PEA ont été dosés par HPLC dans le sérum maternel, le foie maternel, le 

placenta et le foie embryonnaire à E13.5 et E15.5 après une exposition maternelle aux 

solvants du CBD et du THC (un mélange de DMSO et d’ETOH) qui correspond à la condition 

contrôle, de E6.5 à E13.5 ou E15.5. 

Les quatre ECB ont tous été retrouvés dans les matrices biologiques étudiées (Figure 

2). Le 2-AG est l’ECB dont les plus fortes quantités ont été observées. On le retrouve à E13.5 

et E15.5 dans le sérum maternel (1.01 +/- 0.204 et 1.20 +/- 0.17 pmol/mg de protéines 

respectivement), le foie maternel (144.97 +/- 41.828 et 28,63 +/- 4.80 pmol/mg de protéines 

respectivement), le placenta (165.34 +/- 35.01 et 501.87 +/- 388.5 pmol/mg de protéines 

respectivement) et le foie embryonnaire (17.06 +/- 4.32 et 40.044 +/- 12,76 pmol/mg de 

protéines respectivement). L’AEA est l’ECB dont les niveaux sont les plus faibles. On le 

retrouve à E13.5 et E15.5 dans le sérum maternel (0.034 +/- 0.002 et 0.098 +/- 0.021 

pmol/mg de protéines respectivement), le foie maternel (0.734 +/- 0.13 et 0.29 +/- 0.04 

pmol/mg de protéines respectivement), le placenta (0.928 +/- 0.116 et 1.569 +/- 0.363 

pmol/mg de protéines respectivement) et le foie embryonnaire (0.174 +/- 0.031 et 0.611 +/- 

0,129 pmol/mg de protéines respectivement). L’OEA a également été détecté à E13.5 et  
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Figure 2: Endocannabinoids levels are modified between E13.5 and E15.5 in mother and embryo. 

Anandamide (AEA), 2-arachidonoylglycerol (2-AG), olcoylethanolamide (OEA) and palmitoylethanolamide (PEA) 
were dosed by high performance liquid chromatography in maternal serum (mSerum), maternal liver (mLiver), 
placenta and embryonic liver (eLiver) after maternal exposure to a mixture of CBD and THC solvents (ratio 1:1) 
(control condition) from E6.5 to E13.5 (n=6) or E15.5 (n=6). Data are presented as mean +/- SEM. Mann-
Whitney tests were performed for pair comparisons between E13.5 and E15.5 data (*,p<0.05; **, p<0.01). 
Friedman tests followed by Dunn multiple comparison tests were performed for comparisons between 
biological matrices for E13.5 and E15.5 data (*, p<0.05; **, p<0.01; ***, p<0.001).  
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E15.5 dans le sérum maternel (0.241 +/- 0.019 et 0.584 et +/- 0.019 pmol/mg de protéines 

respectivement), le foie maternel (0.747 +/- 0.131 et 0.877 +/- 0.138 pmol/mg de protéines 

respectivement), le placenta (2.801 +/- 0.175 et 5.975 +/- 1,231 pmol/mg de protéines 

respectivement) et le foie embryonnaire (1.482 +/- 0.288 et 0.648 +/- 0.148 pmol/mg de 

protéines respectivement). Enfin, le PEA a été retrouvé à E13.5 et E15.5 dans le sérum 

maternel (0.239 +/- 0.011 et 0.88 +/- 0.196 pmol/mg de protéines respectivement), le foie 

maternel (1.709 +/- 0.23 et 1.502 +/- 0.232 pmol/mg de protéines respectivement), le 

placenta (5.105 +/- 0.344 et 12.167 +/- 2.458 pmol/mg de protéines respectivement).  

Après avoir mis en évidence leur présence, nous avons comparé les quantités d’ECB 

entre E13.5 et E15.5. Nous avons observé une augmentation significative de la quantité 

d’AEA entre E13.5 et E15.5 dans le sérum maternel (p=0.0043) et le foie embryonnaire 

(p=0.0087) ainsi qu’une diminution significative de la quantité d’AEA dans le foie maternel 

entre E13.5 et E15.5 (p=0.0303). Pour les autres ECB, nous avons noté une diminution non 

significative de la quantité de 2-AG dans le foie maternel entre E13.5 et E15.5 (p=0.0823). 

Une augmentation significative de la quantité d’OEA a été observée entre E13.5 et E15.5 

dans le placenta (p=0.0173). Une diminution des niveaux de cet ECB a été mise en évidence 

dans le foie embryonnaire entre E13.5 et E15.5 mais elle n’était pas significative (p=0.0823). 

Enfin, une augmentation significative de la quantité de PEA a été observée entre E13.5 et 

E15.5 dans le sérum maternel (p=0.0043), le placenta (p=0.0043) et le foie embryonnaire 

(p=0.0043). 

Nous avons également comparé les quantités de chaque ECB dans les différentes 

matrices biologiques analysées à un âge donné. Nos données ont mis en évidence une 

augmentation significative dans le placenta par rapport au sérum maternel de l’AEA, à E13.5 

et à E15.5 (p=0.0021 et p=0.0014 respectivement), du 2-AG à E13.5 et à E15.5 (p=0.0105 et 

p=0.0014 respectivement), de l’OEA à E13.5 et à E15.5 (p=0.0003 et p=0.0423 

respectivement) et du PEA à E13.5 et à E15.5 (p=0.0009 et p=0.0036 respectivement).  

Nos résultats mettent en évidence la présence des ECB dans le sérum maternel, le 

plasma maternel, le placenta et le foie embryonnaire avec des quantités variables entre 

E13.5 et E15.5 selon les matrices biologiques. De plus, nos données à E13.5 et E15.5 

montrent une accumulation de la présence des ECB dans le placenta par rapport au sérum 

maternel.   
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Figure 3: The THC, its metabolites and the CBD are able to cross the placental barrier and reach the embryo 
after CBD/THC maternal exposure from E6.5 to E13.5 or E15.5. 

The THC two of its metabolites, the 11-hydroxy-Δ9-THC (TOH) and the 11-carboxy-Δ9-THC (TCOOH), and the 
CBD were dosed by HPLC in maternal serum (mSerum), maternal liver (mLiver), placenta and embryonic liver 
(eLiver) after maternal exposure to 5 mg/kg/day of a CBD and THC mixture (ratio 1:1)  (CBD/THC) from E6.5 to 
(A) E13.5 (n=6) or (B) E15.5 (n=5). Data are presented as mean +/- SEM. Friedman tests followed by Dunn 
multiple comparison tests were performed for each molecules at both ages (*, p<0.05; **, p<0.01). At E13.5: 
(a) significant difference of THC between mSerum and mLiver, *; (b) significant difference of THC between 
mLiver and eLiver, *; (c) significant difference of CBD between mSerum and mLiver, *. At E15.5: (a) significant 
difference of THC between mSerum and placenta, *; (b) significant difference of TOH between mSerum and in 
eLiver, **; (c) significant difference of TCOOH between mLiver and in eLiver, *; (d) significant difference of 
TCOOH between placenta and in eLiver, *; (e) significant difference of TOH between mSerum and in eLiver, *. 
(f) significant difference between CBD mSerum and eLiver, *. 
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Passage materno-embryonnaire du THC, de ses métabolites, et du CBD après une 

exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC.  

Nous avons cherché à savoir si le CBD et le THC pouvaient atteindre le compartiment 

embryonnaire après une exposition maternelle avec un mélange de CBD et de THC. Le THC, 

et deux de ses métabolites, le TOH et le TCOOH, et le CBD ont été dosés par HPLC dans le 

sérum maternel, le foie maternel, le placenta et le foie embryonnaire après une exposition 

maternelle à un mélange de 5 mg/kg par jour de CBD et de THC de E6.5 à E13.5 ou E15.5. 

A E13.5, le THC est faiblement détecté dans le sérum maternel (en moyenne 0.014 

+/- 0.005 ng/mg de protéines), le foie maternel (0.032 +/- 0.004 ng/mg de protéines), le 

placenta (0.014 +/- 0.003 ng/mg de protéines) et le foie embryonnaire (0.0096 +/- 0.003 

ng/mg de protéines) (Figure 3A). La quantité de THC est significativement plus importante 

dans le foie maternel par rapport au sérum maternel (p=0.0437). En revanche, la quantité de 

THC diminue significativement entre le foie maternel et le foie embryonnaire (p=0.0105). Le 

CBD est très faiblement détecté dans le foie maternel (0.007 +/- 0.004 ng/mg de protéines), 

le placenta (0.003 +/- 0.001 ng/mg de protéines) et le foie embryonnaire (0.003 +/- 0.001 

ng/mg de protéines) mais n’est détecté dans le sérum maternel d’aucun individus. Le TOH 

n’est observé dans le sérum maternel, le placenta et le foie embryonnaire d’aucun individu. 

Il est détecté dans le foie maternel d’un seul individu, sur les 6 analysés. Le TCOOH n’est 

observé dans aucune matrice biologique d’aucun individu.  

A E15.5, le THC est détecté dans le sérum maternel (0.052 +/- 0.011 ng/mg de 

protéines), le foie maternel 0.108 +/- 0.0153 ng/mg de protéines), le placenta (0.139 +/- 

0.0294 ng/mg de protéines) et le foie embryonnaire (0.136 +/- 0.054 ng/mg de protéines) 

(Figure 3B). La quantité de THC est significativement plus élevée dans le placenta par 

rapport au sérum maternel (p=0.0197). Le CBD est détecté dans le sérum maternel (0.018 

+/- 0.004 ng/mg de protéines), le foie maternel (0.021 +/- 0.004 ng/mg de protéines), le 

placenta (0.036 +/- 0.01 ng/mg de protéines) et le foie embryonnaire (0.07 +/- 0.024 ng/mg 

de protéines). La quantité de CBD est significativement plus importante dans le foie 

embryonnaire par rapport au sérum maternel (p=0.0423). Le TOH est observé dans le sérum 

maternel (0.081 +/- 0.031 ng/mg de protéines), le foie maternel (0.112 +/- 0.029 ng/mg de 

protéines), le placenta (0.164 +/- 0.053 ng/mg de protéines) et le foie embryonnaire (0.45  
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Figure 4: CBD/THC maternal exposure from E6.5 to E13.5 does not affect endocannabinoids levels in mother 
or embryo.  

