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Fig. 1. Phylogénie des Métazoaires. Les Cnidaires représentent le groupe le plus basal des Métazoaires. 

Parmi les Bilatériens, les Protostomiens sont le clade frère des Deutérostomiens et se subdivisent en 

deux clades que sont les Lophotrochozoaires (Annélides, Mollusques, …) et les Ecdysozoaires (vers 

plats, insectes, crustacés, …). Au niveau des Deutérostomiens, les Tuniciers sont considérés comme le 

clade frère des Vertébrés qui regroupe les Chondrichtyens (Vertébrés à squelette cartilagineux avec 

les chimères, les raies et les requins) et les Ostéichtyens (Vertébrés à squelette osseux). Le clade des 

Ostéichtyens est subdivisé en deux groupes, celui des Actinoptérygiens (Cladistiens, Chondrostéens, 

Ginglymodes, Halécomorphes, Téléostéens) et des Sarcoptérygiens (Cœlacanthe, amphibiens, oiseaux, 

Mammifères, …). Au cours de l’évolution, deux duplications globales du génome (1R et 2R) ont eu lieu 

à la base de la lignée des Vertébrés. Une troisième duplication globale du génome (3R) s'est produite 

à la base de la lignée des Téléostéens et une quatrième (4R) s'est produite à la base de la lignée des 

Salmonidés. Les illustrations d'animaux sont utilisées avec l'autorisation de http://phylopic.org. 

Communication personnelle. 
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I. Phylogénie des Métazoaires 

La caractérisation des systèmes neuroendocrines impliqués dans la régulation de la 

reproduction au niveau de groupes phylogénétiques peu étudiés est un axe de recherche à 

part entière. Les données obtenues par l’étude d’une espèce modèle peuvent être extrapolées 

aux autres espèces du même clade et être inclues dans un contexte évolutif. Ce type 

d’approche permet d’appréhender l’histoire évolutive des systèmes, de leur émergence à la 

mise en place des structures les plus complexes. Afin de présenter les différentes données 

issues de la bibliographie sous forme d’une approche comparée et évolutive, il apparait 

nécessaire de présenter l’arbre phylogénétique des Métazoaires. Les Métazoaires regroupent 

les Cnidaires (anémones, méduses et coraux) et les Bilatériens (Fig. 1). Les Bilatériens sont le 

principal clade des Métazoaires et rassemblent des espèces à symétrie bilatérale (au moins au 

stade embryonnaire) et à trois couches de tissus embryonnaires (endoderme, mésoderme, 

ectoderme), d’où leurs appellations de triploblastiques. Les Bilatériens sont subdivisés en 

deux clades majeurs, celui des Deutérostomiens comprenant les Chordés (Céphalochordés, 

Tuniciers et Vertébrés) et celui des Protostomiens comprenant les larges groupes des 

Ecdysozoaires (vers plats, insectes, crustacés, …) et des Lophotrochozoaires (annélides, 

mollusques, …) (Nosenko et al., 2013). Les Vertébrés, quant à eux, regroupent plusieurs 

groupes d’espèces dont le groupe le plus basal est celui des Cyclostomes (anciennement 

Agnathes), regroupant les lamproies et les myxines. Ce dernier est le clade frère des 

Gnathostomes qui est caractérisé par un ensemble d’innovations évolutives incluant 

notamment une mâchoire complète. Les Gnathostomes regroupent les Vertébrés à squelette 

cartilagineux (Chondrichtyens) et à squelette osseux (Ostéichthyens) dont la divergence s’est 

produite il y a environ 450 millions d’années (Irisarri et al., 2017). Les Chondrichtyens 

regroupent les Holocéphales (chimères) et les Élasmobranches (raies et requins). Les 

Ostéichthyens sont divisés en Actinoptérygiens et Sarcoptérygiens. Les Actinoptérygiens 

regroupent les « poissons » à nageoires rayonnées avec, dans l’ordre évolutif, les Cladistiens, 

les Chondrostéens, les Ginglymodes, les Halécomorphes et les Téléostéens. Les Téléostéens 

constituent le plus grand groupe d’Actinoptérygiens et de Vertébrés avec plus de 25 000 

espèces répertoriées. Les Sarcoptérygiens comprennent les « poissons » à nageoires charnues  
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Fig. 2. Arbre phylogénétique des Chondrichtyens indexé sur l’échelle des temps géologiques. Les 

principales périodes géologiques sont mises en évidence. La divergence entre les Holocéphales et les 

Élasmobranches a eu lieu il y a environ 300 millions d’années. Un exemple d’espèce est indiqué pour 

chaque clade. La divergence entre les Selachii, représentés par le requin nourrice Ginglymostoma 

cirratum, le requin-chabot Chiloscyllium griseum, la petite roussette Scyliorhinus canicula et le grand 

requin blanc Carcharodon carcharias, et les Batoidea, représentés par la raie bouclée Raja clava, la 

raie hérisson Leucoraja erinacea et la raie pastenague Neotrygon kuhlii, a eu lieu il y a environ 225 

millions d’années. Car., carbonifère ; Cre., crétacé ; Dev., dévonien ; Jur., jurassique ; Neo., néogène ; 

Ord., ordovicien ; Pal., paléogène ; Per., permien ; Sil., silurien, Tri., trias. Modifié d’après Irisarri et al., 

2017. 

  



Introduction générale  

4 

(Actinistiens), les « poissons » pulmonés (Dipneustes) et les Tétrapodes regroupant les 

Sauropsidés (Amphibiens, Aves et « reptiles ») et les Mammifères (Irisarri et al., 2017). Cette 

organisation phylogénétique illustre le caractère paraphylétique du terme « poisson » qui 

regroupe des espèces d’appartenance phylogénétique très distincte. L’usage du terme 

« poisson » est donc impropre en l’absence de précision d’ordre phylogénétique. Par 

l’utilisation de cette vision large de la phylogénie, il est possible d’appréhender l’origine et 

l’évolution des systèmes endocrines qui sont des innovations évolutives au fondement de la 

mise en place de nouvelles communications intercellulaires « longues distances » au sein 

d’individus pluricellulaires. 

 

II. Les Chondrichtyens, des Vertébrés à squelette cartilagineux1 

 

       II.1. Généralités 

L'émergence des Gnathostomes a marqué un événement majeur dans l'évolution des 

Vertébrés. Cette transition s'est accompagnée de nombreuses innovations morphologiques 

et physiologiques telles qu’une mâchoire complète, des appendices pairs, un système 

immunitaire acquis et une diversification couplée à une spécialisation d’acteurs hormonaux 

comme les hormones glycoprotéiques (Buechi and Bridgham, 2017). Comment ces 

nouveautés sont-elles apparues et comment ont-elles facilité la divergence, l'adaptation et la 

domination des Gnathostomes en tant que principal groupe (99,9 %) de Vertébrés vivants ? 

Ces questions essentielles restent ouvertes (Venkatesh et al., 2014). De par la position 

phylogénétique clef des Chondrichtyens, à la fois à la base des Gnathostomes et comme clade 

frère des Vertébrés osseux, leur étude constitue une base essentielle à l'exploration des 

phénotypes qui leur sont propres et permettra de donner un aperçu de l'état ancestral des 

caractéristiques morphologiques et des systèmes physiologiques spécifiques aux 

Gnathostomes (Venkatesh et al., 2014).  

 
1 Ce chapitre s’inspire en partie du chapitre d’encyclopédie suivant : Sourdaine and Jeanne, 2024 (Annexe I) 
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Le groupe des Chondrichtyens est une lignée de Vertébrés aquatiques dont l'origine remonte 

à la limite entre les périodes géologiques silurienne et dévonienne, il y a environ 450 millions 

d'années (Amaral et al., 2018). Cependant, les formes contemporaines des Chondrichtyens  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 3. Phylogénie mitogénomique bayésienne des Chondrichtyens. Les différents ordres sont mis en 

avant par des couleurs différentes. Les probabilités a posteriori sont représentées au-dessus des 

nœuds. Modifié d’après Amaral et al., 2018. 
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remonteraient au Jurassique (Leuzinger et al., 2017). Aujourd'hui, ce groupe est le second 

groupe de Vertébrés aux origines les plus anciennes et pourrait être le plus diversifié sur le 

plan écologique, avec des représentants répartis dans les océans, les mers et les eaux 

intérieures du monde entier (Dulvy et al., 2014 ; Weigmann, 2016). La divergence entre les 

Holocéphales (chimères) et les Élasmobranches (requins et raies) se serait produite très tôt à 

la base de l’arbre des Chondrichtyens, il y a environ 300 millions d'années (Fig. 2) (Irisarri et 

al., 2017). Les Chondrichtyens regroupent environ 1477 espèces dont 96% sont des 

Élasmobranches tandis que les Holocéphales constituent un groupe moins diversifié, avec 57 

espèces (Fricke et al., 2024) (Fig. 3). Au sein des Élasmobranches, les Batoïdes constituent le 

groupe le plus important (environ 800 espèces regroupées en 23 familles) avec une grande 

variété d'habitats et une importante diversité morphologique et anatomique. Le terme "raie" 

est un terme générique qui englobe une variété d'espèces telles que les pocheteaux (skates), 

les mantas, les poissons-guitares, les poissons-scies et les raies pastenagues, entre autres. 

D'autre part, le groupe des Selachii englobe toutes les espèces de requins (environ 600 

espèces regroupées en 35 familles), allant des espèces les plus grandes, tel le requin-baleine 

Rhyncodon typus (18 m), aux requins les plus petits, tel le requin Sagre Etmopterus perryi (20 

cm), avec des espèces emblématiques tel le requin-marteau Sphyrna tiburo capable de 

parthénogenèse accidentelle (Chapman et al., 2007) ou le requin du Groenland Somniossus 

microcephalus dont la longévité est proche de 400 ans (Nielsen et al., 2016).  

Les Chondrichtyens sont caractérisés par deux synapomorphies distinctives : la minéralisation 

de leur squelette et la présence d’organes copulateurs mâles (Nelson et al., 2016). Le terme 

Chondrichtyens, qui signifie littéralement poisson cartilagineux (du grec classique khóndros, 

cartilage et ikhthús, poisson), fait référence à leur nature aquatique et à leur endosquelette 

cartilagineux, par opposition à l'endosquelette osseux de la plupart des Vertébrés (Hall, 2005). 

Le mode de minéralisation de ce squelette est précisément la synapomorphie qui définit le 

groupe, avec des structures calcifiées polygonales appelées tessères qui renforcent 

l'endosquelette, lui conférant des qualités mécaniques uniques (Seidel et al., 2016). La 

deuxième synapomorphie correspond à une modification de l’endosquelette de la ceinture 

pelvienne en ptérygopodes, ou claspers, qui permettent le transfert du sperme dans l’oviducte 

des femelles au cours de l'accouplement (Grogan et al., 2012; Jones et al., 2005). Il a été 

récemment   proposé   que   la   diversité   morphologique   des   ptérygopodes,   importante  
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Fig. 4. Bibliométrie : cumule du nombre d’articles publiés par clades de Vertébrés entre 2000 et 

2024. A. Dénombrement des articles recherchés avec les termes Cyclostome, Elasmobranch, 

Teleost, Amphibian, Reptile et Bird, et Mammal. B. Dénombrement des articles recherchés avec 

les termes précédents cumulés avec le terme Reproduction. Cette analyse a été réalisée sur la base 

de données NCBI (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/). Communication personnelle. 
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notamment chez les Scyliorhinidés, pourrait être utilisée dans les études phylogénétiques des 

Chondrichtyens (Soares, 2020). Le développement de ces claspers est dépendant d’une 

régulation androgénique stimulant la voie de signalisation Sonic hedgehog chez la raie 

Leucoraja erinacea (O’Shaughnessy et al., 2015). Les requins possèdent plusieurs autres 

caractéristiques anatomiques notables comme la présence d’écailles placoïdes, d’orifices des 

canaux endolymphatiques des oreilles internes à l’arrière des évents, et d’ampoules de 

Lorenzini qui contiennent des cellules sensorielles pourvues de récepteurs 

électromagnétiques localisées sur la tête. Les Élasmobranches présentent également des 

particularités physiologiques comme une forte concentration en urée dans le sang, 

contribuant au maintien d’une pression osmotique élevée d’environ 900 mOsm/kg, et son 

effet toxique est compensé par la synthèse endogène de TMAO (trimethylamine-N-oxide) 

(Laxson et al., 2011). Les caractéristiques physico-chimiques du plasma sanguin ont été prises 

en compte pour la mise au point d’un milieu de culture spécifique appelé « milieu de 

Gautron » (Gautron, 1978; Loir and Sourdaine, 1994). Les Élasmobranches possèdent 

également un système immunitaire acquis complexe basé sur l’expression lymphocytaire 

d’une grande diversité de récepteurs aux antigènes (Boehm, 2011) et présentent des 

immunoglobulines (Ig) de type IgM, IgW et IgNAR (new antigen receptor). Ces dernières, par 

leur petite taille, leur résistance à la dénaturation et leur capacité à reconnaitre plusieurs 

épitopes avec une haute affinité, sont aujourd’hui au cœur du développement de différentes 

biotechnologies (Matz and Dooley, 2019). 

Malgré leur position phylogénétique clef et leur importance écologique, les études sur les 

Chondrichtyens demeurent sous-représentées dans la littérature. Une analyse bibliométrique 

rapide de la base de données NCBI (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/) a mis en 

évidence la fraction très faible de publication contenant le terme « elasmobranch », avec 

environ 7 500 publications sur la période 2000-2024 (représentant 0,04% du nombre total de 

publication dénombré), par comparaison aux autres groupes de Vertébrés Sarcoptérygiens, 

avec pas moins de 56 000 publications dénombrées (Fig. 4A). Si le terme « reproduction » est 

cumulé aux termes correspondant aux différents groupes de Vertébrés, seulement 632 

publications (représentant 0,07% du nombre total des publications dénombrées) ont été 

associées aux Élasmobranches, par comparaison aux autres groupes de Vertébrés 

Sarcoptérygiens où  2 556 publications ont été associées aux poissons téléostéens, 5 273 aux  
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Fig. 5. Transitions évolutives entre les modes de reproduction chez les Chondrichtyens. Les nombres 

représentent les fréquences relatives de transition d’un mode de reproduction à un autre pour chaque 

transition de mode de reproduction observé dans l’arbre phylogénétique des Élasmobranches (le 

nombre de transitions d’un mode de reproduction à un autre a été divisé par le nombre d’occurrences 

de l’état initial). Modes de reproduction et espèces illustrées : oviparité, raie bouclée (Raja clavata, 

Rajidae) ; viviparité lécithotrophe, Requin-tapis paste (Orectolobus ornatus, Orectolobidae), viviparité 

oophage, requin-nourrice fauve (Nebrius ferrugineus, Ginglymostomatidae) ; viviparité histotrophe, 

raie du fleuve Xingu (Potamotrygon leopoldi, Potamotrygonidae) ; viviparité placentaire, requin-

marteau lisse (Sphyrna zygaena, Sphyrnidae) (Katona et al., 2023). 

  

https://www.fishbase.se/ComNames/CommonNameSummary.php?autoctr=65798
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Amphibiens, 20 663 aux Sauropsidés et 926 990 aux Mammifères (Fig. 4B), ce qui illustre la 

méconnaissance de la physiologie de la reproduction des Élasmobranches. Cependant, des 

avancées récentes ont amené à la publication de génomes séquencés et assemblés, à 

commencer par celui de la chimère éléphant Callorhinchus milii (Venkatesh et al., 2014), puis 

du requin bambou Chiloscyllium punctatum, de la roussette nuageuse Scyliorhinus torazane, 

du requin-baleine Rhincodon typus (Hara et al., 2018) et du grand requin blanc Carcharodon 

carcharias (Marra et al., 2019). Ces publications constituent des bases essentielles à la 

réalisation d’approches « -omiques » qui ont exploré les transcriptomes de plusieurs tissus et 

organes de la roussette nuageuse Scyliorhinus torazame (Hara et al., 2018), du requin épineux 

Squalus acanthias (Chana-Munoz et al., 2017) et de la petite raie Leucoraja erinacea (Wang et 

al., 2012) ainsi que les protéomes du plasma sanguin du requin nourrice Ginglymostoma 

cirratum (Bakke et al., 2022) et du plasma séminal et des spermatozoïdes de la petite roussette 

Scyliorhinus canicula (Muñoz-Baquero et al., 2024). De plus, une récente publication a mis à 

disposition une importante base de données couplant génomique, transcriptomique et 

analyse morphologique chez la petite roussette S. canicula (Mayeur et al., 2024). Par ailleurs, 

un certain nombre de données génomiques et transcriptomiques associées à d’autres espèces 

d’Élasmobranches sont accessibles mais demeurent non publiées comme les assemblages des 

génomes complets de la raie radiée Amblyraja radiata (sAmbRad1.1.pri), du requin-chabot 

Chiloscyllium plagiosum (ASM401019v1), du requin-scie Pristis pectinata (sPriPec2.1.pri) et de 

la petite roussette Scyliorhinus canicula (sScyCan1.2), disponibles dans les bases de données 

NCBI (https:// www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/), et de la raie pastenague Hemitrygon akajei 

(sHemAka1.1), disponible dans la base de données Squalomix (https://transcriptome.riken.jp/ 

squalomix/blast/). Malgré l’acquisition de ces nouvelles données « -omiques », les 

mécanismes de régulation de la reproduction des Élasmobranches restent largement 

inexplorés. De plus, l’édition génétique n’a pas encore été développée mais des progrès sur le 

transfert de gènes émergent (Fujimori et al., 2022). 

Les requins et les raies présentent une variété inhabituelle de modes de reproduction et 

constituent un groupe idéal pour tester les facteurs à l'origine de l'évolution de la complexité 

de la reproduction. Chez les Chondrichtyens, le mode de reproduction le plus ancestral est 

l’oviparité et quatre modes de viviparités sont également distingués en fonction du mode 

d’apport en nutriments à l’embryon, avec : la lécithotrophie basée sur la consommation des 

https://transcriptome.riken.jp/%20squalomix/blast/
https://transcriptome.riken.jp/%20squalomix/blast/
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seules réserves vitellines lors de la gestation interne, retrouvée par exemple chez le requin-

baleine ; l’oophagie où l'embryon est alimenté par des œufs ou des embryons 

supplémentaires, retrouvée chez le requin-taureau ; l’histotrophie, où les sécrétions 

maternelles sous forme de lait utérin constituent une source de nourriture, retrouvée chez le 

grand requin blanc ; et la viviparité placentaire avec un placenta choriovitellin retrouvé par 

exemple chez le requin-marteau (Fig. 5). Des corrélations entre les traits de vie, 

l’environnement et le mode de reproduction seraient retrouvées avec, par exemple, une taille 

corporelle adulte et une longévité plus importantes chez les lécithotrophes par rapport aux 

ovipares et une progéniture moins nombreuse chez les matrotrophes par rapport aux 

lécitothrophes (Blackburn and Hughes, 2024; Katona et al., 2023). 

 

       II.2.  La petite roussette Scyliorhinus canicula, un modèle d’étude des Élasmobranches2 

La petite roussette Scyliorhinus canicula appartient au groupe des Sélaciens, à l’ordre des 

Carcharhiniformes, et à la famille des Scyliorhinidés qui est la plus grande famille 

d’Élasmobranches avec 170 espèces répertoriées. Les caractéristiques morphologiques 

communes aux Scyliorhinidés sont la présence d’une nageoire anale et de deux dorsales, la 

présence de cinq paires de fentes branchiales et le positionnement des yeux au-dessus de la 

bouche ventrale. Plusieurs noms vernaculaires ont été donnés à la petite roussette avec 

« saumonette » qui est associé à sa forme commerciale et dogfish puis catshark utilisés par la 

communauté scientifique. Cette espèce est classée least concern dans la liste rouge des 

espèces menacées de l’IUCN (International Union for Conservation of Nature) (Field et al., 

2009). La petite roussette a une répartition spatiale qui s’étend du nord du Sénégal au sud de 

la Norvège et vit à des profondeurs pouvant aller jusqu’à 400 mètres maximum, associée de 

préférence à des substrats sablo-rocheux. C’est un prédateur nocturne avec un sex-ratio 

légèrement en faveur de la femelle (Ivory et al., 2004) et elle semble se reproduire en eau peu 

profonde à proximité des côtes, là où la densité de femelles matures est la plus importante et 

où sont retrouvés les juvéniles. Les mâles sont quant à eux retrouvés en plus forte densité 

dans les eaux plus profondes (Martin et al., 2012). La petite roussette a une espérance de vie 

comprise entre 10 et 12 ans et atteint la maturité sexuelle à 6,6 ans pour les mâles et 7,9 ans 

 
2 Cette partie s’inspire en partie du chapitre d’encyclopédie suivant : Sourdaine and Jeanne, 2024 (Annexe I) 
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pour les femelles, en moyenne (Ivory et al., 2004). Les mâles atteignent la maturité sexuelle 

pour une taille supérieure à 57 cm en mer de Manche, 52 cm en Atlantique (Capapé et al., 

2014), 39 cm en mer Egée (Kousteni et al., 2010) et 37 cm en Méditerranée (Capapé et al., 

2014). De même, il a été observé un dimorphisme entre des mâles du nord de la mer 

Adriatique, qui présentent un tractus génital plus développé, et des mâles du détroit de Sicile ; 

ce qui suggère l'existence d'une compétition spermatique plus forte dans le premier site 

(Finotto et al., 2015). 

Comme la majorité des Scyliorhinidés, la petite roussette est ovipare avec une fécondation 

interne de l’ovule au niveau de la glande nidamentaire, ou glande oviducale, de la femelle. Par 

ailleurs, la femelle développe différentes stratégies de contrôle du sperme reçu, ce qui 

explique l’indice de paternité multiple compris entre 85 et 92% chez cette espèce, par 

comparaison à d’autres Chondrichtyens comme l’aiguillat tacheté Squalus acanthias où 

l’indice est compris entre 17 et 30% (Fitzpatrick et al., 2012). Après la fécondation, l’œuf est 

entouré d’enveloppes complexes telles que la gelée et la coque qui sont sécrétées par les 

glandes nidamentaires de la femelle. L’œuf sera pondu entre 5 et 15 jours post-fécondation 

pour une température comprise entre 10°C et 18°C (Ballard et al., 1993). L’œuf est accroché 

par ses vrilles sur un support fixe lors de l’oviposition et l’éclosion s’effectue entre 170 jours 

et 220 jours plus tard (Mellinger, 1994). 

 

       II.3. Vulnérabilité des Chondrichtyens 

Récemment, Dulvy et al., 2021 ont présenté une réévaluation mondiale du statut UICN de 1 

199 espèces de Chondrichtyens, dans le but de révéler l'ampleur et les moteurs de la perte de 

biodiversité marine. La première évaluation mondiale (en 2014) avait conclu qu'un quart 

(24%) des espèces était menacées (Fig. 6) (Dulvy et al., 2014). Aujourd'hui, ce sont un tiers 

(32,6%) des espèces (soit 391 espèces) qui sont menacées d'extinction, nombre qui pourrait 

être étendu à 37,5% si les espèces non répertoriées où les données manquantes étaient 

ajoutées. La surpêche constitue la seule menace pour 67,3% des espèces et interagit avec trois 

autres menaces, expliquant le tiers restant, qui sont la perte et la dégradation d’habitats 

(31,2% des espèces menacées), le dérèglement climatique (10,2%) et la pollution (6,9%).  
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Fig. 6. Représentation schématique de la répartition des statuts IUCN associés aux espèces de 

Chondrichtyens, comparaison des évaluations de 2014 et 2021. Différence de statut dans la liste 

rouge de l’IUCN entre l’évaluation de 2021 (barre supérieure) et celle de 2014 (barre inférieure). Entre 

ces deux évaluations, le nombre d’espèces prises en compte a augmenté et davantage de données 

acquises sont représentées comme le montre l’augmentation des fractions comprenant les statuts NT 

(vert clair) et LC (vert foncé). Il en résulte une augmentation du nombre d’espèces menacées associées 

aux trois statuts CR (rouge), EN (orange) et VU (jaune). CR, en danger critique ; EN, en danger ; VU, 

vulnérable ; DD, données insuffisantes ; NT, Quasi menacée ; LC, préoccupation mineure. Modifié 

d’après Dulvy et al., 2021. 
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Pour faire face au risque d'extinction de plusieurs espèces d’Élasmobranches, la reproduction 

assistée est actuellement développée en aquarium (Penfold and Wyffels, 2019). Ces 

développements incluent la publication de méthodes de collecte et de cryoconservation du 

sperme (García-Salinas et al., 2021a), d’insémination artificielle (Luer et al., 2007) et 

d'évaluation non invasive des paramètres andrologiques (De Oliveira Camilo et al., 2023). Des 

études sur les comparaisons des profils hormonaux chez les individus captifs par rapport aux 

individus sauvages sont également entreprises dans le but de développer la conservation in 

situ (Becerril-García et al., 2020; Muñoz-Baquero et al., 2024). Paradoxalement, la 

reproduction assistée est également susceptible de bénéficier du développement de 

méthodes contraceptives visant à réduire l'agressivité en captivité, en utilisant notamment 

des antagonistes de la GnRH, ce qui pourrait permettre de comprendre les particularités du 

contrôle neuroendocrinien de la reproduction chez les Élasmobranches (Sailler et al., 2023). 

La reproduction est un processus biologique qui permet la production de nouveaux 

organismes d’une espèce à partir d’individus de cette espèce. Chez les Vertébrés, les gamètes 

mâles (spermatozoïdes) et femelles (ovules) sont produits à partir de cellules souches qui 

prolifèrent et se différencient au niveau des gonades avant de finir leurs maturations dans les 

autres organes des tractus génitaux. Le succès reproductif des espèces dépend du bon 

déroulement de la gamétogenèse puisque la fécondation, à l’origine d’un zygote, n’est 

possible que si les gamètes ont été produits de façon qualitative, quantitative et coordonnée 

avec le cycle biologique de l’individu. L’une des principales innovations évolutives des 

Vertébrés est l’acquisition d’un système endocrinien spécialisé dans le contrôle de la 

reproduction et, plus spécifiquement, de la gamétogenèse : l’axe hypothalamo-hypophyso-

gonadique (HHG). Parallèlement, un système neuroendocrine spécialisé dans la régulation du 

métabolisme, appelé axe hypothalamo-hypophyso-thyroïdien (HHT), a également été acquis. 

Ces deux axes impliquent les hormones glycoprotéiques. 

Dans la suite de cette introduction, nous aborderons les différents types d’organisation des 

testicules et des tractus mâles retrouvés chez les Vertébrés puis la mise en place des axes 

hypothalamo-hypophyso gonadiques. 
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Fig. 7. Représentation schématique de la spermatogenèse. A. Compartiment souche. Les 

spermatogonies indifférenciées isolées (As) ont la capacité de s’autorenouveler et de se différencier 

en spermatogonies indifférenciées paires (Apr) qui se divisent pour donner les spermatogonies 

indifférenciées A alignées (Aal4 à Aal16). Les Apr et Aal4-8 peuvent redonner des spermatogonies As par 

fragmentation clonale (flèche verte). Les spermatogonies indifférenciées Aal peuvent, sans division, 

donner les premières spermatogonies différenciées de type A1, A2, A3, A4 qui donneront les 

spermatogonies intermédiaires puis B. D’après Song et al., 2022. B. Schéma de la spermatogenèse. Les 

spermatogonies donnent les spermatocytes pré-leptotènes qui donneront les spermatocytes 

primaires. Après la division réductionnelle de méiose, les spermatocytes secondaires sont obtenus et 

donnent les spermatides rondes après la division équationnelle. Au cours de la spermiogenèse, les 

spermatides rondes se différencient en spermatides allongées matures qui seront relargués dans les 

canaux collecteurs lors de la spermiation. D’après Goodman, 2009. 
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III. La spermatogenèse et les tractus génitaux chez les Vertébrés 

 

       III.1. Généralités 

La gamétogenèse conduit à la formation d’un gamète haploïde (n) à partir d’une cellule 

diploïde (2n). La spermatogenèse se déroule au sein du testicule et comprend trois grandes 

étapes conservées au cours de l’évolution. La première est l’étape de prolifération mitotique 

et de différenciation des spermatogonies souches, ou indifférenciées, en spermatogonies 

différenciées puis en spermatocytes primaires pré-leptotènes (Fig. 7A) (Song et al., 2022). La 

deuxième est celle de la méiose avec une prophase de longue durée qui permet de différencier 

les différents spermatocytes primaires qui, lors de la division réductionnelle, donnent les 

spermatocytes secondaires qui se divisent ensuite lors de la division équationnelle pour 

donner les jeunes spermatides haploïdes ou spermatides rondes. La troisième étape est la 

spermiogenèse qui correspond à la transformation des spermatides rondes en spermatides 

allongées, hautement différenciées (Goodman, 2009) (Fig. 7B). Les spermatozoïdes seront 

ensuite relargués, au cours de la spermiation, dans un réseau de canaux connecté à d’autres 

organes du tractus génital mâle, si celui-ci est différencié, où la maturation des 

spermatozoïdes se poursuivra.  

 

       III.2. Les différentes organisations testiculaires 

Alors que la spermatogenèse apparait comme un processus extrêmement conservé au cours 

de l’évolution, l’organisation anatomique du testicule varie en fonction des clades de 

Vertébrés. Néanmoins, le testicule reste composé de deux compartiments principaux : le 

compartiment interstitiel et le compartiment séminifère. Le compartiment séminifère est 

délimité par les cellules myoïdes et contient les cellules germinales en différenciation 

associées aux cellules de Sertoli. Chez les Vertébrés, deux organisations du compartiment 

séminifère ont été décrites : l’organisation cystique et non-cystique. L’organisation cystique 

apparait comme l’organisation la plus ancestrale et est observée chez les Vertébrés 

anamniotes comme les Cyclostomes, les Chondrichtyens, les Actinoptérygiens et certains 

Sarcoptérygiens, à l’exception des Sauropsidés et Synapsides. Cette structure se met en place 

par l’association initiale  d’une cellule de  Sertoli avec une  spermatogonie indifférenciée  (Fig.  
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Fig. 8. Représentation schématique des organisations testiculaires de types non cystique (exemple 

de la souris) et cystique (exemple du poisson zèbre). Des segments de tubules séminifères sont 

représentés pour illustrer les différents types d’association entre les cellules de Sertoli et les cellules 

germinales, dans le cas d’une organisation non-cystique (A) et cystique (B). L'épithélium séminifère (A) 

contient des cellules de Sertoli (SE) associées aux cellules germinales à différents stades de la 

spermatogenèse avec les spermatogonies en position basales et les spermatides allongées en position 

adluminale. Cet épithélium séminifère est délimité par une lame basale (LB) et des cellules myoïdes 

péritubulaires (MY). Les cellules de Leydig interstitielles (LE) et les vaisseaux sanguins (BV) sont 

représentés. SG, Spermatogonies ; SC, spermatocytes ; RST, spermatides rondes ; EST, spermatides 

allongées. Si l’organisation testiculaire est cystique (B), les prolongements cytoplasmiques des cellules 

de Sertoli vont envelopper un groupe unique de cellules germinales, ce qui forme un spermatocyste. 

Au sein d’un spermatocyste, l’évolution des cellules germinales est synchrone. Aund*, spermatogonies 

indifférenciées* de type A ; Aund, spermatogonies indifférenciées de type A ; Adiff, spermatogonies 

différenciées de type A ; B, spermatogonies de type B ; L/Z, spermatocytes primaires 

leptotènes/zygotènes ; P, spermatocytes primaires pachytènes ; D/MI, spermatocytes 

diplotènes/métaphase I ; S/MII, spermatocytes secondaires/métaphase II ; E1, spermatides précoces ; 

E2, spermatides intermédiaires ; E3, spermatides finales ; SZ, spermatozoïdes (Schulz et al., 2010).  
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8B). Au cours des proliférations cellulaires, sertoliennes et germinales, les cellules de Sertoli 

associées à la lignée issue de la spermatogonie d’origine forment ainsi un spermatocyste 

(cyste) où l’évolution des cellules germinales, connectées entre elles par des ponts 

cytoplasmiques, est synchrone, d’où l’appellation de clone germinal. À l’inverse, l’organisation 

non-cystique n’est présente que chez les Vertébrés amniotes (Sauropsidés et Synapsides). Le 

testicule est composé de nombreux tubules séminifères pourvus d’une lumière centrale et 

d’un épithélium séminifère où les cellules de Sertoli sont associées à des cellules germinales à 

différents stades de développement et qui sont organisées en assises successives depuis le 

compartiment basal, où sont localisées les spermatogonies, jusqu’au compartiment 

adluminal, où sont localisées les spermatides allongées (Fig. 8A). De plus, les cellules de Sertoli 

sont reliées entre elles par des jonctions spécialisées qui constituent l’un des éléments de la 

barrière hémato-testiculaire à l’origine de la compartimentation de l’épithélium séminifère 

(basal, intermédiaire et adluminal) (Wong and Cheng, 2009). Que ce soit au niveau d’une 

organisation cystique ou non-cystique, le compartiment interstitiel est défini entre les 

compartiments séminifères et c’est à ce niveau que sont retrouvées les cellules de Leydig 

productrices de testostérone, les macrophages, les cellules péritubulaires myoïdes, les 

télocytes ainsi que les vaisseaux sanguins et lymphatiques (Pawlicki et al., 2024).  

Chez les lamproies, l’organisation testiculaire est cystique et les cystes ne semblent pas 

ordonnés. Le compartiment interstitiel apparait très peu développé mais contient des cellules 

interstitielles qui ressemblent à des précurseurs mésenchymateux, dont l’activité 

stéroïdogène reste à être mise en évidence, qui pourraient correspondre à des cellules Leydig-

like (Engel and Callard, 2007). 

Chez les Actinoptérygiens, l’organisation testiculaire est également cystique et les cystes 

peuvent être contenus dans des tubules séminifères, comme observé chez les Téléostéens 

appartenant au groupe des Osteoglossiformes, ou des lobules séminifères, comme observé 

chez les Néotéléostéens (Fig. 9) (Pecio, 2019; Song et al., 2022; Vizziano et al., 2008). Le 

compartiment interstitiel est localisé entre les lobules/tubules séminifères et comprend 

notamment les cellules de Leydig stéroïdogènes (Rupik et al., 2011). Trois structures 

lobulaires/tubulaires ont été différenciées sur la base de la répartition des spermatogonies. 

Le  premier est le type  restreint, présent  par exemple  chez Le fondule  Fundulus grandis  (Fig.  
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Fig. 9. Organisation testiculaire chez les Vertébrés. Les Amphibiens et les Téléostéens ont des 

testicules constitués de lobules (ou de tubules) renfermant des cystes et à organisation restreintes et 

non restreintes. Au niveau du testicule restreint, les cystes à spermatogonies de type A sont 

positionnées à un pôle du lobule testiculaire. Au sein d’un cyste, la spermatogenèse est synchrone et 

les cellules germinales sont à un même stade de maturité (clones germinaux). Au niveau du testicule 

non-restreint, les spermatogonies de type A sont positionnées en périphérie des cystes qui 

contiennent plusieurs stades de maturité de cellules germinales. Chez les Sauropsidés et les 

Synapsides, le testicule a une organisation en tubules séminifères constitués d’un épithélium 

séminifère où les cellules germinales sont étroitement associées aux cellules de Sertoli et sont à 

différents stades de développement, avec une localisation des spermatogonies dans le compartiment 

basal et des spermatides dans le compartiment adluminal (Song et al., 2022).  
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10A), le second est le type non restreint, observé par exemple chez le poisson zèbre Danio 

rerio  (Fig. 10B),  et  le  troisième  est  le  type  intermédiaire,  comme  observé  chez  le  tilapia 

Oreochromis niloticus (Parenti and Grier, 2004; Schulz et al., 2010). Dans un testicule de type 

non restreint, les cystes sont dépourvus de lumière, ne migrent pas au cours de leur 

développement et évoluent autour de la lumière centrale du lobule/tubule. Cette dernière 

peut être anastomosée avec les lumières des autres lobules/tubules et débouchée dans les 

canaux collecteurs des spermatozoïdes. En conséquence, les différents stades de la 

spermatogenèse sont dispersés le long des lobules/tubules séminifères et les spermatogonies 

indifférenciées sont localisées sur toute la longueur et la périphérie des lobules (Leal et al., 

2009) (Fig. 9, Fig. 10B). La distribution non restreinte des spermatogonies est considérée 

comme un modèle plus primitif que l'on retrouve dans des groupes taxonomiques comme les 

Cypriniformes, les Characiformes et les Salmoniformes (Parenti and Grier, 2004). Au niveau 

du type intermédiaire, les spermatogonies indifférenciées se trouvent de préférence, mais pas 

exclusivement, à proximité de la tunique albuginée. Chez la morue Gadus morhua, les 

spermatogonies proviennent d'une zone germinative située à la périphérie du parenchyme 

testiculaire (Almeida et al., 2008). Par conséquent, il y a une zonation du testicule où les stades 

précoces se situent à la périphérie et les stades avancés près du canal collecteur, une situation 

qui résulte d'une croissance appositionnelle alimentée par l'activité de génération de cystes 

de la zone germinative. Quant au testicule de type restreint, il est constitué de lobules 

séminifères connectés par une extrémité aux canaux évacuateurs et les cystes à 

spermatogonies indifférenciées sont localisés à leurs opposés (Fig. 9, Fig. 10A). Au cours de la 

spermatogenèse, les cystes migrent de la périphérie vers les canaux collecteurs où les 

spermatozoïdes seront relargués (Iwai et al., 2006). Ce type d'arrangement se retrouve chez 

les Téléostéens supérieurs, comme dans l'ordre des Athériniformes, des Cyprinodontiformes 

et des Béloniformes (Parenti and Grier, 2004). 

Chez les Sarcoptérygiens anamniotes, les testicules peuvent avoir une organisation cystique 

ou non-cystique. En effet, chez le triton Taricha granulosa, le testicule est lobé et ses lobes 

sont reliés par des ponts interlobaires où sont localisées les niches germinatives constituées 

de spermatogonies prolifératives et indifférenciées et de précurseurs somatiques. Au cours 

de leurs différenciations, les spermatogonies et les précurseurs sertoliens vont s’associer pour  
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Fig. 10. Coupes histologiques de testicules de téléostéens de type restreint et non restreint. A. 

Restreint. Coupe transversale du testicule du fondule du golfe Fundulus grandis à organisation 

testiculaire restreinte. Les tubules séminifères (pointillés) s’étendent jusqu’à la périphérie du testicule, 

où se trouvent les spermatogonies. Au cours de leur différenciation, les spermatocystes migrent en 

suivant l’onde spermatogénétique (flèche). ED, canaux efférents ; 1SC, spermatocyte primaire ; SP, 

sperm ; ST, spermatid. Barre d’échelle : 50 µm. D’après Parenti, 2004. B. Non-restreint. Coupe 

transversale de tubules séminifères du poisson zèbre Danio rerio à organisation testiculaire non-

retreinte et contenant des cystes à différents stades de développement. Les spermatogonies 

indifférenciées de type A (têtes de flèches) sont positionnées à la périphérie du tubule, au regard de 

l'interstitium (jaune). Barre d'échelle = 10 µm. D’après Nóbrega et al., 2010.  
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former les cystes qui sont localisés dans de nombreux lobes. À l'intérieur des lobes, les cystes 

se développent selon une onde spermatogénétique longitudinale céphalo-caudale. Chez les 

Sarcoptérygiens amniotes, l’organisation du testicule est de type non-cystique. Les 

spermatogonies indifférenciées sont réparties dans des régions spécifiques du compartiment 

basal et sont à l’origine de clones de cellules germinales qui vont se différencier du 

compartiment basal vers le compartiment adluminal (Miyaso et al., 2022) comme, par 

exemple, chez le lézard Sceloporus t. torquatus (Grier et al., 2016). La spermatogenèse étant 

continue, plusieurs clones à différents stades de développement sont retrouvés au contact 

d’une même cellule de Sertoli. L’onde spermatogénétique s’effectue dans le sens transversal 

et dans le sens longitudinal du tubule séminifère. Chez les rongeurs, cette onde 

spermatogénétique particulière fut à l’origine de la définition de plusieurs stades de 

l’épithélium séminifère. Ainsi, douze et quatorze stades d’association de cellules germinales à 

une cellule de Sertoli donnée ont été initialement établis chez la souris et le rat, 

respectivement. Chaque association différenciable sur une section transversale d’un tubule 

séminifère définit un stade du cycle de l’épithélium séminifère. Sur la longueur des tubules, la 

succession chronologique d’une série complète de ces douze ou quatorze stades, d’un point 

donné du tubule jusqu’à la réapparition du premier stade, constitue un cycle de l’épithélium 

séminifère (Perey et al., 1960). Chez les primates non-humains, le nombre de stades qui a été 

défini est de douze pour le singe rhésus et le babouin, de neuf pour le marmouset et de six 

pour le chimpanzé. Chez l’homme, la présence de trois vagues spermatogénétiques 

simultanées imbriquées les unes dans les autres sous forme de spirale a rendu plus difficile 

l’analyse des stades par rapport à l’onde spermatogénétique linéaire observée pour les 

rongeurs (Muciaccia et al., 2013). 

 

       III.3. Régulations et coordinations des processus biologiques et des voies de signalisations 

au niveau testiculaire 

Le testicule est un organe unique où sont réalisées des fonctions hautement spécialisées au 

cours d’événements progressifs et coordonnés. Cette spécificité du testicule est illustrée par 

le fait que c’est l’organe qui contient le plus grand nombre de gènes spécifiquement exprimés 

par comparaison aux autres tissus, au moins chez l’homme (Djureinovic et al., 2014). Trois 

exemples de processus biologiques seront décrits par la suite afin d’illustrer ces particularités 
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de la fonction testiculaire. Notre choix a été motivé par les résultats obtenus dans les 

différents chapitres de cette thèse et par le fait que des acteurs des régulations endocrines 

sont exprimés localement au niveau du testicule. 

 

              III.3.1 Exemple du protéasome spécifique au testicule, le spermatoprotéasome 

Les protéines inutiles ou endommagées qui sont présentes dans les cellules sont dégradées 

par le protéasome suite à leur marquage par des ubiquitines ou l'ajout de groupes acétyles. 

La dégradation protéasomale des protéines est un mécanisme essentiel pour de nombreux 

processus, dont la spermatogenèse. Chez les Mammifères, le protéasome spécifique du 

testicule, où spermatoprotéasome, est l'un des trois protéasomes spécifiques à un tissu avec 

l'immunoprotéasome et le thymoprotéasome. Ce spermatoprotéasome est caractérisé par 

une protéine homologue de la sous-unité α4 (PSMA7), appelée α4s (PSMA8), exprimée au 

cours de la méiose et son importance au cours de la spermatogenèse a été mise en évidence 

chez une lignée de souris déficiente en psma8 qui a présenté une infertilité avec l’observation 

de spermatides rondes apoptotiques et l’absence de spermatides allongées (Gómez-H et al., 

2019). Plus récemment, il a été montré que le spermatoprotéasome (s20S) était fortement 

activé lorsque les cellules germinales entrent en méiose par une augmentation de l’activation 

des protéines du complexe protéique activeur 19S qui lui est associé. De plus, le protéasome 

au niveau des spermatogonies est initialement composé à 98% de protéines protosomales 

constitutives (c20S) avant d’évoluer vers une nouvelle composition de 82% puis de 92% de 

s20S au niveau des spermatocytes pachytènes et des spermatides, respectivement, 

probablement en raison de l’augmentation de l'expression de α4s par rapport à α4 (Živković 

et al., 2022). 

 

              III.3.2 Exemple du découplage temporel entre la transcription et la traduction. 

Au cours de la spermiogenèse, les spermatides deviennent transcriptionnellement inactives 

en raison du remodelage des nucléosomes par le remplacement des histones par les 

protamines. Pour permettre la production de protéines au sein de cellules 

transcriptionnellement inactives, un découplage temporel entre les processus de transcription 

et de traduction au sein de la lignée germinale est mis en place. En effet, les premiers stades 
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de la spermatogenèse sont marqués par une transcription active et certains ARNm de novo 

sont transportés et stockés transitoirement dans des granules cytoplasmiques 

ribonucléoprotéiques appelés "corps chromatoïdes" (CB), en attente de traduction au cours 

des derniers stades de la spermatogenèse (Fig. 11). Au sein de ces CB, la stabilité des ARNm 

peut être régulée afin de permettre la synchronisation correcte entre l'expression des 

protéines et les différents stades de formation des spermatozoïdes. Un acteur protéique 

essentiel est la GRTH (Gonadotropin-regulated testicular helicase) qui transporte les ARNm du 

noyau vers le cytoplasme et la phospho-GRTH qui transporte les ARNm du cytoplasme vers les 

CB (Sato et al., 2010). La GRTH régule les protéines du complexe microprocesseur, Drosha et 

DGCR8 (biogenèse des miARN), au niveau des ARNm et des protéines. Il a été démontré que 

les protéines de la voie des miARN s'accumulent dans les CB des spermatides rondes 

haploïdes, ce qui suggère que le GRTH et les CB jouent un rôle dans la régulation des gènes 

dépendant des miARN (Dai et al., 2011). Par ailleurs, la GRTH se lie à des ARNm spécifiques en 

tant que composant intégral des RNPs (complexe ribonucleoprotéique) en s’associant aux 

polyribosomes pour réguler la traduction des gènes cibles pendant la différenciation des 

cellules germinales (Dufau and Kavarthapu, 2019). L’importance de la GRTH a notamment été 

mise en évidence par la mise en place de lignée de souris GRTH knock-out qui ont présenté 

une stérilité avec une spermiogenèse interrompue au stade 8 des spermatides (Anbazhagan 

et al., 2022; Kavarthapu et al., 2019).  