Anandamide (AEA), 2-arachidonoylglycerol (2-AG), olcoylethanolamide (OEA) and palmitoylethanolamide (PEA) 
were dosed by high performance liquid chromatography in maternal serum (mSerum), maternal liver (mLiver), 
placenta and E13.5 embryonic liver (eLiver) after maternal exposure to 5 mg/kg/day of a CBD and THC mixture 
(ratio 1:1) (CBD/THC, n=6) or control (ctrl, n=6) from E6.6 to E13.5. Data are presented as mean +/- SEM. No 
significant difference (p<0.05) between Ctrl and CBD/THC groups are highlighted by Kruskal-Wallis test 
followed by Dunn multiple comparison test.  
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+/- 0.142 ng/mg de protéines). La quantité de TOH est significativement plus élevée dans le 

foie embryonnaire par rapport au sérum maternel (p=0.0087). Enfin le TCOOH est détecté 

dans le sérum maternel (0.59 +/- 0.13 ng/mg de protéines), le foie maternel (0.338 +/- 0.045 

ng/mg de protéines), le placenta (0.322 +/- 0.05 ng/mg de protéines) et le foie embryonnaire 

(0.88 +/- 0.15 ng/mg de protéines). La quantité de TCOOH est significativement plus 

importante dans le foie embryonnaire par rapport au foie maternel (p=0.0197) et par 

rapport au placenta (p=0.0197).  

Dans toutes les matrices, les quantités de THC, le TOH, le TCOOH et le CBD sont 

significativement plus élevées à E15.5 par rapport à E13.5 (Figure 3A et B).  

Nos résultats mettent en évidence la capacité du THC et du CBD à passer de la mère à 

l’embryon. Nos données suggèrent également que ce passage est plus efficace à E15.5 qu’à 

E13.5.  

 

Impact d’une exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC de E6.5 à E13.5 sur les 

quantités d’ECB. 

Nous avons ensuite étudié la capacité du CBD et du THC à perturber les quantités 

d’ECB dans les tissus maternels et embryonnaires. L’AEA, le 2-AG, l’OEA et le PEA ont été 

dosés par HPLC dans le sérum maternel, le foie maternel, le placenta et le foie embryonnaire 

après une exposition maternelle à un mélange de 5 mg/kg par jour de CBD et de THC de E6.5 

à E13.5. L’exposition maternelle au mélange de CBD et de THC ne modifie significativement 

pas les quantités des quatre ECB étudiés dans les matrices biologiques analysées par rapport 

à la condition contrôle (Figure 4). 

Ainsi, la présence de CBD et de THC au niveau du sérum maternel, du foie maternel, 

du placenta et du foie embryonnaire suite à une exposition maternelle à un mélange de CBD 

et de THC, ne perturbe pas les quantités d’ECB présentes dans ces matrices biologiques à 

E13.5. 
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Figure 5: CBD/THC maternal exposure of mouse from E6.5 to E.15.5 does not affect the morphology of 
embryonic testis at E15.5.  

Hematoxylin and eosin staining of the histological sections of E15.5 embryonic murine testis exposed to control 
(Ctrl) or 5 mg/kg/day of a CBD and THC mixture (ratio 1:1) (CBD+THC) from E6.5 to E15.5.Scale bar : 50µm. 

 

Figure 6: CBD/THC maternal exposure of mouse from E6.5 to E13.5 does not affect gonocytes number or 
proliferation.  

Quantification of (A) gonocytes (DDX4 positives cells) and (B) gonocytes in S phase of the cell cycle (% of 
DDX4/BrDU positive cells) after maternal exposure to 5 mg/kg/day of CBD/THC mixture (ratio 1:1) (CBD/THC, 
n=6) or control (Ctrl, n=4) from E6.6 to E15.5. Data are presented as mean +/- SEM. No significant difference 
(p>0.05) between Ctrl and CBD/THC groups are observed using Mann-Whitney. (C) Representative 
immunostaining of DDX4 (in green), a marker of gonocytes, and BrDU (in red), a marker of DNA replication, in 
an E15.5 testis. Nucleuses were stained with 4',6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) and appear in blue. Scale bar 
: 25 µm.  
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Impact d’une exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC de E6.5 à E15.5 sur la 

morphologie du testicule embryonnaire à E15.5. 

 Nous avons investigué la capacité du CBD et du THC à perturber la morphologie du 

testicule embryonnaire après une exposition maternelle à un mélange de 5 mg/kg par jour 

de CBD et de THC de E6.5 à E15.5. Des sections de testicules embryonnaires âgés de E15.5 

colorés avec un marquage à l’hématoxyline et à l’éosine n’ont pas montré de modifications 

morphologiques visibles entre la condition traitée et la condition contrôle (Figure 5).  

 

Impact d’une exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC sur le nombre total 

des gonocytes et leur prolifération à E13.5.  

 Nous avons investigué les effets d’une exposition maternelle avec 5 mg/kg par jour 

de CBD et du THC de E6.5 à E13.5 sur le nombre de gonocytes et leur prolifération. Dans ce 

but, des immunofluorescences ont été réalisées sur des testicules embryonnaires âgés de 

E13.5, pour marquer les cellules positives au marqueur DDX4, qui est un marqueur des 

gonocytes, et les cellules positives pour le marqueur BrDU, qui est un marqueur de la phase 

de réplication de l’ADN du cycle cellulaire (cellules en phase S). Le nombre total de 

gonocytes (cellules DDX4-positives) et le pourcentage de gonocytes en phase S du cycle 

cellulaire (cellules double positives pour DDX4 et BrDU par rapport au nombre total de 

cellules positives pour DDX4) ont été déterminés. Le nombre de gonocytes (Figure 6A) et le 

pourcentage de gonocytes en phase S du cycle cellulaire (Figure 6B) ne sont pas 

significativement modifiés dans le testicule embryonnaire âgé de E13.5 après une exposition 

maternelle au CBD et au THC par rapport à la condition contrôle.  
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Figure 7: CBD/THC maternal exposure of mouse from E6.5 to E15.5 increases gonocytes proliferation at 
E15.5.  

Quantification of (A) gonocytes (DDX4 positives cells) and (B) replicating of gonocytes in S phase of the cell 
cycle (% of DDX4/BrDU positive cells) after maternal exposure to 5 mg/kg/day of a CBD and THC mixture (ratio 
1:1) (CBD/THC, n=5) or control (Ctrl, n=6) from E6.6 to E15.5. Data are presented as mean +/- SEM. No 
significant difference (p>0.05) between Ctrl and CBD/THC groups are observed using Mann-Whitney. (C) 
Representative immunostaining of DDX4 (green), a marker of gonocytes, and BrDU (red), a marker of DNA 
replication, in an E15.5 testis. Nucleuses were stained with 4',6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) and appear in 
blue. (D) Quantification of gonocytes in G1/S phase of the cell cycle (% of DDX4/PCNA positive cells) after 
maternal exposure to 5 mg/kg/day of a CBD and THC mixture (ratio 1:1) (CBD/THC, n=5) or control (Ctrl, n=6) 
from E6.6 to E15.5. Data are presented as mean +/- SEM. Mann-Whitney tests were performed for pair 
comparisons (*, p<0.05). (E) Representative immunostaining of DDX4 (in red), a gonocytes marker, and PCNA 
(in green), a G1/S phase of the cell cycle marker, in E15.5 testis exposed to CBD/THC or ctrl from E6.5 to E15.5. 
Nucleuses were stained with DAPI and appear in blue. Scale bar: 25 µm. 
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Impact d’une exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC sur le nombre total 

des gonocytes et leur prolifération à E15.5. 

 Les mêmes paramètres ont été investigués dans les testicules embryonnaires âgés de 

E15.5 dont les mères ont été exposées avec 5 mg/kg par jour de CBD et du THC de E6.5 à 

E15.5. Les gonocytes et les cellules en phase S du cycle cellulaire ont été révélés après une 

immunofluorescence dirigée contre DDX4 et BrDU dans les testicules embryonnaires âgés de 

E15.5. L’exposition maternelle au CBD et au THC entraine une augmentation non 

significative du nombre total de gonocytes (cellules DDX4-positives) dans les testicules 

embryonnaires à E15.5 par rapport à la condition contrôle (p=0.0823) (Figure 7A). Le 

pourcentage de gonocytes en phase S (cellules double positives pour DDX4 et BrDU par 

rapport au nombre total de cellules positives pour DDX4) n’est pas modifié par l’exposition 

maternelle au mélange de CBD et de THC par rapport à la condition contrôle (Figure 7B). 

 Afin d’expliquer l’augmentation non significative du nombre de gonocytes à E15.5, la 

présence d’un autre marqueur de la prolifération cellulaire a été investigué dans ces tissus. 

Ainsi, les cellules positives au marqueur DDX4 et les cellules positives au marqueur PCNA, 

qui est un marqueur de la phase G1/S du cycle cellulaire, ont été révélées par 

immunofluorescence dans des testicules murins âgés de E15.5 après une exposition 

maternelle à un mélange de 5 mg/kg par jour de CBD et de THC de E6.5 à E15.5. Le 

pourcentage de gonocytes en phase G1/S du cycle cellulaire (cellules double positives pour 

DDX4 et PCNA par rapport au nombre total de cellules positives pour DDX4) est 

significativement plus élevé dans les testicules embryonnaires dont les mères ont été 

exposées au CBD et au THC pendant la gestation par rapport à la condition contrôle 

(p=0.0303). (Figure 7D).  