 

              III.3.3 Exemple d’une boucle paracrine ultracourte 

Un système de régulation paracrine impliquant des interactions croisées entre des acteurs des 

axes Hypothalamo-Hypophyso-Gonadique (HHG) et Hypothalamo-Hypophyso-Somatotrope 

(HHS) est présent au niveau testiculaire. L’hormone de croissance (GH) et le facteur de 

croissance apparenté à l’insuline 1 (IGF-I), qui sont des acteurs centraux de l’axe HHS, sont 

également synthétisés localement par les cellules de Leydig et les cellules de Sertoli sous 

l’influence des hormones gonadotropes systémiques FSH et LH (Fig. 12). La GH et l’IGF-I 

génèrent de nombreux signaux paracrines et autocrines impliqués dans la régulation de la 

spermatogenèse et de la stéroïdogenèse via l’activation des récepteurs GHR et IGF-IR 

exprimés par les cellules de Leydig, de Sertoli et par les spermatocytes primaires et 

secondaires. En effet,  l'IGF-I stimulerait la p rolifération et la  différenciation des  progéniteurs 
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Fig. 11. Représentation schématique de l’organisation et du devenir des corps chromatoïdes (CB) au 

cours de la spermiogenèse, exemple de la souris. Le ciment inter-mitochondrial (IMC ; vert) entremêlé 

de mitochondries (bleu) et les précurseurs des CB (rose) coexistent dans les spermatocytes en fin de 

stade pachytène. L’appareil de Golgi est représenté en gris. Le CB est condensé sous sa forme finale 

au niveau des spermatides rondes précoces. À l'étape 8 de la spermiogenèse, le CB se trouve à la base 

du flagelle. Plus tard, il se sépare en deux structures distinctes (à partir de l'étape 9) et finit par 

disparaître. D’après Anbazhagan et al., 2022. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 12. Représentation schématique des interactions entre les hormones de croissance et les 

hormones gonadiques au niveau testiculaire (résultats provenant de modèles mammaliens). Les 

cellules de Leydig (LC) et de Sertoli (SC) sont capables de produire la GH et l'IGF-I localement, sous le 

contrôle de la FSH et de la LH systémiques. L'IGF-I produit localement est capable de générer de 

nombreux signaux paracrines et autocrines impliqués dans la spermatogenèse et la stéroïdogenèse 

(flèches vertes). L'IGF-I locale stimule la prolifération et la différenciation des progéniteurs des cellules 

de Leydig ; la GH locale renforce la protéine régulatrice aiguë de la stéroïdogenèse (StAR) et accroît 

l'expression du gène codant pour la 3β-HSD dans les cellules de Leydig ; la ghréline locale et systémique 

inhibe la libération de GH par les cellules de Leydig et de Sertoli et inhibe la spermatogenèse. Il est 

important de noter que l'action de l'IGF-I sur la spermatogenèse n'est pas encore totalement 

confirmée. D’après Tenuta et al., 2021.  
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des cellules de Leydig et augmenterait la motilité des spermatozoïdes chez la souris (Chatelain 

et al., 1991). La GH stimulerait la stéroïdogenèse en augmentant l’expression de la protéine 

StAR, permettant le transport du cholestérol de la membrane externe vers la membrane 

interne mitochondriale, et de la 3βHSD, d’où une augmentation de la production d’androgène 

par les progéniteurs leydigiens chez le rat (Kanzaki and Morris, 1999). L’importance de la GH 

a notamment été mise en évidence par la mise en place de lignées de souris Ghr -/- dont les 

mâles ont présenté une diminution du pouvoir fécondant des spermatozoïdes sans pour 

autant observer un arrêt de la spermatogenèse, probablement en raison d'une production 

d'IGF-I indépendante de la GH dans les tubes séminifères (Chandrashekar et al., 1999). Ce 

système paracrine testiculaire est également modulé par la ghréline, produite localement par 

les cellules adultes de Leydig ou provenant du système circulatoire général, qui agit sur les 

cellules de Leydig et de Sertoli qui expriment le récepteur à la ghréline (GHS-R). La ghréline 

inhibe la sécrétion de testostérone, ce qui module la prolifération des cellules de Leydig ainsi 

que l'expression de gènes comme le scf (stem cell factor) chez le rat (Tena-Sempere, 2005). 

Ce système qui implique une production testiculaire de GH, IGF-I, ghréline et testostérone 

modulerait localement la stéroïdogenèse et la spermatogenèse en synergie avec les actions 

liées aux hormones systémiques FSH, LH, GH et ghréline. Ce système illustre l’existence d’une 

boucle paracrine ultra-courte qui impliquerait une interconnexion entre les acteurs des axes 

HHG et HHS (Tenuta et al., 2021). 
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Fig. 13. Représentations schématiques des différentes organisations testiculaires chez les 

Élasmobranches. Les organisations testiculaires des Élasmobranches sont classées en trois types : A. 

le type diamétral où la zone germinative s'étend sur la longueur dorsale du testicule ; B. le type radial 

où la zone germinative est positionnée au centre de lobules séminifères, lesquels contiennent des 

cystes ; C. le type composé où le testicule est subdivisé en lobes, chacun contenant une zone 

germinative formant une papille. Sourdaine et al., 2018 et modifié d’après Pratt, 1988.  
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       III.4. Anatomie du testicule et spermatogenèse chez les Élasmobranches3 

Chez les Élasmobranches, selon l'espèce et le type de testicule, l'aire germinative est unique 

ou multiple. Chez les espèces de requins Squalomorphes, Galeomorphes et 

Carcharhiniformes, l'aire germinative est constituée d'une bande située entre l'albuginée et 

le vaisseau sanguin testiculaire principal qui s'étend sur la longueur dorsale du testicule. Cette 

structure testiculaire a été classée en type diamétral (Pratt, 1988) (Fig. 13A). Les Squaliformes, 

tels que Centroscymnes coelolepes et Centrophorus squamosus, peuvent présenter des 

testicules lobés et chaque lobe a une structure diamétrale (Girard et al., 2000). Chez les 

Lamniformes, le testicule est de type radial et comprend des lobules séminifères présentant 

en leur centre une zone germinative à partir de laquelle le développement des cystes 

s’effectue radialement (Fig. 13B). Chez les Batoïdes, le testicule combine une structure radiale 

et une structure diamétrale et a été qualifié de « composé » par Pratt, 1988 (Fig. 13C). Ils 

peuvent comporter des divisions lobées, comme cela a été observé chez Rhinoptera bonasus 

(Poulakis and Grier, 2014). Les zones germinatives sont multiples et forment des 

protubérances ou papilles sur la surface dorsale du testicule et le développement des cystes 

se fait de manière diamétrale à partir de chaque zone germinative. 

Chez Scyliorhinus canicula, une classification de la spermatogenèse a été initialement 

développée par Stanley, 1966, puis affinée par Loir et al., 1995 (Fig. 14). Le stade I, retrouvé 

dans la zone germinative, correspond à des spermatogonies de grandes tailles (10 µm de 

diamètre nucléaire), entourées de cellules somatiques allongées qui correspondent aux 

précurseurs des cellules de Sertoli. Dans les différentes sous-parties de la zone germinative, 

réparties de l'albuginée au vaisseau sanguin, les spermatogonies sont successivement isolées, 

par paire ou en groupes de 4 et peuvent être qualifiées respectivement de spermatogonies A 

isolées (As), A paires (Apr) et A indifférenciées (Aund). Leurs ultrastructures révèlent un noyau 

avec une chromatine d'aspect marbré, un nucléole et un cytoplasme contenant de 

nombreuses mitochondries et un matériel dense, le nuage germinatif (Loppion et al., 2008). 

Dès la première division mitotique, les spermatogonies seront reliées par des ponts 

cytoplasmiques  pour  former un  syncytium. En quittant la  zone germinative,  les  précurseurs 

 

 
3 Cette partie s’inspire en partie du chapitre d’encyclopédie suivant : Sourdaine and Jeanne, 2024 (Annexe I) 
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Fig. 14. Présentation des différents stades de la spermatogenèse chez la petite roussette, 

Scyliorhinus canicula. Partie supérieure : histologie des différents stades de la spermatogenèse (I à 

XVIII). Partie inférieure : représentation schématique des associations entre les cellules de Sertoli (en 

bleu) et les cellules germinales (en jaune, puis en noir) au cours des stades de la spermatogenèse. I-II 

: zones germinatives et de transition. IIIa à XVIII : schémas de l'évolution d'un spermatoblaste dans des 

cystes contenant des spermatogonies (IIIa à VI), des spermatocytes (VII, IX), des spermatides (XI-XVIII) 

(Sourdaine et al., 2018). 
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des cellules de Sertoli et les spermatogonies en prolifération se regroupent progressivement 

pour former des cystes sphériques avec une lumière qui apparaît progressivement (stade II). 

Le stade III correspond à la fin de la formation du cyste avec une seule assise de cellules de 

Sertoli dont les noyaux sont en position adluminale et une assise de spermatogonies en 

position basale (stade IIIa). À ce stade, il y aurait une cellule de Sertoli pour une spermatogonie 

et l’association de ces deux types cellulaires constituerai l’unité de base du cyste ou 

spermatoblaste. La formation du cyste (stade IIIa) coïncide avec la fin des divisions des cellules 

de Sertoli et quatre mitoses supplémentaires des spermatogonies différenciées ont ensuite 

lieu (stades IIIb à VI). Au cours des stades IV à VI, ce dernier correspondant à la dernière 

génération de spermatogonies ou spermatocytes pré-leptotène, le noyau sertolien est 

progressivement repoussé de sa position adluminale vers une position basale. Le nombre de 

cellules germinales par spermatoblaste est de 4, 8 et 16 pour les stades IV, V et VI, 

respectivement. En considérant le ratio de 1 cellule de Sertoli pour une spermatogonie au 

stade IIIa, et le nombre de noyaux de cellules de Sertoli par cyste (reflétant également le 

nombre de spermatoblastes par cyste), le nombre de mitoses a été évalué à 9 pour les 

spermatogonies indifférenciées (de As à Aund 512) et à 4 pour les spermatogonies 

différenciées (de Ad1 aux spermatocytes PL) (Bosseboeuf et al., 2014). Cette phase de forte 

prolifération permet de produire un grand nombre de spermatozoïdes à partir d'un petit 

nombre de cellules souches germinales. La différence entre le nombre théorique (512) et 

observé (469) de spermatoblastes (Holstein, 1968) suggère un contrôle de l'homéostasie 

testiculaire par apoptose comme observé chez tous les Vertébrés et étudié chez le requin S. 

acanthias (McClusky, 2012). Cette capacité à observer ces différentes générations de 

spermatogonies a permis d’établir une signature moléculaire pour chacune d'entre elles avec, 

par exemple, une expression du récepteur GFRα1 au GDNF par les spermatogonies 

indifférenciées (Bosseboeuf et al., 2014). La méiose se déroule des stades VII à XI. Le stade VII 

correspond aux cystes contenant les spermatocytes primaires en prophase méiotique et tous 

les noyaux des cellules de Sertoli sont observés contre la lame basale. Le stade VIII correspond 

à la première division méiotique (métaphase, anaphase, télophase) qui donne les 

spermatocytes secondaires (stades IX et X). À la fin de la méiose, le nombre de spermatides 

précoces (ou spermatides rondes) est de 64 par spermatoblaste (stade XI). Les spermatides 

précoces vont ensuite évoluer en spermatides matures au cours de la spermiogenèse. Au 

cours  de  ce  processus,  les  principales   transformations   cellulaires  sont  la   formation   de  
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Fig. 15. Morphologie et ultrastructure des spermatozoïdes des raies R. javanica et T. meyeni. A. 

Image d’un spermatozoïde de raie observé au microscope à fluorescence. L’ADN nucléaire marqué par 

le Hoechst figure en bleu et les mitochondries marquées par le MitoTracker figurent en rouge. B. 

Ultrastructure d’une coupe transversale du flagelle d’un spermatozoïde de raie. Modifié d’après Wang 

et al., 2021. 
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l'acrosome, la compaction de la chromatine avec le remplacement des histones par des 

protéines de transition puis des protamines, l'assemblage du flagelle et la réorganisation du 

cytoplasme. Au cours de celle-ci, la majeure partie du cytoplasme et des organites sont 

éliminés pour conserver un cytoplasme principalement limité à la pièce intermédiaire 

contenant des mitochondries. Chez S. canicula, le stade XI correspond à des cystes avec de 

jeunes spermatides rondes disposées en « feston » avec des noyaux présentant des plages de 

chromatine dense et des flagelles visibles. Au stade XII, la condensation de la chromatine est 

bien avancée et l'allongement de la tête spermatique et du flagelle sont observables sur 

coupes histologiques. Au cours des stades suivants, le développement de la tête hélicoïdale, 

caractéristique des spermatozoïdes de Chondrichtyens, se produit et s'achève au stade XIV. À 

ce stade, les spermatides sont disposées en faisceaux parallèles perpendiculaires à la lame 

basale du cyste. La torsion hélicoïdale de la spermatide, qui comprend la tête, la pièce 

intermédiaire et les éléments flagellaires, joue un rôle dans la motilité des spermatozoïdes. 

Ceux-ci, tournent autour de leur grand axe en utilisant leur tête et leur queue pour une 

propulsion bidirectionnelle, comme observé chez la raie Taeniura meyeni (Wang et al., 2021). 

Le flagelle du spermatozoïde présente la particularité d’avoir, en plus de la gaine fibreuse 

classiquement observée, deux colonnes fibreuses longitudinales se développant à partir de 

l’anneau et s’étendant de chaque côté de l’axonème (Stanley, 1971; Wang et al., 2021). Ces 

colonnes joueraient un rôle dans la propulsion bidirectionnelle du spermatozoïde (Fig. 15) 

(Wang et al., 2021). Au cours des stades XV à XVII, les noyaux des cellules de Sertoli migrent 

vers le cytoplasme intermédiaire de la cellule et les faisceaux de spermatides deviennent plus 

compacts et plus proches de la lame basale. La pièce intermédiaire de la spermatide est 

également bien visible à l'arrière de la tête. Au niveau de l'ultrastructure, chez l'aiguillat 

Squalus suckleyi, des granules de glycogène sont présents et dispersés entre les 

mitochondries, l'acrosome forme une coiffe étendue sur le noyau de la spermatide et un court 

perforatorium se développe entre le noyau et l'acrosome (dans l'espace subacrosomique) 

(Pudney, 1995; Stanley, 1971). Classiquement, un perforatorium permet la pénétration du 

spermatozoïde à travers le chorion de l'ovule lors de la fécondation. Un autre trait 

caractéristique des étapes de la spermiogenèse chez les Élasmobranches est l'apparition d'un 

corps protéique dans le cytoplasme intermédiaire de la cellule de Sertoli (stade XVI), le corps 

de Semper. Sa fonction n'est pas claire et il sera libéré avec les faisceaux de spermatozoïdes 

lors  de  la  spermiation.   Comme  il  contient  des  gouttelettes   lipidiques  et  des  organites 
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Fig. 16. Système des canaux intratesticulaires, de l’épididyme et de la glande de Leydig du tractus 

génital mâle chez les Élasmobranches. A. Schéma du système de canaux intratesticulaires chez 

Mustelus manazo. BT, tubule ramifié ; ST, tubule souche ; CT, tubule collecteur ; ED, canal efférent ; 

GCZ, zone germinative ; SGZ, zone des cystes à spermatogonies ; SCIZ, zone des cystes à spermatocytes 

primaires ; SCIIZ, zone des cystes à spermatocytes secondaires ; SDZ, zone des cystes à spermatides 

rondes ; ISZ, zone des cystes à spermatides allongées ; DGZ, zone des cystes post-spermiants. D’après 

Park et al., 2013. B-C. Tubules intratesticulaires. B : Au cours de leur développement, les cystes sont 

connectés très tôt à des tubules ramifiés (b.t.) qui convergent en tubules souches (s.t.). C : histologie 

d'un cyste en spermiation avec son tubule ramifié ouvert et connecté à un tubule souche ; S.b. : corps 

de Semper. D-E. Tubules collecteurs et canaux efférents. D : tubule collecteur (c.t.) contenant un 

faisceau de spermatozoïdes (flèche). E : réseau de tubules au niveau de la connexion entre les tubules 

collecteurs (c.t.) et les tubules efférents (e.t.). Ce réseau est positionné sur la bordure testiculaire 

adjacente au tissu épigonal (Epig.). b.v. : vaisseau sanguin. F. Histologie des tubules positionnés à la 

jonction entre les segments proximal (p. ep.) et distal (d. ep.) de l'épididyme et de la glande de Leydig 

adjacente (L.g.). G. Vue agrandie du carré de la Fig. 16F illustrant les épithéliums de l'épididyme et de 

la glande de Leydig qui sont séparés par un tissu conjonctif (con. t.). Dans la lumière de l’épididyme 

sont retrouvés les spermatozoïdes (spz) et corps de Semper (S.b.) (insert Fig. 16G) (Sourdaine and 

Jeanne, 2024).  
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 (mitochondries, ribosomes, réticulum endoplasmique), dont certains sont associées à la 

synthèse des stéroïdes, Pudney et Callard (1986) ont émis l'hypothèse qu'il pourrait contribuer 

à la synthèse des stéroïdes présents dans le sperme et qu’il serait nécessaire à la maturation 

et à la survie des spermatozoïdes dans les tractus génitaux. Une autre hypothèse serait que le 

corps de Semper est l’équivalent du corps résiduel des spermatides de Mammifères ; sa 

fonction reste à étudier. Le stade XVIII correspond à la spermiation qui se déroule par le 

détachement des faisceaux de spermatides et de la partie adluminale du cytoplasme sertolien. 

Les faisceaux de spermatozoïdes sont ensuite évacués par les canaux collecteurs cystiques 

(tubules ramifiés), préalablement fermés par un bouchon cellulaire. En prenant en compte le 

nombre de 500 spermatoblastes par cyste chez S. canicula, 32 000 spermatozoïdes seraient 

produits par cyste pour cette espèce. Le cyste post-spermiation contenant les cytoplasmes 

basaux et les noyaux sertoliens serait résorbé dans le tissu épigonal (McClusky and Sulikowski, 

2014; Park et al., 2013). Cependant, le tissu épigonal n'étant pas observé chez plusieurs 

requins squaloïdes des grands fonds (Girard et al., 2000), sa fonction dans la résorption des 

cystes reste à confirmer. Une autre caractéristique intéressante de cette association est l'effet 

inhibiteur du tissu épigonal sur la synthèse de l'ADN des cystes pré-méiotiques, ce qui suggère 

une interaction entre les deux organes pour réguler le cycle spermatogénique (Piferrer and 

Callard, 1995). 

Chez les amniotes, la barrière hémato-testiculaire est essentielle à la spermatogenèse et se 

met en place au cours de la puberté lorsque les cellules de Sertoli cessent de se diviser. 

Classiquement, les barrières hémato-tissulaires limitent ou contrôlent l’entrée des molécules 

présentes dans la circulation dans un tissu ou un compartiment. La barrière hémato-

testiculaire est constituée en partie de jonctions spécialisées entre les cellules de Sertoli et 

crée un microenvironnement spécifique au développement des cellules haploïdes et permet 

également la production du fluide testiculaire utile, notamment, au transport des 

spermatozoïdes. Cette barrière hémato-testiculaire peut être visualisée par exclusion d'un 

colorant fluorescent de haut poids moléculaire (10 kDa). En utilisant cette approche, McClusky 

a montré qu’elle s’établissait et était fonctionnelle dans les cystes à spermatides chez 

l'aiguillat S. acanthias (McClusky, 2006). Ce résultat est en accord avec la description plus 

ancienne   de   jonctions    serrées  entre   les   cellules   de    Sertoli  des   cystes   à   spermatides  
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(Collenot and Damas, 1980) ; la structure détaillée de cette barrière hémato-testiculaire reste 

à être étudiée. 

La structure d'un réseau intratesticulaire ramifié de tubules a été bien décrite chez le requin 

Mustelus manazo (Park et al., 2013). Ce système est composé de tubules ramifiés reliés aux 

cystes et qui, via un réseau secondaire de tubules souches, débouchent dans les tubules 

collecteurs. Les tubules ramifiés et souches peuvent être observés très tôt dans la zone de 

formation des cystes (stade II) et les cystes sont connectés aux tubules ramifiés tout au long 

de la spermatogenèse (Fig. 16). Cela implique que les cystes et les tubules migreront 

simultanément de la zone spermatogoniale vers la zone mature du testicule, impliquant sans 

aucun doute des mécanismes de régulation encore inconnus. Lors de la spermiation, le 

bouchon cellulaire qui obstruait le tubule ramifié à sa jonction avec le cyste est éliminé et 

permet le transfert des faisceaux de spermatozoïdes dans les tubules souches puis les tubules 

collecteurs. Le transport des spermatozoïdes serait réalisé grâce à la présence de cellules 

épithéliales ciliées au niveau des différents tubules, et à la contraction des cellules myoïdes 

entourant les tubules intratesticulaires.  

 

       III.5. Les tractus génitaux mâles  

Après leur production et émission par les testicules, les spermatozoïdes vont poursuivre leur 

maturation dans d’autres organes du tractus génital lorsque celui-ci est différencié. En effet, 

les tractus génitaux ont également évolué et possèdent leurs propres spécificités en fonction 

des différents clades de Vertébrés. Chez les Cyclostomes, les gonades ne sont pas paires et 

les canaux collecteurs sont absents (Fig. 17A), les gamètes étant directement relarguées dans 

le cœlome avant d’être extrudées vers le milieu extérieur. Au niveau des tractus génitaux 

mâles, les Gnathostomes ont des testicules pairs et leurs spermatozoïdes sont relargués dans 

les canaux de Wolff. Chez les anamniotes, les canaux de Wolff sont en position caudale et 

sont connectés aux mésonéphros (reins définitifs des Téléostéens et des Amphibiens) et aux 

testicules et jouent le rôle d’urospermiducte (Fig. 17B,C). Chez les amniotes (Sauropsidés et 

Mammifères), le mésonéphros et les canaux de Wolff ont évolué en canaux déférents, 

épididyme et canal déférent, lequel joue uniquement le rôle de spermiducte (Fig. 17D-F). 

Chez les amniotes, l’épididyme permet le transport, la maturation (acquisition de la motilité  
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Fig. 18. Le tractus génital mâle chez la petite roussette Scyliorhinus canicula. Représentation 

schématique du tractus génital mâle (A) et photo anatomique correspondante (B) (Sourdaine and 

Jeanne, 2024). 
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et de l’aptitude à féconder) et le stockage des spermatozoïdes notamment par la sécrétion de 

protéines et de stéroïdes qui conduisent à la mise en place d’un microenvironnement unique 

(James et al., 2020; Johnston et al., 2005; Sullivan and Mieusset, 2016).  

Chez les Élasmobranches, le tractus génital mâle est anatomiquement élaboré (Fig. 18). Deux 

testicules allongés ont la particularité d'être étroitement associés au tissu épigonal, un tissu 

lymphomyéloïde produisant des leucocytes, des granulocytes et des lymphocytes. Les 

spermatozoïdes sont collectés par un système de canaux associé à chaque testicule et 

composé de tubules intra-testiculaires (tubules souches et tubules ramifiés), de canaux 

collecteurs et de deux à six canaux efférents (homologue du rete testis) selon les espèces de 

requins. Les canaux efférents sont suivis de l’épididyme, composé d'un segment proximal et 

d'un segment distal, qui se prolonge par le canal déférent. Ce dernier enveloppe la vésicule 

séminale interne et est élargi à son extrémité pour former l'ampoule séminale utilisée pour le 

stockage des spermatozoïdes. Les parties postérieures des deux ampoules séminales 

convergent et le sperme passe du sinus urogénital à la papille urogénitale qui forme un sillon 

au niveau du clasper pelvien ou ptérygopode. Les Élasmobranches mâles possèdent 

également des structures uniques associées à la reproduction avec la glande de Leydig et les 

sacs à siphon (Del Mar Pedreros-Sierra and Ramírez-Pinilla, 2015). La glande de Leydig se 

présente sous la forme d’un canal parallèle accolé à la partie distale de l’épididyme et séparé 

de celle-ci par du tissu conjonctif. Elle est connectée à son extrémité à l’épididyme et au canal 

déférent et sécrète une partie du liquide séminal. Même si leurs fonctions restent à clarifier, 

les sacs à siphons des requins pourraient soit faciliter le transfert des spermatozoïdes dans le 

tractus génital de la femelle en induisant des contractions utérines, soit aider à la compétition 

des spermatozoïdes en lavant le tractus génital femelle avant l'éjaculation par l’émission d’un 

flux d'eau (Gilbert and Heath, 1972; Whitney et al., 2004). Chez les raies, des glandes 

supplémentaires associées aux claspers, et absentes chez les requins, produiraient un 

lubrifiant et un fluide coagulant avec l’eau de mer (Pratt and Carrier, 2001). 

L'épididyme a été peu étudié chez les Élasmobranches, ce qui est surprenant compte tenu de 

sa taille et de son apparente similitude avec celui des Mammifères. Des études sur le requin 

Heterodontus portusjacksoni (Jones et al., 1984), sur la raie Raja eglanteria (Jones et al., 2005; 

Jones and Hamlett, 2006) et sur la raie Potamotrygon motorothe (Dzyuba et al., 2019) ont 

montré que l'épididyme participe effectivement aux modifications du fluide séminal avec 
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notamment une réabsorption du sodium et une sécrétion de potassium et de protéines. Ces 

études ont également montré que les spermatozoïdes, immotiles dans le segment proximal 

épididymaire, acquièrent leur motilité dans le segment distal épididymaire. Chez la raie R. 

eglanteria, les cellules épithéliales de l’épididyme et de la glande de Leydig présentent 

différentes activités de synthèse de glucides (glucosamine, galactosamines, acide sialique) et 

de structures glycanes (N-linked glycans, N-acetyl galactosamine) qui pourraient contribuer à 

la maturation des spermatozoïdes mais également à la formation d’une matrice glycosylée 

impliquée dans la réagrégation des spermatozoïdes (Jones and Hamlett, 2002). En effet, lors 

de leurs transports depuis le cyste, où ils étaient agrégés en faisceaux, jusqu'au segment distal 

de l'épididyme, les faisceaux de spermatozoïdes sont dissociés et les spermatozoïdes se 

réagrègent en spermatophores ou en spermatozeugmatas, selon les espèces, au niveau des 

ampoules séminales (Pratt and Tanaka, 1994). Les spermatozoïdes sont stockés dans un état 

motile dans les ampoules séminales et une hyperactivation a lieu dans l'appareil reproducteur 

femelle, leur permettant de progresser dans des environnements visqueux (utérus, glande 

oviducale et oviducte) grâce à leur propulsion rotationnelle particulière (Wang et al., 2021). 
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IV. Origines évolutives et approche comparée des axes endocrines cerveaux-

hypophyse-testicule impliquant les hormones glycoprotéiques 

 

       IV.1. Généralités sur les axes cerveau-hypophyse-gonade (HHG) et glande thyroïde (HHT) 

Chez les Vertébrés, le contrôle neuroendocrine de la reproduction et du métabolisme sont 

assurés par les axes hypothalamo-hypophyso-gonadique et -thyroïdien, respectivement 

(Zubeyde et al., 2021). Ces deux axes impliquent l’hypothalamus qui est une petite région du 

cerveau inclue dans le système limbique et qui fait le lien entre le système nerveux central et 

le système endocrinien. Chez les Mammifères, l’hypothalamus est directement relié par un 

mince pédoncule, nommé éminence médiane ou infundibulum, à l’hypophyse ou glande 

pituitaire. L’hypophyse est composée de trois régions distinctes que sont les lobes antérieurs, 

intermédiaire et postérieur. L’hypophyse antérieure ou adénohypophyse dérive du tissu 

épithélial de la cavité buccale embryonnaire dont la partie bulbeuse, appelée pars distalis, est 

dans le prolongement du lobe tubéral (pars tubelaris) de l’infundibulum. Le lobe intermédiaire 

ou pars intermedia est plus ou moins développé selon les espèces et se présente 

généralement sous la forme d’une fine bande de tissu qui délimite les hypophyses antérieure 

et postérieure. L’hypophyse postérieure, ou neurohypophyse, est constituée par les 

prolongements axonaux des neurones hypothalamiques formant la tige infundibulaire et se 

terminant par une région bulbeuse ou pars nervosa. La neurohypophyse est à l’origine de 

neurohormones telles la vasopressine ou hormone antidiurétique (ADH) et l’ocytocine. 

L’adénohypophyse produit une large variété d’hormones qui régulent l’activité de 

nombreuses glandes endocrines périphériques. Les cellules hormonogènes de 

l’adénohypophyse sont généralement classées en cinq grands types selon la nature des 

hormones synthétisées : les cellules somatotropes à somatotropine (hormone de croissance) ; 

les cellules lactotropes à prolactine (PRL) ; les cellules thyréotropes à thyréostimuline (TSH) ; 

les cellules corticotropes aux hormones adrénocorticotropes (ACTH) ; les cellules 

mélanotropes à mélanotropine (MSH) ; et les cellules gonadotropes qui sécrètent l’hormone 

folliculostimulante (FSH) et l’hormone lutéinisante (LH). La synthèse de ces hormones de 

l’adénohypophyse est contrôlée par le système nerveux central, intégrant notamment les 

informations physiologiques et environnementales, via l’hypothalamus et la neurosécrétion 

de peptides  régulateurs. Dans le cadre de la  régulation de la  reproduction,  l’hypothalamus  
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Fig. 19. Représentation schématique des axes hypothalamo-hypophyso-gonadique (HHG) et -

thyroïdien (HHT), exemple des Mammifères. L’axe HHG fait intervenir la gonadolibérine (GnRH) 

hypothalamique. La GnRH stimule les sécrétions hypophysaires des hormones gonadotropes, FSH et 

LH, qui régulent les fonctions gonadiques par l’activation de leurs récepteurs spécifiques, FSHR et LHR. 

L’axe HHT fait intervenir la thyréolibérine (TRH) hypothalamique qui stimule la synthèse et la sécrétion 

hypophysaire de la thyréostimuline (TSH) ayant pour fonction de stimuler la production des hormones 

thyroïdiennes T4 (thyroxine) et T3 (triiodothyronine) par activation de son récepteur TSHR. Les 

hormones stéroïdiennes et thyroïdiennes agissent en rétrocontrôles négatifs au niveau de l’hypophyse 

et du système nerveux central (CNS). Modifié d’après de Sower, 2018. 
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synthétise et libère le neurodécapeptide GnRH, ou gonadolibérine, qui est acheminé vers 

l’adénohypophyse par le biais du système porte, lorsqu’il est présent, afin de stimuler la 

synthèse et la libération des hormones gonadotropes, FSH et LH. Ces gonadotrophines (GTHs) 

sont acheminées, par le biais du système circulatoire général, vers les gonades où elles 

stimuleront la gamétogenèse et la stéroïdogenèse après interaction avec leurs récepteurs 

spécifiques, FSHR et LHR (Fig. 19).  

En ce qui concerne la régulation du métabolisme, l’hypothalamus synthétise et libère 

thyréolibérine (TRH) qui stimule la production de thyrotropine (TSH) hypophysaire qui, à son 

tour, stimulera la production et la sécrétion des hormones thyroïdiennes, la thyroxine (T4) et 

la triiodothyronine (T3). La T3 étant la forme active se liant aux récepteurs TRα et TRβ, elle est 

obtenue par conversion de la T4 par les déionidases D1 et D2 au niveau des tissus cibles. Au 

niveau de l’organisme, l’expression ubiquiste des récepteurs permet une action pléiotrope de 

la T3 notamment sur la croissance, le développement et le maintien des fonctions basales des 

systèmes cardiovasculaire, respiratoire, squelettique et nerveux central. Pour chaque axe, les 

glandes périphériques exercent un rétrocontrôle sur leur propre sécrétion en agissant soit 

directement sur l’adénohypophyse, soit indirectement via le système nerveux central et 

l’hypothalamus (Sower, 2018). 

L’hypothalamus et l’hypophyse sont présents chez tous les Vertébrés, des Cyclostomes aux 

Mammifères (Fig. 20A) (Santiago-Andres et al., 2021). Les Protochordés et les autres 

invertébrés sont dépourvus d’hypophyse. Au cours de l'évolution des Vertébrés, les 

caractéristiques structurales de l'hypophyse et de l'hypothalamus ont évolué, ce qui a pu 

optimiser la communication entre ces tissus. Les vertébrés sont devenus plus grands et plus 

complexes, et la distance entre l'hypothalamus et l'hypophyse a augmenté de manière 

significative. Classiquement, chez les Vertébrés, il existe généralement 3 modèles de contrôle 

anatomique de l’hypophyse : le système porte via l'éminence médiane (Tétrapodes), 

l'innervation directe (Téléostéens) et la diffusion (Cyclostomes) (Gorbman, 1995; Sower, 

2015). Cependant, une particularité des Élasmobranches est la localisation d’une partie des 

cellules hormonogènes, notamment les cellules gonadotropes au sein du lobe ventral 

hypophysaire qui n’est pas alimenté par un système porte ou des projections neuronales (Fig. 

20B) (Santiago-Andres et al., 2021). Cette hypothèse a été étayée par le dosage du GnRH dans  
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Fig. 20. Représentation schématique des organisations anatomiques de l’hypophyse. A. 

Organisations anatomiques de l’hypophyse de plusieurs espèces représentatives des principaux clades 

de Vertébrés. Les branches terminales de l'arbre phylogénétique montrent un organisme représentatif 

de chaque clade (A, Cyclostome ; B, Chondrichtyen ; C, poisson téléostéen ; D, dipneuste ; E, amphibien 

; F, Sauropsidé ; G, Mammifère) et la représentation sagittale des principales structures de 

l'hypophyse. La base de données TimeTree a été utilisée pour construire l'arbre et les nombres dans la 

phylogénie sont en millions d'années (Santiago-Andres et al., 2021). B. Organisation anatomique de 

l’hypophyse et de l’hypothalamus chez la petite roussette Scyliorhinus canicula. a.m.e., éminence 

médiane antérieure ; b.c., base du crâne ; c.a., artères carotides ; h.s., tige hypophysaire ; i.o.v., veine 

interorbitaire ; i.r., creux infundibulaire ; M, lobe médian de l’hypophyse ; m.n., noyau médian ; m.h.v., 

veine hypophysaire médiane ; N.I.L., lobe neuro-intermédiaire ; o.c., chiasma optique ; o.r., cavité 

préoptique ; p.m.e., éminence médiane postérieure ; p.o.n., noyau préoptique ; p.r., creux postérieur ; 

R, lobe rostral de l’hypophyse, s.v., saccus vasculosus ; s.v.n., noyau du saccus vasculosus ; t.n., noyau 

tubéral ; V, lobe ventral de l’hypophyse (Knowles et al., 1975).  
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la circulation systémique à des concentrations physiologiques (D’antonio et al., 1995; Knowles 

et al., 1975; Sherwood and Lovejoy, 1993). 

 

       IV.2. Origine et diversité des GnRHs et de leurs récepteurs chez les Vertébrés 

 

              IV.2.1 Diversité des GnRHs chez les Vertébrés 

Avant l’émergence des Vertébrés, deux duplications globales des génomes (1R et 2R) et de 

multiples et indépendantes pertes de gènes ont conduit à l’émergence de trois orthologues 

du GnRH, correspondant aux GnRH1, GnRH2 et GnRH3 (Gaillard et al., 2018). Chez les espèces 

possédant plusieurs formes de GnRHs, une distribution particulière dans le cerveau peut être 

associée à chaque forme. Chez les Gnathostomes, trois grands systèmes neuronaux à GnRH 

ont été identifiés (Dubois et al., 2002). Le premier, appelé système GnRH du cerveau antérieur 

ventral, est composé de neurones principalement situés dans l'aire préoptique de 

l'hypothalamus et qui projettent vers les cellules gonadotropes de l'hypophyse. La forme 

moléculaire de la GnRH généralement synthétisée par ces neurones est la GnRH1 et 

correspond à la forme hypophysiotrope. Le gène codant pour la GnRH1 est conservé chez les 

Gnathostomes, à l’exception de quelques Téléostéens, alors qu’il a été perdu chez les 

Cyclostomes (Fig. 21). Le second système GnRH, appelé système GnRH mésencéphalique, est 

composé de neurones situés dans le tegmentum mésencéphalique, près du troisième 

ventricule. Ces neurones se projettent dans tout le cerveau, en particulier vers le 

mésencéphale et le cerveau postérieur, mais aussi vers l'hypophyse chez certaines espèces de 

Téléostéens et d'Amphibiens. Ils produisent la GnRH2 qui est conservée chez tous les 

Vertébrés à l’exception de quelques Mammifères. Le troisième système, appelé système 

GnRH du nerf terminal, n'a été identifié que chez les Téléostéens. Les neurones de ce système 

sont principalement situés dans le ganglion terminal central près du bulbe olfactif et se 

projettent principalement vers le télencéphale mais aussi plus largement dans l'ensemble du 

cerveau, y compris la rétine et l'épithélium olfactif. Ils expriment spécifiquement la GnRH3 

(Okubo and Nagahama, 2008) qui n’a pas été identifiée chez les Tétrapodes et les 

Holocéphales alors qu’elle a été maintenue chez les Téléostéens, les Élasmobranches et a été 

dupliquée chez les Cyclostomes pour donner les paralogues GnRHI et GnRHIII. Enfin, la GnRH4 

putative aurait probablement disparu peu  après la 2R sans laisser de traces  chez les espèces 



Introduction générale 

45 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 21. Représentation schématique du scénario évolutif de la famille des GnRHs chez les Vertébrés. 

Après la première (1R) et la deuxième (2R) duplication globale des génomes, le gène ancestral des 

GnRHs (Anc GnRH) a donné les gènes codant pour la GnRH1, la GnRH2, la GnRH3 et la GnRH4 (laquelle 

a rapidement été perdue). La troisième duplication du génome (3R) n’a pas été à l’origine de nouveaux 

gènes. Les croix noires correspondent aux gènes perdus et les flèches rouges aux duplications locales 

de gènes (Dufour et al., 2020). 

  



Introduction générale  

46 

encore vivantes. En dehors de ces considérations générales, d’autres pertes de GnRHs, 

spécifiques à une espèce, à un genre ou à une famille, se sont produites. Par exemple, certains 

Téléostéens ont perdu la GnRH1, notamment le saumon, la truite, le poisson zèbre et le 

poisson rouge, ou la GnRH3, comme par exemple l’anguille et le poisson-chat (Dufour et al., 

2020). Chez la chimère éléphant C. milii, deux paralogues de la GnRH1 ont été identifiés 

(GnRH1a et GnRH1b) et la GnRH3 a aussi été perdue (Gaillard et al., 2018). De même, certains 

Mammifères ont perdu, en plus de la GnRH3, la GnRH2, comme les Murins et les Bovins, et ne 

possèdent plus que la GnRH1. Par ailleurs, il peut être noté qu’aucun effet de la 3R n’a été 

observé sur le nombre actuel de GnRHs chez les Téléostéens, ce qui suggère des pertes 

massives de gènes après celle-ci. En revanche, deux GnRH3s sont présentes chez le saumon 

Salmo salar probablement en raison de la quatrième duplication globale du génome (4R) 

spécifique aux Salmonidés (Dufour et al., 2020).  

Les gènes des GnRHs codent pour des précurseurs inactifs nommés preproGnRHs, dont le 

peptide signal sera clivé pour donner les proGnRHs qui seront ensuite clivés, par des 

proprotéines convertases, en peptides actifs qui seront sécrétés. À noter que la séquence 

située dans la région carboxy-terminale des proGnRHs correspond au GAP (GnRH-associated 

protein) (Wetsel and Srinivasan, 2002) et aurait un effet positif sur la production de 17α, 20β-

dihydroxy-4-pregnen-3-one (DHP) et sur le frai, comme observé chez le poisson rouge 

Carassius auratus traité in vivo par un recombinant GnRH-GAP (Mohammadzadeh et al., 

2020). Les GnRHs sont constituées de 10 acides-aminés avec une conservation au cours de 

l’évolution des acides-aminés en position 1-4 (QHWS), 9 (P) et 10 (G), la présence d’un 

pyroglutamate en position N-terminal et d’une glycine-amide en position C-terminal. Ces 

acides aminés sont indispensables à la mise en place de l’interaction et à l’activation des 

récepteurs aux GnRHs (GnRHR) (Millar, 2005). Une glycine en position 6 est souvent conservée 

et augmente la flexibilité globale de la séquence, ce qui favorise la mise en place de 

l’interaction ligand-récepteur. Plus de 10 séquences différentes (isoformes) de GnRH1 ont été 

identifiées chez les Vertébrés alors que les GnRH2 et GnRH3 apparaissent nettement plus 

conservées avec des séquences majoritaires QHWSHGWYPG et QHWSYGWLPG, 

respectivement (Choi, 2018). 
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Fig. 22. Représentation schématique de l’évolution des types de récepteurs aux GnRHs (GnRHR) chez 

les Gnathostomes. Ce modèle a été construit sur la base d’analyses de synténie des gènes. Six 

orthologues de récepteurs aux GnRHs (GnRHR-I, -IIa1, -IIa-2, -IIa3, -IIb2 et -IIb3) seraient dérivés des 

GnRHR-I et GnRHR-II ancestraux via les deux cycles de duplication du génome (1R et 2R). Les GnRHRs 

de types -I2, -I3,-I4, -IIa4, -IIb1 et -IIb4 auraient été perdus dans la lignée ancestrale des Vertébrés 

(encadré de gauche). Chez les Téléostéens (encadré en pointillé), la 3R aurait contribué à générer les 

sous-types supplémentaires GnRHR-IIa2′ et -IIb2′, puis une duplication locale supplémentaire serait à 

l’origine du sous-type -IIb2′′ (Ogawa et al., 2022).  
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              IV.2.2 Diversité des récepteurs aux GnRHs (GnRHRs) 

En parallèle de l’évolution des GnRHs, leurs récepteurs ont également coévolué et se seraient 

diversifiés à partir d’un GnRHR ancestral lors des différentes duplications globales des 

génomes (Ogawa et al., 2022). La famille des récepteurs aux GnRHs a été catégorisée en deux 

grands groupes correspondant aux GnRHR type-I et GnRHR type-II avec six sous-familles 

correspondant aux types -I, -IIa1, -IIa2, -IIa3, -IIb2 et -IIb3 (Fig. 22). Des événements multiples 

de pertes de gènes ont conduit au maintien d’un à cinq types de GnRHRs selon les espèces 

avec, par exemple, uniquement le GnRHR-I chez l’humain et les GnRHR-I1, GnRHR-IIa1, 

GnRHR-IIa2, GnRHR-IIa3 et GnRHR-IIb2 chez le cœlacanthe Latimeria chalumnae. Chez les 

Chondrichtyens étudiés, seuls les GnRHR-I1 et IIa1 ont été maintenus chez la chimère C. milii 

alors que quatre récepteurs ont été identifiés chez le requin S. torazame, sans que leurs types 

aient été déterminés (Hara et al., 2018). Chez certains Téléostéens comme D. rerio, seuls deux 

types de GnRHR, le -IIa2 et le -IIb2, ont été maintenus mais la 3R a conduit à l’émergence de 

deux paralogues nommés GnRHR-IIa2’ et GnRHR-IIb2’.  

Chez les Tuniciers, neuf GnRH-like et quatre GnRHRs ont été identifiés (Roch et al., 2011; Sakai 

et al., 2020). Plus ancestralement, chez le céphalochordé Branchiostoma floridae, deux 

peptides GnRH-like (Roch et al., 2014; Sakai et al., 2020) et quatre GnRHR-like ont été 

identifiés avec les GnRHR-1 et -2 qui sont des membres du groupe des GnRHRs de Vertébrés 

et les GnRHR-3 et -4 qui sont des membres du groupe des ancêtres moléculaires des 

récepteurs d’invertébrés nommés « CRZ receptor/invertebrate GnRHR ». Ces peptides et ces 

récepteurs pourraient correspondre aux séquences ancestrales ou à l'état de transition entre 

les CRZ (corazonine) d’invertébrés et les GnRHs (Sakai et al., 2020).  

D’un point de vue fonctionnel, tous les GnRHRs sont activés par les différentes GnRHs, avec 

cependant une efficacité variable, comme observé chez le cœlacanthe L. chalumnae (Sefideh 

et al., 2014), la cione Ciona intestinalis (Tello et al., 2005), la carpe Ctenopharyngodon idellus 

et chez l’humain (Li et al., 2022). 

Au niveau de leurs structures, les récepteurs aux GnRHs présentent les caractéristiques des 

récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) (Millar, 2003). Le domaine N-terminal est suivi de 

sept domaines transmembranaires (TM) hélicoïdaux reliés par trois boucles extracellulaires 

(EL) et trois boucles intracellulaires (IL). Les domaines extracellulaires sont généralement 

impliqués dans la liaison du ligand et les TM seraient impliqués dans le changement de 
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conformation induisant l’activation de la cascade de signalisation. Les domaines 

intracellulaires sont quant à eux impliqués dans l'interaction avec les protéines de la 

signalisation cellulaire dont les protéines G (Sakai et al., 2020). 