Ces résultats nous indiquent qu’une exposition maternelle au CBD et au THC 

entraine, dans le testicule à E15.5, une tendance à l’augmentation du nombre total de 

gonocytes, corrélée avec une augmentation du nombre de gonocytes en prolifération. A 

E13.5, ces paramètres ne sont pas modifiés par l’exposition maternelle au CBD et au THC.  

 

 

 



346 
 

 

Figure 8: CBD/THC maternal exposure of mouse from E6.5 to E13.5 or E15.5 affects the expression of gene 
involved germ cell differentiation and in cell proliferation.   

qPCR analysis using embryonic testis after maternal exposure to 5 mg/kg/day of a CBD and THC mixture (ratio 
1:1) (CBD/THC, n=6) or control (Ctrl, n=5) from (A) E6.5 to E13.5 or (B) E6.5 to E15.5. The effects of treatment 
were investigated on genes involved in germ cell differentiation (POU5F1, NANOS3) and proliferation (Cdkn1, 
Ccnd3). Presented data are normalized on 2 reference genes (RPLP0 and ACTB) and control condition (as mean 
+/- SEM). Mann-Whitney tests were performed for pair comparisons (*,p<0.05; **, p<0.01). POU5F1 – POU 
class 5 homeobox 1; NANOS2 – nanos C2HC-type zinc finger 3; Cdkn1b – cyclin dependant kinase inhibitor 1b; 
Ccnd3 – cyclin D3; RPLP0 – ribosomal protein lateral stalk subunit P0; ACTB – actin beta.   
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Impact d’une exposition maternelle à un mélange à un mélange de CBD et de THC sur 

l’expression de gènes impliqués dans la différenciation des cellules germinales et la 

prolifération cellulaire.  

Pour expliquer l’augmentation non significative du nombre des gonocytes et 

l’augmentation significative du pourcentage de gonocytes en prolifération observées dans 

des testicules embryonnaires à E15.5, nous avons investigué l’expression de gènes impliqués 

dans la différenciation des cellules germinales et la prolifération par qPCR dans des testicules 

embryonnaires murins âgés de E13.5 et E15.5 après une exposition maternelle à un mélange 

de 5 mg/kg par jour de CBD et de THC de E6.5 à E13.5 ou E15.5. Nous avons étudié 

l’expression de deux gènes impliqués dans la survie et l’état indifférencié des cellules 

germinales, POU5F1 et NANOS3 ainsi que deux gènes codant pour des protéines impliquées 

dans la régulation du cycle cellulaire, CDKN1B et CCND3.  

Dans le testicule embryonnaire à E13.5, l’exposition maternelle au CBD et au THC 

entraine une diminution significative de l’expression de POU5F1 (p=0.0043) et une 

diminution de l’expression de NANOS3 proche de la significativité (p=0.0519) par rapport à la 

condition contrôle. L’expression de CDKN1B et de CCND3 n’est significativement pas 

affectée (Figure 8A).  

Dans le testicule embryonnaire à E15.5, l’exposition maternelle à un mélange de CBD et 

de THC n’affecte pas significativement l’expression de POU5F1 ou de NANOS3 mais entraine 

une diminution significative de l’expression de CDKN1B (p=0.0043) et de CCND3 (p=0.0043)  

(Figure 8B).  

 Une exposition maternelle au CBD et au THC perturbe la différenciation et la survie 

des gonocytes à E13.5 mais pas à E15.5. A l’inverse, à E15.5, l’exposition maternelle au CBD 

et au THC entraine des perturbations de la régulation du cycle cellulaire.  
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Supplementary Table 1. Primers used in RT-qPCR in E13.5 and E15.5 murin testis.  

 

  

Gene Forward primer (5’-3’) Reverse primer (5’-3’) 

POU5F1 AGACCACCATCTGTCGCTTC ATCCTTCTCTAGCCCAAGCTG 

NANOS3 CGGCCTGACAAGGCAAAGAC CACCATGGTCCTCCCCACTC 

Cdkn1b CTTAATTGGGTCTCAGGA CCCTTTTGTTTTGCGAAGAA 

CCdn3 CACGACTTCCTGGCCTTGAT GTGAGCTCATCCGCAGACAT 

Rplp0 ACCCTGAAGTGCTCGACATC AGGAAGGCCTTGACCTTTTC 

ActB CCAACTGGGACGACATGGAG ACAGCACAGCCTGGATGGC 
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C) Discussion  

 

Il existe très peu d’études dans la littérature chez les animaux modèles investiguant les 

effets d’une exposition maternelle à des phytocannabinoïdes pendant la gestation sur le 

développement des fonctions testiculaires. Les résultats de ces études sont hautement 

variables selon l’espèce étudiée, la période d’exposition gestationnelle, la méthode 

d’administration et les doses employées. De plus, le moment d’observation des individus 

issus de l’exposition gestationnelle ainsi que les paramètres étudiés varient grandement.  

Le but global de cette étude est d’évaluer les impacts chez la souris d’une exposition 

maternelle in vivo aux deux composants majoritaires du cannabis, également utilisés en 

thérapie, le THC et le CBD, à des doses retrouvées lors d’une exposition chez l’humain, sur la 

mise en place des fonctions reproductives et leur fonctionnalité après la naissance. Des 

souris gestantes ont ainsi été exposées par gavage avec un mélange de THC et de CBD, à une 

dose de 5 mg/kg par jour, qui mime une exposition thérapeutique chez l’homme, de E6.5 à 

E13.5 et E15.5.  

 

Mon projet s’est concentré sur l’impact de ce traitement sur la physiologie des gonocytes 

dans le testicule embryonnaire. En effet, il a été montré chez l’homme adulte qu’une 

exposition au cannabis peut perturber la différenciation des cellules germinales et induire 

l’apparition de TGCT (Gurney et al., 2015a; Ghasemiesfe et al., 2019a; Song et al., 2020a). De 

plus, une étude a montré chez la souris que deux récepteurs spécifiques des cannabinoïdes, 

CB1 et CB2, sont exprimés dans les gonocytes murins et que l’activation in vitro de CB2 

entraine une perturbation de la physiologie de ces cellules (De Domenico et al., 2017b). De 

la même manière que dans le testicule humain fœtal, nous avons fait ici l’hypothèse que le 

système des ECB est impliqué dans la différenciation des cellules germinales au cours du 

développement chez la souris. Une altération de la signalisation du système des ECB pourrait 

conduire à une perturbation de la physiologie des gonocytes, entrainant des défauts de la 

fertilité chez l’individu après la naissance. Les gonocytes ont été étudiés à deux âges 

embryonnaires : à E13.5 et E15.5. Chez la souris, les gonocytes sont des cellules 

prolifératives et pluripotentes puis entrent en quiescence mitotique à E14.5 (Hilscher et al., 
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1974; Western et al., 2008, 2010). Les gonocytes restent ensuite dans un état quiescent 

jusqu’à la naissance, à l’établissement des premières vagues de spermatogenèse (Nagano et 

al., 2000; Vergouwen et al., 1991). Nous avons analysé si une exposition gestationnelle 

pouvait entrainer à E13.5 une dérégulation de la prolifération des gonocytes et si cette 

même exposition pouvait affecter leur état théoriquement quiescent à E15.5.  

 

1.  Les paramètres de portées  
 

Des études chez le rongeur et le singe ayant rapporté qu’une exposition 

gestationnelle au cannabis ou au Δ9-THC peut entrainer chez les fœtus, un retard de 

croissance (Persaud and Ellington, 1967), une mortalité fœtale (Persaud and Ellington, 1967, 

1968; Mantilla-Plata et al., 1975; Abel et al., 1980; Singh et al., 1981; Asch and Smith, 1986; 

Hutchings et al., 1987; Chang et al., 2017; US FDA Report, 2018; Huestis et al., 2019b), et une 

diminution du poids des petits (Abel et al., 1980; Singh et al., 1981; Benevenuto et al., 2017; 

Chang et al., 2017), nous avons investigué plusieurs paramètres concernant les portées 

obtenues.  

L’administration à des souris gestantes de 5 mg/kg de CBD et de THC de E6.5 à E13.5 

ou E15.5 ne modifie pas significativement la taille des portées, le gain de poids maternel et 

le poids embryonnaire à E13.5 et E15.5. Les doses utilisées dans les études ayant rapporté 

des effets néfastes du cannabis ou du Δ9-THC chez les animaux modèles après une 

administration par gavage étaient néanmoins supérieures à la nôtre, allant jusqu’à 400 

mg/kg/jour chez la souris (Joneja, 1976; Abel et al., 1980; Singh et al., 1981; Hutchings et al., 

1987; US FDA Report, 2018; Huestis et al., 2019b). 

Un groupe a rapporté l’impact d’une exposition gestationnelle au THC à la dose 

employée dans notre étude. L’administration de 5 mg/kg de THC de E5.5 à E18.5 chez des 

souris gestantes induit une diminution du poids maternel, une diminution du poids 

embryonnaire et placentaire à E19.5 et une diminution de la taille de la portée (Chang et al., 

2017). S’il s’agit de la même dose que celle employée dans notre étude, l’administration 

était en revanche effectuée par des injections intrapéritonéales. Les propriétés 

pharmacocinétiques des phytocannabinoïdes sont extrêmement dépendantes de leur mode 
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d’administration. Nous avons utilisé une méthode d’administration orale du mélange de THC 

et de CBD, par gavage. Il a été montré que ce mode d’administration résulte en une 

biodisponibilité faible du CBD et du THC (de 4 à 20%) du fait de leur destruction partielle 

dans l’estomac, leur faible absorption gastro-intestinale et de leur métabolisme hépatique 

(Wall et al., 1983; Agurell et al., 1981; Ohlsson et al., 1980; Gaston and Friedman, 2017). 