 

       IV.3. Un rôle paracrine des GnRHs au niveau testiculaire chez les Vertébrés 

En dehors de leurs rôles régulateurs de l’axe HHG, les GnRHs possèdent des fonctions extra-

cérébrales qui ont été décrites ces dernières décennies. En effet, les gènes codant les GnRHs 

et les GnRHRs sont exprimés au niveau de glandes périphériques tel le testicule, comme cela 

a été observé chez la grenouille Rana esculenta (Chianese et al., 2012), chez D. rerio (Fallah et 

al., 2020) et chez l’humain (Ciaramella et al., 2015). Cette coexpression est à l’origine d’une 

régulation autocrine/paracrine de la fonction testiculaire. Il a été notamment montré chez le 

porc Sus domesticus, que les niveaux de GnRH2 et de GnRHR-2 testiculaires étaient plus élevés 

que les niveaux hypophysaire et hypothalamique, avec une immunolocalisation du GnRH2 

dans les cellules germinales et du GnRHR-2 dans les cellules de Leydig. Des traitements par la 

GnRH2 ont stimulé la sécrétion de testostérone par des explants testiculaires en culture, et 

également in vivo, avec des concentrations comparables à celles obtenues pour des 

stimulations in vitro par la gonadotrophine chorionique humaine (hCG) ou in vivo par la GnRH1 

(Desaulniers et al., 2015). Dans cette étude, l’absence d’élévation de la LH plasmatique en 

réponse à la GnRH2, contrairement à la stimulation in vivo par la GnRH1, suggérait également 

un rôle paracrine de GnRH2 chez le verrat (Desaulniers et al., 2015). Chez D. rerio, les gènes 

gnrh2, gnrh3, gnrhr1, gnrhr2, gnrhr3 et gnrhr4 sont exprimés au niveau testiculaire et les 

GnRHs ont été immunolocalisés au niveau des spermatogonies, des cellules germinales 

méiotiques et post-méiotiques, des cellules de Sertoli et des cellules de Leydig. Des cultures 

d’explants testiculaires traités avec la GnRH2 et la GnRH3 ont montré une stimulation de la 

spermatogenèse basale en augmentant le nombre de spermatogonies indifférenciées et de 

spermatozoïdes avec également une augmentation de la production de testostérone (Fallah 

et al., 2020). L’ensemble de ces résultats soutient fortement l'hypothèse selon laquelle les 

GnRHs gonadiques feraient partie d'un système complexe de régulation multifactorielle qui 

contrôlerait la gamétogenèse et la stéroïdogenèse de manière autocrine et/ou paracrine chez 

les Vertébrés. Cependant, ces fonctions n’ont été caractérisées que chez un nombre restreint 

d’espèces dont des Mammifères et un Téléostéen, ce qui soulève la question de la 
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conservation de ces rôles autocrines/paracrines des GnRHs au cours de l’évolution des 

Vertébrés.  

Chez les Élasmobranches, les gènes gnrhr1a, gnrhr1b et gnrhr2b sont exprimés au niveau 

testiculaire, comme observé chez S. torazame, alors que les gnrhs ne semblent pas l’être (Hara 

et al., 2018). D’un point de vue fonctionnel, des études antérieures ont montré que la GnRH 

agit directement sur les ovaires de la petite raie Leucoraja erinacea pour stimuler la 

stéroïdogenèse (Callard et al., 1993), notamment en augmentant la production de 

testostérone, ce qui est en accord avec les concentrations physiologiques des GnRHs trouvées 

dans le plasma (D’antonio et al., 1995; Knowles et al., 1975; Sherwood and Lovejoy, 1993). Ces 

résultats suggèrent l’existence d’une régulation de la gamétogenèse par les GnRHs circulantes 

d’origine hypothalamique, ce qui reste à être caractérisé. 

 

       IV.4. Origine et évolution des hormones glycoprotéiques chez les Vertébrés 

Les hormones glycoprotéiques constituent une famille d’hormones clefs dans la régulation de 

la reproduction et du métabolisme. 

Au début des années 2000, deux gènes supplémentaires, gpa2 et gpb5, apparentés aux sous-

unités cga, lhβ, fshβ et tshβ, ont été identifiés à partir du génome humain (Hsu et al., 2002). 

Sur la base de la capacité de la protéine humaine recombinante GPA2/GPB5 à augmenter la 

production de thyroxine par activation du TSHR humain et de rat, la GPH correspondante a 

été nommée thyrostimuline ou hormone glycoprotéique dérivée des corticotrophes (CGH) 

(Nagasaki et al., 2006; Nakabayashi et al., 2002). Cette découverte a apporté un nouveau 

regard sur l’évolution des hormones glycoprotéiques. En effet, des orthologues de gpa2 et 

gpb5 ont été identifiés chez d’autres Vertébrés (Buechi and Bridgham, 2017; Cahoreau et al., 

2015; Hara et al., 2018; Levavi-Sivan et al., 2010; Sower et al., 2015) et des orthologues 

ancestraux, renommés récemment GPA et GPB (Dufour et al., 2020; Querat, 2021), ont été 

identifiés chez plusieurs Protostomiens (Heyland et al., 2012; Kudo et al., 2000; Sudo et al., 

2005; Wahl et al., 2022), Chordés primitifs (Dong et al., 2013; P. Wang et al., 2018; Yang et al., 

2023), mais pas chez les Cnidaires (Dos Santos et al., 2009). De plus, les hormones GPA/GPB 

recombinantes peuvent activer les GpHRs ancestraux présents chez les Protostomiens (Kenis 

et al., 2023; Rocco and Paluzzi, 2020; Sudo et al., 2005; P. Wang et al., 2018)   et   les   Chordés  
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Fig. 23. Représentation schématique des événements de duplications de gènes, de génomes et de 

perte de gènes liés aux sous-unités des hormones glycoprotéiques. 1R, première duplication du 

génome, 2R, deuxième duplication du génome, 3R, troisième duplication du génome. 1*, le locus gpa2-

gpb5a a été maintenu chez les Téléostéens et le cœlacanthe alors que le gène gpb5a a été perdu chez 

les Tétrapodes. 2*, la sous-unité TSHβ2 a été conservée chez les Sarcoptérygiens basaux (cœlacanthes 

et dipneustes) et les Chondrichtyens alors qu’il a été perdu chez les Téléostéens et les Tétrapodes. 3*, 

le gène codant pour la sous-unité LHβ a été dupliqué pendant la radiation des primates pour générer 

plusieurs copies de gènes codant la sous-unité CGβ. 4*, après la 3R, seule la sous-unité TSHβ1b a été 

conservée. 5*, certains Téléostéens peuvent avoir deux copies de la sous-unité CGA résultant 

d'événements de tétraploïdisation récents et spécifiques (Dufour et al., 2020). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 24. Répartition des sous-unités des hormones glycoprotéiques identifiées chez des 

représentants des différents clades de Vertébrés. Les gènes codant pour des homologues des sous-

unités des hormones glycoprotéiques identifiés à ce jour dans les organismes listés (à l'exception des 

CGβ spécifiques des primates) sont indiqués par un cercle noir (Hausken and Levavi-Sivan, 2019).  
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primitifs (Dos Santos  et  al., 2009;  P. Wang  et  al., 2018;  Yang  et  al.,  2023)  alors  que  c’est  

l’hormone GPA2/GPB5 recombinante qui active les GpHRs ancestraux des Cyclostomes 

(Hausken et al., 2018). Cela souligne la coévolution de la signalisation GpH/GpHR au cours de 

l'évolution des Bilatériens. 

La famille des hormones glycoprotéiques aurait donc pour origine un gène unique présent 

chez l’ancêtre commun des Bilatériens. Une première duplication locale de ce gène aurait 

permis l’émergence des deux gènes ancestraux gpa et gpb (Fig. 23). Chez les Protostomiens 

comme les Lophotrochozoaires et les Ecdysozoaires, ces deux gènes ont été conservés et la 

duplication du locus gpa-gpb avant la radiation des Vertébrés serait à l’origine des gènes gpa2 

et gpb5 et des homologues ancestraux ancgphα et ancgphβ codant les sous-unités α et β 

ancestrales. Le gène ancgphα a été maintenu à proximité du locus gpa2-gpb5, tandis que le 

gène ancgphβ a été transloqué peu après la duplication. Après la 1R, une copie de gpa2 et une 

copie de gphα ont été perdues alors que les deux copies de gpb5 ont été conservées avec le 

gpb5a retrouvé dans le locus gpa2-gpb5a-gphα et le gpb5b retrouvé isolé. La 1R serait 

également à l’origine de la duplication du gène ancgphβ, donnant les gènes ancgthß et 

anctshß. Après la 2R, une seule copie de gpb5b, du locus gpa2-gpb5a et de gphα ont été 

conservées. L’organisation en tandem de gpa2-gpb5a a été maintenue chez les Téléostéens 

et le cœlacanthe alors que gpb5a a été perdu chez les Tétrapodes, qui n'ont donc conservé 

que gpb5b. Chez les Cyclostomes, la sous-unité ancestrale GpHβ a été identifiée en plus de 

GPA2 et GPB5b. Par ailleurs, c’est à la racine des Gnathostomes que la 2R a dupliqué le gène 

ancgthß pour générer les gènes fshß et lhß, et le gène anctshß pour générer les gènes tshß1 

et tshß2. Le gène tshß2 a été conservé chez les Chondrichtyens, les dipneustes et le 

cœlacanthe, mais a été perdu chez les Téléostéens et les Tétrapodes. Après la 3R spécifique 

des Téléostéens, tous les gènes dupliqués codants les sous-unités des hormones 

glycoprotéiques ont été perdus à l’exception de ceux issus de tshβ1, donnant tshβ1a et tshβ1b 

(ou TSHβ3) (Dos Santos et al., 2011; Dufour et al., 2020; Maugars et al., 2014). D’une façon 

indépendante, une duplication en tandem supplémentaire du gène lhβ s'est produite pendant 

la radiation des primates et a conduit à l’émergence des sous-unités CGβ (Henke and Gromoll, 

2008; Maston and Ruvolo, 2002). Cette histoire évolutive des sous-unités des hormones 

glycoprotéiques est à l’origine de leurs diversités au sein des différents clades de Vertébrés, 

comme cela a été répertorié par Hausken and Levavi-Sivan, 2019 (Fig. 24).  
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Fig. 25. Représentation schématique de la structure en nœud cystéine et des sous-unités des 

hormones glycoprotéiques. A. Les six cystéines appartenant au nœud cystéine sont représentées en 

jaune. Les quatre acides aminés restants qui appartiennent à l'anneau de huit résidus sont représentés 

en vert. Le G représente la glycine qui est conservée dans toutes les sous-unités des hormones 

glycoprotéiques. Les segments noirs et jaunes représentent les trois ponts disulfures formant le nœud 

cystéine (Alvarez et al., 2009). B. Les acides aminés constituant les sous-unités des hormones 

glycoprotéiques sont représentés par des cercles. Les chaînes de glycosylation sont représentées par 

des Y. Les ponts disulfures sont symbolisés par des barres (rouge pour celles qui sont responsables de 

la structure en nœud et grises pour les autres). Les cystéines conservées sont numérotées. Les 

emplacements des brins (β1-β4) et des boucles (L1-L3) sont indiqués (Dufour et al., 2020). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 26. Identification des LGRs et des GPHs chez les Bilatériens. Des représentants des familles des 

GPHs et des LGRs ont été identifiés (cercles bleues) dans chacun des principaux clades de Bilatériens 

(Roch and Sherwood, 2014).  
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Au niveau structural, ces différentes sous-unités s’associent de façon non covalente pour 

former les hormones glycoprotéiques hétérodimériques (GpHs). Les GpHs sont composées de 

la sous-unité commune CGA et de la sous-unité spécifique FSHβ, LHβ, TSHβ ou CGβ, qui 

confère la spécificité biologique. Les sous-unités α et β appartiennent à la grande famille des 

protéines à nœuds de cystéines, caractérisée par un anneau de huit résidus fermés par deux 

ponts disulfures et traversé par un troisième pont disulfure (Fig. 25A). Les sous-unités α 

contiennent dix résidus cystéines au total alors que les sous-unités β en possèdent douze (Fig. 

25B). De plus, le dernier résidu cystéine du côté de l’extrémité C-terminal des sous-unités β 

forme un pont disulfure avec la troisième cystéine, constituant ainsi la boucle nommée 

"ceinture de sécurité" qui, en enserrant l'extrémité C-terminale de la sous-unité α, stabilise le 

dimère aux faibles concentrations, rencontrées notamment dans la circulation systémique 

(Xing et al., 2004). Il a été suggéré que cette "ceinture de sécurité" détermine la spécificité 

d’interaction en inhibant la liaison de chaque hétérodimère aux autres GPHRs selon le modèle 

dit de spécificité négative (Combarnous, 1992; Combarnous and Hengé, 1981). Les sous-unités 

CGBs et GPB5s sont quant à elles dépourvues de ceinture de sécurité en l’absence de la 

cystéine 12, ce qui pose la question de la stabilité, voire de l'existence de l’hétérodimère 

GPA2/GPB5 dans la circulation systémique. Il a donc été suggéré que la thyrostimuline 

possèderait des fonctions autocrines et/ou paracrines, plutôt que les fonctions endocrines 

classiquement associées aux GpHs (Alvarez et al., 2009). Les récepteurs aux hormones 

glycoprotéiques (GpHRs) se sont également diversifiés en trois types au cours de l’évolution. 

Ces GpHRs appartiennent au sous-type A de la famille des récepteurs couplés aux protéines G 

à domaines riches en leucine (LGR) (Hsueh and Feng, 2020). La présence de gènes appartenant 

aux familles des LGRs et des GPHs a été identifiée au sein de tous les principaux clades de 

Bilatériens (Roch and Sherwood, 2014) (Fig. 26). Une hypothèse de l’origine évolutive des 

GpHRs a été proposée avec un récepteur ancestral qui interagirait avec une GpH ancestrale 

monomérique ou homodimérique. Par la suite, la duplication du récepteur ancestral aurait 

conduit à l’émergence du récepteur à la TSH, le TSHR, et du récepteur à la gonadotrophine 

ancestrale, le GTHR. Cette étape a été suivie par la duplication du gène gthr à l’origine de 

l’émergence des récepteurs FSHR et LHR (Fig. 27). Les structures protéiques des GPHRs sont 

caractérisées par un grand ectodomaine N-terminal constitué d’un solénoïde incurvé avec des 

domaines de répétitions riches en leucines (LRR), des sites de N-glycosylation et une région 

"charnière" contenant  une tyrosine  sulfatée (Fig. 28).  Leurs domaines  transmembranaires 
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Fig. 27. Représentation schématique de la coévolution des hormones glycoprotéiques et de leurs 

récepteurs. La duplication et la néo-fonctionnalisation des gènes ancestraux des hormones 

glycoprotéiques et de leurs récepteurs sont illustrées au cours de l'évolution. GPH : hormones 

glycoprotéiques ; GTH : hormone gonadotrope ; Thy : thyrostimuline ; GTHR : récepteur à l’hormone 

gonadotrope ancestrale ; GPHR : récepteur à l’hormone glycoprotéique ancestrale (Hsueh and He, 

2018). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 28. Représentation schématique de la structure du FSHR de l’humain. A. Domaine extracellulaire 

impliqué dans l’interaction spécifique à l'hormone. Les résidus impliqués dans l’interaction avec la 

sous-unité CGA uniquement sont représentés en vert, avec la sous-unité FSHβ uniquement, en bleu et 

avec les deux sous-unités, en orange. Les feuillets bêta situés dans la surface concave du domaine 

extracellulaire (correspondant aux répétitions riches en leucine) sont indiqués par les flèches grises. B. 

Région charnière. Une tyrosine sulfatée en position 335 est impliquée dans la liaison aux sous-unités 

CGA et FSHβ (ovale vert). C. Domaine transmembranaire constitué de sept hélices α 

transmembranaires (représentées sous forme de cônes). Les séquences et résidus des faces 

intracellulaires sont impliqués dans l'activation du récepteur, l'association du récepteur avec des 

protéines d'interactions et dans le trafic cellulaire du récepteur (Ulloa-Aguirre et al., 2018).  
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sont caractérisés par sept hélices α transmembranaires (TM), trois boucles extracellulaires (EL) 

interagissant avec la région " charnière " et trois boucles intracellulaires (IL) impliquées dans 

l'activation de la voie Gαs/adenylyl cyclase/cAMP/PKA via les motifs ERW et BBXXB et dans 

l'activation de la voie Gαq11/Ca2+/IP3 via l'adaptateur APPL1 (Johnson and Jonas, 2020). Le 

domaine C-terminal est caractérisé par un second motif BBXXB, un motif F(X)6LL impliqué dans 

le trafic intracellulaire, un motif riche en sérine/thréonine (S/T) de classe B qui est impliqué 

dans la désensibilisation, le recyclage et la signalisation médiée par ERK1/2 de façon 

indépendante de la protéine Gs (Kara et al., 2006; Marion et al., 2006). 

 

       IV.5. Acquisition, évolution et fonctions de l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique  

Dans la littérature, l’axe HHG des Mammifères est le plus étudié et sert de socle de 

connaissances générales pour l’exploration de ses homologues présents au niveau d’autres 

clades de Vertébrés (Fig. 29A).  

              IV.5.1 Chez les Mammifères 

L’activité sécrétoire des neurones à GnRH est pulsatile et la fréquence et l’amplitude des 

épisodes de sécrétion sont essentielles pour la libération et la synthèse des GTHs 

hypophysaires. En effet, des fréquences croissantes de sécrétion de GnRH entraînent une 

sécrétion préférentielle de LH, tandis que les fréquences décroissantes entraînent une 

sécrétion préférentielle de FSH (Thompson and Kaiser, 2014). Classiquement chez les 

Tétrapodes, comme décrit précédemment, une population de neurones à GnRH est localisée 

dans l’aire préoptique et l'éminence arquée-médiane hypothalamique et leurs axones se 

projettent vers l’éminence médiane. Ces neurones à GnRH seraient les intégrateurs finaux 

d’un ensemble de neurofacteurs cérébraux, incluant par exemple des peptides RF-amides et 

des monoamines, qui constituent des intermédiaires aux signaux métaboliques et 

environnementaux. Ils permettraient de moduler la sécrétion de GnRH afin de réguler la 

reproduction en fonction du statut métabolique de l’individu et/ou de la saison. Parmi ces 

réseaux de neurones, deux populations de neurones à kisspeptines ont été bien étudiées chez 

les rongeurs. La première population présente des corps cellulaires localisés dans le noyau 

antéroventral-périventriculaire (AVPV) et exprime le gène KISS1 codant pour les kisspeptines. 

Le précurseur des kisspeptines est composé de 145 acides aminés et il sera clivé en un peptide 

actif de 54, 14, 13 ou 10 acides aminés, partageant une région C-terminale commune RFamide, 



Introduction générale 

57 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Fi
g.

 2
9

. 
R

e
p

ré
se

n
ta

ti
o

n
 s

ch
ém

at
iq

u
e 

d
e 

l’
é

vo
lu

ti
o

n
 d

e
s 

ax
es

 n
e

u
ro

e
n

d
o

cr
in

ie
n

s 
ch

e
z 

le
s 

C
h

o
rd

és
. 

Le
s 

sy
st

èm
es

 H
yp

o
th

al
am

o
-H

yp
o

p
h

ys
o

-G
o

n
ad

iq
u

es
 

(H
H

G
) 

et
 H

yp
o

th
al

am
o

-H
yp

o
p

h
ys

o
-T

h
yr

o
ïd

ie
n

 (
H

H
T)

 a
u

ra
ie

n
t 

év
o

lu
é 

à 
p

ar
ti

r 
d

'u
n

 s
ys

tè
m

e 
an

ce
st

ra
l p

ré
-V

er
té

b
ré

s 
ex

cl
u

si
ve

m
en

t 
n

eu
ro

en
d

o
cr

in
ie

n
, p

ar
 

l'é
m

er
ge

n
ce

 p
ro

gr
es

si
ve

 d
es

 c
o

m
p

o
sa

n
ts

 d
'u

n
 n

o
u

ve
au

 n
iv

e
au

 d
e 

co
n

tr
ô

le
 (h

o
rm

o
n

es
 g

ly
co

p
ro

té
iq

u
es

/r
éc

ep
te

u
rs

 h
o

rm
o

n
au

x 
gl

yc
o

p
ro

té
iq

u
es

) e
n

 m
êm

e 

te
m

p
s 

q
u

e 
le

 d
év

el
o

p
p

em
en

t 
d

es
 s

tr
u

ct
u

re
s 

an
at

o
m

iq
u

es
 c

o
rr

es
p

o
n

d
an

te
s 

(h
yp

o
th

al
am

u
s 

et
 h

yp
o

p
h

ys
e)

. L
es

 C
ép

h
al

o
co

rd
és

 (
E)

 (
M

o
d

if
ié

 d
’a

p
rè

s 
W

an
g 

et
 a

l.,
 2

01
8

) 
et

 l
es

 P
ro

to
ch

o
rd

és
 (

D
) 

(M
o

d
if

ié
 d

’a
p

rè
s 

Sa
ta

ke
 a

n
d

 S
as

ak
u

ra
, 

2
0

2
4

; 
So

w
er

, 
2

0
1

8
) 

n
e 

se
m

b
le

n
t 

p
as

 a
vo

ir
 d

'a
xe

s 
n

eu
ro

en
d

o
cr

in
ie

n
s 

sp
éc

if
iq

u
es

. L
e 

co
n

tr
ô

le
 e

n
d

o
cr

in
e 

d
es

 f
o

n
ct

io
n

s 
re

p
ro

d
u

ct
iv

es
 e

t 
th

yr
o

ïd
ie

n
n

es
 c

h
ez

 la
 la

m
p

ro
ie

 (
C

) 
p

o
u

rr
ai

t 
re

fl
ét

e
r 

u
n

 s
ta

d
e 

év
o

lu
ti

f 
in

te
rm

éd
ia

ir
e 

ve
rs

 

le
s 

ax
es

 H
P

G
 e

t 
H

P
T,

 p
ar

ti
el

le
m

en
t 

re
d

o
n

d
an

ts
 c

h
ez

 le
s 

Té
lé

o
st

ée
n

s 
(B

) 
o

u
 h

au
te

m
en

t 
sp

éc
ia

lis
és

 c
h

ez
 le

s 
Té

tr
ap

o
d

es
 (

A
) 

(M
o

d
if

ié
 d

’a
p

rè
s 

So
w

er
, 2

0
1

8
).

 

C
R

H
, h

o
rm

o
n

e 
d

e 
lib

ér
at

io
n

 d
e 

la
 c

o
rt

ic
o

tr
o

p
h

in
e 

; 
C

N
S,

 s
ys

tè
m

e 
n

er
ve

u
x 

ce
n

tr
al

 ;
 F

SH
, h

o
rm

o
n

e 
fo

lli
cu

lo
st

im
u

la
n

te
 ;

 L
H

, h
o

rm
o

n
e 

lu
té

in
is

an
te

 ;
 G

n
R

H
, 

h
o

rm
o

n
e 

d
e 

lib
ér

at
io

n
 d

es
 g

o
n

ad
o

tr
o

p
h

in
es

 ;
 l

G
n

R
H

, 
h

o
rm

o
n

e 
d

e 
lib

ér
at

io
n

 d
es

 g
o

n
ad

o
tr

o
p

h
in

es
 d

e 
la

m
p

ro
ie

 ;
 l

G
p

H
, 

h
o

rm
o

n
e 

gl
yc

o
p

ro
té

iq
u

e 
d

e
 

la
m

p
ro

ie
 ;

 lG
p

H
-R

, r
éc

ep
te

u
r 

d
e 

l'h
o

rm
o

n
e 

gl
yc

o
p

ro
té

iq
u

e 
d

e 
la

 la
m

p
ro

ie
 ; 

T3
, t

ri
io

d
o

th
yr

o
n

in
e 

; 
T4

, t
h

yr
o

xi
n

e 
; 

TR
H

, 
th

yr
éo

lib
ér

in
e;

 T
SH

, t
h

yr
o

tr
o

p
in

e 
; 

TS
H

R
, r

é
ce

p
te

u
r 

à 
la

 t
h

yr
o

tr
o

p
in

e
.  

 



Introduction générale  

58 

responsable de la synthèse et la libération de GnRH. La deuxième population, composée des 

neurones KNDy localisés dans le noyau arqué (ARC), exprime la neurokinine B et la dynorphine 

en plus des kisspeptines. Les neurones KNDy sont régulés par les mécanismes combinés de 

rétroaction positive et négative médiés par la neurokinine B et la dynorphine, respectivement, 

ce qui permet au réseau de neurones de fonctionner comme un oscillateur et d’être impliqué 

dans la pulsatilité de la sécrétion de GnRH et, en réponse, des gonadotrophines (Plain et al., 

2022; Sonigo and Binart, 2012; Xie et al., 2022). Une autre population de neurones régulateurs 

des neurones à GnRH est localisée dans l’aire hypothalamique dorsomédiane et exprime un 

inhibiteur de la synthèse et de la sécrétion de GnRH qu’est le peptide RF-amide GnIH 

(Gonadotropin-inhibitory hormone). Le GnIH module également les neurones à kisspeptines 

et les cellules gonadotropes hypophysaires (Tsutsui and Ubuka, 2021). Les stéroïdes 

gonadiques vont exercer un rétrocontrôle sur la sécrétion de GnRH et des gonadotrophines 

en agissant directement au niveau des neurones à kisspeptines, des neurones KDNy (Plain et 

al., 2022), des neurones à GnIH (Ubuka et al., 2012) et au niveau des cellules gonadotropes 

hypophysaires (Acevedo‐Rodriguez et al., 2018). 

Les hormones gonadotropes de Tétrapodes interagissent spécifiquement avec leurs 

récepteurs. La LH induit la prolifération et la maturation des cellules de Leydig qui expriment 

LHR et stimule la production de testostérone (T). La testostérone en combinaison avec la FSH 

déclenche et maintient la spermatogenèse en agissant sur les cellules de Sertoli qui expriment 

FSHR et le récepteur aux androgènes (Oduwole et al., 2021). S’il était bien admis que la 

production de testostérone stimulée par LH était essentielle au maintien d’une 

spermatogenèse quantitative et qualitative, en régulant la méiose et la spermiogenèse, le rôle 

spécifique de FSH a été plus discuté, notamment chez le rat et la souris (Huhtaniemi, 2015). 

C’est l’étude de souris knock-out pour lhr (LuRKO), qui présentaient un arrêt de la 

spermatogenèse au stade des spermatides rondes, qui a permis de redéfinir les rôles de LH, 

FSH et de la testostérone dans le contrôle de la spermatogenèse (Oduwole et al., 2021). En 

effet, la supplémentation en testostérone à hauteur de seulement 1,4% des concentrations 

en testostérone testiculaire s’est avérée suffisante pour restaurer une spermatogenèse 

complète chez les souris LuRKO, d’où la conclusion que des niveaux élevés en testostérone 

n’étaient pas nécessaires pour la spermatogenèse. Par la suite, il a été montré que des souris 

n’exprimant pas LHR mais avec une surexpression de FSHR dans les cellules de Sertoli (double 
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mutant Fshr-CAM/Lhr–/–) avaient une spermatogenèse normale, même en présence d’un anti-

androgène, le flutamide (Huhtaniemi, 2018). La conclusion de ces études est qu’une 

stimulation forte de FSH était suffisante pour maintenir la spermatogenèse en absence de LH 

et de concentrations élevées de testostérone. Ces résultats ont également été discutés au 

regard de la régulation hormonale de la spermatogenèse au cours de l’évolution, avec une 

régulation FSH prépondérante chez les Téléostéens tandis que c’est la régulation LH/T qui est 

dominante chez les Mammifères (Huhtaniemi, 2015). 

En ce qui concerne les fonctions de GPA2/GPB5, la thyrostimuline serait également impliquée 

dans la formation osseuse (Bassett et al., 2015), la réponse immunitaire (Suzuki et al., 2009), 

le développement larvaire (Vandersmissen et al., 2014) et la reproduction (Sun et al., 2010). 

Ce dernier rôle a été mis en évidence chez l’humain en tant qu'hormone à fonction paracrine 

sécrétée par l'ovocyte et modulant les cellules de la granulosa et de la thèque qui expriment 

TSHR (Sun et al., 2010).  

              IV.5.2 Chez les Téléostéens 

Chez les poissons Téléostéens, l’axe HHG présente un nombre important de particularités par 

rapport à celui des Tétrapodes (Fig. 29B). Par exemple, les neurones à GnRH se projettent 

directement vers l’hypophyse et la GnRH1 est le principal peptide hypophysiotrope, sauf chez 

certains poissons comme le poisson zèbre où ce rôle est assumé par la GnRH3. En effet, chez 

le poisson zèbre D. rerio, ce sont les neurones à GnRH2 et à GnRH3 qui se projettent vers 

l’hypophyse. Cependant, une double invalidation des gènes gnrh2 et gnrh3 n’a pas affecté la 

fertilité des animaux, ce qui suggère que D. rerio semble être capable de se reproduire sans 

système GnRH (Kanda, 2019; Marvel et al., 2018). De plus, il a été montré que les kisspeptines 

stimulent la synthèse et la sécrétion des gonadotrophines chez différentes espèces de 

Téléostéens mais leur mode d’action ne semble pas être médié par les neurones à GnRH. Chez 

le poisson zèbre et le médaka, au moins, les neurones à GnRH hypophysiotropes n'expriment 

pas de récepteurs aux Kisspeptines et les neurones à Kisspeptines se projettent directement 

vers les cellules gonadotropes à LH chez certaines espèces, ce qui suggère une action 

hypophysiotrope directe (Somoza et al., 2020).  

Chez les poissons Téléostéens, FSH régule la prolifération des cellules de Sertoli ainsi que la 

prolifération des cellules germinales et la LH module les fonctions des cellules de Leydig et 

stimule la synthèse des androgènes, régulant les étapes finales de la spermatogenèse (Li and 
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Ge, 2020; Xie et al., 2017). Contrairement aux modèles mammaliens, les cellules de Leydig 

expriment FSHR, en plus de LHR, et la FSH peut réguler la stéroïdogenèse et les étapes de la 

spermatogenèse dépendantes et indépendantes des stéroïdes (García-López et al., 2009; 

Sambroni et al., 2013). De plus, les cellules de Sertoli expriment également FSHR et LHR chez 

le poisson zèbre, ce qui suggère une redondance fonctionnelle (García-López et al., 2010). Ceci 

a été validé par des approches knock-out chez le poisson zèbre où les mâles lhr;fshr double-

KO avaient des testicules sous-développés et étaient infertiles (Zhang et al., 2015) mais 

l'expression d'un seul récepteur était suffisante pour maintenir une spermatogenèse 

complète (Xie et al., 2017). De plus, les concentrations plasmatiques de testostérone (T) et 

d'estradiol (E2) étaient normales chez les poissons zèbres mutants LHB, ce qui suggère que la 

FSH peut maintenir la stéroïdogenèse gonadique grâce à l'activation croisée du LHR (Shang et 

al., 2019). En effet, les interactions ligands-récepteurs sont moins discriminantes avec le LHR 

qui peut être activé par la LH et la FSH, comme observé chez la truite arc-en-ciel Oncorhynchus 

mykiss (Sambroni et al., 2007), le medaka Oryzias latipes et D. rerio et, plus marginalement, le 

FSHR qui peut être activé par la FSH et la LH, comme observé chez D. rerio et O. latipes (Burow 

et al., 2020; Xie et al., 2017). De manière intéressante, chez O. latipes, les phénotypes lhr KO, 

fshr KO et lhr;fshr double-KO présentaient des mâles fertiles avec des testicules 

histologiquement normaux contenant tous les stades de la spermatogenèse et sans différence 

marquée des niveaux en hormones stéroïdiennes (Kitano et al., 2022).  

              IV.5.3 Chez les Chondrichtyens4 

Chez les Chondrichtyens, la régulation des fonctions gonadiques par les hormones de l’axe 

hypothalamo-hypophyso-gonadique (HPG) est très peu documentée. Des analyses 

biochimiques anciennes ont identifié plusieurs formes immunoréactives de GnRHs dont deux 

correspondaient aux GnRH2 et GnRH3 (King et al., 1992). Par ailleurs, au moins trois autres 

formes ont été observées mais leurs séquences n’ont pas été caractérisées (Sherwood and 

Lovejoy, 1993). Comme nous l’avons indiqué précédemment, les différentes GnRHs 

actuellement identifiées sont : chez la chimère éléphant la GnRH2, la GnRH1a et la GnRH1b ; 

et chez la roussette la GnRH1, la GnRH2 et la GnRH3 (Gaillard et al., 2018). Les GnRHs sont 

exprimés dans l’hypothalamus (Hara et al., 2018) et leur transport se fait via la circulation 

générale en l’absence d’une vascularisation directe entre l’hypothalamus et le lobe ventral 

 
4 Cette partie s’inspire en partie du chapitre d’encyclopédie suivant : Sourdaine and Jeanne, 2024 (Annexe I) 
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hypophysaire (D’antonio et al., 1995). Par ailleurs, quatre GnRHRs ont été identifiés par 

analyse transcriptomique de quelques individus de la roussette nuageuse S. torazame (Hara 

et al., 2018). 

Les hormones gonadotropes ont été identifiées chez la roussette S. canicula et, avec les 

progrès sur les séquençages des génomes, les séquences de FSH, LH et de leurs récepteurs ont 

également été identifiés chez quelques autres espèces (Arimura et al., 2024; Hara et al., 2018). 

Chez S. torazame, les sous-unités des hormones gonadotropes, CGA, FSHβ et LHβ sont 

majoritairement exprimées au niveau du lobe ventral hypophysaire (Arimura et al., 2024; Hara 

et al., 2018), où sont localisées les cellules gonadotropes (Knowles et al., 1975), et FSHR et 

LHR sont exprimés dans le testicule et l’ovaire (Arimura et al., 2024; Hara et al., 2018). 

Cependant, les rôles et les modes d’actions des hormones gonadotropes restent largement 

inexplorés hormis, par exemple, une publication ancienne montrant que des extraits du lobe 

ventral hypophysaire étaient capables de stimuler d’un facteur 1,5 la production 

d’androgènes par des explants testiculaires de S. canicula (Sourdaine et al., 1990). Plus 

récemment, parallèlement à la réalisation de ce travail de thèse, Arimura et al., 2024 ont 

publié la caractérisation fonctionnelle de FSHR et LHR chez S. torazame, un requin proche de 

S. canicula, avec notamment un variant de LHR dépourvu de l’exon 10 codant pour une partie 

de la région charnière et qui présente une activité AMPc basale. De plus, des extraits 

hypophysaires ont stimulé de façon dose-dépendante la signalisation AMPc via l’activation de 

FSHR et LHR de S. torazame en condition in vitro (Arimura et al., 2024). Chez la chimère 

éléphant C. milii, les interactions GTH-GTHR ont été analysées et FSH et LH apparaissaient 

spécifiques de FSHR et LHR, respectivement (Buechi and Bridgham, 2017), ce qui se rapproche 

plus du profil d’interaction ligand-récepteur des Mammifères que de celui des Téléostéens. 

En ce qui concerne la thyrostimuline (GPA2-GPB5), il a été montré que celle de C. milii n’active 

aucun des trois récepteurs aux GpHRs (FSHR, LHR ou TSHR) (Buechi and Bridgham, 2017). Par 

ailleurs, l’analyse transcriptomique réalisée chez S. torazame a mis en évidence une 

coexpression des gènes gpa2 et gpb5 au niveau testiculaire (Hara et al., 2018), ce qui laisse 

suggérer une régulation paracrine de la spermatogenèse médiée par la thyrostimuline. 

À l'heure actuelle, le contrôle de la spermatogenèse chez les Élasmobranches repose 

essentiellement sur l'étude ciblée des niveaux d'expression d'ARNm ou de protéines en 

fonction du développement ou des stades de la spermatogenèse, ou sur l'analyse de niveaux 
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hormonaux en fonction de la saisonnalité. La présence de cellules de Leydig fonctionnelles 

chez les Élasmobranches est encore débattue. Chez les amniotes, les cellules de Leydig sont 

associées à la production d'androgènes et présentent une ultrastructure associée à la 

synthèse des stéroïdes avec la présence de mitochondries à crètes tubulo-vésiculaires, d’un 

réticulum endoplasmique lisse et de gouttelettes lipidiques. De plus, elles expriment des 

enzymes clés impliquées dans la biosynthèse des stéroïdes telles la 3β-hydroxystéroïde 

déshydrogénase (3β-HSD) et la 17β-hydroxystéroïde déshydrogénase (17β-HSD) (Zirkin and 

Papadopoulos, 2018). Chez les Élasmobranches, les cellules de Leydig ont été décrites comme 

absentes ou présentes selon les auteurs et/ou les stades de développement et/ou la 

saisonnalité. Des études antérieures ont suggéré soit l’absence de cellules de Leydig chez 

Scyliorhinus stellaris et Squalus acanthias (Holstein, 1968; Simpson and Wardle, 1967), soit la 

présence de quelques cellules indifférenciées mésenchymateuses de type Leydig-like chez S. 

canicula (Loir et al., 1995) et S. acanthias (Pudney and Callard, 1984a). Par contre, des cellules 

de Leydig différenciées ont été identifiées chez la raie Torpedo mormorata (Prisco et al., 2008) 

et le requin-marteau Sphyrna tiburo (Tyminski et al., 2015). Ces cellules pourraient 

correspondre aux précurseurs ancestraux des cellules de Leydig des Vertébrés osseux (Callard, 

1991; Engel and Callard, 2007). Dans tous les cas, il semblerait que ces cellules de Leydig soient 

faiblement impliquées dans la synthèse des stéroïdes testiculaires qui serait assurée par les 

cellules de Sertoli. En effet, les cellules de Sertoli de ces espèces présentent des 

caractéristiques d'ultrastructures stéroïdogènes et des cystes isolés chez S. acanthias et chez 

S. canicula ont la capacité de synthétiser des androgènes (Cuevas and Callard, 1992a; Loir et 

al., 1995; Pudney and Callard, 1984b; Sourdaine and Garnier, 1993). Chez la raie T. marmorata, 

les cellules de Leydig ne sont pas réparties uniformément dans le testicule, elles sont plus 

développées et plus nombreuses à proximité des cystes en méiose et à jeunes spermatides et 

moins nombreuses au niveau des cystes à spermatogonies et à spermatides âgées (Prisco et 

al., 2008). Cependant, sur la base de l’immunolocalisation de la 3β-HSD et de la 17β-HSD, les 

différents types cellulaires suivants seraient stéroïdogènes chez la raie : les spermatogonies 

aux stades précoces ; les cellules de Sertoli des cystes contenant des spermatogonies ; les 

cellules de Leydig associées aux stades méiotiques ; et les cellules de Sertoli des cystes à 

spermatides (Prisco et al., 2008). 
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Plusieurs études, examinées par Becerril-García et al., 2020, ont analysé les niveaux de 

stéroïdes en relation avec le cycle de reproduction saisonnier et les étapes 

spermatogénétiques. Il en ressort que chez les individus matures, les androgènes 

(principalement la testostérone au lieu de la 11-kétotestostérone) régulent le développement 

et la maturation des cystes ainsi que le stade final de la maturation des spermatozoïdes. Le 

récepteur aux androgènes a été principalement localisé aux stades préméiotiques dans les 

testicules de S. acanthias, suggérant une régulation du développement des premiers stades 

par les androgènes. Cette localisation préméiotique du récepteur aux androgènes a 

également été observé chez S. tiburo (Tyminski et al., 2015) mais avec une expression, et donc 

une fonction potentielle, étendue aux canaux gonadiques. De plus, les augmentations du 

développement du tractus génital et du nombre de spermatozoïdes matures sont corrélés à 

une augmentation du taux de testostérone plasmatique chez les animaux saisonniers, comme 

observé chez S. tiburo (Gonzalez De Acevedo et al., 2020) ou chez C. taurus (Wyffels et al., 

2020). La progestérone et la 17α, 20β dihydroxyprogestérone (DHP) ont également été 

identifiées et associées à des cystes contenant des spermatides tardives (Sourdaine and 

Garnier, 1993). De plus, le récepteur de la progestérone a été identifié dans les canaux 

extratesticulaires de la raie P. wallacei, suggérant un rôle potentiel de la progestérone dans la 

maturation des spermatozoïdes (Morales-Gamba et al., 2023). 

La spermatogenèse peut montrer peu ou pas de changements saisonniers chez les 

Élasmobranches, comme c'est le cas pour S. canicula qui montre une spermatogenèse 

continue tout au long de l'année. Mais chez l'aiguillat S. acanthias la spermatogenèse est 

interrompue par l'apoptose des cellules germinales lors de la transition mitose-méiose aux 

mois d’avril-mai, conduisant à la formation d’une zone de dégénérescence (ZD) temporaire. 

Par l’étude de cette zone de dégénérescence, la durée de la spermatogenèse a été évaluée à 

environ 2 années avec une durée de l’évolution du stade préleptotène en stade spermatide 

de 9 à 10 mois chez S. acanthias (McClusky, 2006). Cette interruption de la spermatogenèse 

entrainera une diminution de la production de spermatozoïdes qui aura lieu 9 à 10 mois plus 

tard, soit aux mois de février-mars de l’année suivante (McClusky, 2005). À l’inverse, le 

nombre plus élevé de cystes contenant des spermatides matures s’observe entre octobre et 

janvier et coïncide avec la période ou les femelles sont fécondes (décembre à février) 

(McClusky, 2012). Chez S. canicula, les cystes à spermatides matures sont en plus grand 
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nombre d'avril à août et le plus grand nombre de spermatozoïdes par ampoule séminale a été 

observé de mars à mai chez les individus capturés en Mer de Manche (Garnier et al., 1999). 

Cette zone de dégénérescence observée chez S. acanthias peut être induite 

expérimentalement chez S. canicula par hypophysectomie partielle couplée à une 

augmentation de la température, ce qui suggère que cette transition mitotique-méiose est 

une étape critique de la spermatogenèse sous un double contrôle, hormonal (hormones 

gonadotropes) et environnemental (Dobson and Dodd, 1977a, 1977b). Par conséquent, le 

caractère saisonnier de la reproduction peut être plus marqué chez les espèces qui habitent 

des régions où les conditions environnementales varient fortement entre les saisons.  

              IV.5.4 Chez les Cyclostomes 

Chez les Cyclostomes, les trois GnRHs (GnRHI, GnRHII et GnRHIII) sont synthétisées au niveau 

hypothalamique et deux sites de fixation aux GnRHs ont été mis en évidence au niveau 

hypophysaire (Fig. 29C) (Sower, 2018). Par ailleurs des injections in vivo de GnRH ont montré 

une augmentation des niveaux plasmiques de 15α-hydroxytestostérone et de 15α-

hydroxyprogestérone, ce qui suggère un rôle stimulateur de la stéroïdogenèse directe ou 

indirecte exercé par la GnRH (Young et al., 2007). Par ailleurs, comme les hormones 

gonadotropes, thyréotrope et leurs récepteurs se sont diversifiés à la base des Gnathostomes, 

ils sont absents chez les Cyclostomes (Buechi and Bridgham, 2017). À la place, deux récepteurs 

aux hormones glycoprotéiques ont été identifiés et correspondent aux GpHRI et GpHRII. Le 

GpHRI est majoritairement exprimé au niveau testiculaire et le GpHRII au niveau de la glande 

thyroïde (Hausken et al., 2018). GpHRI et GpHRII peuvent être activés par les hormones 

glycoprotéiques GPA2/GPB5 (thyrostimuline) et GPA2/GpHβ ou seulement GPA2/GPB5, 

respectivement (Hausken et al., 2018). Cela met en avant l’hypothèse d’une mise en place 

progressive des axes HHG et HHT au cours de l’évolution, qui s’est produite en parallèle de la 

coévolution des paires ligand/récepteur, avec l’acquisition progressive des hautes affinités et 

spécificités d’interactions. De plus, comme GPA2/GPB5 active GpHRI et GpHRII, la séparation 

entre les axes régulateurs de la reproduction et du métabolisme ne serait pas encore établie 

chez les lamproies (Sower, 2018). 

              IV.5.5 Chez les Pro- et Céphalo-chordés 

Plus ancestralement, avant l’acquisition de l’axe HHG et en l’absence d’hypothalamus et 

d’hypophyse différenciés et de gènes codant les hormones gonadotropes, les peptides 
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apparentés aux GnRHs seraient des régulateurs directs de tissus cibles (Sakai et al., 2020). 

Chez les Tuniciers, douze GnRH-like ont été identifiées et les gènes associés codent pour des 

précurseurs contenant plusieurs copies de GnRH-like, contrairement aux gènes GnRHs des 

Vertébrés et des invertébrés non ascidiens, qui codent pour une seule séquence GnRH 

(Kawada et al., 2013). L’analyse des neurones immunoréactifs à une GnRH-like a montré une 

distribution de ceux-ci au niveau du plexus du cordon dorsal, du ganglion cérébral jusqu'aux 

gonades le long du faisceau nerveux dorsal de C. intestinalis (Terakado, 2001). De même, les 

expressions des ARNm des GnRH-like sont spécifiques des tissus nerveux et sont notamment 

retrouvées au niveau du ganglion cérébral (Kavanaugh et al., 2005). Les GnRHRs identifiés sont 

exprimés au niveau du faisceau nerveux dorsal associé à la glande neurale, préfigurant 

l’ébauche d’un axe hypothalamo-hypophysaire, mais également dans divers autres tissus tels 

la gonade, le cœur, l’intestin, l’endostyle et le sac branchial (Tello et al., 2005). Cela suggère 

que la signalisation GnRH-like des Tuniciers est capable de réguler différentes fonctions 

biologiques en plus de celles liées à la reproduction. L’un des premiers exemples illustrant une 

implication d’une GnRH-like dans la reproduction a été l’effet stimulateur sur la contraction 

du corps de C. intestinalis, induisant ainsi la libération des gamètes (Terakado, 2001). Plus 

récemment chez la cione Ciona robusta, l'étude anatomique et fonctionnelle du système 

nerveux à l’aide d’un gène rapporteur exprimé spécifiquement au niveau des neurones a 

montré que les neuropeptides du ganglion cérébral sont sécrétés vers l'ovaire par les 

neurones du plexus dorsal et/ou les nerfs viscéraux et réguleraient sa croissance et sa 

maturation (Osugi et al., 2017). En présentant la cartographie détaillée de l’innervation des 

différents tissus périphériques comme par exemple celle du gonoducte et de l’organe 

cupulaire constitué de cellules sensorielles ciliées au niveau du siphon exhalant, ce travail 

s’inscrit dans l’étude de l’évolution du système neuroendocrine chez les Chordés (Osugi et al., 

2017). Par ailleurs, il a été observé chez l’ascidie Styela clava, une coexpression des gènes gpa, 

gpb et gphr (anciennement nommés gpa2, gpb5 et tshr) au niveau gonadique (Yang et al., 

2023), mettant en avant le rôle paracrine ancestral de GPA2 et GPB5. 

Chez les Céphalocordés, la distribution tissulaire des GnRH-like et des GnRHRs ne semble pas 

avoir été publiée, à l’exception d’une immunohistochimie des GnRH-like chez l’amphioxus 

Branchiostoma floridae qui a mis en évidence un immunomarquage à proximité ou à 

l'intérieur du canal central de la vésicule cérébrale (Roch et al., 2014). Même si les fonctions 

biologiques de la signalisation GnRHergique chez B. floridae restent encore à explorer, une 
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hypothèse a été émise sur la base de l’axe HHG des Gnathostomes. Dans cette hypothèse, la 

base de la vésicule cérébrale, la fosse de Hatschek (Hatschek’s pit) et l’endostyle seraient, 

respectivement, les homologues potentiels de l’hypothalamus, de l’hypophyse et de la 

thyroïde des Gnathostomes (Wang et al., 2017). Si la régulation de la reproduction par cet axe 

reste à étudier, il apparait que le métabolisme des amphioxus serait régulé par la 

thyrostimuline (GPA2/GPB5) produite par l’Hatchek’s pit en stimulant la production 

d’hormones thyroïdiennes endostylaires via l’interaction avec le seul LGR caractérisé, nommé 

« TSHR » (P. Wang et al., 2018). De plus, une coexpression des gènes gpa, gpb et gphr a été 

décrite au niveau gonadique chez Branchiostoma belcheri japonicum (P. Wang et al., 2018).  
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Fig. 30. Représentation schématique des fonctions des systèmes GnRHergiques chez les non-

vertébrés. La GnRH produite par le système nerveux central agit directement sur les organes 

périphériques, dont les gonades, comme cela a été mis en évidence chez les pétoncles, l’ormeau, le 

poulpe, l’étoile de mer et l’ascidie (Sakai et al., 2020). 
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              IV.5.6 Chez les Ecdysozoaires 

Plus généralement chez les Ecdysozoaires, les peptides apparentés aux GnRHs ont des 

fonctions associées à la reproduction et à d’autres fonctions biologiques plus larges selon les 

espèces (Fig. 30). Il est très probable que les GnRH-like des Ecdysozoaires agissent directement 

sur les gonades d'une manière neuropeptidergique, compte tenu de l'expression des GnRHRs 

au niveau des gonades. Il a été également démontré que les GnRH-like induisaient la 

prolifération des cellules germinales précoces (gonies) chez le Gastéropode Haliotis discus 

hannai et le Bivalve Mizuhopecten yessoensis (Sakai et al., 2020) et induisaient la méiose 

ovocytaire chez le Malacostracé Eriocheir sinensis (Luo et al., 2023), ce qui suggère un rôle 

direct des GnRHs-like dans la croissance et la maturation des gonades mâles.  

Par ailleurs, les hormones glycoprotéiques GPA et GPB possèderaient un rôle régulateur de la 

reproduction comme cela a été mis en évidence par l’utilisation d’ARNs interférents ciblant 

leurs LGR associés (portant des noms différents selon les espèces). Ainsi, l’inhibition de 

l’expression du GPHR de Caenorhabditis elegans ou du LGR1 du moustique Aedes aegypti a 

provoqué une absence de renouvellement des cellules germinales (Cho et al., 2007) ou une 

spermatogenèse anormale (Rocco et al., 2019, 2017), respectivement. De plus, les gènes gpa, 

gpb et les LGR associés sont coexprimés dans les gonades de plusieurs Protostomiens comme 

la mouche Drosophila melanogaster (Vandersmissen et al., 2014), le pétoncle japonais 

Patinopecten yessoensis (M. Zhang et al., 2020) ou la crevette Macrobrachium rosenbergii 

(Wahl et al., 2022).  

Cette présentation de l’origine et de l’évolution des systèmes de régulations de la 

reproduction met en lumière la diversité des systèmes régulateurs qui ont tous pour objectif 

final de permettre le bon déroulement d’une gamétogenèse qualitative, quantitative et 

coordonnée avec le cycle biologique de l’individu. 
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       IV.6. Les tractus génitaux mâles et leurs modulations par les hormones gonadotropes  

Les fonctions épididymaires sont régulées par les hormones gonadotropes au regard des 

expressions de FSHR et LHCGR observées aux niveaux des différents segments de l’épididyme 

de rat et de l’homme (Shayu and Rao, 2006; Świder-Al-Amawi et al., 2010), du singe Maccaca 

radiata (Dahia and Rao, 2006) et de l’écureuil Spermophilus dauricus (Wang et al., 2019). D’un 

point de vue fonctionnel, des lignées de cellules souches embryonnaires de souris KO 

LHR/hCGR ont été mises en place et les adultes étaient infertiles et présentaient une 

diminution importante du poids du tractus génital, incluant une diminution de la taille et du 

poids des épididymes (Lei et al., 2001). Par ailleurs, un traitement par la FSH de cellules 

épithéliales épididymaires de rat provoque une augmentation de la synthèse d’œstradiol 

(Świder-Al-Amawi et al., 2010), ce qui a également été le cas avec un traitement à l’hCG qui 

module l’expression de l’aromatase (Awider-Al-Amawi et al., 2007). De plus, il a été montré 

chez l’écureuil S. dauricus que les niveaux d’expression épididymaire des gènes lhr et fshr 

fluctuaient en fonction du cycle saisonnier avec des niveaux plus élevés lors de la période de 

reproduction (Wang et al., 2019). Les études sur la caractérisation du rôle des hormones 

gonadotropes sur les tractus génitaux, en dehors des gonades, demeurent peu nombreuses 

et se sont portées essentiellement sur les Mammifères. Cependant, elles tendent à mettre en 

évidence la présence d’un axe « hypothalamo-hypohyso-tractus génital », qui intègre un 

nombre d’organes plus large que les gonades. 
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V. Objectifs 

L’objectif de cette thèse est d’explorer les régulations endocrines et paracrines exercées par 

les acteurs de l’axe hypothalamo-hypophyso-ganodique sur la spermatogenèse chez un 

modèle Élasmobranche, la petite roussette Scyliorhinus canicula. Ce travail a été étendu aux 

hormones glycoprotéiques GPA2 et GPB5 ainsi qu’à des organes autres que le testicule. Les 

résultats sont présentés en quatre chapitres rédigés sous la forme de manuscrits scientifiques. 

 

Chapitre I : Comparative Proteome Analysis of Four Stages of Spermatogenesis in the Small-

Spotted Catshark (Scyliorhinus canicula), Using High-Resolution NanoLC-ESI-MS/MS (Jeanne 

et al., 2023) 

 

L’organisation particulière du testicule de S. canicula permet d’accéder facilement aux 

principaux stades de la spermatogenèse, ce qui facilite leurs caractérisations. L’objectif de 

cette étude est de faire une analyse descriptive de l’évolution du protéome testiculaire en 

fonction des quatre stades de la spermatogenèse qui correspondent à la prolifération 

mitotique, la méiose et les phases précoces et tardives de la spermiogenèse. Les protéomes 

associés aux différents stades ont fait l’objet d’annotations fonctionnelles sur la base des 

données de Gene Ontology et des voies de signalisation KEGG. Ce travail a permis de mettre 

en lumière un nombre non-négligeable de processus biologiques et de voies de signalisations 

dont un certain nombre sont classiquement régulés par les acteurs de l’axe hypothalamo-

hypophyso-gonadique. Les protéomes obtenus ont été publiés afin d’augmenter le nombre 

de données disponibles chez les Élasmobranches, un clade à forts enjeux de conservation. 

 

Chapitre II : Characterization of gonadotropins and their receptors in a chondrichthyan, 

Scyliorhinus canicula, fills a gap in the understanding of their coevolution 

 

L’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique constitue le principal système régulateur de la 

reproduction chez les Vertébrés. Cependant, malgré les intérêts multiples d’étudier les 

Élasmobranches, leur axe HHG reste largement inexploré, ce qui souligne la méconnaissance 
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de leur physiologie et met en évidence une lacune dans l’histoire évolutive de cet axe. 

L’objectif principal est donc ici de caractériser les hormones gonadotropes et leurs récepteurs 

chez les Élasmobranches par l’étude de leurs structures protéiques, de leurs profils 

d’expression, notamment au niveau du testicule de S. canicula, et des profils d’interaction 

ligand-récepteur en utilisant des protéines recombinantes en système cellulaire in vitro. 

 

Chapitre III : Pleiotropic signaling of thyrostimulin (GPA2/GPB5) on Glycoprotein Hormone 

Receptors (FSHR, LHR, TSHR) in the elasmobranch Scyliorhinus canicula reproduction 

 

Compte tenu des fonctions ancestrales de la thyrostimuline, ou des glycoprotéines GPA2 et 

GPB5, de son action paracrine dans la régulation de différents organes et de son rôle potentiel 

dans la régulation de la reproduction, nous avons voulu davantage caractériser son rôle chez 

les Élasmobranches. L’objectif est donc ici de caractériser les structures protéiques de GPA2 

et de GPB5, d’étudier leurs profils d’expression, notamment au niveau du testicule de S. 

canicula, et d’étudier les interactions ligand-récepteur en système in vitro par l’utilisation de 

protéines recombinantes. 

 

Chapitre IV : Characterization of a direct endocrine role of GnRHs in testicular regulation in 

the small-spotted catshark Scyliorhinus canicula: a GnRH signaling in the control of 

spermiogenesis and steroidogenesis in early gnathostomes 

 

En dehors du rôle hypophysiotrope de la GnRH, une fonction paracrine des GnRHs sur la 

spermatogenèse et la stéroïdogenèse testiculaire a été mise en évidence chez les Mammifères 

et les Téléostéens. Cette fonction soulève un questionnement plus général sur l’évolution 

d’une régulation paracrine versus une régulation endocrine de la fonction testiculaire mais 

aussi par rapport à un rôle direct de la GnRH sur le testicule des Élasmobranches, compte tenu 

de la sécrétion systémique de la GnRH chez ces espèces. L’objectif de ce chapitre est par 

conséquent de mettre en évidence ce rôle direct par la caractérisation des séquences 

protéiques des GnRHs et de leurs récepteurs chez les Élasmobranches, de leurs profils 
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d’expression au niveau du testicule de S. canicula, et la réalisation d’une approche 

fonctionnelle en analysant le protéome d’explants testiculaires stimulés in vitro par des GnRHs 

synthétiques. 

 

L’ensemble de ces chapitres a pour objectif général d’enrichir les données actuelles sur la 

reproduction des Élasmobranches dans le but de mieux comprendre leur physiologie si 

particulière, ce qui constitue un levier d’importance pour la protection des individus sauvages 

et la maitrise de leur reproduction en captivité. Par ailleurs, les données obtenues servent 

également à compléter l’histoire évolutive des systèmes régulateurs de la reproduction à 

l’échelle des Vertébrés et des Bilatériens. 
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Abstract 

Elasmobranchs (Skates, rays and sharks) are interesting models because the anatomical 
organization of their testes allows easy access to the main stages of spermatogenesis, 
facilitating their characterization. Moreover, as they belong to the chondrichthyans, the sister 
clade of bony vertebrates, the study of elasmobranchs is essential for a complete 
understanding of the regulation of spermatogenesis during evolution. In this brief overview, a 
descriptive presentation of spermatogenesis and the male genital tract in elasmobranchs is 
presented, highlighting their specific features. 

This is an update of Pascal Sourdaine, Aude Gautier, Laura Gribouval, Spermatogenesis and 

Spermiogenesis in Elasmobranchs, a Short Overview, Editor(s): Michael K. Skinner, 

Encyclopedia of Reproduction (Second Edition), Academic Press, 2018, Pages 305–312, ISBN 

9780128151457, https://doi.org/10.1016/B978-0-12-809633-8.20572-4. 

 

Key Points 

• The aim of this chapter is to present an overview of spermatogenesis in Elasmobranchs, 

a clade of phylogenetic interest. 

Introduction 

Elasmobranchs, comprising batoids (skates and rays) and sharks, belong to chondrichthyans 

which also include chimaeras (Holocephalans). Chondrichthyans (Cartilaginous fishes) are the 

sister group of bony vertebrates with a time of divergence estimated between 462 and 421 

million years ago (MYA). Recent knowledge on fossilized chondrichthyans suggests that the 

last common ancestor of elasmobranchs and holocephalans lived about 370–380 MYA.  

https://doi.org/10.1016/B978-0-12-809633-8.20572-4
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Despite the phylogenetic interest of chondrichthyans and their high number of species 

(around 1200), they have been the subject of few publications, notably concerning their 

reproduction. However, spermatogenesis in elasmobranchs is at the origin of old 

observations, particularly at the middle of the 19th century with the advent of microscopy, 

because of the advantages associated with the anatomical organization of their testis. In 1841, 

(Lallemand, 1841) observed that spermatozoa formation occurs in “spherical ampullae”, what 

we name presently spermatocysts, in rays and, in 1875, Semper gave a first description of the 

different stages of spermatogenesis in dogfish. La Valette St George (1878) was the first to 

describe the close association between germ cells and Sertoli cells to give what he called 

“spermatogennum”, currently called “spermatoblast”. A century later, the stages of 

spermatogenesis were more precisely classified and quantified by works of Mellinger (1965), 

Stanley (1966) or Holstein (1969) in the lesser spotted dogfish Scyliorhinus canicula 

(Carcharhiniformes) and the spiny dogfish Squalus acanthias (Squaliformes). For all 

elasmobranchs, the unit structure of the testis is the spheroidal spermatocyst (cyst) (terms 

used by previous authors were ampulla or follicle), defining their testicular structure as 

polyspermatocystic type. Each cyst is made up of spermatoblasts in which one Sertoli cell is 

associated to a clone of synchronously developing germ cells, from 1 spermatogonium initially 

to 64 mature spermatids. Cysts originate from the germinative zone located at fixed sites on 

the dorsal or dorsal-lateral margins of the testis according to species. Because new cysts are 

being formed and added continually, older cysts are moved in sequential order leading to a 

zonate arrangement according to the spermatogenetic wave as for example in Scyliorhinus 

canicula (Fig. 1). Therefore, a transverse section of the testis displays a dorsoventrally oriented 

succession of zones corresponding to spermatogonial, spermatocytes, early spermatids, late 

spermatids and degeneration zones. 
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Fig. 1 Testicular transverse section in Scyliorhinus canicula. A: Spermatogenic wave (arrow) in 

transverse section of a diametric testis in Scyliorhinus canicula. A-C: immunodetection of PCNA was 

done (brown color) as an indicator of cell proliferation. B-C: corresponding enlarged views showing the 

progressive formation of cysts (black arrows) on either side of the blood vessel (B.V.) from the 

germinative area (B).Spg: spermatogonia. 

 

 

 

Fig. 2 Illustration of the male genital tract in Scyliorhinus canicula. 
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The Male Genital Tract 

Anatomically, the male genital tract of elasmobranchs is elaborate (Fig. 2). Two elongated 

testes have the particularity to be closely associated to the epigonal tissue, a lymphomyeloid 

tissue producing leukocytes, granulocytes and lymphocytes. Spermatozoa are collected 

through a paired duct system associated to each testis and made of intra-testicular tubules 

(branched and stem tubules), collecting tubules and from two to six efferent ducts (rete testis  

homolog) in sharks or one efferent duct in batoids. Efferent ducts are followed by an 

epididymis, composed of a proximal and distal segment, which extends into the deferent duct, 

enlarged at its tip to form the seminal ampulla used for sperm storage (referred to as a sperm 

sac in some early publications), enveloping the internal seminal vesicle. The two seminal 

ampullae converge in their posterior region. Sperm passes from the urogenital sinus to the 

urogenital papilla which consists of the groove of pelvic clasper, the copulatory organs of 

chondrichthyans used for internal fertilization. The male chondrichthyans are the only 

vertebrates possessing claspers and their different morphologies can be useful in phylogenetic 

studies (Soares, 2020). Male elasmobranchs also possess unique reproduction- associated 

structures: the Leydig’s gland, the siphon sacs in sharks or the clasper glands in batoids, and 

the alkaline gland unique to batoids (Pedreros-Sierra and Ramírez-Pinilla, 2015). Leydig’s gland 

is closely associated and connected to the deferent duct and secretes part of the seminal fluid. 

The alkaline glands appear as diverticula in the posterior region of the seminal ampulla and 

have openings into the urogenital papilla and their precise function, notably a positive effect 

on sperm activation, still being discussed (Dzyuba et al., 2019). Since their functions also 

remain to be clarified, siphon sacs in sharks could either facilitate the transfer of sperm to the 

female by inducing uterine contractions or assist sperm competition by the washing female 

genital tract before ejaculation with a water flux (Whitney et al., 2004). The clasper gland in 

batoids can also facilitate copulation by providing a lubricant and a fluid coagulating with sea 

water that could seal the groove of the clasper to form a tube. 
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Fig. 3 Anatomy of testis. The testicular structure of elasmobranchs is classified as diametric, radial or 

compound. In diametric-type testis, the germinative area runs the dorsal length of the testis. In radial-

type testis, the germinative area is in the center of seminiferous lobules. In compound-type testis, 

testis is subdivided in lobes, each containing a germinative area forming papilla. Adapted from Pratt, 

H.L., 1988. Elasmobranch gonad structure: A description and survey. Copeia 3, 719–729.  
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Anatomy of Testis 

According to species and testicular type, germinative area is unique or multiple. In 

Squalomorph, Galeomorph and Carcharhinidae shark species, the germinative area consists 

of one band located between albuginea and the main testicular blood vessel which runs the 

dorsal length of the testis. This testicular structure has been classified as diametric-type testis 

(Pratt, 1988) (Fig 1, Fig. 3). Squaliformes, such as Centroscymnes coelolepes and Centrophorus 

squamosus may present lobate testis and each lobe has a diametric structure (Girard et al., 

2000). In Lamniformes, testis comprises seminiferous lobules (Radial-type testis) with a 

germinative area in the center of each seminiferous lobule and cyst development proceeds 

radially from the germinal area (Fig. 3). In batoids, testis combines radial and diametric 

structure and was termed “compound” by Pratt. Their testis may comprise lobate divisions as 

observed for the Cownose Ray, Rhinoptera bonasus (Poulakis and Grier, 2014). Germinative 

areas originate from the germinal papilla that appears as a small projection at the dorsal 

surface of the testis and cyst development proceeds diametrically from each germinative area 

(Fig. 3). 
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Fig. 4 Stages of spermatogenesis in Scyliorhinus canicula. Associations between Sertoli cells (in blue) 

and germ cells (in yellow, then black) are illustrated during stages of spermatogenesis (I to XVIII). I-II: 

germinative and transition zones. IIIa to XVIII: schemes of the evolution of a single spermatoblast in 

cysts containing spermatogonia (IIIa to VI), spermatocytes (VII, IX), spermatids (XI-XVIII) are 

represented in the lower part of the figure. Corresponding histology is in the upper part of the figure. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 5 Ultrastructure of spermatogonia associated to Sertoli cells at stage II. Intercellular bridges 

between spermatogonia (SPG) are indicated by arrows. S:Sertolicell.  
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The mitotic Proliferative Phase of Spermatogenesis 

To describe precisely the different stages of spermatogenesis, the example of Scyliorhinus 

canicula will be detailed below (Fig. 4). Stage I corresponds to large spermatogonia (10 µm in 

nuclear diameter) of the germinative zone, surrounded by elongated somatic cells which 

correspond to Sertoli cell precursors. In the different subparts of the germinative zone, from 

the area just behind the fibrous albuginea toward the blood vessel, spermatogonia are 

isolated, paired or in clusters of 4 and they can be qualified as A single (As), A paired (Apr) and 

A undifferentiated (Aund) spermatogonia, respectively. Their ultrastructure observed by 

transmission electron microscopy reveals a nucleus with chromatin of a mottled appearance, 

a nucleolus and a cytoplasm containing numerous mitochondria and a dense material, the 

germinative nuage. From the first mitotic division, all spermatogonia will be connected with 

intercellular bridges to form a germ cell syncytium (Fig. 5). While leaving the germinative area, 

both Sertoli cell precursors and spermatogonia proliferate and both types of cells regroup 

progressively to form spherical cysts with a lumen that progressively appears (stage II). Stage 

III corresponds to the end of the cyst formation with a single layer of Sertoli cell nuclei around 

the central lumen and a single layer (stage IIIa) or two layers (stage IIIb) of spermatogonia 

toward the basal lamina. Here, it is important to notice that the cyst formation (stage IIIa) 

coincides with the end of Sertoli cell divisions and to the further four mitoses of differentiated 

spermatogonia (stages IIIb to VI). Stage IV has four layers of spermatogonia and Sertoli cell 

nuclei remaining at the adluminal position. Stage V presents five layers of spermatogonia and 

the Sertoli cell nuclei are at an adluminal (majority) or at an intermediate position. Stage VI 

exhibits about six layers of spermatogonia (corresponding to pre-leptotene spermatocytes) 

and Sertoli cell nuclei are in an intermediate (majority) or basal position. The number of germ 

cells per spermatoblast is 4, 8 and 16 for stages IV, V and VI, respectively. Considering the ratio 

of 1 Sertoli cell for 1  spermatogonium at stage IIIa,  and the number of  Sertoli cell nuclei per 

cyst (reflecting also the number of spermatoblasts per cyst), it is possible to evaluate the 

number of cell mitotic divisions for undifferentiated spermatogonia. Holstein (1969) has 

determined 469 spermatoblasts per cysts in Squalus acanthias and this number is about 500 

in Scyliorhinus canicula cysts and about 250 in Torpedo marmorata cysts. In S. canicula and S. 

acanthias, this will correspond to 9 cell cycle divisions for undifferentiated spermatogonia 

(from As to Aund 512) and to 4 more divisions for differentiated spermatogonia (from Ad1 to 
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PL spermatocytes), considering that no division occurs between the last stage of 

undifferentiated spermatogonia and the first stage of differentiated ones. Concerning T. 

marmorata, the total number of spermatogonial mitotic divisions is 12 instead of 13. This high 

proliferative phase allows to produce a large number of spermatozoa from a small number of 

germinal stem cells. Otherwise, the difference between the theoretical (512) and observed 

(469) number of spermatoblasts suggests an apoptosis control of testicular homeostasis as 

observed for all vertebrates and studied in the shark S. acanthias (McClusky, 2012) or in the 

ray T. Marmorata. 

This ability to observe these different generations of spermatogonia is also of interest for 

studying spermatogonial stem cells and their progeny by establishing a molecular signature 

for each of them using in situ hybridization and immunocytochemistry approaches. Such 

studies have shown, for example, that one of the most universal spermatogonial stem cell 

regulator, the GDNF family receptor GFRa1, is expressed in undifferentiated spermatogonia 

(Bosseboeuf et al., 2014). 

 

Meiosis 

In the dogfish S. canicula, meiosis proceeds from stages VII to XI (Fig. 4). Stage VII corresponds 

to cysts containing the primary spermatocytes at the meiotic prophase and all the Sertoli cell 

nuclei are observed against the basal lamina. Stage VIII corresponds to the first meiotic 

division (metaphase, anaphase, telophase) which gives secondary spermatocytes (stages IX 

and X). At the end of meiosis, the number of early spermatids (or round spermatids) is of 64 

per spermatoblast (stage XI). 

 

Spermiogenesis 

Spermiogenesis is the development of spermatids into mature spermatozoa. During this 

process, the main cell transformations are the acrosome formation, the compaction of 

chromatin with the replacement of histones by transition proteins and then protamines, the 

flagella assembly and the cytoplasm reorganization with elimination of its major part and of 

its organelles to keep a cytoplasm mainly restricted to the midpiece containing mitochondria. 
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In S. canicula, stage XI corresponds to cysts with young round spermatids arranged as “a 

festoon figure” with nuclei showing patches of dense chromatin and flagella which are 

noticeable (Fig. 4). In stage XII, condensation of the chromatin is well advanced and elongation 

of the spermatic head and the flagellum are observable on histological sections. During the 

following stages, the development of the helical head, a characteristic feature of 

chondrichthyan spermatozoa, occurs and is completed at stage XIV. At this stage spermatids 

are arranged in parallel bundles which are perpendicular to the basal lamina of the cyst. The 

helical twisting of the spermatid which includes the head, the midpiece and flagellar elements, 

has a function in spermatozoa motility achieved by revolving around their long axis by using 

both their head and tail for helical propulsion (Wang et al., 2021). During stages XV to XVII, 

the nuclei of Sertoli cell migration towards the intermediate cytoplasm of the cell and 

spermatid bundles become more compact and closer to the basal lamina. The midpiece of 

spermatid is also well noticeable at the back of the head. At the ultrastructure level, for the 

spiny dogfish, glycogen granules are present and dispersed between mitochondria, the 

acrosome forms an elongated cap over the nucleus of the spermatid and a short 

perforatorium develops between the nucleus and the acrosome (in the subacrosomal space). 

Classically, the function of the perforatorium is the penetration of the sperm through the egg 

chorion during fertilization. The flagellar apparatus of spermatozoa is also characterized by 

the presence of flagellar roots which form the axis of the midpiece and the existence of two 

longitudinal columns associated with the axoneme. Once again, given the particular motility 

of spermatozoa in elasmobranchs, column function could be associated with the process of 

changing their bidirectional motion (forward only, backward and forward, backward only) as 

observed for sperm of the Javanese Cownose Ray (Wang et al., 2021). 

Another characteristic feature during the stages of spermiogenesis in elasmobranchs, is the 

apparition of a large protein body in the intermediate cytoplasm of Sertoli cell (stage XVI), the 

Semper’s body. Its function is unclear and it will be released with bundles of spermatozoa 

during spermiation. A similar body has been found in the semen of the spiny dogfish and 

named “Sertoli cell cytoplast”. As it contains organelles (mitochondria, ribosomes, 

endoplasmic reticulum) and lipid droplets, some of them associated to steroid synthesis, 

Pudney and Callard hypothesized that it could contribute to the steroids found in the semen 

and  necessary  for  maturation  and  maintenance  of  spermatozoa  in  the  reproductive ducts 
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Fig. 6 A network of tubules. A-D: Intratesticular tubules. E-F: Epididymal and Leydig’s gland tubules. 

A: During their development ,cysts are connected early to branched tubules (b.t.) which converge into 

stem tubules (s.t.). B: illustration of a cyst in spermiation with its branched tubule open and connected 

to a stem tubule; S.b.: Semper’s bodies. C: collecting tubule (c.t.) containing a bundle of spermatozoa 

(arrow). D: network of tubules at the connection between collecting tubules (c.t.) and efferent tubules 

(e.t.) on the mature margin of the testis adjacent to the epigonal tissue (Epig.); b.v.: blood vessel. E: 

Illustration of tubules at the junction of the proximal (p.ep.) and distal (d.ep.) segments of epididymis, 

containing spermatozoa, and of the adjacent Leydig’s gland (L.g.). F: Enlarged view of the square in Fig. 

6E illustrating epithelia of epididymis and of Leydig’s gland which are separated by a connective tissue 

(con.t.) Fig. 6E insert: spermatozoa (spz) and Semper’s body (S.b.) in the lumen of epididymis. 
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 (Pudney and Callard, 1986). Another hypothesis may be that the Semper’s body is equivalent 

to the residual body observed for mammalian spermatids. Its function remains to be studied. 

Stage XVIII corresponds to the spermiation which takes place by the detachment of the 

spermatid bundle which carries with it the adluminal part of the Sertolian cytoplasm. Bundles 

of spermatozoa are then evacuated through the cystic collecting ductule (branched tubules), 

previously closed by a cellular plug (Fig. 6). By taking into account the number of 500 

spermatoblasts in S. canicula and of 250 in T. marmorata, it could be calculated that 32,000 

and 16,000 spermatozoa will be produced per cyst, respectively, for these species. 

 

The post-spermiation cyst contains the remaining basal cytoplasms and nuclei of Sertoli cells 

and will be resorbed in the epigonal organ, underlying this characteristic feature of the close 

association between this lymphomyeloid tissue and the testis in elasmobranchs. However, 

there are a few exceptions, as epigonal organs have not been observed associated with gonads 

in several deep-sea squaloid sharks (Girard et al., 2000). Another interesting feature about 

this association was the inhibitory effect on DNA synthesis of premeiotic cysts by epigonal 

cytosolic extracts, suggesting a crosstalk between the two organs to regulate the 

spermatogenic cycle. Involvement of growth factors (GDNF, IGF1, bFGF…) and cytokines (IL1, 

G-CSF…) in the regulation of spermatogonial proliferation is now well documented in several 

species. 

 

Blood-Testis Barrier 

In amniotes, the blood-testis barrier (BTB) is essential for spermatogenesis and forms during 

puberty when Sertoli cells stop mitosis. Classically, blood–tissue barriers restrict or control the 

entry of molecules present in circulation from entering a tissue or compartment. This barrier 

partially made of specialized junctions between Sertoli cells “protects” haploid cells in a 

specific microenvironment and allows also the production of the testicular fluid useful, in 

particular, for transporting spermatozoa. This blood-testis barrier can be visualized by 

exclusion of a high molecular weight (10 kDa) fluorescent dye. Using this approach, McClusky 

has shown that living post-meiotic cysts are impermeant, suggesting a functional blood-testis 

barrier in cysts containing spermatids in the spiny dogfish (McClusky, 2006). Furthermore, in 
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spermatid cysts, tight junctions have been observed between Sertoli cells, reinforcing the 

presence of a BTB but the precise description of its ultrastructural components remains to be 

done. 

 

Sperm Transport, Maturation and Storage 

Structure of a branching intratesticular network of ductules has been well described in the 

starspotted smooth-hound Mustelus manazo (Park et al., 2013). This system is composed of 

branched tubules, linked to cysts, which are connected via a secondary network of stem 

tubules to the collecting tubules. Branched and stem tubules can be observed early in the cyst-

forming area (stage II) and during the spermatogenetic wave, cysts are still attached to 

branched tubules (Fig. 6). This implies that both cyst and tubules will move together from the 

germinal to the mature zone of the testis, undoubtedly involving regulatory mechanisms not 

yet known. During spermiation, branched tubules open at their junction with the cyst allowing 

the flow of bundles of spermatozoa into the stem tubules. Transport of spermatozoa will be 

achieved thanks to the presence of ciliated epithelial cells lining the lumen of branched, stem 

and collecting tubules (Fig. 6). Contraction of myoid cells surrounding the intratesticular 

tubules probably also contributes to the transport of spermatozoa towards the epididymis 

where maturation occurs (Fig. 6). In mammals, spermatozoa acquire their motility and 

fertilizing properties during their epididymal transit. Epididymis has been poorly studied in 

elasmobranchs, which is surprising considering its size and its apparent similarity to that of 

mammals. Studies in the Port Jackson Shark, Heterodontus portusjacksoni (Jones et al., 1984), 

in the Clearnose Skate Raja eglanteria (Jones and Hamlett, 2006) and in the ocellate river 

stingray Potamotrygon motorothe (Dzyuba et al., 2019) have shown that epididymis 

effectively participates in luminal fluid modifications, including sodium resorption, and that 

spermatozoa, immotile in the proximal segment, acquired their motility during their transit in 

the distal segment of epididymis. In Raja eglanteria, the glycosylation activity of the Leydig’s 

gland (Fig. 6), connected to epididymis and to the deferent duct, is associated to spermatozoa 

aggregation. During their transport from the cyst, where they were aggregated into bundles, 

to the distal segment of epididymis, bundles of spermatozoa are dissociated and spermatozoa 

reaggregate into the seminal vesicle where they are embedded in a mucoid matrix. Two basic 

types of spermatozoa aggregation are described for elasmobranchs: spermatozeugmata and 
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spermatophores. In spermatophores, bundles of spermatozoa are embedded in a matrix with 

the heads inside and the flagella projected out the matrix. Spermatophores are found in 

Alopidae, Odontaspididae and Lamnidae. Spermatozeugmata are un-encapsulated masses of 

naked spermatozoa. Spermatozeugmata may consist of different architectures: simple aligned 

bundles of spermatozoa (Squalus acanthias, Hydrolagus colliei); radially aligned bundles of 

spermatozoa (Charcharinus plumbeus); several layers of sperm bundles (Sphyrna lewini). 

Spermatozoa are stored in a motile state within seminal ampullae and increase their velocity 

in the female reproductive tract, where they are able to swim through a wide range of viscous 

environments (uterus, oviducal gland and oviduct) thanks to their peculiar rotational 

propulsion mechanism (Wang et al., 2021). 

 

Seasonality of Spermatogenesis 

Spermatogenesis can show little or no seasonal changes in Elasmobranchs, as this is the case 

for S. canicula or the ray T. marmorata showing continuous spermatogenesis throughout the 

year. But in the spiny dogfish S. acanthias, caught along the United States Atlantic coast, the 

spermatogenic cycle is interrupted by germ cell apoptosis at the mitosis–meiosis transition in 

April-May, leading to a zone of degeneration. By studying this zone of degeneration, several 

pieces of information of interest can be found. Firstly, because this interruption is temporary, 

the resumption of the mitosis-meiosis transition will give new cysts that will lead to a 

displacement of the zone of degeneration (ZD) towards the mature side of the testis. So, the 

observation of this zone of degeneration along the time will give an idea of the duration of 

spermatogenesis. In the spiny dogfish, McClusky (2006) has thus established that the 

spermatogenic cycle spans about 2 years and that the duration from the Preleptotene stage 

to the more mature spermatid stage is of 9–10 months, underlining the long time required for 

spermatogenesis in that shark. In terms of sperm production, the displacement of the ZD at 

the mature side of the testis will lead to the absence of mature cysts and consequently the 

decrease of sperm production 9–10 months later, in February-March of the following year. 

Conversely, the higher number of cysts containing mature spermatids is observed between 

October and January and coincides with the matting period (December to February). Secondly, 

this zone of degeneration was experimentally reproduced in the dogfish S. canicula by partial 

hypophysectomy coupled with an increase of temperature, suggesting that this mitotic-
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meiosis transition is a critical stage of spermatogenesis under gonadotrophin and 

environmental control. Consequently, seasonality of reproduction can be more marked in 

species that inhabit regions where environmental conditions vary widely with season. 

A ZD has also been observed in the blue shark Prionace glauca, the Atlantic stingray Hypanus 

sabinus, in the skate Raja erinacea or in the ray Urobatis halleri for examples. Apart from the 

presence or absence of a ZD, it has been reported that the relative abundance of cysts at 

different stages of spermatogenesis varies seasonally according to species. As observed for S. 

acanthias, higher number of cysts containing mature spermatids or higher number of 

spermatozoa in seminal ampullae generally correlate with the mating period for sharks. In S. 

canicula (Carcharhiniformes, wide geographic range, Northeast Atlantic), mature spermatids 

containing cysts increase from April through to August and the greatest number of 

spermatozoa per seminal ampulla was observed from March through to May in species caught 

in the English Channel. In Epaulet shark, Hemiscyllium ocellatum (Orectolobiformes, tropical, 

Western Pacific), a higher degree of sperm storage occurs from August through to November, 

preceding mating period in December. In Starspotted smooth-hound Mustelus manazo and in 

Spotless smooth-hound Mustelus griseus, two Carcharhiniformes tropical species (Western 

Indian Ocean and Western Pacific), the highest number of cysts containing mature spermatids 

was observed in March and May, respectively, and accumulation of spermatozoa was greatest 

from December through to May. In both Mustelus species, it appears that spermatozoa 

production was at maximum before the June-August mating period. Among sharks, the 

Bonnethead Sphyrna tiburo (Carchariniformes, subtropical, Western Atlantic) appears as a 

special case since all stages of spermatogenesis are not present at all time of the year, a 

complete testicular regression and recrudescence is observed (Parsons and Grier, 1992). All 

the reports cited above concern sharks, what about rays ? In the subtropical Myliobatiforms 

Atlantic stingray Hypanus sabinus (Western Atlantic) and round stingrays Urobatis halleri 

(Eastern Pacific), inactive phase of spermatogenesis was observed from March through to July 

and maximum production of mature cysts in winter (from August through to January in H. 

sabinus, December in U.halleri) preceding spring mating period when sperm stored in seminal 

vesicles will be used (Tricas et al., 2000). In lesser guitar fish Rhinobatus annulatus 

(Rhinopristiformes, subtropical, Southeast Atlantic), no spermatogenetic resting period was 
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observed since all stages were found in the testes throughout the year. However, a peak in 

sperm production was observed from November through to January (Rossouw, 2014). 

 

Control of Spermatogenesis 

In Elasmobranchs, like in other vertebrates, the testicular function is hormonally controlled 

via a hypothalamus–pituitary–gonadal (HPG) axis involving the GnRH (Gonadotropin-releasing 

hormone) hypothalamic neuropeptide, pituitary gonadotropins LH (luteinizing hormone) and 

FSH (follicle stimulating hormone) and gonadal steroids. GnRH and gonadotropins act by 

binding to their specific G-protein coupled-receptor (GnRHR, FSHR, LHR) expressed by their 

target cells. Three groups of GnRH (GnRH-I, GnRH-II, GnRH-III) have been identified in brain 

but it is classically considered that control of synthesis and release of gonadotropins is 

regulated by the GnRH-I localized in diencephalon. In Elasmobranchs, the transport of GnRH-

I to pituitary occurs via the general circulation in absence of a direct vasculature such as the 

portal system found in mammals. Gonadotropins are heteromeric glycoproteins made of one 

common α subunit and one specific β subunit (β-LH or β-FSH). The three subunits have been 

first identified in S. canicula and with advances in elasmobranch genome sequencing, 

sequences of hormones and their receptors have been identified in several species. Presently, 

interactions between glycoprotein hormones (LH, FSH, TSH) and their receptors have been 

only studied in the elephant shark Callorhinchus milii (Buechi and Bridgham, 2017), a 

chondrichthyan belonging to holocephalans which have diverged early from elasmobranchs 

(around −400/−350 MYA). However, the expression profiles and functions of FSH and LH 

receptors have not yet been studied in elasmobranchs, underscoring the work that remains 

to be done in these species. At present, the control of spermatogenesis in elasmobranchs is 

essentially based on the targeted study of mRNA or protein expression levels as a function of 

development or stages of spermatogenesis, or on the analysis of hormone levels as a function 

of seasonality. Gene editing has not yet been developed, but recent advances in gene transfer 

are emerging (Fujimori et al., 2022). 

 

 

 



Introduction générale 

 

93 

The Case of Leydig Cells 

When testicular anatomy is presented, it is usual to present the seminiferous compartment in 

which spermatogenesis occurs and the interstitial compartment, which includes the Leydig 

cells. This pattern is probably true for amniotes but the presence of functional Leydig cells in 

elasmobranchs is still questioned. In amniotes, the Leydig cells are associated to androgen 

production and they show an ultrastructure classically associated to steroid synthesis such as 

presence of mitochondria with tubular cristae, agranular endoplasmic reticulum and lipid 

droplets. In addition, they express key enzymes involved in the biosynthesis of steroids such 

as the 3β-hydroxysteroid dehydrogenase (3β-HSD) and 17β-hydroxysteroid dehydrogenase 

(17β-HSD). In elasmobranchs, Leydig cells have been described as absent or present according 

to authors and/or stages of development and/or seasonality. For example, Leydig cells have 

been described as absent from the interstitial tissue of Scyliorhinus stellaris or rare in 

Cetorhinus maximus and Scyliorhinus canicula or present but undifferentiated in Squalus 

acanthias. Furthermore, Sertoli cells in these species show steroidal ultrastructure features 

and isolated cysts in Squalus acanthias or in Scyliorhinus canicula have the abilities to 

synthesize androgens. However, interesting studies conducted in the ray T. marmorata (Prisco 

et al., 2008) have shed new light on the question. In fact, in this species, typical Leydig cells 

are observed in the interstitial compartment adjacent to cysts engaged in spermatogenesis 

but they have reduced cellular components when they are associated to cysts containing 

spermatogonia and, at the other end, when they are associated to cysts engaged in 

spermiation. Immunolocalization of 3β-HSD and 17β-HSD has confirmed a distinctive stage-

related involvement of cells in steroid production: spermatogonia of the early stages, Sertoli 

cells of cysts containing spermatogonia, Leydig cells associated to meiotic stages and Sertoli 

cells in late spermatids stages. 

Several studies, reviewed by Becerril-Garcia et al. (2020), have analyzed steroid levels in 

relation with the seasonal reproductive cycle and spermatogenetic stages. Briefly, in mature 

individuals, androgens (mainly testosterone instead of 11-ketotestosterone) regulate 

development and maturation of cysts as well as the final stage of sperm maturation. Androgen 

receptor was primarily localized in premeiotic stages in the testis of S. acanthias, suggesting 

that androgens regulate the development of early stages of spermatogenesis, which has also 

been observed in the bonnethead Sphyrna tiburo (Tyminski et al., 2015) but with an 
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expression, and therefore a potential function, extended to gonadal ducts. In agreement, 

increased male genital tract development and mature sperm count correlate with increased 

plasma testosterone in seasonal animals as observed, for example, for the bonnethead 

(Gonzalez De Acevedo et al., 2020) or for the sand tiger shark Carcharias taurus (Wyffels et 

al., 2020). Among other steroids, progesterone and 17α, 20β dihydroxyprogesterone (OHP) 

have also been identified and associated with cysts containing late spermatids (Sourdaine and 

Garnier, 1993). In addition, the progesterone receptor has been identified in the 

extratesticular ducts of the Amazonian stingray Potamotrygon wallacei, suggesting a potential 

role for progesterone in sperm maturation (Morales-Gamba et al., 2023). 

 

Reproductive Science in Elasmobranchs 

The science of assisted reproduction in elasmobranchs is currently being developed in aquaria 

in an attempt to address the risk of extinction of several species (Penfold and Wyffels, 2019). 

These developments include the publication of methods for semen collection adapted to 

species, for sperm cryopreservation (García-Salinas et al., 2021) and for non-invasive 

evaluation of andrological parameters (de Oliveira Camilo et al., 2023). Studies on 

comparisons of hormonal profiles in captive versus wild individuals are also being undertaken 

with the aim of developing in situ conservation (Becerril-Garcia et al., 2020). Paradoxically, 

assisted reproduction is also likely to benefit from the development of contraceptive methods 

to reduce aggressiveness in captivity, using GnRH antagonists in particular, which could help 

to understand the particularities of the neuroendocrine control of reproduction in 

elasmobranchs (Sailler et al., 2023). 

 

Conclusion 

Elasmobranchs present a remarkable male genital tract that by some aspects, appears more 

related to the genital tract of amniotes than of anamniote species (epididymis for example). 

They have also characteristic features like the close association between the testis and the 

epigonal tissue or the diversity of testicular cells involved in steroidogenesis. What is the 

evolutionary meaning of these features? Endocrine and paracrine control of spermatogenesis 
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are still poorly understood while knowledge on the reproduction of elasmobranchs is still a 

challenge because of their vulnerability. 
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Analyse comparée des protéomes des quatre stades de la spermatogenèse 

chez la petite roussette (Scyliorhinus canicula), par l’utilisation d’un NanoLC-

ESI-MS/MS à haute résolution 

Le testicule est l’organe qui exprime le plus grand nombre de gènes enrichis au niveau 

tissulaire (Djureinovic et al., 2014) et des efforts sont actuellement déployés pour caractériser 

les fonctions de ces gènes (Vandenbrouck et al., 2020). Dans ce but, l'analyse des expressions 

spécifiques aux types cellulaires et dépendantes du stade est fondamentale pour caractériser 

les événements se déroulant au cours de la spermatogenèse. Dans ce contexte, l’analyse des 

protéomes testiculaires de la petite roussette Scyliorhinus canicula présente des intérêts du 

fait de sa position phylogénétique unique à la racine des Gnathostomes (Irisarri et al., 2017) 

et de la possession des répertoires de gènes régulant l'homéostasie et la reproduction (Hara 

et al., 2018). Le testicule de S. canicula possède une organisation cystique où chaque cyste est 

constitué de spermatoblastes eux-mêmes constitués d’une association entre une cellule de 

Sertoli et une lignée de cellules germinales à développement synchrone (Stanley, 1966). La 

spermatogenèse se déroule sur tout le diamètre du testicule, ainsi, une coupe transversale du 

testicule montre une succession de zones correspondant à la zone germinative et la zone des 

cystes à spermatogonies (zone A), puis des cystes à spermatocytes (zone B), des cystes à 

jeunes spermatides (zone C) et des cystes à spermatides matures (zone D), qui sont facilement 

distinguables et accessibles (Loir and Sourdaine, 1994). De plus, l'absence de cellules de Leydig 

différenciées renforce le rôle essentiel des cellules de Sertoli chez cette espèce (Engel and 

Callard, 2007). 