Possiblement pour cette raison, la dose employée dans notre étude avec ce mode 

d’administration n’induit visiblement pas de foeto-toxicité. De façon cohérente avec cette 

hypothèse, une autre étude a mis en évidence que l’administration de 5 mg/kg de THC par 

gavage chez des souris gestantes de E5.5 à E18.5 n’affecte pas la taille des portées et le 

poids des fœtus (Fleischman et al., 1975).  

  

2.  Les endocannabinoïdes  
 

Les deux ligands endogènes principaux du système des ECB, l’AEA et le 2-AG ont été 

détectés par HPLC dans le sérum et le foie maternel, le placenta et le foie embryonnaire des 

souris en condition contrôle à E13.5 et E15.5. Deux autres ECB, l’OEA et le PEA ont 

également été détectés dans ces matrices biologiques.  

Nos analyses ont mis en évidence que les niveaux des quatre ECB analysés sont 

significativement plus importants dans le placenta comparé au sérum maternel à E13.5 et à 

E15.5. A E13.5 il y a ainsi dans le placenta 27,01 fois plus d’AEA, 163 fois plus de 2-AG, 11,58 

fois plus d’OEA, et 21,03 fois plus de PEA que dans le sérum maternel. De même, à E15.5, il y 

a 16,05 fois plus d’AEA, 416,53 fois de 2-AG, 10,23 fois plus d’OEA et 13,82 fois plus de PEA 

dans le placenta par rapport au sérum maternel. Ces observations laissent suggérer un rôle 

particulièrement important de ces ligands dans la physiologie placentaire.  

Il est décrit dans la littérature que la signalisation du système des ECB est cruciale à 

l’établissement et à l’activité du placenta (prolifération cellulaire, différenciation, 

métabolisme cellulaire, etc.) chez la femme et les rongeurs (pour revue : Costa, 2016; Maia 

et al., 2020). De manière cohérente à nos résultats, dans une autre étude chez la souris, 

l’AEA et le 2-AG ont été détectés dans le placenta (Sun and Dey, 2012). De plus, il a été 

montré que plusieurs enzymes du système des ECB ainsi que les récepteurs CB1 et TRPV1 
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sont exprimés dans ce tissu. Une étude a mis en évidence que des souris invalidées pour le 

gène du récepteur CB1 présentent une altération de la prolifération, de la différenciation et 

de l’invasion des cellules placentaires (Sun et al., 2010). Nos observations pourraient 

confirmer l’importance du système des ECB dans la physiologie placentaire au cours de la 

gestation chez la souris.  

Chez la femme, il est décrit que le système des ECB est impliqué dans le 

déclenchement de l’accouchement (pour revue : Accialini et al., 2020; Kozakiewicz et al., 

2021). En comparaison, relativement peu de données sont disponibles sur la modulation de 

ce système lors de la parturition chez la souris. Dans l’utérus murin, la parturition serait 

modulée en partie via l’activation de CB1 par l’AEA (Wang et al., 2008; Bariani et al., 2015).  

Nos dosages par HPLC ont mis en évidence une augmentation significative de la quantité 

d’AEA entre E13.5 et E15.5 dans le sérum maternel. Cette observation est cohérente avec 

l’augmentation des quantités d’AEA plasmatiques observée chez des femmes lors de 

l’accouchement (Habayeb et al., 2008b; Nallendran et al., 2010). 

Chez le rat, il a été mis en évidence que les niveaux d’AEA et de 2-AG augmentent 

significativement dans le placenta à l’approche de la parturition, à E19 (Fonseca et al., 2012). 

De même, chez la femme, les niveaux d’AEA placentaires seraient plus élevés lors de 

l’accouchement, par rapport à avant l’accouchement (Abán et al., 2013; Torella et al., 2019). 

Nos dosages des ECB par HPLC ont mis en évidence que les niveaux de 2-AG et d’AEA ne sont 

significativement pas modifiés dans le placenta entre E13.5 et E15.5. Si cette différence 

pourrait être expliquée par des variations inter-espèces, il semblerait que les âges 

embryonnaires analysés dans notre étude soient trop précoces pour observer une 

potentielle augmentation de l’AEA et du 2-AG dans le placenta. Il serait intéressant de 

réaliser des dosages de l’AEA et du 2-AG dans le sérum maternel et le placenta au moment 

de la parturition (E19 chez la souris environ) afin de mieux appréhender le rôle de ces ECB 

dans ce processus.   

Nous avons observé une augmentation significative de la quantité d’AEA dans le foie 

embryonnaire et d’OEA dans le placenta entre E13.5 et E15.5. De plus, les niveaux de PEA 

dans le sérum maternel, le placenta et le foie embryonnaire augmentent significativement 
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entre E13.5 et E13.5. Ces données peuvent suggérer un rôle de ces ECB à l’approche de la fin 

de la gestation chez la souris et pourraient donner lieu à des investigations.  

Nos résultats ont également indiqué que dans le foie embryonnaire, les quantités de 

2-AG sont 98,2 fois plus élevées que l’AEA à E13.5 et 65.52 fois plus élevées que l’AEA à 

E15.5. Dans le placenta, les quantités de 2-AG sont 178.09 fois plus importantes que celles 

de l’AEA à E13.5 et 319.86 fois plus importantes que celles de l’AEA à E15.5. De façon 

cohérente, d’autres études ont rapporté des plus hauts niveaux placentaires de 2-AG 

comparé à l’AEA à E12 chez la souris (Sun et al., 2010) et à E14 chez le rat (Fonseca et al., 

2012). Ces observations peuvent suggérer une plus forte implication du 2-AG dans la 

régulation de la physiologie du placenta et du foie embryonnaire. Le 2-AG étant un 

métabolite important dans la voie de synthèse des prostaglandines (Nomura et al., 2011), sa 

forte quantité dans ces deux tissus pourrait également suggérer des implications 

physiologiques de ce ligand indépendantes du système des ECB, telle que la régulation de 

l’inflammation. 

A la suite de l’observation de la présence de l’AEA et du 2-AG dans le foie 

embryonnaire, il serait intéressant d’étudier leur présence dans d’autres tissus 

embryonnaires, en particulier le testicule dans notre étude. Pour compléter la description du 

système des ECB dans ce tissu, il est prévu d’investiguer l’expression des enzymes de 

synthèse et de dégradation de l’AEA et du 2-AG dans les testicules embryonnaires à E13.5 et 

E15.5. Nos premiers résultats indiquent l’expression des enzymes DAGLA et NAT10 dans ce 

tissu à E15.5 (données non publiées). 

Il a été décrit chez le rat que le cerveau embryonnaire exprime CB1 et que le foie 

embryonnaire est le seul organe embryonnaire qui exprime CB2 (Buckley et al., 1997). Chez 

la souris, la présence et la localisation des récepteurs aux cannabinoïdes est très peu décrite 

chez l’embryon. Il serait pertinent que nous étudiions la présence et la localisation de CB1, 

de CB2 et de récepteurs alternatifs dans plusieurs organes embryonnaires murins, en 

particulier dans le testicule dans notre étude. En plus de pouvoir mieux appréhender 

l’implication du système des ECB dans l’ontogenèse et la régulation physiologique 

embryonnaire de plusieurs organes, la description des récepteurs de ce système permettrait 

de mieux comprendre les effets d’une exposition gestationnelle aux ligands exogènes du 
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système, comme le CBD et le THC. Nos premiers résultats indiquent l’expression de CB1 et 

de CB2 dans le testicule embryonnaire murin à E13.5 (données non publiées).  

 

3.  Le passage materno-embryonnaire du CBD et du THC  
 

Comme il avait déjà été décrit chez la souris (Idänpään-Heikkilä et al., 1969; 

Freudenthal et al., 1972; Harbison and Mantilla-Plata, 1972; Kennedy and Waddell, 1972; 

Vardaris et al., 1976; Ochiai et al., 2021), nos données mettent en évidence que le THC et le 

CBD sont capables de traverser la barrière placentaire et d’atteindre le fœtus.  

Les dosages par HPLC ont indiqué que le CBD et le THC sont détectés dans le foie 

maternel, le placenta et le foie embryonnaire à E13.5. Au même âge, le THC est le seul 

phytocannabinoïde étudié qui est détecté dans le sérum maternel. Le TOH n’a été détecté 

que chez le foie maternel d’un individu et le TCOOH n’a été détecté dans aucune matrice 

biologique analysée. 

A E13.5, nous avons observé que les niveaux de THC sont significativement plus importants 

dans le foie maternel (2,30 fois plus) par rapport au sérum maternel. De plus, le CBD est 

détecté dans le foie maternel, mais pas dans le sérum maternel. On peut supposer une 

accumulation de ces phytocannabinoïdes dans le foie maternel, organe principal de leur 

métabolisation. Chez le rat, une étude a mis en évidence que l’administration d’un mélange 

de CBD et de THC par voie orale entraine un pic plasmatique de CBD et de THC 2 heures 

après l’administration (Hložek et al., 2017). Une étude ayant étudié l’accumulation de THC 

radioactif dans plusieurs tissus chez la souris a mis en évidence une accumulation de ce 

phytocannabinoïde essentiellement dans le foie, la graisse et l’intestin, 3 heures après une 

administration orale (Freudenthal et al., 1972). Ces données et nos observations suggèrent 

qu’après l’administration maternelle orale du mélange de CBD et de THC dans notre modèle, 

ces phytocannabinoïdes entrent dans la circulation générale puis s’accumulent dans le foie 

maternel pour y être dégradés. 