L'objectif de cette étude est de caractériser, pour la première fois chez un Vertébrés 

cartilagineux, les protéomes des quatre principales zones testiculaires afin d'établir les 

changements protéiques en fonction des stades de la spermatogenèse.  

Après microdissections des quatre zones testiculaires de la roussette S. canicula, les 

protéomes ont été analysés par NanoLC-ESI-MS/MS à haute résolution et les protéines 

identifiées ont été annotées par Blastp contre le protéome prédit de S. canicula. Les protéines 

annotées ont fait l’objet d’une annotation homologue par Blastp contre le protéome de la 

souris Mus musculus. Les protéines spécifiques de chaque zone ont été identifiées et illustrées 

par un diagramme de Venn avant de faire l’objet d’une annotation fonctionnelle par ontologie 
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génétique. D’autre part, les abondances des protéines exprimées dans les quatre zones 

testiculaires ont été analysées par k-clustering (k = 5) et représentées par une carte de chaleur 

avant de faire également l’objet d’une annotation fonctionnelle par ontologie génétique. À 

partir des termes obtenus, trois voies de signalisation ont fait l’objet d’une analyse 

approfondie incluant l’identification des différents acteurs impliqués ainsi que l’analyse de 

leurs profils d’expression en fonction des stades de la spermatogenèse. L’analyse de la 

stéroïdogenèse a été inclue sur la base du rôle cruciale des stéroïdes dans la régulation de la 

spermatogenèse. 

En termes de protéines spécifiques aux zones, cette étude a mis en évidence que les deux 

zones avec le plus de protéines spécifiques étaient la zone A, avec 401 protéines, et la zone D 

avec 242 protéines.  

Des termes d’intérêt ont été mis en avant au niveau des différentes zones testiculaires. Les 

termes obtenus pour la zone A sont liés aux processus métaboliques des ARNm, à l’épissage 

des ARNm et à la réplication de l’ADN alors que les termes obtenus pour la zone D sont liés au 

développement du flagelle des spermatides ainsi qu’à son activité. 

En termes de protéines montrant des changements significatifs d’abondance entre les zones, 

les 1284 protéines différentiellement exprimées entre les quatre zones testiculaires ont été 

partitionnées sur la base des différents profils d’expression observés, qui sont au nombre de 

cinq. L’ontologie génétique associée a mis en évidence que le terme « Rho-GTPase activate 

PKNs » apparait majoritairement associé à la zone A. Cette famille de protéines a été peu 

étudiée au niveau testiculaire mais des données récentes ont montré que la protéine PKN1 

pourrait être essentielle à la croissance et la migration des cellules cancéreuses ovariennes 

(Zeng et al., 2020). Par ailleurs, le métabolisme du glucose apparait majoritairement associé à 

la zone D ce qui est en accord avec le fait qu’il est l'une des principales sources de production 

d'ATP au niveau des spermatozoïdes (Amaral, 2022). Les protéines associées aux processus de 

traduction et de traitement des ARNm diminuent en abondance de la zone A vers la zone D, 

ce qui est en accord avec les régulations transcriptionnelles et post-transcriptionnelles au 

cours de la spermatogenèse et le fait que les cellules germinales mâles expriment le plus grand 

nombre d’épissages alternatifs d’ARN messagers (Li et al., 2020).  
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Par la suite, quatre voies de signalisation ont été analysées avec : le protéasome et la 

protéolyse dépendante de l’ubiquitine, compte tenu de leurs mises en évidence par l’analyse 

d’ontologie génétique, le splicéosome ; compte tenu de son importance particulière dans 

l’épissage des ARNm au cours de la spermatogenèse ; et la stéroïdogenèse, compte tenu de la 

disponibilité des données sur les stéroïdes testiculaires chez différents Élasmobranches. 

Les protéines du protéasome sont plus abondantes en zone A et D et la protéine α4s (PSMA8), 

caractéristique du spermatoprotéasome, est plus abondante dans la zone des cystes à 

spermatogonies. Ce résultat indique une expression plus précoce de PSMA8 par rapport à des 

études chez la souris où elle est exprimée dans les spermatocytes primaires et interagit avec 

les composants du complexe synaptonémal (Gómez-H et al., 2019; Živković et al., 2022). Parmi 

les protéines associées à la protéolyse ubiquitine-dépendante, UBE2G2 et UBE4B sont les deux 

seules enzymes dont l'abondance est plus élevée dans la zone B. Leurs rôles au cours de la 

spermatogenèse ont été peu étudiés, à l'exception de publications montrant des différences 

dans les niveaux d'UBE2G2 chez les hommes subfertiles (Laqqan and Hammadeh, 2018) et la 

surexpression de l'UBE4B dans les spermatides allongées chez la souris (M. Li et al., 2020). 

Concernant les composants du splicéosome, ils sont majoritairement associés à la zone A, d’où 

un rôle possible du splicéosome plus important au cours des premiers stades de la 

spermatogenèse. Une autre possibilité serait une synthèse de ceux-ci au cours des premiers 

stades mais avec une activation du splicéosome aux stades suivants, notamment au niveau 

des spermatocytes primaires qui présentent l’activité transcriptionnelle la plus importante 

avec la synthèse des variants testiculaires. Pour terminer, la voie de la stéroïdogenèse 

présente une forte abondance de la 17β-HSD en zone D, ce qui est en accord avec les 

concentrations en androgènes plus élevées dans cette zone (Sourdaine and Garnier, 1993). 

Pour conclure, cette analyse devrait permettre d'enrichir les données disponibles chez les 

Élasmobranches et de mieux comprendre la régulation de la spermatogenèse au cours de 

l'évolution. Nos résultats sont cohérents avec le fait que les répertoires de gènes régulant la 

spermatogenèse seraient présents au moins à la racine des Gnathostomes et qu’ils ont évolué 

lentement. Cependant, notre étude a montré que le nombre le plus élevé de protéines 

spécifiques à une zone a été retrouvé pour les zones A et D, ce qui correspond aux étapes 

contrôlant la phase d'amplification cellulaire qui déterminera le nombre final de gamètes 

produits (zone A) et l'étape finale de différenciation et de libération des gamètes (zone D). Ces 
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deux étapes correspondent à des traits variables d'une espèce à l'autre, tels que le taux de 

production de spermatozoïdes et la morphologie des spermatozoïdes. Pour terminer, notre 

étude a mis en évidence que le plus grand nombre de protéines non caractérisées était associé 

à la zone D, dont une protéine avec une signature lipocaline et une protéine avec un site ATP-

dependent DNA ligase AMP-binding site. Le fait de retrouver des protéines non caractérisées 

associées à la spermiogenèse peut être mis en relation avec une publication récente qui a 

montré que l'évolution du testicule a été guidée, au moins en partie, par l'émergence de 

nouveaux gènes associés à la spermiogenèse (Murat et al., 2023). 
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▪ ABSTRACT 

Spermatogenesis is a highly specialized process of cell proliferation and differentiation leading 

to the production of spermatozoa from spermatogonial stem cells. Due to its testicular 

anatomy, Scyliorhinus canicula is an interesting model to explore stage-based changes in 

proteins during spermatogenesis. The proteomes of four testicular zones corresponding to 

the germinative niche and to spermatocysts (cysts) with spermatogonia (zone A), cysts with 

spermatocytes (zone B), cysts with young spermatids (zone C) and cysts with late spermatids 

(zone D) have been analyzed by nanoLC-ESI-MS/MS. Gene ontology and KEGG annotations 

were also performed. A total of 3346 multiple protein groups were identified. Zone-specific 

protein analyses highlighted RNA-processing, chromosome-related processes, cilium 

organisation and cilium activity in zones A, B, C and D, respectively. Analyses of proteins with 

zone-dependent abundance revealed processes related to cellular stress, ubiquitin-

dependent degradation by the proteasome, post-transcriptional regulation and regulation of 

cellular homeostasis. Our results also suggest that the roles of some proteins, such as 

ceruloplasmin, optineurin, the pregnancy zone protein, PA28β or the Culling-RING ligase 5 

complex as well as some uncharacterized proteins, during spermatogenesis could be further 

explored. Finally, the study of this shark species allows to integrate these data in an 

evolutionary context of the regulation of spermatogenesis. Mass spectrometry data are freely 

mailto:pascal.sourdaine@unicaen.fr
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accessible via iProX-integrated Proteome resources (https://www.iprox.cn/) for reuse 

purposes.  

 

Key words: Spermatogenesis, Chondrichthyes, Elasmobranchs, testicular proteome, shark 

 

▪ INTRODUCTION 

The small-spotted catshark belongs to the cartilaginous fishes (Chondrichthyes) comprising 

the Holocephalans (Chimaeras) and the Elasmobranchs (Sharks, rays and skates) which occupy 

a unique phylogenetic position as a result of their divergence from Osteichthyes (Bony 

Vertebrates) estimated have occurred around 450-million years ago (Mya)(Irisarri et al., 2017). 

Due to their key position near the base of phylogeny, the Chondrichthyans are of interest for 

the evolutionary study of various biological processes or systems such as the adaptive immune 

system(Almeida et al., 2021; Matz et al., 2021), various developmental processes(Criswell et 

al., 2021; Schmidt et al., 2022) or the endoskeleton evolution(Atake and Eames, 2021). Among 

the recent advances in the whole genome sequencing of several species, those concerning the 

elephant shark Callorhinchus milii are the first to have opened new vistas regarding the 

molecular underpinnings of various cellular processes in Chondrichthyans(Hara et al., 2018; 

King et al., 2011; Marra et al., 2019; Read et al., 2017; Venkatesh et al., 2007). The genomes 

of sharks are characterized by reduced molecular evolution rates and their relatively large size, 

from 974 Mb length for C. milii to 4600 Mb length for Carcharodon carcharias and feature 

large introns and a large content of transposable elements rather than massive gene 

duplication(Hara et al., 2018; Marra et al., 2019; Tan et al., 2021; Weber et al., 2020). Analysis 

of origins and losses of vertebrate gene families showed that a significant number of gene 

families were present at the root of the Gnathostomata branch, establishing the gene families 

present in bony vertebrates and cartilaginous fishes(Tan et al., 2021; Weber et al., 2020). So, 

the jawed vertebrate ancestor was found to possess the gene repertories regulating 

homeostasis and reproduction(Hara et al., 2018) and Chondrichthyes are the most basal 

extant jawed vertebrates with glycoprotein hormones differentiated into gonadotropins (FSH 

and LH), thyrotropins (TSH1 and TSH2) and thyrostimulin (GPHA2B5)(Buechi and Bridgham, 

2017). However, several gains and losses of genes have been described between 

https://www.iprox.cn/


Chapitre I 

109 

Elasmobranchs and Osteichthyes(Joyce et al., 2023; Marra et al., 2019; Neves et al., 2022; Tan 

et al., 2021; Y. Zhang et al., 2020) but also between Elasmobranchs and the Holocephalans in 

the Chondrichthyes, two groups which diverged early after the estimated divergence time of 

Chondrichthyes and Osteichthyes(Kuraku, 2021; Neves et al., 2022; Tan et al., 2021). In 

addition to the importance of identifying chondrichthyan genomes for the understanding of 

genome evolution, these data are also fundamental for large-scale -omic analyses and several 

transcriptomic and proteomic data elements are now available for Elasmobranchs(Bakke et 

al., 2022; Chana-Munoz et al., 2017; Krishnaswamy Gopalan et al., 2014; Machado et al., 2018; 

Mulley et al., 2014; Nazarian et al., 2007; Onimaru et al., 2018; Stavrianakou et al., 2017), 

providing important molecular tools for physiological studies in Chondrichthyans. In the 

present study, we explored the proteome of the testis using a high-resolution nanoLC-ESI-

MS/MS approach to study the evolution of the regulation of spermatogenesis and to enrich 

the proteomic data for Elasmobranchs. 

Spermatogenesis is a highly conserved and orderly process under endocrine and paracrine 

regulation that allows production of spermatozoa from undifferentiated spermatogonial stem 

cells. Classically, spermatogenesis is divided into three main stages: mitotic proliferation and 

spermatogonia differentiation, meiosis, leading to the formation of young haploid spermatids 

from primary spermatocytes and spermiogenesis corresponding to the cellular transformation 

of round spermatids into mature elongated spermatids. The testis expresses the largest 

number of tissue-enriched genes and efforts are currently directed towards characterizing 

their functions(Ahn et al., 2017; Djureinovic et al., 2014; Vandenbrouck et al., 2020). For this 

purpose, the analysis of cell-specific and stage-dependent expressions is fundamental to 

characterize specific events during spermatogenesis. This is why the testis of the small-spotted 

catshark is of specific interest. The testes of this and other chondrichthyans consist of 

spermatocysts (cysts), each housing spermatoblasts in which one Sertoli cell is associated with 

synchronously-developing germ cells, from 1 spermatogonium initially to 64 mature 

spermatids(Gomes do Rêgo et al., 2016; Grier, 1992; Grier et al., 2016; Pratt, 1988; Stanley, 

1966). In the small-spotted catshark testis, during spermatogenic development which 

proceeds across the diameter, cysts originate from the germinative zone on the dorsolateral 

margins of the testis and, as new cysts are continuously formed, older cysts are displaced in a 

sequential order leading to a zonal arrangement according to the spermatogenetic wave. 
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Thus, a cross section of the testis shows a succession of dorsoventrally oriented zones 

corresponding to the germinal area, the zone of spermatogonial cysts, the zone of 

spermatocyte cysts, the zone of early spermatid cysts and the zone of late spermatid cysts, 

which are easily distinguishable and accessible(Bosseboeuf et al., 2014; Gautier et al., 2014; 

Loir and Sourdaine, 1994; Loppion et al., 2008). In addition, the absence of differentiated 

Leydig cells reinforces the essential role of the Sertoli cells, whose structure evolves 

specifically in relation to the germ cell stage. These cells are the main steroidogenic cells of 

the testis for S. canicula as well as for Squalus acanthias(Cuevas et al., 1993; Cuevas and 

Callard, 1992a; Loir et al., 1995; Pudney and Callard, 1984b, 1984a; Sourdaine and Garnier, 

1993). Furthermore, testicular homeostasis appears to be controlled by germ cell and Sertoli 

cell apoptosis, as has been shown in S. acanthias and other Elasmobranch species(McClusky, 

2022, 2013, 2012; Prisco et al., 2003; Ricchiari et al., 2006). The close relationship between 

the testis and the epigonal tissue, a lymphomyeloid tissue unique in Elasmobranchs, suggests 

a crosstalk between the two organs to regulate the spermatogenic cycle(Piferrer and Callard, 

1995). And lastly, the size of testes allows for easy access to cells from a non-endangered 

species belonging to the Carcharhiniforms, the largest family of sharks.  

The aim of this current study is to characterize the proteome of the four main testicular zones 

of S. canicula to establish stage-related protein changes in the cellular microenvironment 

during spermatogenesis. We reported the Gene Ontology annotation and enriched pathways 

information of proteins exclusive to each zone and proteins showing significant stage-related 

changes in abundance. The results of this study highlight some of the evolutionarily conserved 

proteomic aspects of spermatogenesis, with a particular focus on the proteasome and the 

ubiquitin-mediated proteolysis, the spliceosome and steroidogenesis. 

▪ EXPERIMENTAL PROCEDURES 

Animals and samples collection 

Small-spotted Catshark Scyliorhinus canicula has been assessed for the IUCN (International 

Union for Conservation of Nature) red list of threatened species in 2020 and listed as a least 

concern species. Mature male catsharks were fished off Cherbourg (Manche, France) by the 

Lycée Professionnel Maritime et Aquacole Daniel Rigolet, then starved in natural sea water 

outflow tanks at the marine station of the University of Caen Normandy (Centre de Recherche 
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en Environnement Côtier (CREC), Luc sur Mer, France). The CREC experimental facilities were 

approved by the council department of population care under the A14384001 number 

(Préfecture du Calvados, France). No project agreement by the Regional Ethical Committee 

(Cenomexa, committee agreement number 54) was required since animals were used only for 

tissue sampling. Catsharks were allowed to acclimate at least 2 weeks before collection of the 

samples. Animals were killed by percussive blow to the head followed by sectioning and 

pithing of the spinal cord and brain and exsanguination according to the European directive 

2010/63/UE for care and use of animals. Testes were sampled and transferred into Gautron’s 

buffer (pH 7.8, 890 mosmol kg-1)(Gautron, 1978) complemented by 58 mM trimethylamine-

N-oxide (TMAO, Sigma, France). As previously described(Loir and Sourdaine, 1994), fresh 

testicular cross sections (2 mm) were microdissected into four zones corresponding to the 

germinative area and spermatocysts (cysts) with spermatogonia (zone A), cysts with 

spermatocytes (zone B), cysts with early spermatids (zone C) and cysts with late spermatids 

(zone D) (Figure S1). Samples were stored in RNAzol RT (Sigma) at -80°C until protein 

extraction. 

 

Protein extraction 

Protein extraction was performed separately on the 4 testicular zones from 3 catsharks (n=12). 

Frozen tissues were crushed in liquid nitrogen, extracted with 2.5 volumes of ice-cold lysis 

buffer (Urea 6M, Thiourea 2M, Tris-Base 40mM, CHAPS 2%, EDTA 1 mM, DTT 0.5 mM, AEBSF 

1 mM and E64 10 µM protease inhibitors), then sonicated and stayed 1 hr on ice before being 

centrifuged at 15000 g for 30 min at 4 °C. Supernatants were then ultracentrifuged at 105000 

g for 1 hr at 4 °C. Protein concentration of resulting supernatants was determined using the 

bicinchoninic acid protein assay (Sigma-Aldrich, Merck, France).  

NanoLC-ESI-MS/MS analysis 

From each sample, 5 µg of proteins were prepared using a modified GASP protocol (Gel-aided 

sample preparation with a gel plug cut into two pieces only)(Fischer and Kessler, 2015) before 

an overnight hydrolysis at 37°C with a mix solution of trypsin/lysine-C (400 ng per sample; 

V5073 Promega). Resulting peptides samples were first desalted and concentrated onto a C18 

microcolumn (Omix C18 10µl, Agilent) then fractionated onto a NanoElute ultrahigh-pressure 

nanoflow chromatography system (nanoLC, Bruker Daltonics) with a C18 pepmap 100 (5mm 
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x 300µm i.d.) precolumn (Thermo Scientific) and separated at 50°C onto a reversed phase 

Reprosil column (25cm x 75μm i.d.) packed with 1.6μm C18 coated porous silica beads 

(Ionopticks). The mobile phases consisted of 0.1% formic acid in water (solvent A) and 0.1% 

formic acid in acetonitrile (solvent B). The nanoflow rate was set at 400 nL/min with a gradient 

profile from 2% to 15% solvent B within 60 min, then an increase to 25% solvent B within 30 

min and to 37% solvent B within 10 min, followed by a 95% solvent B washing step before 

reequilibration.  

ESI-MS analyses were realized on a TIMS-TOF Pro mass spectrometer (Bruker Daltonics) with 

a nanoelectrospray ion source (Captive Spray, Bruker Daltonics). The system was calibrated 

weekly and the mass accuracy was better than 1 ppm. A 1600 spray voltage with a capillary 

temperature of 180 °C was carried out for ionizing and MS spectra acquired in the 100 to 1700 

m/z mass range in PASEF mode. 

 

Database searching 

The nanoLC-ESI-MS/MS mass spectra from each 12 samples were analysed using the Preview 

program (ProteinMetrics)(Kil et al., 2011) to estimate digestion quality and posttranslational 

modifications. The database searching was carried out using PeaksXPro software 

(Bioinformatics Solutions Inc.; Waterloo, Canada) against the NCBI predicted proteome from 

S. canicula genome. The search parameters used were as follows: trypsin parameter was 

selected with a maximum of 2 miss cleavage; the variable modifications allowed were 

methionine-oxidation, lysine-acetylation and asparagine-/glutamine-deamidation. 

Propionamide modification on the cysteine residues was set as fix. Mass accuracy was set to 

20 ppm and 0.05 Da for MS and MS/MS modes, respectively. Data were filtered according to 

a false discovery rate (FDR) of 1% at the peptide level. Label-free analysis was done using 

ANOVA in order to filter results to proteins with a peak significance greater than 10 and a 

minimum ratio of 1.5. From database search results, 6744 proteins/accession numbers were 

retrieved and corresponded to 3346 protein groups. The overall workflow of the proteome 

analysis is presented as supplementary information (Figure S2). 
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Figure 1. Review of databases considering number of identified proteins, of gene ontologies and Kegg 

pathways for species regarded as representative of a clade with elephant shark for Chondrichthyes, 

zebrafish for teleost fishes, chicken for Aves, African clawed frog for Amphibians, mouse and human 

for Mammals (In date of the 06/2020). an., annotations; Myr, Million years ago; path., pathways; seq. 

sequences. Animal illustrations are used with permission from http://phylopic.org.Figure. 

  

http://phylopic.org.figure/
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Sample quality control 

The quantification values of the 1284 catshark proteins common to the four zones were 

converted into log2ratio (abundance values of proteins in a sample divided by the mean 

abundance value in all samples) and used as matrix for a principal component analysis (PCA), 

using the FactomineR package(Lê et al., 2008) of Rstudio software 

(https://www.rstudio.com/). Then, PCA results were treated by k-mean clustering using the 

Factoextra package(Kassambara and Mundt, 2020), the best sample segregation parameter 

was searched and found for 4 clusters with the highest BSS/TSS ratio of 0.75, and the replicates 

were grouped into their corresponding clusters (Figure S3). 

Bioinformatics and functional annotation 

Due to the limited number of correctly-annotated proteins (48 245 sequences, as of 06/2020), 

the limited number of gene ontologies (4076 annotations, as of 06/2020) and the absence of 

kegg pathways in S. canicula, identified proteins were blasted against Homo sapiens proteome 

(Proteome ID: UP000005640), Mus musculus proteome (Proteome ID: UP000000589), 

Xenopus laevis proteome (Proteome ID: UP000186698), Gallus gallus proteome (Proteome ID: 

UP000000539), Danio rerio proteome (Proteome ID: UP000000437) and Callorhincus milii 

proteome (Proteome ID: UP000314986). Proteomes were uploaded from Uniprot 

(https://www.uniprot.org/) and species were selected as representative of a clade, notably 

on the basis of the availability of their databases.  

BLASTp were carried out using the Galaxy web resource (https://usegalaxy.org/) with hits 

filtering proteins showing more than 40% of identity and coverage, and e-value below 1e-05. 

For each catshark protein and against each proteome, hits with lowest e-value and higher 

percentage of identity were retained. Then, distribution of identity percentages, e-values and 

coverage percentages of retained hits were analysed. Mice was chosen as a reference because 

of the richness of available databases (55 319 sequences for proteome, 1 140 842 GO 

annotations with 61 459 annotations validated by mutant phenotypes and 343 Kegg 

pathways; as of 06/2020) (Figure 1) and the obtained distribution of e-values, identity 

percentages and coverage considered as control indicators for blastp hit results. In absence of 

mice putative homologs, catshark proteins were analysed using blastp results against all 

proteins referenced on NCBI (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/).  

https://www.rstudio.com/
https://www.uniprot.org/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/
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Protein mapping according to testicular zones has been done by using the ggvenn package on 

the Rstudio software (https://www.rstudio.com/)(Yan, 2021). Protein mapping resulted in 

several protein groups from those retrieved in only one testicular zone (i.e., zone A, zone B, 

zone C, zone D) to those retrieved in all zones (i.e., common to zones A, B, C, D) and those 

retrieved in intermediate groups (i.e., common between zones A and B, common between 

zones A, B, C, …).  

Changes in abundance of proteins during stages of spermatogenesis were analysed for 

proteins retrieved in all zones with a quantification value different than 0, where 0 means no 

significant difference between the protein quantification and background noise. Then, a 

principal component analysis (PCA) on abundance values (means of triplicates) was done 

before a hierarchical ascending classification with Euclidean distance and ward method using 

the function HCPC (Hierarchical Clustering on Principal Components) of the FactoMineR 

package(Lê et al., 2008). Although the dendrogram obtained showed that the highest inertia 

loss was between clusters 3 and 4 (inertia-loss3-4 = 0.2), a division into five clusters was 

retained in order to differentiate profiles more in line with the four testicular zones (Figure 

S4). The inertia loss due to the division in five clusters instead of three has been of 36%. 

Abundance distributions were represented with the ComplexHeatmap package(Gu et al., 

2016). 

Gene Ontology (GO), reactome pathway and wiki pathway-based functional annotation of 

protein groups were carried out for mice putative homologs by using Cluego, a Cytoscape 

plug-in (https://apps.cytoscape.org/apps/cluego)(Bindea et al., 2009). The following 

parameters were applied: GO tree between 3-8; cluster with a minimum of 3 accessions 

associated by term; genes association higher than 4%; Term P-value corrected with Bonferroni 

step down < 0.05; Go Term fusion parameter selected. Corrected P-values were converted 

into -log2(P-value) and the 10 most significant terms have been kept for each queried 

database and each sample. 

For KEGG annotation, K-numbers were found based on putative homologs mice uniprot 

accession using the Retrieve/IDmapping tool of uniprot (https://www.uniprot.org/id-

mapping/) for pathway identification with the Kegg mapper – Search tool 

(https://www.genome.jp/kegg/mapper.html). The dataset of k-numbers retrieved in all zones 

was used for the identification of pathways based on the high number of retrieved proteins, 

https://www.rstudio.com/
https://www.uniprot.org/id-mapping/
https://www.uniprot.org/id-mapping/
https://www.genome.jp/kegg/mapper.html
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proteins with abundance values and their link with the spermatogenesis. Ubiquitin-mediated 

proteolysis (mmu04120), Proteasome (mmu03050), Spliceosome (mmu03040) and Ovarian 

steroidogenesis (mmu04913) were selected, abundance values were added before the 

inclusion of involved proteins not retrieved in all zones. To be noticed: p68 was identified by 

manual blastp as Q61656, an isoform of Q8BTS0 present in the spliceosome pathway; PA28β 

(psme2) was identified as G3X9V0, an isoform of P97372 present in the proteasome pathway; 

Cul4b and Ube4a were present in the ubiquitin mediated proteolysis pathway and identified 

as E9PXY1, an isoform of A2A432, and G3X9Y5, an isoform of E9Q735, respectively. 

Data Availability Statement 

Mass spectrometry data have been deposited into the iProX - integrated Proteome resources 

(https://www.iprox.cn/) with the data set identifier IPX0006196000. 

 

▪ RESULTS AND DISCUSSION 

Proteomic profile of small-spotted catshark during spermatogenesis 

The nanoLC-ESI-MS/MS analysis of the different testicular zones using the predicted proteome 

from the S. canicula genome allowed to identify 6744 proteins/accession numbers included in 

3346 multiple protein groups typically represented by isoforms (Table S1). Of these proteins, 

5552 were found expressed in zone A (representing 82.35% of total proteins) with 1011 (15%) 

exclusively identified in A; 3745 proteins were expressed in zone B (55.56%) with 25 (0.4%) 

exclusively identified in B; 3643 proteins were expressed in zone C (54.02%) with 33 (0.5%) 

exclusively identified in C; 5192 proteins were expressed in zone D (77.02%) with 795 (11.8%) 

exclusively identified in D (Figure S5). The number of proteins common to the 4 zones was 

2876, representing 42.6% of total proteins, of which 1284 (19.0%) have shown abundance 

values. These last set of proteins was used for sample quality control, and further analysed 

during spermatogenesis (see below paragraph PCA, Heatmap). Since spermatogenesis 

proceeds continuously from zone A to zone D, and given the above results showing a small 

number of proteins expressed exclusively in zones B and C, the proteins were grouped for 

functional analysis as follows: (i) specific proteins identified in zone A (1011 proteins) 

corresponding to the start of the spermatogenic wave; (ii) proteins specific to zone B (25 

proteins) and common ones between zones B and A (252 proteins), and between zones B and  

https://www.iprox.cn/
https://www.iprox.cn/
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Figure 2. Mapping, using venn diagram, of the 2969 mouse putative homologs proteins obtained by 

blastp according to the four testicular zones. A: zone A; B: zone B; C: zone C; D: zone D; Acc. Mm.: 

accessions of Mus musculus; *: putative homologs retrieved in all four zones with abundance values.  
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C (22 proteins), illustrating the meiotic progression of spermatogenesis, which we have named 

“continuum B”; (iii) proteins specific to zone C (33 proteins) and common proteins between 

zones B and C (22 proteins) and between zones C and D (218 proteins) illustrating the early 

spermiogenesis progression and named “continuum C”; (iiii) specific proteins identified in 

zone D (795 proteins), illustrating the end of the spermatogenic wave. 

The BLASTp results for the 6744 proteins against the proteins of the six species have shown 

that between 6150 (G. gallus) and 6285 (H. Sapiens) proteins were retrieved with an e-value 

equal to 0 for 61% (C. milii) to 55% (H. sapiens, M. musculus, X. leavis, G. gallus, D. rerio) of 

proteins, a percentage of identity between 80% and 100% for 55% (C. milii) to 32% (D. rerio, 

M. musculus) of proteins, a percentage of identity between 60% and 80% for 45% (G. gallus, 

X. leavis, M. musculus) to 34% (C. milii) of proteins and a percentage of coverage between 80 

and 100% for 87% (M. musculus) to 73% (C. milii) of proteins (Figure S6). Because of the lack 

of marked differences between species observed here, and thanks to the large number of 

functional annotations available in mice, this species was further used for functional 

annotation of catshark proteins. Interestingly, the number of proteins completely conserved 

between species appeared similar (i.e., 34 with C. milii; 39 with M musculus; 40 with H. 

sapiens) and corresponds to 22 protein groups for C.milii and around 10 for H. sapiens, M. 

musculus, X. leavis, G. gallus and D. rerio. On the other hand, between 291 (4.3%) and 600 

(8.8%) proteins were not identified when blasted against C. milii and D. rerio proteomes, 

respectively. These results are in agreement with genome analyses showing that around 50% 

of genes have ancient origins(Tan et al., 2021; Weber et al., 2020). 

 

Functional analysis of testicular stage-specific proteins during spermatogenesis 

Blastp against mice proteome identified 2969 (89%) mice putative homologs with unique 

annotation to the 3346 multiple protein groups identified in testicular zones of S. canicula. 

Protein mapping according to the zones of spermatogenesis revealed 2582 mice homologs 

expressed in the zone A (86.97%), 1851 in the zone B (62.34%), 1737 in the zone C (58.50%) 

and 2331 proteins in the zone D (78.51%) (Figure 2). Among them, 1440 mice homologs 

(48.5%) were common to the 4 zones, 401 (13.5%) were exclusively identified in zone A, 146 

(4.9%) were identified in continuum B, 97 (3.26%) were identified in continuum C and 242 

(8.2%) were exclusively identified in zone D. The proteins of zone A, continuum B, continuum  
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Figure 3. Best 10 hits of gene ontology for the 401 mice putative homologs of the zone A, 146 of the 

continuum B, 97 of the continuum C and 242 of the zone D. BP: biological process; MF: molecular 

function; CC: cellular function; RP: reactome pathway; WP: wikipathway; Nr. Genes: number of genes.  
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C and zone D contributed to 206, 184, 37 and 86 functional annotations, respectively. The 

number of associated terms was higher in the zone A, corresponding to stages of proliferation 

and differentiation of spermatogonia, and in the continuum B, corresponding to meiosis, than 

in continuum C and zone D, reflecting a lower diversity of biological functions during stages of 

spermiogenesis. Furthermore, no or few terms associated to reactome and wiki pathways 

were retrieved for these zones corresponding to spermiogenesis. 

The ten most significant terms for each biological function revealed that unique proteins of 

zone A were related to RNA processing including, among others, mRNA and ncRNA metabolic 

processes and RNA splicing and were also related to DNA replication and mitotic cell cycle 

(Figure 3). Terms related to mRNA processing and DNA replication were kept in the meiotic 

zone (continuum B) but completed by chromosome-related process in accordance with 

meiosis (i.e., nuclear chromosome segregation and meiotic cell cycle in biological process; 

chromosomal region and condensed chromosome in cellular component; homologous 

recombination and mismatch repair in wiki pathway). Interestingly, biological process related 

to methylation and histone modifications were also retrieved, which could be associated to 

the establishment of a specific regulation of gene expression during 

spermatogenesis(Burlibaşa et al., 2019; M. Li et al., 2020; Naro et al., 2017; Paronetto and 

Sette, 2010). Sphingolipid metabolism was also noticed in wiki pathway and this could be 

related to male meiotic cytokinesis(Kunduri et al., 2022; Rabionet et al., 2015). Oestrogen 

signalling was also highlighted which is in agreement with one of the pioneering works of G.V. 

Callard on the paracrine function of oestrogens during spermatogenesis in a shark 

species(Callard et al., 1985). Proteins associated to spermiogenesis (continuum C and zone D) 

were unsurprisingly related to the spermatid flagellum development (i.e. for continuum C: 

cilium organisation in biological process; cilium in cellular component; dynein in molecular 

function) and completed by cilium activity (i.e. for zone D: motile cilium in cellular component; 

calmodulin and magnesium binding in molecular function; mitochondrial protein import in 

reactome pathway and purine metabolism in wiki pathway). 
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Figure 4. Expression patterns of clusters based on the 1284 catshark proteins expressed in all four 

zones according to testicular zones. Acc. Sc.: accessions of Scyliorhinus canicula; Acc. Mm: accessions 

of Mus musculus. 
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Variations in protein levels during spermatogenesis 

From the 2876 proteins identified in S. canicula and common to the 4 zones, 1284 proteins 

corresponding to 807 protein groups have shown a significant difference in abundance. The 

hierarchical clustering of the 1248 proteins allowed us to define five clusters corresponding 

roughly to proteins at the highest levels in zone D (Cluster 1) and the highest levels in zone C 

(Cluster 2), the lowest levels in zone B (Cluster 3), the highest levels in zone A (Cluster 4) and 

the lowest levels in zone D (Cluster 5) (Figure 4). The number of proteins per cluster was 30, 

241, 561, 88 and 364 in cluster 1, 2, 3, 4 and 5, respectively. The number of identified mice 

homologs, corresponding to 761 protein groups, was 16, 153, 370, 36 and 186 in clusters 1, 2, 

3, 4 and 5, respectively. 

The ten most significant terms (Figure 5) according to biological functions (biological process, 

cellular component, molecular function, reactome pathway, wiki pathway) revealed that 

those found in cluster 1 were related to: glucose metabolism; binding of sperm to zona 

pellucida, also found in cluster 2; HSP90-mediated steroid hormone receptor activation; HSF1-

mediated controls. These results are in agreement with a higher expression profile in the zone 

of cysts with late spermatids as glycolysis is one of the main ATP-producing pathways, with 

oxidative phosphorylation, in spermatozoa(Amaral, 2022) and the roles of heat shock 

transcription factors (HSF1 and HSF2) during spermatogenesis(Dietrich et al., 2019; Widlak 

and Vydra, 2017). HSP90-mediated activation of glucocorticoid and oestrogen receptors 

involves a network of co-chaperone proteins(Backe et al., 2022), which does not yet appear 

to have been studied during spermatogenesis. It may also be noted that the term associated 

with the import of peroxisomal proteins can be related to the fact that a defect in peroxisomes 

induces spermatogenesis arrest at the spermatid stage in mice(Brauns et al., 2019). 

Concerning cluster 2, several metabolic and biosynthesis processes are highlighted, associated 

with cytoplasmic translation, with several terms related to ribosomes and RNAs, protein 

folding, transmembrane transporters, cellular trafficking, biogenesis and maintenance of 

organelles and cilium assembly. All these terms appear to be in agreement with the deep 

cellular remodelling which occurs during spermiogenesis, although it should be kept in mind 

that the zone C analysed also included somatic cells associated with spermatids. Regarding 

the reactome pathway, the term “L13a-mediated translational silencing of ceruloplasmin 

expression”, found also in clusters 4 and 5, refers to ceruloplasmin which has been identified  
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Figure 5. Best 10 hits of gene ontology for the five clusters, obtained by hierarchical ascending 

classification with Euclidean distance and ward method for the 1284 catshark proteins found in all four 

zones. BP: biological process; MF: molecular function; CC: cellular function; RP: reactome pathway; 

WP: wikipathway; Nr. Genes: number of genes.  
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as a Sertoli cell secretory protein for a long time(Onoda and Djakiew, 1990) but its functional 

importance during spermatogenesis has been the object of relatively few studies apart from 

its role as a potential copper transporter(Ogórek et al., 2019).  

Concerning cluster 3, several terms appeared similar to those of cluster 2 such as cytoplasmic 

translation or transmembrane transporters but the proteins associated with these processes 

differed between the two clusters. Cluster 3 is also characterised by a stronger representation 

of terms associated with energy metabolism in relation to mitochondria and oxidative, 

peptide and amide-related metabolic processes. From the heat map (Figure 4), one can only 

observe that proteins associated with these processes are expressed in zones A and D, less so 

in zone C and clearly reduced in zone B corresponding to meiotic cysts. Indeed, it has long 

been established that meiotic and post-meiotic cells use lactate rather than glucose as an 

energy source and that spermatids differ from each other in their energy 

metabolism(Nakamura et al., 1984), so the overall expression profile of cluster 3 is rather 

consistent with changes in energy metabolism processes during spermatogenesis. Functional 

annotations related to the reactome pathway revealed several terms. One was related to 

mRNA stability through the AU-rich binding protein AUF1 (hnRNP-D0 or HNRPD), also found 

in cluster 5 and of which several variants have been identified in mice testis(Lu and Schneider, 

2004). “Hedgehog ligand biogenesis” was also noticed where Hh could sustain spermatogonial 

cells proliferation(Sahin et al., 2014; Zhao et al., 2022). The NF-KappaB signaling and 

Keap1/Nfe2l2 pathways were also highlighted, which could have a protective effect against 

oxidative stress in the testis(Feng et al., 2020). 

Cluster 4, which corresponds to a set of proteins with a higher expression level in the testicular 

zone A, appeared characterized by terms associated to the “regulation of homeostasis” 

(Biological process), the “nucleosome” (Cellular function) or to the “Rho-GTPase activate 

PKNs” and “the assembly of the pre-replicative complex” (Reactome pathway) which does not 

seem aberrant given that this zone includes the germinative zone comprising spermatogonial 

and somatic stem cells, and also corresponds to the establishment of cysts which involve both 

germ cells and somatic cells proliferations as well as cell-cell and cell-ECM 

interactions(Bosseboeuf et al., 2014; Loppion et al., 2008). Interestingly, the Protein Kinase N 

family proteins, comprising three isoforms, have been little studied in the testis whereas 

recent data have shown that PKN1 may be essential for anchorage-independent growth and 
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migration of ovarian cancer cells(Zeng et al., 2020). Gene regulation by RUNX1 was also 

highlighted in the reactome pathway category and no data seems to be available concerning 

its function during spermatogenesis excepted as a transcriptional cofactor, with CEBPβ, of the 

androgen receptor in human epididymis epithelial cells(Browne et al., 2019). The term 

“primary focal segmental glomerulosclerosis (FSGS)” evidenced in the wiki pathway is 

questionable and remains to be explored. However, a study of glomerular transcriptomes in 

patients has revealed that up-regulated genes in FSGS were involved in, among other things, 

spermatogenesis and gamete generation, and related for example to cell cycle and 

proliferation, TGF-β superfamily signaling and RNA processing(Tong et al., 2015). 

Cluster 5 appeared to be characterized by translation and mRNA processing, including mRNA 

splicing, in all of the five biological categories, which is in accordance with the fact that factors 

controlling spermatogenesis are controlled at transcriptional and posttranscriptional levels, 

resulting in male germ cells expressing the widest array of transcript variants(Li et al., 2020; 

Naro et al., 2017; Paronetto and Sette, 2010; Soumillon et al., 2013). According to the heatmap 

profile of cluster 5, actors in mRNA processing exhibit a higher expression level in the zone of 

cysts with spermatogonia, then levels decreased during spermatogenesis to be at the lowest 

in the zone of late spermatids. 

Overall, it can be noticed that terms related to the proteasome regulation appeared in three 

of the five clusters as: “protein-deneddylation” (Biological process, cluster 2) that regulate 

Cul1 and Cul3 protein accumulation(Wu et al., 2005); “ubiquitin-like protein peptidase 

activity” and “metal-dependent deubiquitinase activity” (Molecular function, cluster 2); 

“ubiquitin protein ligase binding” (Molecular function, cluster 3) and “proteasome 

degradation” (wikipathway, cluster 3 and 4). This led us to explore the ubiquitin-proteasome 

pathway during spermatogenesis using the kegg mapper (see below). 

Catshark testicular proteins with no positive blast against mice proteome 

From the 3346 proteins groups identified in the catshark testis, 377 had no positive blast 

against the mice proteome. Among these 377 protein groups, 140 protein groups showed 

variations according to the testicular zone where 20 were specific to the zone A, 1 to the zone 

B, 4 to the zone C, 76 to the zone D and 39 were found in all zones but with variations in their 

levels. By only taking into account this set of 140 protein groups, a blastp search against the 
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proteome of the other species was done. Results have shown that 22 proteins groups had 

homologs only with C. milii, 4 only with D. rario, 5 only with X. laevis, 2 only with G. gallus, 2 

only with H. sapiens, 9 with all of the five species except M. musculus and 46 protein groups 

still had no positive blast (Table S1). The lack of positive blast was due to the fact that the 

proteins did not satisfy the filtering parameters used and was mainly due to less than 40% 

identity, reflecting less evolutionarily conserved sequences. Out of the 140 protein groups, 19 

were annotated as “uncharacterized” at the date of writing of the manuscript. 

From these 22 protein groups, it could be noticed the following proteins whose annotation 

may suggest a gonadal function. The “scaffold attachment factor B2” (SAFB2) belongs to the 

type B scaffold attachment factor proteins first identified as binder of the nuclear matrix and 

involved in a large variety of nucleic acid-related biological functions(Norman et al., 2016). In 

mice testis, SAFB2 is expressed in spermatogonial stem cells end Sertoli cell nuclei(Zheng et 

al., 2014) and SAFB-/- mice showed an increase number of Sertoli cells(Jiang et al., 2015). 

Expression of SAFB2 in the catshark testis may be consistent with a conserved role for SAFB2 

in Sertoli cell and spermatogonial differentiation. The “prothymosin alpha-A” (PTMA) which is 

a highly acidic nuclear protein was found in the late stage of spermatogenesis that is in 

accordance with its nuclear localization in spermatids of another cartilaginous fish, Torpedo 

marmorata(Prisco et al., 2009) and in other species(Venditti and Minucci, 2017). Roles of 

other proteins such as “optineurin”, a ubiquitin-binding adaptor protein; the “pregnancy zone 

protein”, a chaperone protein maintaining protein homeostasis during pregnancy, the 

“Programmed cell death 6-interacting protein” or “Testis, prostate and placenta-expressed 

protein” or “Maestro heat-like repeat family member 1” during spermatogenesis remain to 

be clarified. While for others, a role during spermatogenesis has been explored such as for 

prosaposin (PSAP) involved in the development of the reproductive system(Guo et al., 2007), 

cofilin as an actin depolymerizing factor(Park et al., 2021), progranulin (PGRN) an acrosomal 

glycoprotein synthesized during spermatogenesis(Baba et al., 1993), centrin 3 a member of 

the centrosome protein family(Xiaodong et al., 2002) or “Spermatogenesis-associated protein 

6” (SPATA6)(Lin et al., 2021). 

Among the 19 uncharacterized proteins, 2 were specific to zone A, 1 to zone B, 13 to zone D 

and 3 found with level variations in the four zones. For the two proteins of zone A, searching  
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Figure 6. Pathway of the catshark proteasome based on mouse putative homologs identification and 

proteasome pathway (mmu03050). Green boxes corresponded to identified proteins and white boxes 

to no protein identification. Blue circles corresponded to identified proteins as specific in a zone. A: 

zone A; B: zone B; C: zone C; D: zone D. 
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for protein domains and homologs in UniProtKB revealed three zinc-finger domains (two C3H1 

type and one CHY type) and homologs in bony fishes, Coelacanth and Amphibia but no other 

Tetrapoda for XP_038640217.1; height zinc-finger C2H2 type domains and homologs in C. milii 

and Dermophiidae amphibians for XP_038640519.1. No significant hit was found in the search 

for protein domains of the protein of the zone B (XP_038676215.1). For uncharacterized 

proteins in zone D, only two protein domains were found, such as a Lipocalin signature for 

XP_038638045.1 and an ATP-dependent DNA ligase AMP-binding site for XP_038633879.1. 

For proteins found in the four zones, a zinc finger C2H2 type domain signature was found for 

XP_038653542.1 with homologs in Chondrichthyes and the protein XP_038663142.1 

appeared homologous to cadherin-like beta sandwich domain-containing protein which 

appeared well conserved from Ciona intestinalis to bony fishes and Amphibia but with no 

homologs in other Tetrapoda. 

Enriched pathways 

From the 2969 mice putative homologs identified, 2584 k-numbers were retrieved before a 

kegg pathway mapping. Pathways were selected then completed by including stage-related 

protein abundances. Because of the results obtained on changes in the testicular proteome 

during spermatogenesis in the catshark highlighted processes associated to proteasome and 

ubiquitin-mediated proteolysis, a first investigation on theses pathways was performed. A 

second and third investigation were done by taking into account spliceosome and mRNA 

processing due to their particular importance during the spermatogenesis process. A fourth 

pathway was detailed concerning steroidogenesis, which was motived by the availability of 

previous studies on steroids analysed in the catshark testis, or in other 

Elasmobranchs(Becerril-García et al., 2020). 

Proteasome and ubiquitin-mediated proteolysis 

Within the ubiquitin-mediated proteolysis pathway we identified 31 factors, of which 27 were 

preferentially associated with zone A and 26 with zone D. A similar expression pattern was 

observed for the core and regulatory proteins of the proteasome with higher values in zones 

A and D for most of the 33 proteins found. The standard proteasome subtypes, forming the 

constitutive 20S core particle (c20S), were found (α1 to α6 and β2 to β6) with the exception 

of β1 and β7 (Figure 6). The α4s (PSMA8) characterising the spermatoproteasome (s20S  
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Figure 7. Pathway of the catshark ubiquitin mediated proteolysis based on mouse putative homologs 

identification and ubiquitin mediated proteolysis pathway (mmu04120). Green boxes corresponded to 

identified proteins and white boxes to no protein identification. Blue circles corresponded to identified 

proteins as specific in a zone. A: zone A; B: zone B; C: zone C; D: zone D. 
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particle) was also observed with higher expression in zone A while in mice it is expressed in 

primary spermatocytes and interact with components of the synaptonemal complex (Gómez-

H et al., 2019; Živković et al., 2022). Proteins from both subcomplexes of the 19S regulator 

particle were found: Rpn3-9 and Rpn11, Rpn12 for the Lid subcomplex (PA700); Rpn1, Rpn2, 

Rpn13 and Rpt1-6 for the base subcomplex. The regulators PA200 and PA28Ỿ were also found 

in zones A and D and only in zone A, respectively. This is consistent with their potential roles 

in the maturing process and oxidative stress response of spermatozoa(Dietrich et al., 2019; 

Huang et al., 2016) but also with a more recent finding of the role of PA28Ỿ on the regulation 

of spermatogonia(Gao et al., 2019). The regulators PA28β and PA28α that assemble as 

heterotetrametric have functions associated with the process of MHC class I antigen 

presentation. Only PA28β was found with zone A-specific expression, which raises questions 

about its roles at this stage and whether it is active as a monomer or a homoheptamer as 

suggested in structure studies(Cascio, 2021). An analysis of PA28 precursors was performed 

and suggested the presence of a single precursor that appears to be more homologous to 

mouse PA28β than to PA28α (Figure S7). 

The analysis of the factors of ubiquitin-mediated proteolysis showed that the ubiquitin 

activating enzymes UBE1, UBLEA1A, UBLEA1B, UBE1c were most abundant in zone A while 

Uba6 was most abundant in zone D (Figure 7). Thirty-one ubiquitin-conjugating enzymes were 

found with a higher abundance of 11 in zone A, 4 identified only in zone A and 7 in the zones 

C and/or D. UBE2G2 and UBE4B were the only two enzymes showing higher abundance in 

zone B corresponding to cysts with spermatocytes. Their role during spermatogenesis has 

been little studied, with the exception of publications showing differences in levels of UBE2G2 

in subfertile men(Laqqan and Hammadeh, 2018) and overexpression of UBE4b in elongated 

spermatids in mice(M. Li et al., 2020). Relatively few E3 ubiquitin ligases were found in the 

present study while many isoforms are expressed in the testis(Richburg et al., 2014; Xiong et 

al., 2022). Of the E3 substrates identified, CUL3 was most abundant in the spermatid zones, 

which is in agreement with its previously reported profile in mice(Richburg et al., 2014), while 

CUL2 appeared to be most abundant only in the early spermatid zone, although its expression 

has been reported to regulate meiotic entry in the C. elegans germline(Burger et al., 2013). 

Other E3 substrates playing an important role during spermatogenesis are the isoforms CUL4A 

and CUL4B(Kopanja et al., 2011; Yin et al., 2021, 2016) but only CUL4B was found in Zone A  
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Figure 8. Pathway of the catshark spliceosome based on mouse putative homologs identification and 

spliceosome pathway (mmu03040). Green boxes corresponded to identified proteins and white boxes 

to no protein identification. Blue circles corresponded to identified proteins as specific in a zone. A: 

zone A; B: zone B; C: zone C; D: zone D.  
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and D. However, the Ddb1 adaptor of Cul4 was found to be more abundant in zone A, which 

may be consistent with the importance of the CUL4-DDB1 complex for germ-cell cycle 

progression, cell proliferation and survival(Yin et al., 2021). Four proteins (Cul5, RBX2/rnf7, 

Elob, Eloc) of the potential Cullin-RING ligase 5 (CRL5) complex were also found in zone A, 

which may be of interest for a new study topic, given the lack of data available concerning 

them during spermatogenesis.  

 

Spliceosome 

During spermatogenesis, the transcriptionally active germ-cell stages are the mitotic and 

meiotic stages and alternative splicing controls the temporally specific use of transcripts 

required for spermiogenesis(Li et al., 2020) including, in particular, meiotic intron-retaining 

transcripts mechanisms(Naro et al., 2017). Eighty-four factors involved in the spliceosome 

pathway were found in the present analysis with a large majority of proteins showing a higher 

abundance in zone A (Figure 8). These factors are linked to the different U1-U6, Prp19 and 

EJC/TREK complexes. The early expression of these factors at stages corresponding to the zone 

of differentiation and proliferation of spermatogonia is questionable as the spliceosome 

would be expected to be established in spermatocytes. However, some studies have shown 

that spliceosome factors were required for early stages of spermatogenesis such as 

U2A/snrpa1(Wu et al., 2016) and Prp3(Chen et al., 2019) in Drosophila and Bud31 in mice(Qin 

et al., 2023), which are required for spermatogonial stem cell self-renewal and spermatogonial 

differentiation. Our results raise the question of whether spliceosome factors may either have 

more roles during the early stages of spermatogenesis or be expressed in the early stages but 

the spliceosome is activated later. On the other hand, only two factors related to the Prp19 

complex were more abundant in zone D corresponding to cysts with late spermatids. These 

proteins are Hspa1a and Hspa1l which are members of the heat shock protein family A 

(Hsp70), member 1A and member 1-like, respectively. As Hsp70 proteins are pleiotropic and 

involved in a wide range of cellular processes as molecular chaperones, it would be speculative 

to focus on their function here, however it has been reported that HSPA1L is localized in 

mouse spermatids and human spermatozoa, albeit with no clear explanation of its 

function(Liu et al., 2022; Wang et al., 2020). 
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Figure 9. Pathway of the catshark steroidogenesis based on mouse putative homologs identification 

and ovarian steroidogenesis pathway (mmu04913). Green boxes corresponded to identified proteins 

and white boxes no protein identification. Blue circles corresponded to identified proteins as specific 

in a zone. A: zone A; B: zone B; C: zone C; D: zone D; N.: Nucleus; M.: Mitochondria.  
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Post-transcriptional regulation 

During spermiogenesis, spermatids become transcriptionally inactive due to extensive 

remodelling of their nuclei by replacing histones with protamines. This may raise the question 

of the proteins identified in zones C and D being primarily derived from Sertoli cells and not 

from spermatids. However, several spermatid proteins were found to be expressed in zones 

C and D, such as a spermatid perinuclear RNA-binding protein isoform, sperm-associated 

antigen16 protein-like, sperm acrosome-associated protein9 isoforms, sperm surface protein 

Sp17, spermatogenesis-associated protein6-like or spermidine synthase. Therefore, although 

the relative abundance of proteins identified in zones C and D cannot be attributed to Sertoli 

cells and spermatids, it is clear that spermatid-associated proteins are present despite their 

transcriptional inactivation. In fact, gene expression in haploid spermatids requires a temporal 

uncoupling of transcription and translation. During the early stages, mRNAs are actively 

transcribed and stored in specialized cytoplasmic assemblies of ribonucleoproteins (RNPs) 

including chromatoid bodies (CBs). They serve as storehouses and processing centers of 

mRNAs awaiting translation during the post-meiotic stages of spermatogenesis(Anbazhagan 

et al., 2022). In our study, Ddx4, Ddx6, EiF4e, Marcks and Piwil1 were found in all zones, in 

zones A, B and C for Tdrd7, in zones A and B for Nsun2 and only in zone A for Piwil2. These 

eight proteins are constitutive of the chromatoid bodies, suggesting their effectiveness as 

facilitators of compartmentalization and coordination of mRNAs regulatory pathways in the 

male germline.  

Steroidogenesis 

All enzymes involved in the "classical" pathway of gonadal steroid synthesis were found in our 

study with the exception of aromatase (CYP19A1) (Figure 9). The relative abundance of 

proteins according to the stages of spermatogenesis would suggest that pregnenolone would 

be preferentially synthesised in zone A by CYP11A and preferentially metabolised in zone D to 

delta-5 steroids by CYP17 or to progesterone by 3β-HSD, and then to 17OH-progesterone and 

androstenedione by CYP17 and testosterone by the 17β-HSD. The transformation of 17OH-

progesterone to 17α-20β-dihydroxyprogesterone (DHP) by 20β-HSD also appears to occur 

preferentially in zone D. PKA was also found in abundance in zone D, suggesting that 

stimulation of steroidogenesis occurs mainly in the late stages of spermatogenesis. These 

results are in agreement with our previous publications showing higher concentrations of 
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androstenedione, testosterone and DHP in cysts containing late spermatids(Sourdaine and 

Garnier, 1993). High concentrations of androgens have been also associated with advanced 

stages of spermatogenesis in other Elasmobranchs such as Squalus acanthias(Cuevas et al., 

1993), Dasyatis sabina(Tricas et al., 2000) and Cephaloscyllium laticeps(Awruch, 2013). In the 

present study, the abundance of CYP11A in zone A would not be consistent with the fact that 

progesterone concentrations were also higher in zone D(Sourdaine and Garnier, 1993). This 

discrepancy could be explained by the stage-related patterns of steroid secretion versus 

steroid retention(Cuevas and Callard, 1992a) and/or the rate at which progesterone was 

converted into downstream steroid metabolites(Awruch, 2013). Another discrepancy in our 

results is the absence of aromatase (CYP19), contrasting with previously reported testicular 

activities in Squalus acanthias(Callard et al., 1985) but in agreement with the low 

concentrations measured in testicular zones of S. canicula(Sourdaine et al., 1990), probably 

reflecting a very low level of the proteins. 

▪ CONCLUSIONS 

This analysis of the dogfish testicular proteome should enrich the data available for the 

Elasmobranchs, a phylogenetically and environmentally important group in which many 

species are currently considered as threatened. Our study adds to the interest of this organism 

for the study of proteins according to the stages of spermatogenesis and for a better 

understanding of the regulation of spermatogenesis during evolution. Although the 

divergence between Chondrichthyes and Osteichthyes is estimated to have happened around 

450 million years ago, only 11% of the catshark testicular proteins did not have a positive blast 

compared to the mouse proteome under the filtering parameters used in our study. This result 

is rather consistent with the fact that the repertoires of genes regulating spermatogenesis 

would be present at least at the root of Gnathostomata and that they have evolved slowly. 

However, our study showed that the highest number of zone-specific proteins was found in 

zone A and zone D, corresponding to the fundamental steps of spermatogenesis controlling 

the cell amplification phase that will determine the final number of gametes produced (zone 

A) and controlling the final step of gamete differentiation and release (zone D). These two 

steps correspond to variable traits across species, such as the rate of sperm production and 

the morphology of the spermatozoa. Furthermore, in our study, the largest number of 

uncharacterized proteins was found in zone D, including a protein with lipocalin signature and 
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a protein with an ATP-dependent DNA ligase AMP-binding site. Thus, these results highlight 

the proteome of spermiogenesis and it is interesting to relate this with a recent publication 

that showed that the evolution of the testis was driven, at least, by the emergence of new 

genes associated with spermiogenesis(Murat et al., 2023). Among other uncharacterized 

proteins, our study showed that several zing-finger proteins and a cadherin-like beta sandwich 

domain-containing protein would be not conserved in Tetrapods except in Amphibians, 

suggesting the identification of ancient players in the regulation of testicular function. Our 

results also highlight specific processes along the spermatogenic wave such as mRNA and 

ncRNA metabolic process and regulation of homeostasis in zone A; chromosome-related, 

methylation and histone modifications process as well as changes in metabolic process in zone 

B; cilium organisation and cytoplasmic translation in zone C; cilium activity and cytoplasmic 

translation in zone D. Factors related to proteasome and ubiquitin-dependent proteolysis 

were found to be more abundant in zone D, consistent with the maturation process during 

spermiogenesis. However, the α4s subunit of the spermatoproteasome, the regulators PA200 

and PA28Ỿ as well as several Culling-RING ligase complexes were also found in abundance in 

zone A, which might be associated with the regulation of spermatogonia and Sertoli cells, 

which, in this shark testis model, differentiate and proliferate from the germinative area and 

progressively form spermatocysts. While these processes are already known to be important 

during spermatogenesis, our study points to actors whose testicular function remains poorly 

explored, such as for the import of peroxisomal proteins, ceruloplasmin, optineurin, the 

pregnancy zone protein, PA28β or the Culling-RING ligase 5 complex. Our results also suggest 

that spliceosome factors are expressed earlier during spermatogenesis, as early as the 

spermatogonial stages, although it is generally accepted that they are expressed at the 

spermatocyte stage. 
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Figure S1. Histological section of the testis. Histological section of the small-spotted catshark testis. 

(1): Representative view of a testis section from the germinative area (small dotted line) to the 

opposite margin of the testis where spermiation occurs; the arrow represents the spermatogenic wave 

from zone A to zone D; large dotted lines represent margins between the four zones A, B, C and D. (2): 

Germinative area showing somatic cell precursors (whitehead arrow) and undifferentiated 

spermatogonia (blackhead arrow), the two types of cells proliferate and progressively aggregate to 

form spherical spermatocysts (cysts) with a progressively emerging lumen (L). (3): illustration of the 

zone A with a stage corresponding to the end of cyst formation with a single layer of Sertoli cell nuclei 

(whitehead arrow) in adluminal position and a single layer of spermatogonia (blackhead arrow) in basal 

position of the cyst. At this stage, the Sertoli cells stop proliferating and form a spermatoblast 

consisting of one Sertoli cell associated with one spermatogonia (Insert). (4): illustration of zone B with 

a cyst containing about six layers of primary spermatocytes (blackhead arrow), the Sertoli cell nuclei 

are in a basal position (whitehead arrow). (5): illustration of zone C with a cyst containing round 

spermatids arranged in a “festoon” pattern (blackhead arrow) and Sertoli cell nuclei in basal position 

(whitehead arrow). (6): illustration of zone D with a cyst containing parallel bundles of late spermatids 

(blackhead arrow) and Sertoli cell nuclei in basal position (whitehead arrow). 
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Figure S2. Overall workflow of proteome analysis based on the total proteins identified by NanoLC-ESI-

MS/MS in the four testicular zones of the catshark, Scyliorhinus canicula. Number of corresponding 

accessions: 1: 6744 Acc. Sc.; 2: 1011 Acc. Sc. (ZoneA), 299 Acc. Sc. (ContinuumB), 273 Acc. Sc. 

(ContinuumC), 795 Acc. Sc. (Zone D); 3: 6744 Acc. Sc.; 4: 1284 Acc. Sc.; 5: 2969 Acc. Mm., 2584 k-

numbers; 6: 377 Prot. Gr. Sc.. Acc. Sc.: Accessions of Scyliorhinus canicula; Acc. Mm.: Accessions of Mus 

musculus; Prot. Gr. Sc.: protein groups of Scyliorhinus canicula; BP: biological process; MF: molecular 

function; CC: cellular component; RP: reactome pathway; WP: wikipathway. 
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Figure S3. Sample quality control of biological replicates (N = 3), considering only the 1284 catshark 

proteins retrieved in all four zones, by principal component analysis and k-means clustering. Cos2 color 

gradient indicate the representation qualities of samples considering both selected dimension for 

representation. Black circles represent the clusters obtained for biological replicates for zone A, zone 

B, zone C and zone D (for the highest BSS/TSS ratio obtained of 0.75). The brown arrow represents the 

spermatogenetic wave. 
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Figure S4. Principal component analysis of testicular zones (Means of replicates, N = 3) with clustering, 

using hierarchical ascending classification with euclidean distance and ward method, of the 1284 

catshark proteins found in the four zones. The cluster 1 (red) is composed by 30 catshark proteins, the 

cluster 2 (yellow) by 241, the cluster 3 (green) by 561, the cluster 4 (blue) by 88 and the cluster 5 (pink) 

by 364 proteins represented by the smallest points. The larger points represent centers of clusters and 

the elipse represent confidence interval of 95%. The brown arrow represents the spermatogenetic 

wave. 
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Figure S5. Mapping, using venn diagram, of the 6744 catshark proteins obtained by NanoLC-ESI-MS/MS 

analysis according to the four testicular zones. A: zone A; B: zone B; C: zone C; D: zone D; Acc. Mm.: 

accessions of Mus musculus; *: putative homologs retrieved in all four zones with abundance values. 

The brown arrow represents the spermatogenetic wave. 
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Figure S6. Control indicators analysis after the blastp of the 3346 catshark protein groups (6744 

proteins) against the Mus musculus proteome where 2969 putative homologs proteins were obtained. 

a: e-value distribution; b: percentage of identity distribution; c: percentage of coverage distribution. 
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Figure S7. Analysis of S.canicula PA28β-like. (A): Multiple alignment of Mus musculus PA28α (P97371), 

Mus musculus PA28β (P97372) and Scyliorhinus canicula PA28β-like (XP_038630988.1). The 

characteristic regions were placed, based on the work of Tan et al.1, with the proline-rich motif (Region 

A, position 62-72), the KEKE motif (Region B, position 73-100), the potential protein kinase C 

recognition site (Region C, 144-152), the activation loop (Region D, position 180-185) and the C-

terminal region (Region E, position 243-253). (B): Percentage of identities between catshark and mouse 

sequences. 
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Caractérisation des gonadotrophines et de leurs récepteurs chez un 

Chondrichtyen, Scyliorhinus canicula, une lacune comblée dans la 

compréhension de leur coévolution 

Chez les Vertébrés à mâchoire complète, la reproduction est principalement contrôlée par 

l'axe hypothalamo-hypophyso-gonadique (HHG), via les hormones folliculo-stimulante (FSH) 

et lutéinisante (LH). Ces hormones gonadotropes (GtHs) sont produites par l’adénohypophyse 

et activent leurs récepteurs associés, FSHR et LHR, exprimés au niveau des gonades. Chaque 

GTH est constituée d'une sous-unité α commune et d'une sous-unité spécifique, βFSH ou βLH. 

Au cours de l'évolution, la FSH, la LH et leurs récepteurs se seraient différenciés avant la 

divergence des Chondrichtyens (Holocéphales et Élasmobranches), ce qui rend ce groupe 

frère des vertébrés osseux essentiel à la compréhension de l'évolution des systèmes 

régulateurs de la reproduction. Cependant, compte tenu de leur intérêt, Il est surprenant de 

constater que la caractérisation des gonadotrophines et de leurs récepteurs est encore limitée 

chez les Chondrichtyens. 

C’est dans ce contexte que cette étude a eu pour objectif d’identifier les séquences des sous-

unités des GTHs (CGA, FSHβ et LHβ) et des GTHRs chez plusieurs espèces d’Élasmobranches, 

d’analyser leurs structures ainsi que leurs profils d’expression par PCR en temps réel et par 

des approches in situ, notamment au cours de la spermatogenèse, chez Scyliorhinus canicula. 

Les profils d’interactions ligand-récepteur ont également été étudiés à l'aide de protéines 

recombinantes en système de coexpression in vitro. L’ensemble des résultats obtenus a été 

discuté dans une perspective d’analyse de la co-évolution GTH/GTHR chez les Vertébrés. 

Cette étude a mis en évidence la conservation des structures des sous-unités CGA, FSHβ et 

LHβ et des récepteurs FSHR et LHR chez les Élasmobranches, avec néanmoins une sous-unité 

LHβ structuralement plus proche de FSHβ que de la LHβ humaine. De plus, cette étude a mis 

en évidence la spécificité d'activation du LHR par la LH alors que FSHR apparait moins 

discriminant, puisqu’il peut être activé par la FSH et la LH. Ces résultats divergent des profils 

d’interactions spécifiques FSH/FSHR et LH/LHR identifiés chez la chimère éléphant 

Callorhincus milii, un Holocéphale. Ce profil d’interaction identifié chez les Élasmobranches 

apparait plus proche de celui des Téléostéens que de celui des Holocéphales et des 

Mammifères du fait que, chez les Téléostéens, FSHR apparait également moins discriminant, 



Chapitre II 
 

172 

ainsi que LHR qui peut être aussi activé par FSH chez la truite arc-en-ciel, le poisson zèbre et 

le médaka, mais pas chez l'anguille. Par ailleurs, l'analyse de l'expression des récepteurs a 

montré des niveaux plus élevés de FSHR dans les gonades et de LHR dans les tractus génitaux 

et les organes lymphomyéloïdes. Les deux récepteurs sont exprimés au cours de la 

spermatogenèse au niveau des cellules germinales et somatiques, avec une expression plus 

élevée dans les stades précoces, ce qui soulève la question de l'implication des 

gonadotrophines dans la différenciation des spermatogonies indifférenciées et/ou des 

progéniteurs somatiques. Enfin, notre étude a cherché à inclure les résultats obtenus dans 

une perspective d’évolution parallèle des signalisations endocrines et des structures 

gonadiques. Pour cela, un modèle a été proposé dans lequel, chez les mâles, les cellules de 

Sertoli seraient les cellules somatiques fondamentalement associées à la spermatogenèse et 

les cellules de Leydig seraient des cellules somatiques de support, alors que, chez les femelles, 

les cellules de la thèque et de la granulosa se seraient différenciées avant l’émergence des 

Gnathostomes et seraient toutes les deux indispensables à la folliculogenèse. 

Ce travail a donc permis de caractériser les séquences, les profils d’expressions et 

d’interactions des sous-unités des GTHs et de leurs récepteurs, ce qui a mis en évidence les 

spécificités physiologiques des Élasmobranches, possédant notamment un FSHR moins 

discriminant. De plus, par l’inclusion d’un nombre non-négligeable d’organes des tractus 

génitaux mâle et femelle, les expressions retrouvées de lhr au niveau de l’épididyme, des 

ampoules séminales, des glandes nidamentaires et des oviductes suggèrent l’existence d’un 

axe hypothalamo-hypophyso-tractus génital. En plus de cette première exploration des 

régulations endocrines passant par les GTHs chez un Élasmobranche, ces données permettent 

de combler, au moins partiellement, le fossé de connaissances qui séparait les Cyclostomes 

des Ostéichtyens et donc, d’améliorer notre compréhension de l’origine et de l’histoire 

évolutive des régulations endocrines dépendantes des GTHs chez les Vertébrés. 
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ABSTRACT 

In Gnathostomes, reproduction is mainly controlled by the hypothalamic-pituitary-gonadal 

(HPG) axis, with the involvement of the pituitary gonadotropic hormones (GTH), follicle-

stimulating hormone (FSH) and luteinizing hormone (LH), which activate their cognate 

receptors, FSHR and LHR, expressed in gonads. Each GTH consists of a common α subunit and 

of a specific FSHβ or LHβ subunit. Chondrichthyes (holocephalans and elasmobranchs) is a 

sister group of bony vertebrates. This position is highly favorable for the understanding of the 

evolution of endocrine regulations of reproduction among gnathostomes. Surprisingly, the 

characterization of gonadotropins and their receptors is still limited in chondrichthyes. In the 

present study, GTH and GTHR sequences have been identified from several chondrichthyan 

genomes, and their primary structures were analyzed relative to human orthologs. 3D models 

of GTH/GTHR interaction were built, highlighting the importance of the receptor hinge region 

for ligand recognition. Functional hormone-receptor interactions have been studied in HEK 

cells using the small-spotted catshark (Scyliorhinus canicula) recombinant proteins and 
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showed that LHR was specifically activated by LH whereas FSHR was activated by both FSH 

and LH. Expression profiles of GTHs and their receptors were explored by real-time PCR, in situ 

hybridization and immunohistochemistry during spermatogenesis, along the male genital 

tract and other tissues, as well as in some female tissues for comparison. Tissue-expression 

analyses showed that the highest levels were observed for fshr transcripts in testis and ovary 

and for lhr in specific extragonadal tissues. The two receptors were expressed at all stages of 

spermatogenesis by both germ cells and somatic cells, including undifferentiated 

spermatogonia, spermatocytes, spermatids, somatic precursors and Sertoli cells; 

differentiated Leydig cells being absent in the testis of S. canicula. Receptors were also 

expressed by the lymphomyeloid epigonal tissue and the testicular tubules. These results, 

suggest a wide range of gonadotropin-regulated functions in Elasmobranchs, as well as 

functional redundancy during spermatogenesis. These extended functions are discussed in an 

evolutionary context in which the specificity of gonadotropin signaling must have contributed 

to the evolution of gonadal cells’ morphology and function. 

 

Keywords: Gonadotropins, Gonadotropin receptors, Follicle-stimulating hormone, Luteinizing 

hormone, Spermatogenesis, Chondrichthyes, Elasmobranchs, Shark, Evolution, Testis, 

Epididymis.  
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1. Introduction 

Gonadotropic hormones (GTH) and their receptors (GTHR) of the hypothalamic-pituitary-

gonadal (HPG) axis play a crucial role in the endocrine regulation of reproduction (Campbell, 

2004). GTHs belong to the glycoprotein hormones (GPHs) family, also including thyroid-

stimulating hormone (TSH). They comprise a common α-subunit (CGA) and a specific β-subunit 

(LHβ, FSHβ or TSHβ) that are non-covalently associated, and interact with their cognate 

leucine-rich repeat G protein-coupled receptors (LGRs) (Hsueh and Feng, 2020). They are 

classic examples of the coevolution of ligand-receptor interaction complexes following their 

ancient evolutionary origin (Kudo et al., 2000). In fact, an ancestral form of LGRs has been 

identified in Placozoa and its subsequent evolution has given rise to three types of receptors, 

including subtype A LGRs found as early as in cnidaria, which could be considered the GPH 

receptor (GPHR) ancestral form (Van Hiel et al., 2012). In the same way, an early tandem 

duplication of a single ancestral gene encoding a cystine knot protein led to the first two GPHs 

subunit genes, gpa2 and gpb5 identified in ecdysozoans (Kudo et al., 2000; Sudo et al., 2005) 

and lophotrochozoans (Heyland et al., 2012) and which can be considered the ancestors of 

the α- and β-subunits families. In the oldest lineage of vertebrates (cyclostomata), GPA2 and 

GPB5 were identified at the same time as the ancestral GpHβ has emerged concomitantly (at 

the evolution scale) with a first diversification of GPHRs, as shown by the identification of 

GpHRI and GpHRII, in the lamprey (Hausken et al., 2018; Hsueh and He, 2018). Furthermore, 

the recombinant heterodimer GPA2/GPB5 could activate the two receptors while GPA2/GpHβ 

activated only GpHRI (Hausken et al., 2018). Then, the two differentiated GTHs corresponding 

to the follicle stimulating hormone (FSH) and luteinizing hormone (LH), with their respective 

receptors, FSHR and LHR, would have emerged in chondrichthyes, before their divergence in 

osteichthyes (bony vertebrates) estimated to have occurred around 450-million years ago 

(Buechi and Bridgham, 2017). The chondrichthyes include holocephalans (chimeras) and 

elasmobranchs (sharks and rays) which diverged around 300-million years ago (Irisarri et al., 

2017). In the chimaera Callorhinchus milii, which was the first sequenced chondrichthyan 

genome (Venkatesh et al., 2014), all the genes encoding GPH subunits or subunits’ ancestors 

(GPA2, CGA, GPB5, LHβ, FSHβ and two TSHβ, TSHβ1 and TSHβ2) and their receptors (FSHR, 

LHR and TSHR) were identified for the first time (Buechi and Bridgham, 2017; Maugars et al., 

2014; Maugars and Dufour, 2015). Advances in the sequencing of elasmobranchian genomes 
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(from 5 sharks and 4 rays, notably) are now making it possible to include elasmobranchs more 

widely in evolutionary analyses of GPHs/GTHs and their receptors, sequences of which have 

been identified in some sharks (e.g., Scyliorhinus torazame (Hara et al., 2018; Arimura et al., 

2024)). In actinopterygians, tandem gene duplication of lhr led to duplicated lhr1 and lhr2, 

conserved in teleosts (Maugars and Dufour, 2015). The teleost-specific whole genome 

duplication (3R) had no impact on the number of GTHR in teleosts, due to paralog gene losses 

early after 3R, leading to only one or two lhr and a single fshr (Chauvigné et al., 2010; Dufour 

et al., 2020; Maugars and Dufour, 2015). In primates, a particular feature has been the specific 

tandem gene duplication of Lhb at the origin of the chorionic gonadotropin subunit β (CGB) 

expressed in the placenta, giving the human chorionic gonadotropin (hCG) which has the 

ability to bind to LHR (Maston and Ruvolo, 2002). Interestingly, while the specificity of LHR 

and FSHR has long been established in mammals, and recently in the holocephalan C. milii 

(Buechi and Bridgham, 2017), FSHR appeared less discriminating in various teleosts and can 

be activated by LH in addition to FSH (Andersson et al., 2009; García-López et al., 2009; Kazeto 

et al., 2008; Suzuki et al., 2020). It has also been reported that LHR may also be activated by 

FSH in the rainbow trout, the zebrafish and the medaka (Burow et al., 2020; Sambroni et al., 

2007; Xie et al., 2017) but not in the eel (Suzuki et al., 2020), suggesting that LH and FSH 

specificity might have varied during evolution.  

The specificity of the GTHRs activation by GTHs is determined by their structures, which are 

mainly studied in humans. Alpha and β subunits are cystine-knot proteins containing disulfide 

bonds (SS) arranged in such a way that one SS bond crosses the ring formed by the other SS 

bridges (Lapthorn et al., 1994). Heterodimerization of the α and β subunits involves a low-

affinity interaction between two regions named “seat”, followed by wrapping of the α subunit 

by the “seat-belt” consisting of the C-terminus of the β subunit and finally locking of the 

specific SS bridge, called “buckle”, involved in dynamic stability of the heterodimer (Belghazi 

et al, 2006; Burova et al, 2001; Galet et al. 2004; Hiro’oka et al., 2000; Jiang et al., 2014a; 

Lapthorn et al., 1994).  

GTHRs are characterized by a large N-terminal ectodomain presenting a curved solenoid 

(horseshoe) with leucine-rich repeats domains (LRR), N-glycosylation sites and a “hinge” 

region containing a potentially sulfated tyrosine residue (reviewed in Helenius and Aebi, 2004; 

Vassart, 2004). Their transmembrane domain is characterized by seven transmembrane α-
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helix (7TM), three extracellular loops (EL) interacting with the “hinge” region (Jiang et al., 

2014a) and three intracellular loops (IL) involved in the activation of G protein-dependent 

signaling pathways (reviewed in Johnson and Jonas, 2020; Nechamen et al., 2007). The C-

terminal domain is characterized by various motifs involved in intracellular trafficking 

(reviewed in Dong et al., 2007), receptor desensitization, recycling and Gs-independent 

ERK1/2-mediated signaling in several mammals (Kara et al., 2006; Marion et al., 2006; 

Troispoux et al., 1999; Wehbi et al., 2010). 

The study of the biological functions of gonadotropins and their receptors has been the 

subject of extensive research in vertebrates for many years. Classically, in osteichthyes, 

including actinopterygians such as teleosts and sarcopterygians (mammals, birds, 

amphibians), FSH and LH are secreted by pituitary gonadotroph cells into the general 

bloodstream to regulate gametogenesis and steroidogenesis in males and females (reviewed 

in Oduwole et al., 2021). Extra-pituitary expression of LH and FSH as well as of their receptors 

in extragonadal tissues have been also reported (Dufour et al., 2020; Johnson and Jonas, 

2020). Surprisingly, few studies have been carried out on gonadotropins functions in the 

chondrichthyes, despite this group occupies an interesting phylogenetic position as the sister 

group to the osteichthyes. In chondrichthyes, cga, fshβ and lhβ were shown to be mainly 

expressed in the ventral lobe of the pituitary, and fshr and lhr expressed in the gonads as 

studied in the catshark S. torazame (Hara et al., 2018). However, these data are still 

insufficient to understand GTH functions in elasmobranchs, hence the present study during 

spermatogenesis in the small-spotted catshark Scyliorhinus canicula. In this species, 

spermatogenesis occurs in spermatocysts made up of synchronously-developing germ cells 

associated with Sertoli cells, forming a zonal arrangement of the spermatogenetic wave. Thus, 

on a cross section of the testis, zones corresponding to different stages of spermatogenesis 

are easily distinguishable and accessible (Bosseboeuf et al., 2014; Gautier et al., 2014; Loppion 

et al., 2008). A particular feature of the elasmobranch testis is the absence of differentiated 

Leydig cells, which, nevertheless, is a matter of debate. Indeed, previous studies showed rare 

undifferentiated “Leydig-like” cells in the testes of the sharks Squalus acanthias (Pudney and 

Callard, 1984) and S. canicula (Loir et al., 1995), but differentiated Leydig cells in the ray 

Torpedo mormorata (Prisco et al., 2002), which may correspond to the forerunners of true 

vertebrate Leydig cells of bony vertebrates (Callard, 1991; Engel and Callard, 2007). Another 
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unique feature in elasmobranchs is the epigonal tissue, a lymphomyeloid tissue at the ventral 

testicular, where spermiation occurs (Manca et al., 2019). Anatomically, the male genital tract 

of elasmobranchs is complex. Spermatozoa converge through collecting tubules into efferent 

ducts, subsequently forming the epididymis, which also receives fluid from its adjacent 

Leydig’s gland. The epididymis is followed by a deferent duct which is enlarged at its end and 

forms the seminal ampullae where spermatozoa are stored (Park et al., 2013).  

In the present study, sequences of GTH subunits, including CGA, FSHβ and LHβ and of 

corresponding GTHRs have been identified in several elasmobranch species. Protein 

structures have been analyzed and expression patterns explored by real-time PCR and in situ 

approaches during spermatogenesis and in different tissues in the small spotted catshark as a 

model species. Functional hormone-receptor interactions have also been studied using 

recombinant proteins and in vitro bioassays. The results are discussed from an evolutionary 

perspective of the parallel evolution of endocrine signaling systems and gonadal structures. 

 

2. Materials and Methods 

2.1. Animals and Tissue Sampling 

In 2020, the catshark Scyliorhinus canicula was assessed as a least concern species in the red 

list of threatened species by the IUCN (International Union for Conservation of Nature). 

Sexually mature male (608 ± 137 g; 58± 3 cm) and adult female (647 ± 90 g; 57 ± 4 cm) 

catsharks were fished during a CGFS (Channel Ground Fish Survey) campaign by IFREMER in 

the East Manche in September 2022 (Giraldo et al., 2022). Although females have an extended 

breeding season, with maximum egg-laying frequency from December to June (Sumpter and 

Dodd, 1979), females caught in September had their lowest gonadosomatic index and their 

ovaries consisted of post-ovulatory follicles and a few early vitellogenic follicles. Animals were 

maintained in natural seawater tanks at the marine station of the University of Caen 

Normandy (Centre de Recherches en Environnement Côtier (CREC), Luc-sur-Mer, France). The 

CREC experimental facilities were approved by the council department of population care 

under the A14384001 number (Préfecture du Calvados, France). Catsharks were allowed to 

acclimate at least 2 weeks before collection of the samples. Animals were killed by percussive 

blow to the head followed by sectioning and pithing of the spinal cord and exsanguination 
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according to the European directive 2010/63/UE for care and use of animals. Testes, epigonal 

tissues, proximal and distal epididymis, seminal ampullae, myelencephalons, cerebellum, 

midbrains corresponding to diencephalon and mesencephalon and including pituitaries, 

forebrains, olfactory bulbs, eyes, thyroid glands, Leydig organs, spleens, livers, pancreas, 

duodenums, kidneys, rectal glands, gills, hearts and muscles were sampled from 14 males and 

myelencephalons, cerebellum, midbrains, forebrains, olfactory bulbs, ovaries, nidamental 

glands, oviducts, uterus and thyroid glands from 7 females and were transferred directly in 

liquid nitrogen before being stored at -80°C until RNA extractions. Fresh testicular cross 

sections were transferred into ice-cold Gautron’s buffer (pH 7.8, 890 mOsmol kg-1) (Gautron, 

1978) completed by 58 mM trimethylamine-N-oxide (TMAO, Sigma, 317594), then 

microdissected into zones A, B, C and D corresponding to the zone of undifferentiated 

spermatogonia and cysts with spermatogonia, the zone of cysts with spermatocytes, the zone 

of cysts with early spermatids and the zone of cysts with late spermatids, respectively (Loir 

and Sourdaine, 1994). Tissues used for IHC and ISH were fixed in Gautron’s buffer with 

paraformaldehyde 4% before alcoholic dehydration and stocked in butan-1-ol at -20°C. 

2.2. Sequence searches 

Protein sequences of CGA, FSHβ and LHβ subunits and their receptors were identified using 

BLAST searches, based on C. milii sequences (Buechi and Bridgham, 2017), against genomes 

of Amblyraja radiata (sAmbRad1.1.pri), Carcharodon carcharias (Marra et al., 2019), 

Chiloscyllium plagiosum (ASM401019v1), Chiloscyllium punctatum (Hara et al., 2018), Pristis 

pectinata (sPriPec2.1.pri), Rhincodon typus (Read et al., 2017), S. canicula (sScyCan1.2) and S. 

torazame (Hara et al., 2018) on NCBI (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/); of 

Hemitrygon akajei (sHemAka1.1) on Squalomix Blast Server 

(https://transcriptome.riken.jp/squalomix/blast/); and of Leucoraja erinacea (Wang et al., 

2012) on Skatebase (http://skatebase.org). To assess the relationship between obtained 

sequences and their putative families, phylogenetic trees were built based on the previous 

work of Buechi and Bridgham, 2017 using the MAFFT (Multiple Alignment using Fast Fourier 

Transform) program, BMGE (Block Mapping and Gathering with Entropy) alignment curation 

and PhylML tree inference on NGPhylogeny online services 

(https://ngphylogeny.fr/workflows/oneclick/, Lemoine et al., 2019) with a bootstrap of 1000. 

Obtained trees were finalized using iTOL online tool (https://itol.embl.de/, Letunic and Bork, 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/
https://transcriptome.riken.jp/squalomix/blast/
http://skatebase.org/
https://ngphylogeny.fr/workflows/oneclick/
https://itol.embl.de/
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2021). Synteny analyses of fshβ and lhβ genes in H. sapiens and S. canicula were performed 

to verify the orthologs identified. The genes were mapped using NCBI’s Genome Data Viewer 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/gdv/).  

2.3. Structural analyses and 3D model building 

Multiple alignments were performed using Clustal Omega package 

(https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/, Sievers et al., 2011) with manual corrections to 

identified conserved structures (based on the knowledge in H. sapiens sequences). Signal 

peptides were predicted using predisi software (http://www.predisi.de/). Predictive models 

of GTHs/GTHRs interaction complexes of S. canicula α, β-subunits and the ectodomain of 

GTHRs were built using SWISS-MODEL (https://swissmodel.expasy.org/, Waterhouse et al., 

2018), using the 4mqw.1 and 7fii.1 templates of Homo sapiens, and finalized using Swiss PDB 

Viewer program (Johansson et al., 2012). Obtained models were evaluated by retaining global 

sequence identities with the template, the highest GMQE score (Global Model Quality 

Estimate, Waterhouse et al., 2018), which depends on coverage, and the highest QMEANDisCo 

Global score (Studer et al., 2020), which evaluates the model “as is” without explicit coverage 

dependency. The same procedure was performed with H. sapiens sequences, as control, and 

for C. milii sequences. Using Swiss-PdbViewer (Johansson et al., 2012), predicted models were 

superimposed and the Root Mean Square Deviation (RMSD) were calculated and averaged by 

GTHs and by GTHRs.  

2.4. Functional hormone-receptor interaction in in vitro assays 

Synthetic pTarget plasmids containing S. canicula cDNA sequences for fshr (sc-fshr) or lhr (sc-

lhr) were obtained from Twist Bioscience (San Francisco, USA) and synthetic pTarget plasmids 

containing fusion construct gphβ-cga were obtained from GenScript Biotech (Rijswijk, 

Netherlands). Human embryonic kidney (HEK293T) cells were transiently transfected with the 

synthetic plasmid using FuGENE HD (Promega) according to the manufacturer’s instructions. 

Co-transfection was done with gphr/pTarget construct and a pTarget expression construct for 

the human Gα16 subunit, a promiscuous G protein which can direct intracellular signaling of 

GPCRs to the release of calcium via the phospholipase Cβ pathway, regardless of the 

endogenous G protein coupling of the receptor. The pTarget ligand constructs were 

transfected in HEK293T cells at around 80% confluence in 150 cm2 flasks, then after 24 h of 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/gdv/
https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/
http://www.predisi.de/
https://swissmodel.expasy.org/
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culture, the media were collected and concentrated using Amicon® 3K filters (Millipore). Cells 

for negative control experiments were transfected with empty pTarget or hsGα16 and empty 

pTarget. Activation of the S. canicula GTHRs by GTHs was monitored using a fluorescence-

based calcium mobilization assay according to (Schwartz, 2021). Briefly, transfected HEK293T 

cells were loaded with Fluo-4 Direct (Invitrogen) for 1 day at 37°C with 5% CO2. Excitation of 

the fluorophore was done at 488 nm. The calcium response was measured at 525 nm for 2 

min using a Flexstation 3 (Molecular Devices) at 37°C and analyzed using SoftMax Pro 

(Molecular Devices). For analysis of the activation of the Gαs/adenylyl cyclase/cAMP/PKA 

pathway, transfected cells were incubated with Glosensor cAMP reagent (4% final 

concentration in media) (Promega) for 2 h at room temperature prior the injection of the 

ligands (scFSHβ-scCGA, scLHβ-scCGA or scTSHβ-scCGA, as negative control and intracellular 

cAMP concentration was estimated by the luminescence response measured at 37°C for 30 

min using the Flexstation 3.  

To determine the absolute concentration of the ligand produced, an initial proteomic analysis 

of the ligand-containing media was carried out using high-resolution nanoLC-ESI-MS/MS to 

identify a peptide resulting from trypsin digestion of the common α-subunit (CGA). The criteria 

for the choice of this peptide were the absence of cysteine residue, the absence of post-

translational modifications, and a number of amino acids superior to 5. The selected peptide 

(VTLMGNLK) was synthesized by CliniSciences (Nanterre, France) and used as an internal 

quantity marker. The standard curve was established, ranging from 16.3 pg/µl to 666 pg/µl, 

and the equation obtained was y = 400,05x - 6339,1 (R² = 0,9967) where “y” was the peak area 

of the peptide and “x” the concentration. Half maximum effective concentrations (EC50 values) 

and activation percentages were calculated with 95% confidence intervals (profile likelihood) 

from sigmoidal dose-response equations which were constructed with a nonlinear regression 

analysis using Prism 5.0 (GraphPad Software, USA). A more sensitive in vitro bioassay has also 

been used, according to Klett and Combarnous, 2021. Developed to measure luteinizing 

hormone and chorionic gonadotropin concentrations in the plasma of most mammalian 

species, this system used mLTC Leydig cell line (ATCC CRL-2065) transiently co-transfected 

with the cAMP Glosensor reporter gene (Promega) and the gthr of interest. The scGTHb-scCGA 

ligands were produced in CHO-K1 cell line (ATCC CCL-61), and the supernatants were tested 

on mLTC cells previously preincubated for 2 hours in the presence of 10-3M IBMX (3-isobutyl-
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1-methylxanthine), 10-5M forskolin, 10-8M oxytocin (OXT) and 1% Glosensor cAMP reagent. 

Intracellular cAMP concentration was estimated by the luminescence response measured at 

28°C for 60 min using a Polarstar Optima (BMG Labtech Sarl, Champigny sur Marne, France).  

2.5. Reverse Transcription and real-time PCR 

Total RNAs were extracted from S. canicula tissues using Tri-Reagent (Sigma-Aldrich, 93289) 

before purification with the NucleoSpin RNAII columns kit (Machery-Nagel). They were 

quantified on a NanoDropTM 2000 (Thermo Scientific) and their qualities were analyzed on an 

Agilent 2100 Bioanalyzer (Agilent). Obtained RINs (RNA integrity number) were greater than 

7. For tissue distribution, real-time PCR was performed independently for three animals (N=3) 

in triplicate (n=3) except for testes (zone A, B, C and D) and epigonal tissues where six animals 

were used (N=6, n=18). The CFX Connect Detection System (Bio-Rad) was used for real-time 

PCR analyses. Two hundred and seventy ng of total RNAs were treated with 1U of RQ1 DNase 

(Promega, M6101) (37°C/20min) following by the reverse transcription using 1 ng of random 

hexanucleotide primers (Promega, C1181), 0.5 mM dNTPs and 200 U of M-MLV Reverse 

Transcriptase (Promega, M1701) then the reactions were stopped (70°C/5min). The gene-

specific primers were designed using Primer-BLAST 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/, Ye et al., 2012) with manual corrections 

to take into account the following criteria: length between 18-22 bp, GC content over 50%, 

Tm close to 60°C and generation of an 150-200 bp amplicon (supplementary data Table S1). 