Les deux métabolites principaux du THC, le TOH et le TCOOH ne sont détectés dans aucune 

matrice biologique, à l’exception du foie maternel d’un individu. Cet individu ne présente 

pas de niveaux de THC aberrants comparés aux autres. Le TOH est le premier métabolite du 
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THC, qui résulte de l’hydroxylation de ce dernier (Matsunaga et al., 1995; Iribarne et al., 

1996). L’oxydation du TOH entraine ensuite la formation du TCOOH (Lemberger et al., 1970; 

Mechoulam et al., 1973). Chez le rat, une étude a mis en évidence que l’administration d’un 

mélange de CBD et de THC par voie orale entraine un pic plasmatique du  TOH 8 heures 

après l’administration (Hložek et al., 2017). La collecte des tissus et du plasma des souris 

selon notre protocole s’est effectué entre 2 et 6 heures après la dernière administration de 

CBD et de THC. Ce timing pourrait être potentiellement trop précoce pour observer la 

présence du TOH chez nos individus sauf pour un, chez qui la métabolisation hépatique du 

THC pourrait avoir été initiée.  

A E13.5, nous avons également observé que la quantité de THC est significativement plus 

importante dans le foie maternel (3,31 fois plus) par rapport au foie embryonnaire. Cette 

observation suggère qu’à E13.5, l’organisme maternel limite l’exposition du fœtus au CBD et 

au THC. Le placenta pourrait également être impliqué dans ce rôle.  

Enfin, l’absence de TOH et TCOOH dans le placenta et le foie embryonnaire suggère que ces 

tissus ne métabolisent pas le THC à E13.5.  

 

Nos dosages par HPLC ont indiqué que le THC, le TOH, le TCOOH et le CBD sont 

retrouvés dans le sérum maternel, le foie maternel, le placenta et le foie embryonnaire à 

E15.5. 

Nous avons observé que dans toutes les matrices biologiques considérées, les quantités de 

CBD et de THC sont significativement plus importantes à E15.5 par rapport à E13.5. De plus, 

le TOH et le TCOOH qui n’étaient pas détectés à E13.5 sont détectés dans toutes les matrices 

biologiques, à des niveaux parfois très similaires au THC, comme dans le foie maternel et le 

placenta.  

Plusieurs hypothèses peuvent être émises pour expliquer les différences drastiques des 

niveaux des différents phytocannabinoïdes observées à E13.5 et E15.5.  

Dans les deux groupes, les souris sont traitées le matin des prélèvements. Les différences de 

quantités du CBD et du THC ne peuvent donc pas être expliquées par une différence du 

temps entre l’administration du mélange de CBD et de THC et la collecte du sérum maternel 
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et des différents tissus maternels et embryonnaires. En revanche, les dosages par HPLC des 

phytocannabinoïdes dans les échantillons à E13.5 et à E15.5 n’ont pas été effectués au cours 

de la même expérimentation. On ne peut exclure un effet des appareils et des 

expérimentateurs ayant traité nos échantillons sur la variabilité de la détection des 

différents phytocannabinoïdes.  

Chez l’homme, plusieurs études ont décrit qu’une exposition chronique au CBD ou au THC 

entraine des changements pharmacocinétiques de ces phytocannabinoïdes. Ainsi, il a été 

montré que des consommateurs réguliers de cannabis peuvent présenter une augmentation 

de la Cmax plasmatique et de la demi-vie du THC et de ses métabolites (Hunt and Jones, 

1980; Johansson et al., 1988; Skopp and Potsch, 2008; Toennes et al., 2008). Une 

augmentation de la demi-vie du CBD a également été observée chez des hommes après une 

exposition prolongée (Consroe et al., 1991). En conséquence, il a été mis en évidence dans 

plusieurs études que les niveaux basals et après une consommation de THC, de THC et de ses 

métabolites chez des hommes consommateurs réguliers de cannabis, sont plus hauts que 

des hommes qui ne sont pas des consommateurs réguliers (pour revue : Colizzi and 

Bhattacharyya, 2018). De façon cohérente à nos observations, une étude chez le rat a mis en 

évidence que l’administration de CBD et de THC pendant 21 jours entraine une 

augmentation de la concentration de TCOOH et une augmentation de CBD dans le plasma 

par rapport l’administration d’une dose unique (Klein et al., 2011). Ce phénomène pourrait 

s’appliquer chez la souris. Si seulement 48 heures d’exposition séparent les individus traités 

jusqu’à E13.5 des individus traités jusqu’à E15.5, cette période constitue 10% de la gestation 

chez la souris. Une exposition au CBD et au THC jusqu’à E15.5 pourrait s’apparenter à une 

exposition prolongée, par rapport à une exposition jusqu’à E13.5. Les différences entre les 

quantités du CBD et du THC entre E13.5 et E15.5 pourraient ainsi être expliquées par des 

modifications des propriétés pharmacocinétiques de ces molécules, entrainées par la 

prolongation de l’exposition.  

Chez l’homme, il a été montré qu’une exposition chronique au THC entraine son 

accumulation dans les tissus adipeux. Il peut ensuite être redistribué progressivement dans 

la circulation générale (Johansson et al., 1989), entrainant la prolongation de sa demi-vie 

observée chez des consommateurs réguliers de cannabis. Chez la souris également, il a été 

observé que le THC est capable de s’accumuler dans les graisses, dans lesquelles il peut être 
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trouvé jusqu’à 24 heures après une administration unique de THC (Freudenthal et al., 1972; 

Harbison and Mantilla-Plata, 1972; Kennedy and Waddell, 1972). Une étude a récemment 

observé que l’administration quotidienne sous-cutanée d’un mélange de CBD et de THC à 1 

mg/kg par jour chez la souris pendant 28 jours entraine l’accumulation du CBD et du THC 

dans les graisses, dans lesquelles ils peuvent rester jusqu’à 42 jours pour le CBD et 50 jours 

pour le THC (Nidadavolu et al., 2021). Dans notre modèle, l’exposition jusqu’à E15.5 d’un 

mélange de CBD et de THC pourraient entrainer leur accumulation dans les graisses, d’où ils 

seraient relâchés progressivement, retardant leur métabolisation hépatique et leur 

élimination. Il serait particulièrement pertinent dans notre étude de pouvoir doser le THC, 

ses métabolites et le CBD dans les tissus adipeux de souris à E13.5 et E15.5 pour répondre à 

cette hypothèse.  

En plus du foie et des tissus adipeux, il a été mis en évidence que l’administration de CBD et 

de THC chez la souris et le rat entraine leur accumulation dans d’autres tissus, tels que le 

cerveau, les reins, les muscles, l’intestin, les glandes surrénales, et les glandes mammaires et 

le corps jaune chez la femelle gestante (Harbison and Mantilla-Plata, 1972; Kennedy and 

Waddell, 1972; Freudenthal et al., 1972; Hložek et al., 2017). Des quantités variables de CBD 

et de THC sont observées dans les tissus selon le mode d’administration et les doses 

administrées. Il serait intéressant dans notre modèle, d’analyser à E13.5 et à E15.5 

l’accumulation de ces phytocannabinoïdes dans d’autres tissus maternels. De la même 

manière que leur accumulation dans les tissus adipeux, leur présence dans ces tissus 

pourrait expliquer la prolongation de leur détection dans le plasma et le foie maternel à 

E15.5.  

A E13.5, le TOH et le TCOOH n’ont pas été détectés dans les tissus maternels, à 

l’exception d’un individu. Les hauts niveaux de THC, de TOH et de TCOOH à la fois dans le 

sérum et dans le foie maternel à E15.5 suggère un ralentissement de la métabolisation du 

THC et/ou de l’élimination de ses métabolites.  

Il a été mis en évidence chez l’homme que le CBD et le THC peuvent altérer l’expression et 

l’activité d’enzymes hépatiques CYP450 (Nasrin et al., 2021). Cet effet du CBD et du THC sur 

les enzymes CYP450 a également été observé chez le rongeur (Zendulka et al., 2016). Une 

exposition au CBD et au THC jusqu’à E15.5 dans notre modèle pourrait altérer l’expression et 

l’activité d’enzymes CYP450, ralentissant leur propre métabolisation.  
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De plus, il est décrit chez la femme enceinte que l’expression et l’activité d’enzymes 

participant à la métabolisation du THC et du CBD comme CYP2C19, CYP3A4 et certaines UGT, 

sont modifiées au cours de la grossesse (Ward and Varner, 2019). Chez la souris également, 

des études ont mis en évidence une modification dans le foie maternel au cours de la 

gestation de l’expression d’enzymes CYP450 qui participent à la métabolisation du THC et du 

CBD, comme CYP1A2 et CYP3A4 (Koh et al., 2011; Shuster et al., 2013). Les caractéristiques 

de la métabolisation (vitesse, efficacité) du THC et du CBD chez les souris gestantes 

pourraient être modulées entre E13.5 et E15.5. Ceci expliquerait l’observation de fortes 

quantités de THC, de ses métabolites et du CBD dans le plasma et le foie maternel à 15.5, par 

rapport à E13.5. Pour répondre à cette hypothèse, il serait intéressant d’étudier dans notre 

modèle l’expression et l’activité d’enzymes CYP450 dans le foie maternel de souris traitées 

avec un mélange de CBD et de THC jusqu’à E15.5 par rapport aux souris traitées jusqu’à 

E13.5 et celles en condition contrôle.  

 Comme à E13.5, nous avons mis en évidence que le CBD et le THC sont capables de 

traverser le placenta et d’atteindre le compartiment embryonnaire.  