The real-time PCR monitoring of amplifications (5 ng of cDNA, 40 cycles: 95°C/15s, 60°C/45s), 

the GoTaq®qPCR Master Mix (Promega, A6001) was used and melt curve analysis and 

efficiency tests were carried out to ensure the primers amplified a single product with 90-

110% efficiency. The Ct values were read at 200 relative fluorescence units and normalized 

against the 5S RNA (Redon et al., 2010), using the ΔCt method (Schefe et al., 2006). The 2-ΔΔCt 

method (Livak and Schmittgen, 2001) allowed to calculate the expression variations based on 

the mean ΔCt of all tissues. Comparison of the Ct 5SRNA/total RNA ratio between tissues 

shown no significant difference using none parametric Kruskal-Wallis test with a P-value of 

0.11 (supplementary data Fig. S1). Statistical analyses were performed using the non-

parametric Mann-Whitney U (based on the previous Shapiro-wilk test results) test for P-value 

< 0.05. 

2.6. In situ hybridization (ISH) 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/
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Digoxigenin-conjugated riboprobes were synthesized from cDNA clones produced with 

specific primers (supplementary data Table S1). The resulting amplicons were cloned in 

pCR™II-TOPO™ Vector by TA cloning and then transformed in chemically competent E. coli 

using the TOPO TA Cloning kit (Invitrogen, k461020). After cultures, plasmids were purified 

using the Wizard® Plus SV Minipreps (Promega, A1340) then the digoxigenin-conjugated 

riboprobes were generated using M13 PCR on 100 ng of plasmids with 1 mM MgCl2, 0.2 mM 

of each dNTPs, 0.4 µM M13 primer and 0.625 U GoTaq® Flexi DNA Polymerase (Promega, 

M8291). The cycling parameters were as follows: 1X(95°C, 5min), 30X[(95°C, 30s), (60°C, 45s), 

(72°C, 1min30s)], 1X(72°C, 5min). PCR products were quantified using Nanodrop 2000 

spectrophotometer (Thermo Scientific) and then purified using the NucleoSpin RNA Clean-up 

(Marcherey-Nagel, 740948.50). The size checking was done using gel migration. In vitro 

transcriptions were carried out for 3 h at 37°C on 1.2 µg PCR products with 25 U RNAsin, 25 U 

T7 or SP6 polymerase, 10 mM dithiothreitol, 1 mM rATP, rCTP and rGTP, 0.65 rUTP, and 0.35 

digoxigenin-UTP (Roche, 03359247910) using the Riboprobe® Combination Systems 

(Promega, P1460). DNAs were digested with 2 U RQ1 DNAse (Promega, M6101) for 30 min at 

37°C. The resulting riboprobes were purified and their qualities were checked by dot blots on 

PVDF membrane. Paraffin slices (5 µm) were incubated at 61°C to facilitate deparaffinization 

using Roti-histol (sigma, 6640.6). Hydration was achieved by successive ethanol baths (100%, 

95% and 70%), then by PBS. Between each of the following treatments, slices were washed 

into PBS. Slices were treated with 4% PFA in PBS, with 5 µg/ml proteinase k in Tris buffer for 

4 min, with 4% PFA in PBS, with 100 mM Triethanolamine in 25 % acetic acid, then with 100 

mM glycine in tris buffer. Tissues were incubated for 1 h at 65°C with the hybridization mix 

(50% deionized formamide, 1X saline-sodium citrate (SSC), 0.5 M Ethylenediaminetetraacetic 

acid (EDTA), 10% Tween 20, 1X Denhardt’solution, 28 mg/ml Dextran sulphate, 0.1 mg/ml 

heparin, 10% Chaps, 0.5 mg/ml tRNA). Then, 0.1-0.5 ng/µl riboprobes in hybridization mix 

were incubated overnight at 65°C. Slices were washed using successive baths of SSC (1X and 

1.5X at 65°C, 2X at 37°C, 2X with 0.2 µg/ml of RNAse A (Promega, A797C) at 37°C, 2X, and 0.2X 

at 60°C) before maleic acid buffer baths with 0.3 % triton (MABT). For immunostaining and 

revelation, the DIG Nucleic Acid Detection kit (Roche, 11175041910) was used. Tissues were 

incubated 3 h in blocking solution then, overnight at 4°C, with 100 µl per slice of 1/2000 v/v 

anti-digoxigenin-AP-conjugate antibody 750 U/ml. According to the kit guidelines, slices were 

washed in MABT baths before being developed overnight at 4°C in NBT/BCIP. Finally, slices 
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were mounted in Mowiol mounting medium and then dried for 48 h at 4°C, before being 

observed using a Nikon eclipse 80i microscope. 

2.7. Immunohistochemistry (IHC) 

Tissues embedded in paraffin were cut into 5 µm sections with a microtome (Leica, Histocore 

Autocut R). The slices were deparaffined in roti-histol baths (Roth, 6640.2), rehydrated using 

successive ethanol dilutions (100%, 96%, 75% and 50%) and washed in PBS before antigen 

unmasking (2x 90s, micro-waves 600W followed by a 1 h cooling period). Endogenous 

peroxidase activities were blocked with 3% hydrogen peroxide in PBS, and non-specific 

labeling was blocked using PBS with 0.1% Triton and 1% BSA. Diluted primary antibodies in 

Antibody Diluent (Abcam, ab64211) were incubated overnight at 4°C then washed in PBS 

before a 2h incubation with the corresponding secondary antibodies at room temperature. 

After washing, the DAB Substrate Kit (3.3’-Diaminobenzidine, Abcam, ab64238) was applied 

until staining (2-60 min). Then, the slices were counterstained with Groat’s haematoxylin and 

rinsed with running water. They were dehydrated into successive ethanol baths (50%, 75%, 

96% and 100%), then into roti-histol (Roth, 6640.2) before to be mounted into roti®histokit 

media (Roth, 6638.1). Images were taken using an optical microscope (Nikon, eclipse 80i) 

equipped with NIS-Elements D 3.0 software (Nikon Instruments). The primary antibody 

targeting PCNA (proliferating cell nuclear antigen, Mouse monoclonal PCNA (rat) antibody, 

1:500, Invitrogen, 13-3900 PC-10) was used as quality control for testes tissues and the same 

results as Loppion et al., 2008 were obtained (not shown). Primary antibodies were used at 

the indicated dilution: mouse monoclonal anti-human FSHR antibody (1:500, Abcam, 

ab219312), rabbit polyclonal anti-human FSHR antibody (1:500, Abcam, ab137695), mouse 

monoclonal anti-human LHR antibody (1:100, Abcam, ab218447). Secondary antibodies were 

used at the indicated dilution: Goat Anti-Mouse IgG H&L, horseradish peroxidase (HRP) 

polymer (1:1, Abcam, ab214879) and Goat Anti-Rabbit IgG H&L, HRP polymer (1:1, Abcam, 

ab214880). 

2.8. Immunocytofluorescence (ICF) 

Immunocytofluorescence detections were performed to verify the expression of recombinant 

proteins and the antibodies’ specificity used in IHC analyses. HEKT293T cells transfected with 

pTarget-scfshr or pTarget-sclhr plasmids were washed twice using PBS with 1% BSA, collected 
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and fixed with 4% PFA for 15 min before attachment to polysine slides (Epredia). The cells 

were permeabilized with 0.1% Triton in PBS buffer with 1% BSA for 5 min then incubated with 

primary antibodies, overnight, at 4°C. The cells were then washed and incubated for 2 h with 

secondary antibodies, at room temperature. After washes, the cells were mounted in 

ProlongTM Gold Antifade Mountant with 40,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) (P36935). 

Images were taken using an optical microscope (Nikon, eclipse 80i) equipped with NIS-

Elements D 3.0 software (Nikon Instruments) with the same exposure time for each antibody, 

independently of the sample tested. The same primary antibodies as in IHC experiments were 

used: mouse monoclonal anti-human FSHR antibody (1:100, Abcam, ab219312), rabbit 

polyclonal anti-human FSHR antibody (1:100, Abcam, ab137695) and mouse monoclonal anti-

human LHR antibody (1:100, Abcam, ab218447). Secondary antibodies were used at the 

indicated dilution: Goat anti-Rabbit IgG (H+L), Alexa FluorTM 488 (1:250, Invitrogen, A-11008) 

and Goat anti-Mouse IgI (H+L), Alexa FluorTM 488 (1:250, Invitrogen, A-11001). 

3. Results 

3.1. Genome searches of GTHs and GTHRs in Elasmobranchs 

Sequence searches were carried out on the basis of sequences identified in C. milii and some 

predicted sequences available in the NCBI database for S. canicula. A first analysis using the C. 

milii FSHR sequence blasted the LHR isoform XP_038666531.1 of S. canicula (loci 

LOC119973089), whereas the LHR sequence of C. milii blasted another LHR-like sequence of 

S. canicula (XP_038650550.1, loci LOC119964708). Further analyses of the S. canicula genome 

(sScyCan1.2) with sequences from a transcriptome library (S. Mazan, personal 

communication) enabled us to identify the FSHR and LHR sequences of S. canicula and the 

incorrect annotation of the LHR isoform XP_038666531.1, which in fact corresponded to FSHR. 

Then, the subsequent phylogenetic analysis, including sequences of 159 GTH subunits and 91 

GTHRs, validated their annotations. Molecular phylogeny of the CGA subunits (supplementary 

data Fig. S2) showed that the chondrichthyan sequences are grouped in accordance of species 

phylogeny and that the holocephalan CGA rooted with the elasmobranchian sequences 

(batoidea and selachii groups). In addition, chondrichthyan CGA sequences are grouped with 

those of the sarcopterygii and segregated from those of the actinopterygii. Molecular 

phylogeny of the β subunits sequences (supplementary data Fig. S3) showed that the 

chondrichthyan FSHβs sequences segregated between the actinopterygian and 
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sarcopterygian FSHβs sequences. The holocephalan FSHβ sequence was found between the 

batoidea and Selachii sequences. Contrary to what was obtained for chondrichthyan FSHβ 

sequences, the chondrichthyan LHβ sequences rooted with the actinopterygian and 

sarcopterygian sequences. As observed for FSHβ sequences, the holocephalan LHβ sequence 

was found between the batoidea and Selachii sequences. In the GTHRs phylogenetic tree 

(supplementary data Fig. S4), both chondrichthyan FSHRs and LHRs sequences are grouped 

with those of the sarcopterygii and segregated from those of the actinopterygii. The 

holocephalan GTHR sequences rooted with the corresponding elasmobranch (batoidea and 

selachii) sequences. 

3.2. Predicted structural domains of GTHs and GTHRs 

The primary structures of elasmobranchs GTHs and GTHRs were analyzed in relation to 

knowledge of human orthologs. Alignment of the chondrichthyan CGA sequences has shown 

10 conserved cysteines (C), 2 putative N-glycosylation sites and a ‘seat’ region conserved in all 

elasmobranchs with a lysine (K) residue instead of a valine (V) in the holocephalan sequence 

(supplementary data Fig. S5). The alignment of the chondrichthyan β-subunit sequences, 

evidences 12 conserved C residues, including the three characteristic cysteines of the “seat-

belt” (C10, C11, C12), and 1 (LHβ) or 2 (FSHβ) N-glycosylation sites (supplementary data Fig. 

S6). The “seat” region (amino acids 55 to 59) is conserved in selachii FSHβs with an alanine (A) 

instead of a serine (S) in the holocephalan and batoidea sequences. In the ‘seat’ region of 

elasmobranchs LHβs, the threonine (T) of the holocephalan was substituted by a serine (S), 

except in S. canicula where it was substituted by a glycine (G). 

Multiple alignments of the protein sequences of FSHR (supplementary data Fig. S7) and LHR 

(supplementary data Fig. S8) have shown, in their large extracellular domains, 35 well-

conserved leucine (L) residues, 3 (FSHR) or 5 (LHR) putative N-glycosylation sites, 10 (FSHR) or 

2 (LHR) conserved cysteines (C) and the perfectly conserved putatively sulfated tyrosine in the 

FSHR and LHR sequences. The putative limit between the solenoid and the “hinge” region was 

predicted. The transmembrane region of the chondrichthyan GTHRs was composed of 7 

putative α-helical transmembrane domains (TM), 2 conserved cysteines, one APPL1, one ERW, 

one Ubiquitin interaction and PKC2 binding domain, and one BXXBB putative motif. A putative 

L-palmitoyl  site  was  identified  in  the  TM  helix  7  of  FSHRs.  The C-terminal region of GTHRs 
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Figure 1. Synteny and in silico analysis of the 3D structures of the GTHs/GTHRs interaction complexes, 

in S. canicula, based on the H. sapiens templates. (A) Synteny of the genomic region flanking fshβ and 

lhβ genes in H. sapiens and S. canicula. The chromosome numbers are indicated. The H. sapiens 

genomic regions were used as templates. (B) Multiple alignments of FSHβ and LHβ receptor-binding 

sites. Residues known to be involved in ligand-receptor interaction are shown in bold. Corresponding 

conserved residues are highlighted in green. (C) Predictive models of the 8-aa-ring cystine-knot 

structure for S. canicula CGA, FSHβ and LHβ. The conserved cysteines and the glycine are underlined 

by circled numbers and G, respectively. (D) The model of the 3D FSHβ-CGA/FSHR interaction complex 

in S. canicula. FSHβ is colored in red, CGA in green and the FSHR N-terminal ectodomain (solenoid and 

hinge) in black. The inserts correspond to part of the global view identified by numbers: (1) the 

interaction between the FSHβ and CGA ‘seat’ interface regions, (2) the ‘seatbelt’ region which wrap 

the CGA and forming the ‘buckle’ disulfide bond (SS), (3) the putative sulfotyrosine residue found in 

the FSHR hinge which is oriented toward the FSH pocket (brown area) and (4) the lateral view of the 

interacting complex with the FSH positioned between the concave surface of the solenoid and the 

hinge. 3D interacting models were constructed from the H. sapiens 4mqw.1 template for FSHβ-

CGA/FSHR and from the 7fii.1 for LHβ-CGA/LHR (data not shown). (E-F) Superimpositions of the 

predicted models of the S. canicula, C. milii and H. sapiens FSHRs and LHRs. G-H. Superimpositions of 

the predicted models of the S. canicula, C. milii and H. sapiens FSHs and LHs. The mean of Root Mean 

Square Deviations (RMSD), in ångström (Å), were calculated to illustrate the global superimposition 

correspondences. The dotted brackets highlight the hinge regions.  
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exhibits a putative F(X)6LL motif, a S/T cluster, a second BXXBB and a second L-palmitoyl site. 

S. canicula FSHβ and LHβ annotations were validated by synteny (Fig. 1A). Amino acid residues 

involved in the FSHβ or LHβ binding specificity to their receptors were analyzed and appeared 

conserved between S. canicula FSHβ, S. canicula LHβ and H. sapiens FSHβ sequences (Fig. 1B).  

3.3 Predicted models of the GTHs/GTHRs interacting complexes 

The FSH/FSHR interacting models, obtained with SWISS-MODEL and using the 4mqw.1 and 

7fii.1 templates of H. sapiens, showed overall sequence identities relative to the 4mqw.1 

template of 56.20% and 51.55% for C. milii and S. canicula, respectively (Table 1). However, 

compared with the human model, the GMQE scores were 0.08 lower for both, and the 

QMEANDisCo Global scores were 0.08 and 0.09 lower for the C. milii and S. canicula models, 

respectively, reinforcing the models obtained. Better scores were obtained for the LH/LHR 

interacting models with 66.42% and 67.07% global sequence identities compared to the H. 

sapiens 7fii.1 template, a GMQE score 0.03 and 0.09 lower, and a QMEANDisCo Global score 

0.05 and 0.10 lower compared to the human model, for the C. milii and S. canicula models, 

respectively (Table 1). The predicted FSH/FSHR model obtained for S. canicula showed that 

the main characteristic 3D structures involved in αβ subunits interactions were conserved with 

the cystine-knot (Fig. 1C1), the “seat” (Fig. 1D1) and the “seatbelt” (Fig. 1D2) structures. The 

solenoid and the “hinge” regions of the FSHR ectodomain were also represented (Fig 1D). The 

CGA/GTHβ dimers showed the interaction between the two “seat” regions (Fig. 1D1), the 

“seatbelt” girdling the CGA subunit and the “buckle” in place (Fig. 1D2). FSH was positioned 

between the concave surface of the solenoid and the “hinge” of the receptor (Fig. 1D4) with 

the putative sulfotyrosine residue of the “hinge” towards the hormone binding pocket (Fig. 

1D3). Similar results were obtained for LH/LHR interaction (data not shown). Superimpositions 

of the 3D structures between the three species were realized for the two receptors and the 

two hormones in order to analyze the most variable protein structure. The results showed 

that the GTHR models had very low and similar Root Mean Square Deviations (rmsd), ranging 

from 0.67 to 0.82 Å, for the solenoids, but very high rmsd for the “hinge” regions, ranging from 

34.04 to 57.39 Å (Fig. 1E,F). The superimpositions of the GTHs models have shown highly 

similar rmsd, ranging from 0.17 to 0.22 Å (Fig. 1G,H). 
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Figure 2. Dose-responses of HEK293T cells co-expressing scGPHR/hsGα16 induced by recombinant 

scFSHβ-scCGA (scFSH) or scLHβ-scCGA (scLH). (A-B) Dose-dependent calcium responses of HEK293T 

cells co-expressing scGPHR/hsGα16 treated with serial dilutions of conditionned medium from HEK293T 

transfected with corresponding pTarget ghpβ-cga plasmids. All experiments were performed in 

duplicate and the most representative was selected for ligand absolute quantification using high-

resolution nanoLC-ESI-MS/MS. Data are shown as relative (%) to the highest value (100% activation) 

for a given ligand and represent the mean of an experiment (n = 3).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3. Relative expression profiles of cga, fshβ and lhβ transcripts in different tissues of S. canicula. 

Messenger RNA levels were assayed for cga (A), fshβ (B) and lhβ (C) by real-time PCR in various tissues 

of adult catshark: forebrain, midbrain/pituitary, cerebellum, myelencephalon, testis, epididymis, 

seminal ampullae, ovary. Each tissue was analyzed in triplicates from three animals (N=3; n=9). M, 

Male; F, Female.   



Chapitre II 
 

190 

3.4. Functional hormone-receptor interactions in vitro assays 

HEK293T cells co-expressing scFSHR/hsGα16 subunit or scLHR/hsGα16 were stimulated by serial 

dilutions of conditioned medium from cells expressing the monocatenary recombinant 

protein scFSHβ-scCGA, scLHβ-scCGA or, as control, scTSHβ-scCGA (Fig. 2) (Table1). Dose-

response analyses based on Ca2+ detection have shown that scFSHβ-scCGA and scLHβ-scCGA 

were able to activate scFSHR-expressing cells with a higher EC50 with scFSH (0.383 ± 0.019 nM) 

than with scLH (0.103 ± 0.005 nM) (Fig. 2A; Table1). However, the maximum response for 

scFSHR was higher with scFSHβ-scCGA (100.00 ± 3.58 %) than with scLHβ-scCGA (78.18 ± 4.15 

%). The recombinant scTSHβ-scCGA protein was unable to activate scFSHR. Cells expressing 

scLHR were activated by the recombinant scLHβ-scCGA protein, with an EC50 of 0.279 ± 0.014 

nM, but not with scFSHβ-scCGA or scTSHβ-scCGA (Fig. 2B; Table1). Analyses of cAMP 

production in response to recombinant proteins in HEK293T cells expressing scFSHR or scLHR, 

without co-transfection with the human hsGα16 subunit, didn’t allow to detect any significant 

responses. However, using the highly sensitive in vitro bioassay in mLTC Leydig cell line, dose-

response was obtained for scFSHβ-scCGA after transfection with scfshr. In this system, scFSHβ-

scCGA and also scLHβ-scCGA in a lesser extent but not scTSHβ-scCGA activated cAMP 

accumulation through scFSHR (supplementary data Fig. S9). 

3.5. Relative expression profiles of cga, fshβ and lhβ transcripts in S. canicula tissues  

The expression profiles of transcripts of the genes coding for gonadotropins subunits were 

explored by real-time RT-PCR in 12 tissues including the male genital tract (testis, epididymis 

with Leydig’s gland, seminal ampulla), ovary, and different parts of male and female brains. 

As expected, the highest expression of all transcripts was observed in the midbrain (including 

the pituitary gland) of males and females with a three-fold lower relative value for cga mRNAs 

in the male midbrain (2.6±0.9) than in the female midbrain (7.7± 0.4) (Fig. 3). Expression of 

cga was also observed in others parts of the brain in both males and females, in the testis and 

at low levels in epididymis and ovary (Fig. 3A). Both fshβ and lhβ were highly expressed in the 

midbrain/pituitary in both sexes, about fifteen times less in other parts of the brain and not 

detectable in the male tract and ovary (Fig. 3B,C). 

3.6. Relative expression profiles of fshr and lhr transcripts in S. canicula tissues with a focus in 

the male genital tract  
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Figure 4. Relative expression profiles of fshr and lhr transcripts in S. canicula tissues focused on the 

testis (zones A-D), male genital tract and other male and female tissues. Messenger RNA levels were 

assayed by real-time PCR. Histology of testicular zones A, B, C and D, corresponding to the zone with 

spermatogonia, spermatocytes, early spermatids and late spermatids, respectively, is illustrated in 

Figure 6. (A) Warm map representation of relative gene expression in 35 different tissues. Relative 

gene expression of fshr (B) and lhr (C) along the male genital tract and in the ovary. Statistical analysis 

was performed using Mann-Whitney U test with P value < 0.05 between each statistical groups a, b, c 

and d. Testicular zones were assayed from six animals in triplicates (N=6; n=18) and other tissues from 

three animals in triplicates (N=3; n=9). The tissues from females corresponded to females caught in 

September (non-breeding period) whose ovaries contained a few early vitellogenic follicles. M, Male; 

F, Female.  
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The expression profiles of fshr and lhr transcripts in 35 different tissues showed that fshr 

expression was mainly observed in testicular zones and in ovary and at very low levels in 

epigonal tissue and in male and female parts of the brain (Fig. 4A). According to the 

spermatogenic wave, fshr was significantly higher expressed in the testicular zone A 

containing the germinative area and cysts with spermatogonia and was two-fold less 

expressed in the following stages of spermatogenesis (zones B, C and D) (Fig. 4B). Very low 

expressions were observed in epididymis and seminal ampullae. Levels of fshr transcripts in 

the ovary were of the same order of magnitude as in testicular zone A. With regard to lhr, a 

broader tissue-expression profile was observed with higher transcript levels in the testicular 

zone A, but at lower levels than fshr, the distal epididymis associated with leydig’s gland, the 

seminal ampullae containing spermatozoa, the lymphomyeloid Leydig organ, the thyroid and 

kidney in males (Fig. 4A,C). In females, lhr was weakly expressed in the ovary but highly 

expressed in the nidamental gland and oviduct, as well as in the myelencephalon (Fig. 4A,C). 

3.7. Immunohistochemistry (IHC) and in situ hybridization (ISH) on S. canicula tissues, with a 

focus on the male genital tract 

In situ analyses were carried out in genital tract tissues, based on levels observed by real-time 

PCR, to identify the cell types expressing the receptors. In order to support the antibodies 

used, immunocytofluorescence was performed on HEK293T cells expressing scFSHR or scLHR 

(Fig. 5). The results showed that both the mouse monoclonal anti-human FSHR antibody and 

the rabbit polyclonal anti-human FSHR antibody exhibited a specific signal in the cytoplasm 

(probably in endoplasmic reticulum) and cell membrane of scFSHR-expressing cells compared 

with the control corresponding to cells transfected with the empty plasmid. Similarly, the 

mouse monoclonal anti-human LHR antibody showed a specific signal in cytoplasm (probably 

in endoplasmic reticulum) and cell membrane of scLHR-expressing cells compared with the 

control. 

In function of the spermatogenetic waves, immunohistochemistry targeting FSHR (using the 

rabbit polyclonal anti-human FSHR antibody) showed a staining of individual spermatogonia 

(Fig. 6A1), corresponding to potential spermatogonial stem cells, and of spermatogonial 

progenitors (Fig. 6B1) in the germinative zone of the testis. Subsequently, spermatogonial 

staining, corresponding to differentiated spermatogonia, was still observed in the cysts 

formed, but basal and adluminal cystic staining also appeared, suggesting FSHR expression in  
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Figure 5. Immunocytofluorescence on HEK293T cells expressing S. canicula gthrs. HEKT293T cells were 

transfected with pTarget-scfshr, pTarget-sclhr or empty pTarget plasmids. After 24h, cells were fixed 

with 4% PFA, collected on polysine slides and immunocytofluorescence was performed with mouse 

monoclonal anti-human FSHR antibody (1:100, ab219312) (A1-A3), rabbit polyclonal anti-human FSHR 

antibody (1:100, ab137695) (B1-B3) or mouse monoclonal anti-human LHR antibody (1:100, ab218447) 

(C1-C3). Secondary antibodies used were anti-mouse goat IgI (H+L), Alexa FluorTM 488 (1:250, A-11001) 

(A1-A3 and C1-C3) or anti-rabbit goat IgG (H+L) goat antibody, Alexa FluorTM 488 (1:250, A-11008) (B1-

B3). Merged pictures were aquired at 460 nm (DAPI, in blue) and 488 nm (Alexa fluor 488, in green). 

Scale bars: 5 µm. 

 

  



Chapitre II 
 

194 

Sertoli cells (Fig. 6C1). FSHR was further expressed in spermatocytes (Fig 6D1), round 

spermatids (Fig. 6E1) and their associated Sertoli cells. The staining observed in the 

cytoplasmic compartment surrounding the Sertoli cell nucleus in the basal position of the cyst 

at the round (Fig. 6E1) and elongated (Fig. 6F1) spermatid stages, allowed us to ensure the 

localization of FSHR in Sertoli cell. Furthermore, this stage- and cell-dependent FSHR 

expression pattern was consistent with ISH results which have shown the localization of fshr 

transcripts in early spermatogonia (Fig. 6A2) and, subsequently, when the cyst was formed 

(Fig. 6B2), in both Sertoli cells and germ cells (Fig. 6C2-E2) with the exception of late stages 

where only Sertoli cells remained stained, elongated spermatid bundles being unstained (Fig. 

6F2). Analyses using mouse monoclonal anti-human FSHR antibody revealed very similar 

expression patterns (supplementary data Fig.S10). 

Expression analyses of LHR by IHC showed similar localizations to those of FSHR. LHR staining 

was observed into undifferentiated spermatogonia and somatic precursors (Fig. 6A3-B3). 

Then, when cysts were formed, in Sertoli cells with adluminal (Fig. 6C3) and basal staining (Fig. 

6C3-F3), and in germ cells (Fig. 6C3-F3). However, in cysts with bundles of elongated 

spermatids (Fig. 6F3) and at this level of observation, it remains difficult to determine whether 

the expression is located in sertolian projections between spermatids heads or in germ cells. 

In accordance with IHC results, ISH showed lhr transcripts in undifferentiated spermatogonia 

and their adjacent undifferentiated somatic cells (Fig. 6A4-B4). Expression of lhr was still 

observed in Sertoli cells and germ cells at the stages of differentiated spermatogonia (Fig. 

6C4), spermatocytes (Fig. 6D4), round spermatids (Fig. 6E4), and elongated spermatid bundles 

(Fig. 6F4).  

To partially conclude on these in situ results and taking into account the difficulty to certify 

more precisely the localization of expressions, it appeared that both fshr and lhr were 

expressed at all stages of spermatogenesis, reflecting a potential redundancy of functions 

associated with these receptors. For this reason, in situ expression analyses were extended to 

ovarian follicles containing differentiated granulosa and theca cells, used as a control rather 

than for in-depth study. In these follicles, FSHR protein and fshr mRNA were only expressed in 

granulosa cells (Fig. 7A4-A5), whereas LHR protein and lhr mRNA were only expressed in theca 

cells (Fig. 7A2-A3). 
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In situ analyses were completed with studies on the epigonal tissue, the testicular tubules 

(stem, branched and collecting tubules), the epididymis and its associated Leydig’s gland. 

Surprisingly, strong staining was observed in the epigonal tissue for both fshr/FSHR and 

lhr/LHR, apparently associated with granulocytes and myelocytes but not lymphocytes and 

erythrocytes (Fig. 6G1-G4). In the following part of the male internal genital tract, the 

expressions of both lhr/LHR and fshr/FSHR were observed in epithelial cells of the stem and 

branched tubules (Fig. 7B2-B5), collecting tubules (Fig. 7C2-C5) and of lhr/LHR in the epithelial 

cells of the proximal (Fig. 7D2-D3) and distal epididymis (Fig. 7E2-E3) and Leydig’s gland (Fig. 

7F2-F3). 

4. Discussion 

4.1. Structures and interactions of gonadotropins with their receptors 

One of the aims of our study was to complete the characterization of gonadotropins and their 

receptors in elasmobranchs on the basis of a previous work that identified FSH, LH and 

receptors in C. milii (Buechi and Bridgham, 2017). The primary structures of the orthologs 

identified in elasmobranchs show that the CGA, FSHβ and LHβ subunits display the 

characteristic “seat” and “seat-belt” regions, the conserved cysteines, including the ones 

forming the 8-aa-ring cystine-knot, and the putative N-glycosylation sites. As highlighted in 

the human models, experimentally validated (Duan et al., 2021; Jiang et al., 2014a, 2014b), 

 

Figure 6. Immunohistochemistry and RNA in situ hybridization of GTHRs and gthrs in S. canicula 

testicular sections. The testicular zone A corresponds to the germinative area (A1-A4), cysts in 

formation (B1-B4) and formed cysts with spermatogonia (C1-C4). The testicular zones B, C and D 

correspond to cysts with primary spermatocytes (D1-D4), cysts with young spermatids (E1-E4) and 

cysts with late spermatids (F1-F4), respectively. The lymphomyeloid epigonal tissue is illustrated (G1-

G4). Immunohistochemistry was performed using rabbit polyclonal anti-human FSHR antibody 

(ab137695) (A1-G1) and mouse monoclonal anti-human LHR antibody (ab218447) (A3-G3). HRP-

tagged secondary antibodies are then detected with DAB substrate kit. In situ hybridizations were 

performed using riboprobes targeting Sc-fshr mRNA (A2-G2) or Sc-lhr mRNA (A4-G4). For 

immunostaining and revelation, the DIG-Nucleic Acid Detection Kit was used. Black arrowheads, 

staining associated with germ cells; white arrowhead, staining associated with somatic precursors (A1-

B4) or with Sertoli cells (C1-F4); green arrowhead, staining associated with myelocytes and 

granulocytes (G1-G4); g, germinal cell nuclei; s, sertolian precursor (A1-B4) or sertolian nuclei (C1-F4). 

Scale bars: 10 µm. Controls are presented in supplementary data (Fig. S10).  



Chapitre II 

197 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



Chapitre II 
 

198 

these conserved tertiary structures are essential for ligand-receptor interaction with the 

involvement of the “buckle”, the “seat-belt” and the potential interaction between the two 

“seat” regions of CGA and GTHβ. These results underline the high conservation of GTH 

structures from their emergence in chondrichthyes to mammals. Compared with the GTHRs 

of holocephalan C. milii (Buechi and Bridgham, 2017) and H. sapiens (Ulloa-Aguirre et al., 

2018), the primary structures of the FSHR and LHR identified in elasmobranchs are highly 

conserved with the leucine-rich solenoid, hinge, N-glycosylation and sulfation sites and display 

the receptor family typical features in their ectodomain. On the basis of 3D models, while a 

high similarity in tertiary solenoid structures is observed between GTH receptors from H. 

sapiens, C. milii and S. canicula, a significant difference is observed between receptor hinges 

from the three species, both in size and conformation except for the potentially sulfated 

tyrosine which contributes greatly to hormone recognition and receptor activation (Jiang et 

al., 2014b, 2014a). Interestingly, a very recent work on the functional characterization of FSHR 

and LHR in the cloudy catshark S. torazame has shown that a LHR variant without exon 10, 

encoding part of the hinge and also corresponding to the C. milii and S. canicula LHRs used in 

our 3D modeling, exhibited basal cAMP activity (Arimura et al., 2024), reinforcing the role of 

the hinge in the receptor activation. For both receptors, FSHR and LHR, the primary structure 

of the seven transmembrane α- helixes is also conserved with APPL1, ERW, BXXBB, ubiquitin  

 

Figure 7. Immunohistochemistry and RNA in situ hybridization of FSHR, LHR, fshr and lhr in S. canicula 

vitellogenic flollicle sections and other organs associated with the male genital tract. Histology of 

studied organs is presented (A1-F1) and corresppond to a vitellogenic follicle (A1-A5), intratesticular 

tubules (B1-B5), testicular collecting tubules (C1-C5), proximal and distal epididymis (D1-E3) and the 

Leydig’s gland adjacent to epididymis (F1-F3). Immunohistochemistry was performed using mouse 

monoclonal anti-human LHR antibody (ab218447) (A2-F2) or rabbit polyclonal anti-human FSHR 

antibody (ab137695) (A4-C4). In situ hybridizations were performed using riboprobes targeting fshr 

mRNA (A3-F3) or lhr mRNA (A5-B5). In the vitellogenic follicle, expressions of LHR/lhr and FSHR/fshr 

were observed in theca cells (white arrowhead) and granulosa cells (grey arrowhead), respectively (A2-

A5). In the male genital tract, expressions of LHR/lhr and FSHR/fshr were observed in epithelial cells 

(black arroheads) of stem and branched tubules (B2-B5), collecting tubules (C2-C5) and expressions of 

LHR/lhr were observed in the epithelial cells of the proximal epididymis (D2-D3), distal epididymis (C2-

C3) and of the leydig’s gland (F2-F3). T: theca layer; G: granulosa layer; Z: zona pellucida; O: ooplasm; 

Tu: intratesticular tubules; D: efferent duct; H: epithelium of the proximal epididymis; B: epithelium of 

the distal epididymis, E: epididymis ; L: Leydig’s gland D : Scale bars: 10 µm. Controls are presented in 

supplementary data (Fig. S11). 
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interacting and PKC2 binding domains in intracellular loops 1, 2 and 3, respectively. The 

second BXXBB, F(X)6LL, L-palmitoylation and S/T motifs are also conserved in the intracellular 

Ct domain. Taken together, this suggests the ability of receptors to trigger downstream 

intracellular signaling, including the canonical Gs/adenylyl cyclase cAMP/protein kinase A 

(PKA) pathway through the conserved BXXBB and ERW motifs (Johnson and Jonas, 2020; 

Timossi et al., 2004). Effectively, activation of the cAMP pathway has been recently observed 

for FSHR and LHR stimulated by pituitary extracts in S. torazame (Arimura et al., 2024). In 

addition, the other conserved motifs could be involved in intracellular trafficking (i.e. export, 

endocytosis and degradation) via the F(X)6LL motif (Dong et al., 2007), receptor 

desensitization, recycling and Gs-independent ERK1/2-mediated signaling via beta-arrestin the 

class B serine/threonine (S/T) cluster (Kara et al., 2006; Marion et al., 2006; Troispoux et al., 

1999; Wehbi et al., 2010).  

Ligand-receptor interaction analyses, using transiently transfected HEK293T cells expressing 

scfshr or sclhr with the promiscuous hsGα16, showed that scFSHR could be activated either by 

scFSH or scLH in the same range of efficiency, while scLHR could be only activated by scLH. 

The EC50 obtained ranged from 103 to 383 pM, which is consistent with those obtained with 

human LH/CGR couples (Riccetti et al., 2017). Moreover, neither of the two receptors, scFSHR 

and scLHR, was activated by scTSH. Interestingly, the scFSHR could also be activated by scFSH 

when transiently transfected in mLTC cells. Thus, using two types of in vitro functional assays, 

it appears that scFSHR could be activated by scFSH and cross-activated by scLH while scLHR 

could only be activated by scLH in HEK293T cells. These results were supported by the similar 

structure observed between the receptor-binding site of S canicula LHβ and that of FSHβ from 

S. canicula and of FSHβ from H. sapiens. Cross-activation of FSHR by LH has been also observed 

in some actinopterygians such as the African catfish (García-López et al., 2009), Atlantic 

salmon (Andersson et al., 2009) or Japanese eel (Kazeto et al., 2008). However, scLHR is not 

cross-activated by scFSH, which is similar to the results in the Japanese eel (Suzuki et al., 2020) 

but differs from observations in zebrafish (Xie et al., 2017) and medaka (Burow et al., 2020) 

where both FSH and LH were able to activate FSHR or LHR, or in rainbow trout where LHR 

could be activated by FSH (Sambroni et al., 2007). Furthermore, the ligand-receptor binding 

results obtained in the catshark also differ from those of C. milii where each receptor is 

activated only by its own ligand (Buechi and Bridgham, 2017). However, the comparison 
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between the two species remains to be investigated since the assays used different detection 

systems (Ca-signaling in our study, CRE-activity in the study in C. milii). In our study, the 

HEK293T bioassay did not exhibit signal with the cAMP detection system, whereas the mLTC 

bioassay did when cells were transfected with scfshr and stimulated with scFSH or scLH. Unlike 

HEK293T cells, mLTC cells express endogenous murine LH receptors (mLHR) that are not 

activated by scLH (Figure S9) but that can potentially dimerize with the transfected scfshr. 

Such a dimerization in mLTCs would favor the cAMP signaling by adequately connecting the 

sc-FSHR/mLHR dimer with the downstream murine Gs protein. Moreover, in mLTC cells, we 

use a mix of IBMX, forskolin and oxytocin in the preincubation step which does not modifiy 

the basal cAMP level but considerably amplifies the cAMP response to GTHs relative to 

HEK293T cells, allowing detection of much lower amounts of gonadotropins. On the other 

hand, as the functional tests were carried out in heterologous mammalian cells at 37°C, the 

specificity of the receptors may be altered and our conclusions should be viewed with this 

limitation in mind. 

From a structural point of view, the LH/FSH specificity, or lack of it, can be interpreted using 

the “negative specificity” model (Combarnous & Hengé, 1981; Combarnous, 1992) in which 

the high affinity of gonadotropins is largely due to their common α-subunit (i.e. not specific) 

whereas their specificities rely on the β-subunit-directed-binding inhibition to each other’s 

receptor. In this model, specificity can be changed by modifying only a few amino-acid 

residues in the seatbelt without altering the high affinity towards the receptors. This view is 

in agreement with easy appearances and disappearances in FSH/LH specificity during 

Evolution. 

4.2. Expressions and functions of gonadotropins 

Since the initial purification of a gonadotropic fraction from the ventral lobe of the pituitary 

(VPD) in S. canicula (Sumpter et al., 1978) and the CGα, LHβ, FSHβ identification twenty years 

later (Quérat et al., 2001), the sequencing of the genomes of several chondrichthyes has 

allowed major advances in phylogeny of GpHs and their receptors. Orthologs of cgα, lhβ and 

fshβ have been identified in the genome of the three elasmobranchs R. typus, C. punctatum 

and S. torazame and are mainly expressed in the VPD for S. torazame (Arimura et al., 2024; 

Hara et al., 2018). In S. canicula, although we have not precisely studied their brain localization 
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by in situ analyses, our results show the highest expression of fshβ and lhβ in the 

midbrain/pituitary of males and females, which agrees with these previous data. 

As previously observed in S. torazame, fshr is mainly expressed in ovaries and testes and lhr 

in ovaries and, surprisingly, in male Leydig organs, but not, or very weakly, in testes (Hara et 

al., 2018). In our present study, fshr and lhr are expressed in both gonads of S. canicula, but 

lhr is more weakly expressed than fshr. During spermatogenesis, the highest fshr expression 

level is associated with early stages where transcripts and proteins are localized in 

undifferentiated and differentiating spermatogonia. These results are consistent with the 

expression of FSHR by spermatogonial stem cells, recently demonstrated in humans and mice, 

which could regulate their differentiation (Bhartiya et al., 2021; Patel and Bhartiya, 2016). In 

the following stages of spermatogenesis, fshr expression decreases and is localized to germ 

cells and Sertoli cells, consistent with FSH function in supporting meiotic cell survival and 

spermiogenesis in sarcopterygians and actinopterygians (Huhtaniemi, 2015). With regard to 

lhr expression, higher levels of transcripts have also been found associated with the early 

stages of spermatogenesis, as for fshr mRNA. Here, lhr transcripts are apparently expressed 

by progenitor somatic cells and undifferentiated spermatogonia and could therefore be 

associated with their differentiation. Then, during the following stages of spermatogenesis, 

lhr expression decreases until the stage of cysts with round spermatids and increases again in 

the zone containing cysts with late spermatids and is instead associated with differentiated 

Sertoli cells, for both transcripts and proteins. In mammals, LH regulates the production of 

steroids by Leydig cells, enabling the completion of meiosis and spermiogenesis (Kumar, 2005; 

Ramaswamy and Weinbauer, 2014). In actinopterygians, one fshr and two lhr genes (lhcgr1 

and lhcgr2) have been identified (Maugars and Dufour, 2015). FSHR and LHR2 are expressed 

both in Leydig cells and Sertoli cells, in some species as for example in Danio rerio, and both 

gonadotropins stimulate steroid production (García-López et al., 2010; Ohta et al., 2007; 

Planas, 1995), with LH being primarily involved in spermiogenesis and spermiation (Chu et al., 

2015; Xie et al., 2017). The expression of fshr and lhr in Sertoli cells of S. canicula may be 

associated with the fact that the main steroid-producing cell is the Sertoli cell in this species, 

based on its steroidal ultrastructural features and the fact that isolated cysts, as in S. 

acanthias, have the capacity to synthesize androgens in the absence of differentiated Leydig 

cells (Cuevas et al., 1993; Cuevas and Callard, 1992; Loir et al., 1995; Sourdaine and Garnier, 



Chapitre II 
 

202 

1993). However, previous studies of the pituitary VPD lobectomy showed no reduction in 

plasma testosterone concentration, and only total hypophysectomy resulted in a slight drop 

in testosterone levels, of around 18% (Dobson and Dodd, 1977a). Similarly, in vitro stimulation 

of steroidogenesis from testicular explants or isolated cysts with VPD extracts or dibutyryl 

cAMP showed only a 1.5-fold stimulation of testosterone (Sourdaine et al., 1990; Sourdaine 

and Garnier, 1993). These results suggest that gonadotropic hormones stimulate testicular 

steroidogenesis to a limited extent. However, ventral lobectomy induces disruption of 

spermatogenesis at the transition between the last mitosis of spermatogonia and the early 

stages of primary spermatocytes. This suggests an essential role for gonadotropins for entry 

into prophase (Dobson and Dodd, 1977b), in agreement with our observation of gonadotropin 

receptor expression at early stages (zone A). 

Furthermore, we observed an unexpected expression of gonadotropin receptors in epigonal 

tissue. Even if functions of gonadotropins on this tissue remain to be explored, it is of interest 

to point them out as mammalian hematopoietic progenitors express functional LHR and FSHR 

and proliferate in vivo and in vitro in response to gonadotropins and prolactin (Abdelbaset‐

Ismail et al., 2016; Mierzejewska et al., 2015). In elasmobranchs, functional interactions 

between gonads and their associated lymphomyeloid epigonal tissue have been previously 

reported. The epigonal tissue has been described to play a role in cyst resorption after 

spermiation, to have an inhibitory effect on premeiotic stages DNA synthesis, and to be 

influenced by gonadal activity and steroids (Lutton and Callard, 2008, 2007; McClusky and 

Sulikowski, 2014; Piferrer and Callard, 1995). 

In the male genital tract, lhr, but not fshr, is highly expressed in the distal epididymis, with 

expression localized in epithelial cells, but also in the Leydig’s gland, unique to elasmobranchs. 

In mammals, lhr is also expressed in the epididymis of several species such as the rat (Shayu 

and Rao, 2006) or the squirrel (Wang et al., 2019) and participates in the regulation of the 

local steroidogenesis (Lei et al., 2001; Wang et al., 2018), resulting in the unique 

microenvironment necessary for sperm maturation (James et al., 2020; Johnston et al., 2005). 

Epididymis in elasmobranchs may carry out similar functions, creating a specific 

microenvironment and being involved in the acquisition of sperm motility (Dzyuba et al., 2019; 

Jones et al., 1984; Minamikawa’ and Morisawa, 1996). Interestingly, a recent study on the 

stingray  Potamotrygon  wallacei  showed  the  expression  of  the  progesterone  receptor  in  
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Figure 8. A proposed analysis of the co-evolution between gonadotropin hormones, their receptors 

and gonad structures in vertebrates. In cyclostomata, Sertoli cells have been identified and 

reproduction may be regulated by a single glycoprotein hormone GPA2/GpHβ activating the type I 

GpHR receptor. In the holocephalan C. milii, the two gonadotropins LH and FSH are differentiated, 

activating their cognate receptors, whose fuctions on gametaogenesis remain unexplored. In 

elasmobranchs, Sertoli cells are the main steroidogenic cells and functional Leydig cells are present or 

absent according to species. The present study showed that Sertoli cells express FSHR and LHR, theca 

cells LHR and Granulosa cells FSHR and that FSHR can be activeted by LH. In actinopterygians, according 

to species, FSHR and LHR can be expressed by both Leydig and Sertoli cells and FSHR and/or LHR are 

less discriminating for ligand, and as shown in D. rerio, expression of one of the receptors is sufficient 

to maintain complete spermatogenesis but not folliculogenesis. In sarcopterygians, Sertoli cells are 

specifically regulated by FSH, Leydig cells by LH, granulosa cells by FSH (untill maturation where 

granulosa cells also express LHR), and expression of FSHR alone may be sufficient to maintain 

spermatogeneis with high testosterone concentrations, but expression of both LHR and FSHR are 

required to suppport folliculogenesis. In the course of evolution, it could be hypothesized that the first 

differentiation of functional Sertoli cells was fundamental, while the Leydig cell differentiated later to 

support Sertoli cell functions with functional redundancy of gonadotropins. About folliculogenesis, 

cell-specific regulations were established earlier, with functional complementarity of gonadotropins. 