A E15.5 nos données ont montré une augmentation significative de la quantité de THC dans 

le placenta (2,68 fois plus) par rapport au sérum maternel. Nous avons également observé 

une augmentation significative des quantités de CBD (3,75 fois plus) dans le foie 

embryonnaire par rapport au sérum maternel. A l’inverse de nos observations à E13.5, nous 

avons mis en évidence que les deux métabolites principaux du THC, le TOH et le TCOOH sont 

présents dans le placenta et le foie embryonnaire. Il a déjà été montré dans la littérature 

chez la souris (Freudenthal et al., 1972) et le rat (Baglot et al., 2022) que certains 

métabolites du THC sont capables d’atteindre le compartiment fœtal. Nous avons observé 

que les quantités de TOH dans le foie embryonnaire sont significativement plus hautes (5,56 

fois plus) par rapport au sérum maternel. Enfin, les niveaux de TCOOH sont significativement 

plus importants dans le foie embryonnaire par rapport au foie maternel (2,6 fois plus) et par 

rapport au placenta (2,72 fois plus).  

Ces données peuvent indiquer que l’organisme maternel et le placenta à E15.5 limitent 

moins efficacement l’embryon au THC, à ses métabolites et au CBD. Une étude a mis en 

évidence que l’administration intrapéritonéale de souris avec 5mg/kg par jour de THC de 

E5.5 à E18.5 entraine des altérations histologiques placentaires (Chang et al., 2017). De plus, 
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l’altération de la signalisation du récepteur CB1, par l’extinction de son expression, entraine 

l’altération de la prolifération, de la différenciation et de l’invasion des cellules placentaires 

chez la souris (Sun et al., 2010). De façon additionnelle à une diminution de la 

métabolisation du CBD et du THC et/ou de l’élimination de leurs métabolites par l’organisme 

maternel, l’exposition du placenta à des ligands exogènes du système des ECB, comme le 

CBD et le THC, pourrait perturber la physiologie placentaire, diminuant ses capacités de 

barrière. En conséquence, des molécules environnementales comme le THC, le TOH, le 

TCOOH et le CBD pourraient passer d’autant plus et s’accumuler dans les tissus 

embryonnaires.  

Chez la souris, il a été suggéré que l’organisme fœtal est capable de métaboliser le Δ9-THC 

(Freudenthal et al., 1972). De même, le placenta et le foie fœtal murin expriment des 

enzymes CYP450 (Choudhary et al., 2005; Hart et al., 2009; Peng et al., 2012, 2013; Shuster 

et al., 2013; Ochiai et al., 2016). L’augmentation significative des quantités de THC, de TOH 

et de TCOOH dans le placenta ou le foie embryonnaire par rapport au sérum maternel 

pourrait également découler d’une acquisition par ces tissus de leur capacité à métaboliser 

le THC. Il serait pertinent d’étudier l’expression et l’activité des enzymes de métabolisation 

du THC dans le placenta et le foie embryonnaire pour estimer leur capacité à dégrader le 

THC. 

Il a été montré dans le fœtus de singe que le Δ9-THC était retrouvé dans le plasma, la 

rate, le poumon, le cerveau, le rein, le foie, les glandes surrénales, le thymus et le testicule 

du fœtus, 3 heures après une administration maternelle de 0,3 mg/kg de Δ9-THC par 

intraveineuse (Bailey, 1987). Si nous avons observé une accumulation de THC, du TOH, du 

TCOOH et du CBD dans le foie embryonnaire, il serait intéressant d’analyser leur présence 

dans d’autres organes embryonnaires, en particulier dans le testicule pour notre étude.  

 Une analyse supplémentaire intéressante dans le cadre de notre étude serait la 

description de la présence et de la localisation des métabolites du CBD. N’ayant pas les 

mêmes effets physiologiques, il serait en effet judicieux d’appréhender si la molécule 

majoritaire présente dans les tissus est le CBD ou si ce sont ses métabolites.  
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4.  L’interaction entre phytocannabinoïdes et ECB 
 

Les dosages par HPLC des ECB ont mis en évidence que l’administration de 5 mg/kg 

d’un mélange de CBD et de THC à des souris gestantes de E6.5 à E13.5 ne modifie pas 

significativement les quantités de d’AEA, de 2-AG, d’OEA ou de PEA dans le sérum maternel, 

le foie maternel, le placenta ou le foie embryonnaire. Dans une étude récente chez le rat, 

l’exposition au THC de rattes gestantes n’affecte pas les niveaux d’ECB dans le cerveau des 

fœtus (Baglot et al., 2022).  

Il serait à présent pertinent d’étudier si le CBD et le THC sont capables d’altérer les quantités 

d’ECB à E15.5, là où les niveaux de ces phytocannabinoïdes sont significativement plus 

importants. Dans le foie de souris adulte, il a en effet été montré que le traitement in vitro 

d’hépatocytes avec du THC entraine une augmentation des niveaux d’AEA et de 2-AG 

(McIntosh et al., 2018). Une autre étude a mis en évidence que des souris traitées avec 5 

mg/kg par jour de THC par injection intrapéritonéale de E5.5 à E18.5 entraine l’altération de 

la quantité d’ARNm et de protéines de CB1 et de CB2 dans le placenta (Chang et al., 2017).  

Il est prévu d’analyser par qPCR si l’exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC 

entraine une altération de l’expression des composants du système des ECB dans plusieurs 

tissus à E13.5 et E15.5, dont le testicule. Nos premiers résultats n’indiquent pas d’impact 

d’une exposition au CBD et au THC sur l’expression de CB1 ou CB2 à E13.5 mais montrent 

une diminution de l’expression de l’enzyme FAAH à E13.5 (données non publiées). 

 

5.  Les gonocytes  
 

L’exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC à 5 mg/kg par jour de E6.5 à 

E15.5 n’altère pas visiblement l’histologie du testicule embryonnaire à E15.5.   

Chez la souris, les gonocytes sont prolifératifs jusqu’à E14.5 où ils rentrent en 

quiescence (Western et al., 2010). A un âge où les gonocytes sont prolifératifs, nous avons 

regardé si l’exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC pouvait altérer leur 

prolifération et leur nombre total. Le nombre total de gonocytes et le pourcentage de 
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gonocytes en phase S du cycle cellulaire ont été déterminés après des immunofluorescences 

sur des testicules embryonnaires à E13.5, dont les mères ont été exposées à un mélange de 

CBD et de THC à 5 mg/kg par jour de E6.5 à E13.5. Ces deux paramètres ne varient 

significativement pas avec la condition contrôle. De façon cohérente, les qPCR effectuées sur 

des testicules embryonnaires à E13.5 n’ont pas mis en évidence de modification de 

l’expression de deux gènes codant pour des protéines impliquées dans le cycle cellulaire, 

CDKN1B et CCND3. Il semblerait donc que l’exposition gestationnelle à un mélange de CBD 

et de THC de E6.5 à E13.5 ne modifie pas significativement la prolifération des gonocytes à 

E13.5, ce qui se traduit un nombre total de gonocytes équivalent à celui de la condition 

contrôle.  

 Chez la souris, les gonocytes restent en quiescence de E14.5 jusqu’à après la 

naissance (Hilscher et al., 1974). A un âge où les gonocytes sont théoriquement tous en 

quiescence, nous avons regardé si une exposition maternelle avec un mélange de CBD et de 

THC pouvait résulter en une modification de leur prolifération, censée être très faible à cet 

âge et de leur nombre total. Le nombre total de gonocytes et le pourcentage de gonocytes 

en phase S du cycle cellulaire ont donc été déterminés après des immunofluorescences sur 

des testicules embryonnaires à E15.5, dont les mères ont été exposés à un mélange de CBD 

et de THC à 5 mg/kg par jour de E6.5 à E15.5. Nous avons observé une augmentation non 

significative du nombre total de gonocytes en condition traitée par rapport à la condition 

contrôle. Le pourcentage de gonocytes en phase S du cycle cellulaire n’est pas 

significativement modifié. Afin d’étendre les phases du cycle cellulaire analysées, nous avons 

déterminé le pourcentage de gonocytes de cellules en phase G1/S du cycle cellulaire dans 

des testicules embryonnaires à E15.5, dont les mères ont été exposés à un mélange de CBD 

et de THC à 5 mg/kg par jour de E6.5 à E15.5. Nous avons mis en évidence une augmentation 

significative du nombre de gonocytes prolifératifs par rapport à la condition contrôle.  

Nous avons ensuite regardé par qPCR si l’expression de deux facteurs de régulation du cycle 

cellulaire, CDKN1B et CCND3, était modifiée dans des testicules embryonnaires à E15.5 dont 

les mères ont été exposées à un mélange de CBD et de THC à 5 mg/kg par jour de E6.5 à 

E15.5. CDKN1B est un facteur inhibiteur de l’entrée en phase G1 du cycle cellulaire tandis 

que CCND3 est un régulateur positif de la transition G1/S du cycle cellulaire (Matsushime et 
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al., 1994; Meyerson and Harlow, 1994), dont l’activité est inhibée dans les cellules 

quiescentes. 

 De façon cohérente avec nos résultats d’immunofluorescence, l’exposition du testicule 

embryonnaire à E15.5 à un mélange de CBD et de THC entraine une diminution significative 

de l’expression de CDKN1B. Il semblerait que l’exposition maternelle à un mélange de CBD et 

de THC entraine une levée de l’inhibition de l’entrée dans le cycle cellulaire des gonocytes, 

se traduisant par un ralentissement de leur entrée en quiescence. Ceci entraine une 

augmentation de la proportion de gonocytes toujours dans le cycle cellulaire à E15.5, qui 

résulte en une tendance à l’augmentation de leur nombre total. 

Nos résultats de qPCR ont également mis en évidence que l’exposition maternelle à un 

mélange de CBD et de THC entraine la diminution significative de l’expression de CCND3 

dans les testicules embryonnaires à E15.5. De plus, nos résultats d’immunofluorescence ont 

indiqué que le traitement maternel à un mélange de CBD et de THC entraine à E15.5 une 

augmentation significative du nombre des gonocytes en phase G1/S mais ne modifie pas le 

nombre de gonocytes en phase S. L’ensemble de ces données suggère que l’exposition au 

CBD et au THC altère l’entrée en quiescence des gonocytes, les faisant rentrer en phase G1 

du cycle cellulaire, mais qu’ils ne sont pas capables de progresser en phase S. Il est probable 

que les facteurs intrinsèques et environnementaux des gonocytes à E15.5 ne soient pas 

favorables à leur progression dans le cycle cellulaire, à un âge où ils sont censés être en 

quiescence. La diminution de l’expression de CCND3 pourrait traduire un mécanisme de 

compensation de la perte de CDKN1 dans les cellules, évitant un emballement de la 

prolifération cellulaire et l’augmentation significative de leur nombre total. L’expression 

d’autres cyclines impliquées dans la transition G1/S du cycle cellulaire pourrait être 

investiguée par qPCR. 

La régulation du cycle cellulaire des cellules germinales est essentielle dans le testicule 

embryonnaire. Il a ainsi été montré qu’un défaut de ce mécanisme peut conduire à une sur-

prolifération et le développement de TGCT (tératomes) chez la souris (Heaney et al., 2012; 

Bustamante-Marín et al., 2013). L’altération de l’expression de CDKN1B a été observée dans 

le développement tumoral dans plusieurs tissus chez la souris et chez l’homme (pour revue : 

Sgambato et al., 2000; Belletti et al., 2005). Chez l’homme, une diminution de l’expression 

de CDKN1B a été observée dans certains types de TGCT (Hennenlotter et al., 2011; Miyai et 
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al., 2012). L’altération de l’expression de CDKN1B dans les testicules embryonnaires murins à 

E15.5 après une exposition maternelle à un mélange de CBD et de THC pourrait de façon 

hypothétique rendre les cellules germinales susceptibles à une transformation tumorale. Il 

serait intéressant de voir si cet effet du traitement CBD/THC sur les gonocytes murins à 

E15.5 est temporaire. L’effet de ce traitement gestationnel sur les spermatogonies 

indifférenciées dans le testicule post-natal est en cours d’évaluation dans notre équipe.  

Il est important de garder à l’esprit que les qPCR sont réalisés sur des tissus entiers. Une 

étude a récemment rapporté que le traitement de cellules de Sertoli murines adultes avec 

10 µM de CBD entraine une diminution de leur prolifération, associée avec un blocage de la 

transition G1/S du cycle cellulaire et une diminution de l’expression de plusieurs cyclines, 

dont CCND3 (Li et al., 2022). La modification de l’expression de CCND3 et CDKN1B pourrait 

également concerner les cellules de Sertoli. La prolifération et la viabilité de ces cellules 

seront donc prochainement investiguées.  

Enfin, chez la souris, l’entrée en quiescence des gonocytes est simultanée avec une 

perte progressive de leur caractère pluripotent. Nous avons donc étudié par qPCR 

l’expression de deux gènes spécifiques des gonocytes, impliqués dans le maintien de l’état 

indifférencié des cellules germinales, NANOS3 et POU5F1. POU5F1 est exprimé dans les PGC, 

les gonocytes puis dans les pro-spermatogonies au cours du développement (Pesce et al., 

1998), dans lesquelles il jouerait un rôle dans leur survie (Kehler et al., 2004). POU5F1 est 

également exprimé dans les spermatogonies indifférenciées chez l’adulte (Filipponi et al., 

2007) dans lesquelles il serait impliqué dans le maintien du caractère germinal et de l’état 

indifférencié (Dann et al., 2008; Zheng et al., 2016). Dans le testicule embryonnaire, NANOS3 

est un gène impliqué dans la survie des PGC (Tsuda et al., 2003; Suzuki et al., 2008). Son 

expression diminue à partir de E14.5 puis ré-apparait après la naissance dans les 

spermatogonies indifférenciées (Lolicato et al., 2008) où il jouerait un rôle dans le maintien 

de l’état indifférencié des spermatogonies (Inoue et al., 2022). L’expression de ces gènes 

n’est pas affectée dans les testicules embryonnaires à E15.5 exposés à un mélange de CBD et 

de THC au cours de la gestation. En revanche, dans les testicules embryonnaires à E13.5 

exposés à un mélange de CBD et de THC au cours de la gestation, l’expression de POU5F1 est 

significativement diminuée par rapport à la condition contrôle, et celle de NANOS3 est 

diminuée de façon très proche de la significativité. La diminution de l’expression de POU5F1, 
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et de NANOS3 dans une moindre mesure, dans les gonocytes murins à E13.5 suggère une 

altération de l’état indifférencié et de la survie des gonocytes. Le nombre total de gonocytes 

à E13.5 n’étant pas significativement différent par rapport à la condition contrôle, et 

l’expression de ces gènes n’étant pas altérée à E15.5, cet effet semble être temporaire.  

 

 En conclusion, notre étude a montré que l’exposition maternelle de souris gestantes 

avec un mélange de CBD et de THC à une dose de 5 mg/kg par jour de E5.5 à E13.5 ou E15.5 

entraine des perturbations de la physiologie des cellules germinales. Contrairement à 

d’autres études chez la souris gestante, la dose employée dans cette étude peut refléter une 

exposition humaine thérapeutique à du CBD et du THC.  

La description complète de l’expression du système des ECB, en particulier des récepteurs 

CB1 et CB2 dans les testicules embryonnaires à E13.5 et E15.5, nous permettra de formuler 

des hypothèses mécanistiques de l’action du CBD et du THC sur les gonocytes aux différents 

âges embryonnaires. 

Le modèle murin nous permet de prendre compte un grand nombre de paramètres 

physiologiques tel que le passage materno-fœtal des phytocannabinoïdes, leur potentielle 

métabolisation par différents tissus avant d’arriver au testicule fœtal, ainsi que leurs effets 

possibles au niveau central des embryons. En revanche, des différences entre la physiologie 

de l’organisme murin et humain ne peuvent être exclues, rendant compliqué de transposer 

nos résultats à l’humain.  

 

D) Perspectives 

 

Nos résultats montrent ici un impact du traitement CBD et THC sur les cellules 

germinales embryonnaires pouvant altérer la mise en place de la spermatogenèse. L’autre 

fonction primordiale du testicule qui se met également en place au cours du développement 

est la stéroïdogenèse. Des études chez le rongeur ont mis en évidence qu’une exposition au 

CBD ou au THC au cours de la gestation peut altérer les sécrétions hormonales de l’axe HHT 

(Dalterio and Bartke, 1981; Dalterio et al., 1984b; Dalterio and deRooij, 1986a; Murphy et al., 



365 
 

1995). Comme il a été fait dans ces études, le dosage de testostérone et de LH pourrait être 

effectué sur des embryons entiers à E13.5 et E15.5, dont les mères ont été exposées au 

mélange de CBD et de THC, nous donnant une information de l’impact du traitement sur la 

synthèse de ces hormones. Il serait également intéressant d’étudier l’impact de notre 

traitement sur l’expression des récepteurs à la GnRH au niveau central de l’embryon, et il 

prévu d’étudier l’expression du récepteur à la LH dans le testicule embryonnaire. Nos 

premiers résultats indiquent une diminution de l’expression du récepteur à la LH dans le 

testicule embryonnaire à E13.5 après une exposition maternelle à 5mg/kg par jour d’un 

mélange de CBD et de THC de E6.5 à E13.5 (données non publiées). L’expression de gènes 

impliqués dans la stéroïdogenèse dans le testicule embryonnaire pourra également être 

investiguée par qPCR.  

Afin de caractériser les impacts d’une exposition au CBD et au THC au cours du 

développement sur l’individu à long terme, les effets de ce traitement gestationnel à 

différents âges post-natals sont en cours d’analyse dans notre équipe. L’établissement et la 

progression des premières vagues de spermatogenèse, ainsi que la fertilité à l’âge adulte et 

chez la souris plus âgées seront étudiés.  
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La consommation mondiale de cannabis est en hausse ces 10 dernières années (United 

Nations Office on Drugs and Crime, 2022). Cette observation est établie dès 2007, avant 

l’implémentation de sa légalisation dans les pays concernés. Cependant, le changement du 

statut légal du cannabis récréationnel et thérapeutique notamment au Canada et aux USA, 

pourrait être en partie responsable de cette augmentation en raison d’une perception 

amoindrie des risques accrue de la disponibilité du produit (Martins et al., 2016; Smart and 

Pacula, 2019; Hall and Lynskey, 2020; Fischer et al., 2021; Chiu et al., 2021).  

Si l’écart entre les consommateurs de sexe masculin et féminin reste relativement élevé 

(15,2% d’usagers dans l’année contre 7,5% d’usagères dans l’année en 2020, OFDT Drogues 

et addictions, Chiffres clés, 2022), une augmentation du nombre des femmes 

consommatrices a été observée en France (OFDT Drogues et addictions, Chiffres clés, 2022) 

et dans le monde (United Nations Office on Drugs and Crime, 2022). De façon alarmante, 

une augmentation de la prévalence de femmes consommatrices de cannabis pendant la 

grossesse a été observée dans le monde ces 20 dernières années (Brown et al., 2017; Young-

Wolff et al., 2017; Alshaarawy and Anthony, 2019; United Nations Office on Drugs and 

Crime, 2022). Au Canada et dans certains états des USA, une corrélation a été établie entre 

la légalisation de la consommation de cannabis et une augmentation de la prévalence de 

femmes consommatrices pendant la grossesse (Skelton et al., 2020, 2021; Bayrampour and 

Asim, 2021), en partie due à une diminution de la perception des risques.  

La consommation de cannabis ayant été corrélée avec l’augmentation de l’incidence des 

tumeurs testiculaires des cellules germinales (TGCT) chez l’homme, la compréhension des 

effets d’une exposition au cannabis sur le testicule adulte mais aussi lors du développement 

des cellules germinales au cours de la vie fœtale, est nécessaire. Dans ce contexte, notre 

étude a visé à décrire les effets des deux composants majoritaires du cannabis, le Δ9-THC et 

le CBD, sur la physiologie testiculaire adulte et fœtale. L’ensemble des travaux présentés 

dans ce manuscrit présente les effets d’une exposition au Δ9-THC et au CBD et ne peut 

rendre compte des effets potentiels d’autres composés du cannabis tels que les tarpènes.  

L’étude in vivo de l’effet du cannabis sur le testicule humain adulte et fœtal étant 

impossible, des modèles humains in vitro et ex vivo et des modèles animaux in vivo sont 

nécessaires pour permettre l’étude des nombreux mécanismes en jeu (Jorgensen et al., 

2021).  
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Nous avons en premier lieu analysé l’impact du Δ9-THC et du CBD sur le testicule humain 

adulte et fœtal ex vivo. Nous avons montré l’absence apparente d’effets directs d’une 

exposition de 48 heures et de 9 jours à du Δ9-THC et/ou du CBD sur la physiologie du 

testicule adulte humain. En revanche, l’exposition au Δ9-THC et/au CBD du testicule fœtal 

humain entraine, dès 72 heures de culture, des modifications de l’apoptose et de la 

prolifération cellulaire ainsi que la perturbation de sécrétions hormonales indispensables à la 

différenciation des cellules testiculaires et des tissus impliqués dans la fonction reproductive. 

Nos résultats indiquent également que ces effets peuvent être exacerbés après 14 jours de 

culture. Ces observations laissent présager d’altérations ultérieures de la mise en place de la 

fonction reproductive in vivo, pouvant entrainer des pathologies plus ou moins sévères chez 

l’individu.  

De façon complémentaire à ces études où le tissu testiculaire est exposé de façon 

direct au Δ9-THC et au CBD, nous avons conduit une étude in vivo chez la souris afin de 

prendre en compte un ensemble de paramètres tel que le passage placentaire, la 

métabolisation des phytocannabinoïdes avant d’atteindre le testicule et les potentiels effets 

au niveau central. Nos résultats ont mis en évidence le passage placentaire du Δ9-THC et du 

CBD après une exposition maternelle, ainsi que des effets de ce traitement au niveau de la 

physiologie des gonocytes murins. Les conséquences de ce traitement gestationnel sur les 

individus adultes après la naissance sont en cours d’investigation dans l’équipe.  

Nous avons étudié l’effet direct du Δ9-THC et CBD sur le testicule fœtal humain de la 

fin de premier trimestre. Lors de notre étude in vivo, nous avons investigué l’impact d’une 

exposition maternelle sur le testicule embryonnaire jusqu’à plus des deux tiers de la 

gestation chez la souris. Lors de ces deux études, nous avons observé des effets 

apparemment opposés sur les gonocytes. L’exposition au Δ9-THC et au CBD a eu un effet 

néfaste sur la prolifération et la viabilité des cellules dans le testicule fœtal humain tandis 

que cette exposition a entrainé une augmentation de la prolifération des gonocytes dans le 

testicule embryonnaire murin. La voie d’exposition et la période d’exposition du testicule au 

cours du développement étant différente entre nos deux études, la comparaison entre les 

résultats obtenus sur le testicule humain et murin lors de ces études est ardue. C’est 

l’accumulation de données d’études utilisant des modèles complémentaires, présentant 
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chacun leurs avantages et leurs inconvénients, qui permet d’évaluer les effets d’une 

exposition in vivo au Δ9-THC et au CBD sur le testicule fœtal humain lors de la gestation. 
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Titre : Impact de deux phytocannabinoïdes, le Δ9-THC et le CBD, utilisés à des fins récréatives et thérapeutiques, sur la physiologie 
du testicule 
Mots clés : Testicule – Tumeurs testiculaires des cellules germinales – Système endocrinien – Cannabinoïdes – THC – CBD. 
 

Aujourd’hui, les débats s’intensifient dans le monde pour la 
légalisation du cannabis à usage récréationnel ou thérapeutique. 
Un risque accru de développer des tumeurs testiculaires des 
cellules germinales a été établi chez les consommateurs de 
cannabis. Cependant, il existe encore des preuves contradictoires 
de l’association entre la consommation de cannabis et de faibles 
niveaux de testostérone ainsi que l’altération de paramètres 
spermatiques. Dans ce contexte, nous avons dans un premier 
temps investigué l’impact d’une exposition aux deux principaux 
composants du cannabis, le (−)-Δ9-trans-tetrahydrocannabinol 
(Δ9-THC) et le cannabidiol (CBD) sur la physiologie du testicule 
humain adulte. Des explants testiculaires adules provenant de 
donneurs post-mortem ont été cultivés en culture organotypique 
et exposés au Δ9-THC, au CBD ou un à un mélange équimolaire 
de CBD et de Δ9-THC de 10-9M à 10-5M pendant 48h ou 9 jours. 
La morphologie, la sécrétion de testostérone, le nombre de 
cellules apoptotiques et prolifératives, ainsi que l’expression de 
gènes impliqués dans les fonctions des cellules de Sertoli et de 
Leydig, et dans la différenciation des cellules germinales et la 
méiose ne sont affectés par aucun traitement. Ces résultats 
suggèrent l’absence d'effets directs d’une exposition au CBD 
et/ou au Δ9-THC sur les fonctions testiculaires après 48h ou 9 
jours d’exposition.  

Le cannabis étant la drogue la plus consommée chez la 
femme enceinte, nous avons ensuite investigué la capacité du 
Δ9-THC et du CBD à perturber la physiologie du testicule fœtal. 

 

De manière inédite, nous avons caractérisé l’expression des 
composants du système des endocannabinoïdes (ECB), qui inclut 
les enzymes de synthèse et de dégradation des ligands 
endogènes, et des récepteurs, avec lesquels le Δ9-THC et le CBD 
interagissent. Les récepteurs et les enzymes de synthèse et de 
dégradation du système des ECB sont exprimés dans le testicule 
fœtal humain. Des explants testiculaires fœtaux provenant de 
prélèvements d’interruptions volontaires de grossesse de 
premier trimestre ont été cultivés en culture organotypique et 
exposés au Δ9-THC, au CBD ou un à un mélange équimolaire de 
CBD et de Δ9-THC de 10-9M à 10-5M pendant 72h ou 14 jours. 
L’exposition au Δ9-THC et/ou au CBD a entrainé une altération de 
la prolifération et de la viabilité cellulaire dans le tissu, ainsi que 
la sécrétion de testostérone par les cellules de Leydig et la 
sécrétion d’Anti-Müllerian Hormone (AMH) par les cellules de 
Sertoli. Des analyses transcriptomiques par Bulk RNA barcoding 
and sequencing ont montré l’altération de l’expression de 187 
gènes dans les explants testiculaires exposés au Δ9-THC et/ou au 
CBD, impliqués dans le métabolisme du cholestérol, la réponse 
aux substances toxiques et la régulation du cycle cellulaire. Enfin, 
l’exposition de souris Swiss gestantes à 5 mg/kg par jour d’un 
mélange de Δ9-THC et de CBD pendant la période de 
développement testiculaire entraine l’altération de la 
prolifération et de la différenciation des gonocytes. Dans 
l’ensemble, nos résultats illustrent les potentiels effets négatifs 
d’une consommation maternelle de cannabis au cours de la 
grossesse sur le développement de la fonction reproductive.
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Cannabis legalization for recreational and therapeutic 
purposes has been actively debated worldwide. An increased risk 
of developing testicular germ cell tumors has been established in 
cannabis users. However, there is still conflicting evidence of the 
association between cannabis use and low testosterone levels as 
well as altered sperm parameters in man. In this context, we 
investigated the impact of an exposure to the two main cannabis 
components, the (−)-Δ9-trans-tetrahydrocannabinol (Δ9-THC) 
and the cannabidiol (CBD) on adult human testicular physiology. 
Adult testicular explants obtained from multi-organ donors were 
cultivated in organotypic culture and exposed to Δ9-THC, CBD or 
an equimolar mixture of Δ9-THC and CBD (Δ9-THC/CBD) from 10-

9M to 10-5M for up to either 48h or 9 days. The tissue 
morphology, the testosterone secretion, the number of 
apoptotic and proliferative cells, as well as the expression of 
genes involved in germ cell differentiation, meiosis, and Sertoli 
and Leydig functions were not affected in any conditions. Our 
results show an absence of acute direct effects of a Δ9-THC 
and/or CBD exposure on adult testicular functions after 48h or 9 
days.  

As cannabis is the most commonly used drug in pregnant 
women, we next investigated ability of Δ9-THC and CBD to 
disrupt human fetal testicular physiology. We characterized for 

the first time the expression of the endocannabinoid system 
components, composed of endogenous ligands synthesis and 
degradation enzymes and receptors with which Δ9-THC and CBD 
interact. Fetal testicular explants from first-trimester termination 
of pregnancy samples were cultivated in organotypic culture and 
exposed to Δ9-THC, CBD, or Δ9-THC/CBD from 10-7M to 10-5M for 
up to either 72h or 14 days. Exposure to Δ9-THC and/or CBD 
resulted in altered cell proliferation and viability, as well as 
testosterone secretion by Leydig cells and Anti-Müllerian 
Hormone (AMH) secretion by Sertoli cells. Transcriptomic 
analyses by Bulk RNA barcoding and sequencing on exposed 
versus unexposed fetal testis explants showed 187 differentially 
expression genes, some of which involved in cholesterol 
metabolism, response to toxic substances and cell cycle 
regulation.  

Finally, exposure of pregnant Swiss mice 5 mg/kg per day of 
a mixture of Δ9-THC and CBD during testicular development 
resulted in histological and transcriptomic alterations in the 
proliferation and differentiation of gonocytes. 

Overall, our results support a potential adverse effect of 
cannabis consumption in pregnant women on the male 
reproductive function development.  



 

 