Green circles, knockout fully fertile; Red circles, knockout infertile; Orange circle, knockout infertile 

which could be partially compensate with a testosterone treatment; Red star 1, fully functional Sertoli 

cells; Red star 2, diversification event of ancestral genes encoding subunits of ancestral GTH (name β) 

and its cognate receptor, prior to GTH specification; Red star 3, fully functional Leydig cells.  
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epithelial cells of the epididymis and of the Leydig’s gland, with a cell localization quite similar 

to those we determined for LHR (Morales-Gamba et al., 2023). All these results raise the 

question of the primitive role of the epididymis and its relationship with internal fertilization, 

which could be a primitive character of gnathostomes based on the observation of placoderm 

fossils (Long et al., 2015).  

In contrast to the somatic cell composition of the testis in S. canicula, where Sertoli cells are 

differentiated and associated with steroidogenesis, while Leydig cells are rare and 

undifferentiated, ovarian follicles have differentiated granulosa cells and theca cells forming 

an inner and outer layer, respectively (Kousteni and Megalofonou, 2020; Lutton et al., 2011). 

Although the aim of our study was not a detailed study of gonadotropin receptor expression 

in the ovary, in situ analyses did indeed show specific expression of fshr and FSHR in the 

granulosa cells and lhr and LHR in theca cells. We also observed that fshr expression was higher 

than that of lhr in our sampled ovaries containing previtellogenic follicles and corresponding 

to postovulatory females. This result is in agreement with results obtained in S. torazame 

(Arimura et al., 2024), where fshr was more highly expressed in previtellogenic follicles, while 

lhr expression increased in vitellogenic and maturing follicles. Furthermore, it is interesting to 

note that lhr, but not fshr, is highly expressed in the S. canicula’s oviduct and oviducal gland 

whose basic functions are the egg capsule formation, initiated by progesterone in the cloudy 

catshark, and sperm storage (Marongiu et al., 2021; Shimoyama et al., 2023). Moreover, only 

lhr expression is found in the extragonadal parts of the female tracts, as in the male, 

underlining the function of LH in these locations. 

4.3. Evolution of the gonadal regulation by gonadotropins 

Our results can also be discussed in the light of the contribution of data from a chondrichthyan 

to our understanding of the evolution of gonadal regulation by gonadotropins (Fig. 8). In 

cyclostomes, reproduction is thought to be regulated by the single glycoprotein hormone 

GPA2/GpHβ, which activates the GpHRI receptor (Hausken et al., 2018). In these species 

Sertoli cells have been previously identified (Engel and Callard, 2007). Distinct LH and FSH have 

been identified in the holocephalan C. milii (Buechi and Bridgham, 2017), but their functions 

on gametogenesis remain unexplored. Moreover, testicular organization of holocephalans is 

poorly documented, although Sertoli cells have been mentioned (Stanley et al., 1984), 

whereas ovarian follicles have been better described and possess, as in other chondrichthyes, 
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granulosa cells and thecae (Díaz Andrade et al., 2018). In elasmobranchs, Sertoli cells are the 

main cellular site of steroid synthesis, with the contribution of Leydig cells, when present and 

differentiated according to species (Awruch, 2013; Loir et al., 1995; Prisco et al., 2002; Pudney 

and Callard, 1984). Sertoli cells therefore appear to be the main cells regulating 

spermatogenesis, under the control of FSH and LH. In actinopterygian teleosts, FSHR and LHR 

can be expressed by both Leydig and Sertoli cells, depending on the species, and FSHR and 

LHR are less discriminating for ligand, except for LHR in the eel, suggesting a functional 

redundancy of gonadotropins. This has been validated by knock-out approaches in the 

zebrafish where lhr;fshr double-KO males had underdeveloped testes and were infertile 

(Zhang et al., 2015), but the expression of only FSHR or LHR was sufficient to maintain 

complete spermatogenesis (Xie et al., 2017). Interestingly, in the medaka, the lhr KO, fshr KO 

and lhr;fshr double-KO phenotypes presented fertile males with histologically normal testes 

containing all stages of spermatogenesis and no marked differences in steroid hormone levels 

(Kitano et al., 2022). Finally, in tetrapods, Sertoli cells are specifically regulated by FSH and 

Leydig cells by LH, leading to functional complementarity; i.e. separation and complementarity 

of FSHR-bearing and LHR-bearing cells. This was also further supported by knock-out 

approaches showing that FSHR-KO or LHR-KO mice were infertile due to absent sertolian or 

leydigian functions, respectively (Oduwole et al., 2021; Pakarainen et al., 2005). But in the 

case of the LHR KO mice, strong FSH stimulation can maintain spermatogenesis without LH 

and high testosterone concentration, thus highlighting the central role of the Sertoli cells and 

the more marginal role of the Leydig cells (Oduwole et al., 2021; Pakarainen et al., 2005).  

In conclusion, we postulate that during vertebrate evolution, the differentiation of functional 

Sertoli cells preceded that of the Leydig cell which essentially backed the Sertoli cell functions. 

Sertoli cells were initially regulated by a single gonadotropin, as in cyclostomes, before LH and 

FSH differentiated in chondrichthyans, and their receptors expressed in different cells in most 

bony vertebrates, except in some actinopterygians. Regarding folliculogenesis, the 

differentiation of granulosa and theca cells must have appeared before the divergence of 

cyclostomes and the differentiation of FSHR and LHR (Dziewulska and Domagala, 2009). But, 

once differentiated, both gonadotropins were necessary for functional folliculogenesis in 

gnathostomes (Chu et al., 2015; Murozumi et al., 2014; Oduwole et al., 2021; Xie et al., 2017). 

Overall, this suggests that folliculogenesis requires more specific regulation, than 
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spermatogenesis, with the emergence of the two gonadotropins to meet the needs of ovarian 

development and function, as previously hypothesized (Xie et al., 2017). 

 

Table 1 
Efficiency (EC50) and efficacy (Emax) of scFSHβ-scCGA (scFSH) and scLHβ-scCGA (scLH) on 
scFSHR and scLHR. 

 Efficiency (EC50) nM  Efficacy (Emax) % 

 scFSH scLH  scFSH scLH 

scFSHR 0.383 ± 0.019 0.103 ± 0.005  100.00 ± 3.58 78.18 ± 4.15 

scLHR N/A 0.279 ± 0.014  N/A 100.00 ± 2.56 

N/A: not applicable. 
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Table S1. List of the primers used for real-time PCR and in situ hybridization 

 

 

  

Primer names Experimentation Sequence 

S.ca-FSHR-RT RT-qPCR 
5’-TTCACAAAGACGTTTCGGCG-3’; 5’-

GCGATGAGTGGCTACCAGAA-3’ 

S.ca-LHR-RT RT-qPCR 
5’-GCAGTTTGTCAGATGCACCA-3’; 5’-

TCTCTCCAGGGAATCGCTTTG-3’ 

S.ca-CGA-RT RT-qPCR 
5’- CGTGGTAGAACAGGGTGTACG-3’; 5’-

CACTGGAAGATGGGCACTCC-3’ 

S.ca-FSHβ-RT RT-qPCR 
5’-TCACCAAGGATCCAGTCTGC-3’; 5’-

AGGGTTAACATTGGCAGGGC-3’ 

S.ca-LHβ-RT RT-qPCR 
5’-CTATTCTGTCCAGGGCCGAC-3’; 5’-

TGGACAGTAACCACCGCATATG-3’ 

S.ca-5SRNA-RT RT-qPCR 
5’-TCGTCTGATCTCGGAAGCTA-3’; 5’-

AGCCTACTGCACCTGGTATTC-3’ 

S.ca-FSHR-ISH  
in situ 

hybridization 

5’-GCTCATAGCTCGGTCAACCA-3’; 5’-

AGTGAAGAATCCAGCGGACG-3’ 

S.ca-LHR-ISH 
in situ 

hybridization 

5’-CTTACTGCCCGCTTCACGTA-3’; 5’- 

TGAGGAAACGTGGGACTGTG-3’ 
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Table S2. Supporting information for the model prediction of S. canicula, C. milii and H. sapiens 

GTHs/GTHRs interaction complexes. 

 FSHβ-CGA/FSHR LHβ-CGA/LHR 

3D model templates 4mqw.1 7fii.1  

Global seq. identity with H. sapiens 100.00% 100.00% 

Global Model Quality Estimate (GMQE) for H. 

sapiens models 

0.46 0.76 

QMEANDisCo Global for H. sapiens models 0.73 ± 0.05 0.74 ± 0.05 

Global seq. identity with C. milii 56.20% 66.42% 

Global Model Quality Estimate (GMQE) for C. 

milii models 

0.38 0.73 

QMEANDisCo Global for C. milii models 0.65 ± 0.05 0.69 ± 0.05 

Global seq. identity with S. canicula 51.55% 67.07% 

Global Model Quality Estimate (GMQE) for S. 

canicula models 

0.38 0.67 

QMEANDisCo Global for S. canicula models 0.64 ± 0.05 0.64 ± 0.05 
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Fig. S1. Validation of the 5SRNA as reference gene for the real-time PCR normalization. Statistical 

analyze was performed using the none parametric Kruskal-Wallis test (based on the previous Shapiro-

wilk test results) with a P-value of 0.11. 
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Fig. S2. Molecular phylogeny of gnathostomes CGA subunits. Identified elasmobranch CGAs are 

highlighted in blue. The C. milii sequence is highlighted by a red star. Support values shown for relevant 

node are bootstraps for 1000 replicates. Animal illustrations are used with permission from 

http://phylopic.org. 
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Fig. S3. Molecular phylogeny of gnathostomes GTHβ subunits. Identified elasmobranch LHβs and 

FSHβs are highlighted in blue. The C. milii sequences are highlighted by a red star. Support values 

shown for relevant node are bootstraps for 1000 replicates. Animal illustrations are used with 

permission from http://phylopic.org. 
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Fig. S4. Molecular phylogeny of gnathostomes GTHRs. Identified elasmobranch FSHRs and LHRs are 

highlighted in blue. The C. milii sequences are highlighted by a red star. Support values shown for 

relevant node are bootstraps for 1000 replicates. Animal illustrations are used with permission from 

http://phylopic.org. 
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Fig. S5. Multiple alignment of chondrichthyan CGA subunit protein sequences. Sequences of the 

putative peptide signal is highlighted in light orange, the ‘seat’ region in orange and conserved 

cysteines are numbered. G, putative N-glycosylation sites. 

 

  

 

 

                                                           1  2     

C.milii CGA       -------MIWYGKYAGLALVIFFVAEQGVHSFPDVEAATQGCPECRLKENKYFSRAGVPI 53 

R.typus CGA       ---MFVLGLQHCQSEAKRKLEEQHLIFHLGSLQPNDLNSEGCPDCRLKENTRFSRTGVPI 57 

C.carcharias CGA  -------MPRYMKCGGLALVVLLVIEQGVRSFPEVEAAALGCPDCRLKENTRFSKTGVPI 53 

C.plagiosum CGA   -------MARYMKCGGLALVVLFVVEQGVRSFPEVEAAIPGCPDCRLKENTRFSRAGAPI 53 

C.punctatum CGA   -------MARYMKCGGLALVVLFVVEQGVRSFPEVEAAIPGCPDCRLKENTRFSRAGAPI 53 

S.canicula CGA    -------MARYMKYGGLAFVVLLVVEQGVRTFPEVEAAAPGCPDCRLKENTRFSRTGVPI 53 

S.torazame CGA    -------MTRYMKCGGLALVVLLMVEQGVRSFPEVEASAPGCPDCRLKENTRFSRTGVPI 53 

L.erinacea CGA    -------MLDCMKCGGLVLIVLLVMKHSFNSFPEVEAAAGGCPDCRLKENSRFSRPGIPI 53 

A.radiata CGA     --MSVYKMLDYMKCGGLVLIVLLVVELSFHSFPEVEAAAGGCPDCRLKENSRFSRPGIPI 58 

P.pectinata CGA   -------MFNYMKWGGLALVFFLVVEHSFHSFPEVEAATGGCPDCRLKENTRFSRPGKPI 53 

H.akajei CGA      -------MFNYMKCGGLALIVLLIVELSFHSFPEVEAAPRGCPDCKLKENTRFSRPGKPI 53 

                            :  . .   :        . ::   :    ***:*:****. **: * ** 

                    3  45                   G      67                 G   8 9  

C.milii CGA       FQCVGCCFSRAYPTPMRSKRTMLVPKNITSEATCCVAKSFSRVI-VDNLKIENHTDCHCS 112 

R.typus CGA       FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTECHCS 117 

C.carcharias CGA  FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTECHCS 113 

C.plagiosum CGA   FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTECHCS 113 

C.punctatum CGA   FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTECHCS 113 

S.canicula CGA    FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTECHCS 113 

S.torazame CGA    FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVRHFGNLKIENHTECHCS 113 

L.erinacea CGA    FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTDCHCG 113 

A.radiata CGA     FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTDCHCG 118 

P.pectinata CGA   FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSRVTLMGNLKIENHTDCHCS 113 

H.akajei CGA      FQCKGCCFSRAYPTPMRSKKTMLVPKNITSEATCCVAKLFSKVTLMGNLKVENHTDCHCS 113 

                  *** ***************:****************** **:*  :.***:****:** . 

                   10 

C.milii CGA       TCYYHKS 119 

R.typus CGA       TCYYHKS 124 

C.carcharias CGA  TCYYHKS 120 

C.plagiosum CGA   TCYYHKS 120 

C.punctatum CGA   TCYYHKS 120 

S.canicula CGA    TCYYHKS 120 

S.torazame CGA    TCYYHKS 120 

L.erinacea CGA    TCYYHKS 120 

A.radiata CGA     TCYYHKS 125 

P.pectinata CGA   TCYYHKS 120 

H.akajei CGA      TCYYHKS 120 

                  ******* 
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Fig. S6. Multiple alignment of chondrichthyan FSHβ and protein LHβ sequences. Sequence of the 

putative peptide signal is highlighted in light orange, the ‘seat’ region in orange, the ‘seat-belt’ region 

in green and conserved cysteines are numbered. G, putative N-glycosylation sites.  
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Fig. S7. Multiple alignment of chondrichthyan FSHR protein sequences. Sequence of the putative 

peptide signal is highlighted in light orange, conserved cysteines are numbered, leucine residues are 

highlighted in yellow, the putative N-glycosylation (G), sulfotyrosine (S) and L-palmitoyl sites are 

highlighted in blue, the vertical black bar corresponds to the putative limit between the solenoid and 

the hinge, putative intramembrane α-helixes are boxed and the putative interacting motifs colored.  

                            Signal peptide             1  L2 3       4                  L       L          L  L     L    L          L  L  

C.milii FSHR      ---MWI-RQHLGCFLLLALWV-TDPMSCLSSRPRSSSCPSICRCTLDDHVICQERQVDHVPKDLPGGCNRL-TLQFTSLKIIPRGAFAGLSNLTSIMVLQNDALENIEANTFANLPRLHE 114 

S.canicula FSHR   ----------MPRLLLLLLCLVRHPISC-------ANCPKLCSCERGDHITCEGREVDHIPKELSPGCCKL-TFKYTSLNIIPSGAFSGLSNLTSIWVLQNDVLKNIEEKTFVNLPYLKE 102 

S.torazame FSHR   ----------MLRLLLLFLCLVRHPVSC-------ANCPQLCSCERGDHITCEGREVDHIPKELSPGCCKL-TFKYTSLNTIPSGAFSGLNNLTSIWVLQNDVLKNIEEKTFVNLPYLKE 102 

C.carcharias FSHR ----------MSRLLLLLLCLARYPTSC-------ANCPKLCSCKSDDHIICEGRTVERIPKGFSRGYSKLRTFKYTSLSVIPSGAFSGLSNLT-SWVLQNDVLENIEENTFVNLPNLNE 102 

R.typus FSHR      ----------MPRLLLLLLCLVLHPISC-------ANCPKLCSCKADDRVTCEGSEVDHVPKGFSRGSRKL-MFKYTSLKIIPSGAFSGLRNLTTMWLLQNDVLENIEENTFVNLPNLNE 102 

C.plagiosum FSHR  ------------------------------------------------------------------------------------------------------------------------ 0 

C.punctatum FSHR  ----------MSRLLLLLLCLVLYPLSR-------ANCPKLCSCKSDDRVTCEGREVDHFPKGFSRGSRKL-------------------------WLLQNDILENIEENTFVNLPSLNE 78 

A.radiata FSHR    MQQKYVKSNAMARLVLLLLWVLRGPVFC-------ADCPKLCSCGTDNQIICQDGKVDHVPNDFPRGFSKL-IFKYTSLHIIPSGAFFGLNNLTSIWVLQNDALENIEENTFANLPKLNE 112 

H.akajei FSHR     ----------MAWLVLLLFWVLRDPVFS-------ANCPKLCSCRTDNRIICQESKVDHIPNDFPRSVSKL-IFKYTNLNRIPSGAFSGLNNLSSIWMLQNEALENIEKNTFVNLPNLIE 102 

P.pectinata FSHR  ----------MARLVLLLLWVLRDPVFC-------ANCPKLCSCRADNHIICQDSKVDHIPNDFPRGFGKL-TFRYTSLNIIPSGAFSGLNNLTSMYVSNNEALENIEKNTFVNLPNLIE 102

                                                                                                                                                   

                         LL          L  L                        LLL                  L    L    L    L        G   L  LGL     L  L 

C.milii FSHR      ILIDKAKLLIHIDPGAFRNLPRLRYLSVANTGIRFFPDVTKIHSNDLFLLEFQDNINMQIIPSYAFQGLSTGKLN-IKLINNGLIEVRSHAFNGTDLNYLNLTGNENLQQVHEDVFMGAM 233 

S.canicula FSHR   IIIDKAKFLVHIDQGAFGNLPHLRYMTITNTGIRFFPDITNIHSEDFLLLEFRDNINMQVIPSYAFQGLSTGKLN-IKLINNGLIEVQSHAFNGTDLDNLNLTGNQNLQKLHDDVFMGAT 221 

S.torazame FSHR   IIIDKAKLLVHIDQGAFGNLPHLRYMTITNTGIRFFPDITNIHSEDFLLLEFRDNINMQVIPSYSFQGLSTGTLN-IKLINNGLIEVQSHAFNGTDLDNLNLTGNQNLQKLHDDVFMGAT 221 

C.carcharias FSHR I-IDKAKLLAHIEQGAFGNLPHLRYMTITNTGIRFFPDITNIYSEDFLFLEFRDNIHMQVIPSYAFQGLSTGTLNHRKLINNGLIEVQSHAFNGTDLDHLNLTGNQNLQKLHDDVFMGAK 221 

R.typus FSHR      MIIDKAQLLMHIDQDAFGNLPHLRYMTITNTGIRFFPDITNIHSEDFLLLELRDNINMQVIPSYAFQGLSTGTLN-RNLINNGLIEVQSHAFNGTDLDHLNLTGNWNLQKLHDDVFMGAT 221 

C.plagiosum FSHR  MNYKHFSLQCMLDCYTSYVPFHLHRMTITNTGIRFFPDITNIHSEDFLLLEFRDNINMQVIPSYAFQGLSTGTLN-INLINNGLIEVQSHAFNGTDLDHLNLTGNQNLQKLHEDVFMGAT 119 

C.punctatum FSHR  IIIDKAQLLVHIDQHAFGNLPHLRYMTITNTGIRFFPDITNIHSEDFLLLEFRDNINMQVIPSYAFQGLSTGTLN-INLINNGLIEVQSHAFNGTDLDHLNLTGNQNLQKLHEDVFMGAT 197 

A.radiata FSHR    IIIDKAKLLVHIDQGAFRNLPQLRYMTITNTGIGYFPDITNIHSEDFILLEFRDNVNMHIIPSNAFQGLSSGTLN-IKLINNDLTEVQGHAFNGTDLGQLNLAGNQNLQNLHDDVFVGAT 231 

H.akajei FSHR     IIIDKAKLLVQIDRGAFGNLPQLRYMTITNTGIRYFPDIKNIQSEDFILLEFRDNINMHIIPSNAFQGLSSGALN-IKLINNDLTEVQSHAFNGTDLDHLSLAGNQNLQKLHDDVFMGAT 221 

P.pectinata FSHR  MIIDKAKLLVRIDQGAFGNLPQLRYMSITNTGIRYFPDIRNIYSEDFILLEFRDNINMHIIPSNAFQGLSTGTLN-MKLINNDLTEVQSHAFNGTDLDQLNLTGNQNLQKLHDDVFMGAT 221 

                                           ::::**** :***: :* *:*:::**::**::*::*** :*****:* **  :****.* **:.********. *.*:** ***::*:***:** 

   

                      L         L          L       L  L  L     L          56                  7           G                              L      

C.milii FSHR      GPTVLDISRTAVTALPRYGLKYIKKLIAQSTNNLKMLPPLENFVELREASMTYPSHCCAFEKA---KKQELQKSPLCNVPYNKDHDFTDASSSTESVNGSQPSNRSLQ-------QNAYL 343 

S.canicula FSHR   GPIVLDISRTGITALPIHGLKSIKKLIARSTNNLKRLPPLDNFVELREASMTYPSHCCAFENENAKKKKELQWSPLCSKFYSKNYDFSNTSSETESEVGSTHSKRSMQLNSAVPQQYIFL 341 

S.torazame FSHR   GPTVLDISRTGITALPIHGLKSIKKLIARSTNNLKRLPPLDNFVELREARMTYPSHCCAFENENAKKKKELQWSPLCSKFYSKNYDFSNTSFETEFEIGSTHSKRSMQLNSAVPQQYVFL 341 

C.carcharias FSHR GPTVLDISRTGITALPIHGLKSIKKLIARSTNNLKRLPPLDNFVELREASMTYPSHCCAFENENAKKKKELQWVPICNKFFSKNYDFSNTSSETESELGSTHLKRSLQMNSAVPQQYAFL 341 

R.typus FSHR      GPTVLDISRTGIAALPIHGLKSIKKLIAQSTNNLKRLPPLDNFVELREASMTYSSHCCAFENENAKKKKELLWSPVCNRFYGKNYVFSNTSSEIESEVGSTHSKKSMEMNSAVPQQYAFL 341 

C.plagiosum FSHR  GPTVLDISRTGITALPIHGLKSIKKLIAQSTNNLKRLPPLTNFVELREASMTYSSHCCAFENENAKKKKEFLWSPVCNRFYGKNYVFSNTSSESEWEIGSTHSKKSMEMNSALPQQYGFL 239 

C.punctatum FSHR  GPTVLDISRTGITALPIHGLKSIKKLIAQSTNNLKKLPPLTNFVELREASMTYSSHCCAFENENAKKKKEFLWSPVCNRFYGKNYVFSNTSSEAEWEIGSTHSKKSMEMNSALPQQYGFL 317 

A.radiata FSHR    GPTVLDISRTSISVLPTHGLKFVKKLIAQSTANLKRLPSLDNFVELREASMTYPSHCCAFQNENAKKKNEIQWSAVCNKLYN------NISSQKESENSRLLSKRSLQMNSTFPQEYAFI 345 

H.akajei FSHR     GPTVLDISRTSISMLPVHGLKSVKKLIAQATSNLKKLPPLDNFVKLREASMTYPSHCCAFENENAKKQKEIQSSAVCNKLYS------NISSPRELEISSLHSKKSLQINSSLPQQYAFL 335 

P.pectinata FSHR  GPTVLDISRTSINVLPIHGLKSVKKLIAQSTVNLKKLPPLDNFVELREASMTYPSHCCAFENENAKKRKEIQWSAFCNKLYS------NISFLREFEISSLHSKRSLQMNSSLPQQYAFL 335 

                  ** *******.:  ** :*** :*****::* *** ** * ***:**** *** ******::    *::*:    .*.  :.      : *   *   .    ::*::       :  :: 

 

                         L          L8       9         10                  TM1             APPL1            TM2 

C.milii FSHR      YNEAWFGLSKDEPVFDYGLCSETGEVICSPSPDEFNPCEDVLGKDILRIITWLMNILAIIGNVVVLAVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFADFCMGLYLLLIASVDIRTKSQYYNYAIDWQT 463 

S.canicula FSHR   ESEAWFDLNEDEPFFDYGLCSNVADVVCDPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIIGNVVVLIVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIRTKGQYYNYAIDWQT 461 

S.torazame FSHR   ESEAWFDLNEDEPFFDYGLCSNVADVVCNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIIGNVVVLIVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIRTKGQYYNYAIDWQT 461 

C.carcharias FSHR ENEASFELNEDEPFFDYGLCSNVADVICNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIIGNAVVLIVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIRTKGQYYNYAIDWQT 461 

R.typus FSHR      ESEAWLDSNEDEPFFDYGLCSNVVDVICNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIIGNVIVLIVLVTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIQTKGQYYNYAIDWQT 461 

C.plagiosum FSHR  ESEAWFDSNEDEPFFDYGLCSNIVDVICNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIIGNVVVLVVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIQTKGQYYNYAIDWQT 359 

C.punctatum FSHR  ESEAWFDSNEDEPFFDYGLCSNIVDVICNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIIGNVVVLIVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIQTKGQYYNYAIDWQT 437 

A.radiata FSHR    DNEAWFDLNDDEPSFDYGFCTN-VDVICNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIVGNIAVLIVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIRTKGRYYNYAIDWQT 464 

H.akajei FSHR     ENEAWFDLNEDEPFFDYGFCTNVVDVICYPKADEFNPCEDIVGKDILRVMIWLINILAIVGNVVVLIVLLTSRYKLTVPRFLMCNLAFADFCMGLYLLLIASVDIKTKGQYYNYAIDWQT 455 

P.pectinata FSHR  ENEAWFDLNEDEPFFDYGFCTNVVDVICNPKADDFNPCEDIVGKDILRVIIWLMNILAIVGNVAVLIVLLTSHYKLTVPRFLMCNLAFSDFCMGLYLLLIASVDIQTKGQYYNYAIDWQT 455 

                   .** :  ..*** ****:*::  :*:* *. *:******::******:: **:*****:**  ** **:**:***************:****************:**.:********** 

                                                                                                                           Ubiquitin interaction 

                     11        TM3           ERW                         TM4                    12                  TM5      and PKC2 binding 

C.milii FSHR      GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTVITLERWHTITYAMQLDRKLQLRHAAVIMFGGWLFSFVVALLPLAGISNYKKVSICLPMDIKSPVSQAYIIFILMLNVIAFLIICFCYVKIYLTVRN 583 

S.canicula FSHR   GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTAITLERWHTITYAMQLDRKIHLRHAIVIMCGGWAFSFIVAVLPLVGISNYKKVSICLPMDVNSPVSQAYIIFILLLNVIAFLIICFCYIKIYLTVRN 581 

S.torazame FSHR   GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTAITLERWHTITYAMQLDRKIHLRHAIVIMCGGWAFSFIVAVLPLVGISNYKKVSICLPMDVNSPVSQAYIIFILLLNVIAFLIICFCYIKIYLTVRN 581 

C.carcharias FSHR GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTVITLERWHTITYAMQLDRKLHLRHAIVIMCGGWAFSFIVAVLPLVGISNYKKVSICLPMDINSPVSQAYIIFILLLNVIAFLIICFCYIKIYLTVRN 581 

R.typus FSHR      GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTTITLERWHTITYAMQLDKKLHLRHAIVIMCGGWAFSFIVAILPLLGISNYKKVSICLPMDINSPLSQAYIIFILLLNVIAFLIICLCYIKIYLTVRN 581 

C.plagiosum FSHR  GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTTITLERWHTITYAMQLDKKLHLRHAIVIMCGGWAFSFIVAILPLLGISNYKKVSICLPMDINSPVSQAYIIFILLLNVIAFLIICLCYIKIYLTVRN 479 

C.punctatum FSHR  GAGCASAGFFTVFASELSVYTLTTITLERWHTITYAMQLDKKLHLRHAIVIMCGGWAFSFIVAILPLLGISNYKKVSICLPMDINSPVSQAYIIFILLLNVIAFLIICLCYIKIYLTVRN 557 

A.radiata FSHR    GAGCASAGFFTIFASELSVYTLTAITLERWHTITYAMQLDRKLCLRHAIVIMSGGWIFSFTVAVLPLIGISNYRKVSICLPMDINSPVSQAYIIFILILNVIAFLLICFCYIKIYLTVRN 584 

H.akajei FSHR     GAGCASAGFFTIFASELSVYTLTAITLERWHTITYAMRLDRKLRLRHAIVIMIGGWMFSFTVAVLPLIGISNYRKVSICLPMDINSQVSQAYIIFILILNVTAFLVICFCYIRIYLTVRN 575 

P.pectinata FSHR  GAGCASAGFFTIFASELSVYTLTAITLERWHTITYAMQLDRKLRLRHAIMIMIGGWMFSFTVAVLPLIGISNYRKVSICLPMDINSPVSQAYIIFILILNVIAFLLICFCYIKIYLTVRN 575 

                  ***********:***********.*************:**:*: **** :** *** *** **:*** *****:*********::* :*********:*** ***:**:**::******* 

 

                            BXXBB         TM6                       TM7   L-palmitoyl   BXXBB F(X6)LL L-palmitoyl    S/T 

C.milii FSHR      PNFISTNSDAKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFSISAAMKVPLITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKPFRRDFFILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSIHNSHMRNGGQA--PKS 701 

S.canicula FSHR   PNFISTNGDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKTFRRDFYILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSFQNSNVRNGALASMPHF 701 

S.torazame FSHR   PNFISTNGDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKTFRRDFYILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSIQNSNVRNGALASMPHF 701 

C.carcharias FSHR PNFISTNGDTKIAKRMAVLIFTDFVCMSPISFFAISAALKVPFITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKTFRRDFYILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSIQNSNMRNGALASMPHF 701 

R.typus FSHR      PNFISTNGDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKTFRRDFYILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSIQNSNVRNGALASASHF 701 

C.plagiosum FSHR  PNFISTNGDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKTFRRDFYILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSIQNSNVRNGALASASQV 599 

C.punctatum FSHR  PNFISTNGDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSSSKILLVLFYPINSCANPFLYAFFTKTFRRDFYILLSRFGYCEMKAQLYRTETTSSIQNSNVRNGALASASQV 677 

A.radiata FSHR    PNFISTNSDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSNSKILLVLFYPINSCANPFLYAIFTKTFRRDFYILLSRFGCCEMKAQLYRTETTSSIHNSNVRNGALATASQF 704 

H.akajei FSHR     PNFVSTNSDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSNSKILLVLFYPINSCANPFLYAIFTKTFRRDFYILLSRFGCCEMKAQLYKTETTSSIHNSNVRNGALAAASQF 695 

P.pectinata FSHR  PNFISTNSDTKIAKRMAVLIFTDFICMSPISFFAISAALKVPFITVSNSKILLVLFYPINSCANPFLYAIFTKTFRRDFYILLSRFGCCEMKAQLYRTETTSSIHNSNVRNGALVTASQF 695 

                  ***:***.*:**************:********:****:***:****.*********************:*** *****:******* ********:******::**::***. .   : 

                

 

C.milii FSHR      NQGSVCTELLVANTAKQPAVCNSCSQKPHQTFSDVRAGNP 741 

S.canicula FSHR   GQGTVYAELLVATHRQPCGTHNINSQESHQSLTGI----- 736 

S.torazame FSHR   GQGTVYTELLVATYRQPCGTHNINSQEPHQSLTGI----- 736 

C.carcharias FSHR GQGTVYTELLVATHRQTCGAHNLNSQESHQSLAGTYAIN- 740 

R.typus FSHR      GQGTVYTELLAATNRQQCGAHNLNSEESRQTLTGIYAIN- 740 

C.plagiosum FSHR  GQGTVYTELLAATNRQQCGAHNLNSEESHQTLTGIYAVN- 638 

C.punctatum FSHR  GQGTVYTELLVATNRQQCRAHNLNSEESHQTLTGIYAVN- 716 

A.radiata FSHR    GQGMAYTELQVANHRRLQEAQSQFMRVPSNN--------- 735 

H.akajei FSHR     GQGMAYAELLVANNRRQHEAQSQFSRT------------- 722 

P.pectinata FSHR  GQGMAYTELLVANNRQQHEAPSQFSRVS------------ 723 

                  .** . :** .*.  :   . .   .               
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Fig. S8. Multiple alignment of chondrichthyan LHR protein sequences. Sequence of the putative 

peptide signal is highlighted in light orange, conserved cysteines are numbered, leucine residues are 

highlighted in yellow, the putative N-glycosylation (G), sulfotyrosine (S) and L-palmitoyl sites are 

highlighted in blue, the vertical black bar corresponds to the putative limit between the solenoid and 

the hinge, putative intramembrane α-helixes are boxed and the putative interacting motifs colored. 

  

 

                                Signal peptide                              L    L L          L             L          L  L  L       L  

C.milii LHR       -----------------------------MCVCTSELVKCTQETAARIPAVSLNTDTRLRFTHLPLKKIQSNSFERLSDVIRIDISQSDILERIETDAFVDLPDLVELSIQNTKHLVIIE 91 

C.carcharias LHR  -MSSVIYLVFLISWNIVCHSCVQTYHCPKICHCSMQFVRCTKETATRVPVAILRTYFNLRFTHLPLKKIQRHSFEGLSNIIRMDISQSDSLERIESKAFVDLLDLVELSIQNTKHLVKID 119 

S.canicula LHR    -MSSVIYLVFLISWNIVYHTCVQTYHCPEICQCSMQFVRCTKETAARLPAAISRTFSSLRFTHLPLKKIQGHSFEGLHNIIRMDISQSDSLERIQSKAFVDLLDLVELEIRNTKNLNHID 119 

S.torazame LHR    -MSSVIYLVFLISWNIVCHTCVQTYHCPEICQCSMQFVRCTKETAARVPAAISRTSSSLRFTHLPLKKIQGHSFEGLRNIIRIDISQSDSLERIESKAFVDLLDLVELSIQNTKHLVKID 119 

C.plagiosum LHR   -------------------------------------------------------------MVLVAQRLQECSYAMGTQVLQARGHLAASM--------DGLLVAMDSQVQH-------- 43 

R.typus LHR       -MASTIYLFLLISCNIVCHSCVQTYHCPKICHCSTQFVRCTKETAARVPVATLRTYISRRFTHLPLKKIQSYSFEGLSNIIRMDISQSDSLERIEPKAFVDLLDLVELEIRNTKSLSHID 119 

C.punctatum LHR   -MASTIYLLLLISCNIVCYSCVQTYHCPSICHCSTQFVRCTQETAARVPLEILRTYISRRFTHLPLKTIQSYSFEGLSNIIRMDISQSDSLERIESKAFIDLLDLVELEIRNTKSLSHIE 119 

A.radiata LHR     MAFSITYLALLISWNIVS---AQTYHCPKICRCSTQFVKCTKKTAAGVPAAILRSYSSLRFTHLPLRKIQRHSFEGLSNIIRIDISQSDSLERIETQAFVDLKDLMELSIQNTKHLVKID 117 

H.akajei LHR      MAPSAIRLAFLISWNIFHHSCLQTYHCPKICRCSTQFVKCTKETAAGVPAAVVRSCSSLKFTHLPLKKIQRHSFEGLRDIIRMDISQSDSLERIETQAFVNLQDLVELEIRNARSLNQIH 120 

P.pectinata LHR   MASSVTHLAFLISWNIVYHSCVQTYHCPKICRCSTQFVKCTKETAAGVPAAVVRSYSSLRFTHLPLKKIQRHSFEGLSDIIRMDISQSDSLERIETQAFVDLQDLVELEIRNAKNLSQID 120 

                                                                                *  : :*  *:    ::::     :  :         .*   :: .:::         

                                                                                                  

                        L  L                L           L     L              G  L L L             G   L  L L     L                L      L 

C.milii LHR       RGAFKNLPRLKYMSICNTGIQFFP-DLTHIHSIASNFILEICDNLNILNIPENAFQGMNNDSLTLKLYRNGFIDVQSQAFNGTKLDKLELNDNTNLKRIHNDALKGAIGPDVLDVSSTAL 210 

C.carcharias LHR  QEAFRNLPRLRYLSICNTGIGFFP-DLTHFYKICIFIFREICDNLHIQTIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFEDVQSHAFNATKLDKLELNDNKKLRTIHNDAFKGAIGPDVLDVSSTAL 238 

S.canicula LHR    IDAFKNLPILKY-SICNTGIGFFP-DLTHIHSIASNFILEICDNLRLQTIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFEDVQSHAFNATKLDKLELNENKNLRTIHNDAFKGAIGPDVLDVSSTAL 237 

S.torazame LHR    QEAFRNLPRLRYLSICNTGIGFFP-DLTHIHSIAFNFILEICDNLHLQTIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFEDVQSHAFNATKLDKLELNENKNLRTIHNDAFRGAIGPDVLDVSSTAL 238 

C.plagiosum LHR   PQVIY-TARINF-QQS-QENGYFSPPVSMFAYSIVLAPQEICDNLHLQTIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFENVQSHAFNATKLDKLELNDNKNLRSIHNDAFRGAIGPGVLDVSSTAL 160 

R.typus LHR       PDAFKNLPVLKY-SICNTGIGFFP-DLTHIHSIASNFILEICDNLHLQTIPENAFLGMNNESLTLKLYKNGFENVQSHAFNATKLDKLELNDNKNLRTIHNDAFRGAIGPDVLDVSSTAL 237 

C.punctatum LHR   PDAFKNLPVLKY-SICNTGIGFFP-DLTHIHSIAFNFILEICDNLHLQTIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFENVQSHAFNATKLDKLELNDNKNLRSIHNDAFRGAIGPGVLDVSSTAL 237 

A.radiata LHR     QEAFSNLPQLRYLSICNTGVGLFP-DLTHIHSIASSFILEICDNLRLLSIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFEEVQSHAFNATKLDKLELNDNKNLRIIHNDAFKGAIGPDVLDVSSTAL 236 

H.akajei LHR      PEAFKNLPVLKY-SICNTGVGFFP-DVTHIHSIASSFILEICDNLHLLSIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFEDVRSHAFNATKLDKLELNDNKNLRIIHNDAFKGAIGPDVLDVSSTAL 238 

P.pectinata LHR   PEAFKNLPVLKY-SICNTGVGFFP-DLTHIHSIASSFILEICDNLHLLSIPENAFQGMNNESLTLKLYKNGFEDVQSHAFNATKLDKLELNDNKNLRIIHNDAFRGAIGPDVLDVSSTAL 238 

                    .:     :.: . .      *   :: :         ******.: .****** ****:*******:*** :*:*:***.*********:*.:*: *****::*****.********* 

                  

                    L    L     L       L     L     L   GL                          L    L    L G            G               L   

C.milii LHR       EFLPSYGLEHIQKLTARFVYSLKRFPPLEKFTNLLEANLTYPSHCCAFKKWEKNMDE-----------------------------------------------------MIDGNAFDYG 277 

C.carcharias LHR  EHLPSYGLEFIQKLTARFTYSLKRLPSLEKFVNLMEANLTYPSHCCAFKNWEKSNGFGNDYSHPSLPPLQLKRRSLQNFSAGVKRYPSSQNHSHFAENSPDDEYEHLEEIYENSVSFDYG 358 

S.canicula LHR    EHLPSYGLEFIQKLTARFTYSLKRFPALEKFVNLMEANLTYPSHCCAFKNWEKSNGFGNDYSHPGLPPLQLGERSLQNHSSGVKKHPSSQNGSHFPENMSDAEYEHLEEIYENSVSFDYG 357 

S.torazame LHR    EHLPSYGLEFIQKLTARFTYSLKRFPSLEKFVNLMEANLTYPSHCCAFKNWEKSNGFGNDYSHPGLPPLQLGERSLQNHSSVAKKHPSSQNGSHFPENMPDAEYEHLEEIYENSVSFDYG 358 

C.plagiosum LHR   ERFPSYGLEFIHKLTARFTYSLKRFPSLEKFANLMKANLTYPSHCCAFKNWKKSNSFRNDYSHLSLPPSQIGQRSLMNISAGMKKYPSSQNYSHFPENNPDDDYEDLEEIYENAVSFDYG 280 

R.typus LHR       EHFPSYGLEFIHKLTARFTYSLKRFPSLEKFANLMEANLTYPSHCCAFKNWKKSNGFRNDYFHLSLPPSQFGQKSLQNISAGMKKYPSSQNYSHFLENNPDDEYEDLEEIYENAVSFDYG 357 

C.punctatum LHR   ERFPSYGLEFIHKLTARFTYSLKRFPSLEKFANLMKANLTYPSHCCAFKNWKKSNGFRNDYSHLSLPPSQIGQRSLQNISAGMKKYPSSQNYSHFPENNPDDEYEDLEEIYENAVSFDYG 357 

A.radiata LHR     EYLPSNGLEFIQKLTARFTYSLKRFPSLEKFVNLMEANLTYPSHCCAFKNWEKSNGFGDDYS--NPPSQHLGQQSRQNLSAGMKKYPSSQNSSHSPDNNLDNEYEHLEDIYENAVSFDYG 354 

H.akajei LHR      EYLPSNGLEFIQKLTARFTYSLKRFPALEKFVNLMEANLTYPSHCCAFKNWGKSNGFGDDYSHSNPPSQKMGQWSIQNFSAGMKKYSSSQNYSYFPD-NLDDGRQQSEEIYENAVSFDYG 357 

P.pectinata LHR   EYLPSNGLEFIQKLTARFTYSLKRLPSLEKFVNLMEANLTYPSHCCAFKNWEKSSGFGDDYSHLNPPSQHLGQQSIQNFSVGMKKYPSSQNYSHFPVNNLDDEYEHLEEIYENAVSFDYG 358 

                  * :** ***.*:******.*****:* ****.**::*************:* *. .                                                        :. :**** 

                                                                        

                         L                               TM1             APPL1           TM2                               1        TM3 

C.milii LHR       FCHGKAILVCTPEPDVFNPCEDIMGYDILRVLIWFINILAIVGNLIVFVVLVISQNKLTVQRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIAAVDMNTKSQYYNYAIDWQTGAGCASAGFFTVFSSELS 397 

C.carcharias LHR  FYHSKVDLVCTPEPDAFNPCEDIMGYNILRVLIWFINILAIVGNFVVFIVLVISQNKLTVPRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIASVDLSTRSQYYNYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 478 

S.canicula LHR    FCHSKVDLICTPEPDAFNPCEDIMGYNILRVLIWFINILAIVGNFVVFIVLVISQNKLTVPRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIASVDLSTRSQYYSYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 477 

S.torazame LHR    FCHSKVDLVCTPEPDAFNPCEDIMGYNILRVLIWFINILAIVGNFVVFTVLVISQNKLTVPRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIASVDLSTRSQYYSYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 478 

C.plagiosum LHR   FCHAKVDLTCTPEPDAFNPCEDIMGYNILRVLIWFINILAILGNIIVFIVLVISQNKLTVPRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIASVDLSTRSQYYNYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 400 

R.typus LHR       FCHAKVDLICTPEPDAFNPCEDIMGYNILRVLIWFINILAIVGNFVVFIVLVISQNKLTVPRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIASVDLSTKSQYYNYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 477 

C.punctatum LHR   FCHAKVDLTCTPEPDAFNPCEDIMGYNILRVLIWFINILAILGNIIVFIVLVISQNKLTVPRFLMCNLAFADLCMGLYLLLIASVDLSTRSQYYNYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 477 

A.radiata LHR     FCHAKVDLVCTPEPDAFNPCEDIMGYNVLRVLIWFINILAILGNFAVFIVLVVSQNKLTVPRFLMCNLALADLCMGLYLLLIASVDLSTKSQYYNYAIDWQTGAGCASAGFFTVFASELS 474 
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                                                                                                          Ubiquitin interaction 
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S.canicula LHR    LIFTDFMCMAPISFFAISAAFKSPFITVTNAKILLVLFYPLNSCANPFLYAIFTKAFRRDFFILLSRFGYCEMQAHIYKTDNSSSKSGSK-ENSGAAVKLTTFSVQDLPAGASAEFCCGEC 717 
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Fig. S9. In vitro mLTC bioassay. mLTC cells expressing endogeneous murine LH receptors 

(mLHR), were transfected with scfshr then stimulated by scFSH, scLH and scTSH ligands 

expressed in CHO cells (10µl of 5X concentrated supernatant). Non transfected mLTC cells 

were equally tested with the GTHs ligands and served as reference. Control (ctrl) refers to non 

transfected CHO cells surpernatants (10µl of 5X concentrated supernatant). The inserted 

graph shows the dose-dependent cAMP response to scFSH of mLTC cells transfected with 

scfshr.  
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Fig. S10. Immunohistochemistry targeting FSHR and in situ control in S. canicula testicular sections. 

(A1-G1) Immunohistochemistry using mouse monoclonal anti-human FSH-R antibody (ab219312). (A2-

G2) Immunohistochemistry controls using anti-mouse goat IgG H&L, horseradish peroxidase (HRP) 

polymer (1:1, Abcam, ab214879) and (A3-G3) anti-rabbit goat IgG H&L, HRP polymer (1:1, Abcam, 

ab214880). In situ hybridization controls using sense riboprobes of fshr (A4-G4) and lhr (A5-G5). (A), 
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germinative area; (B) cysts in formation; (C) cysts with spermatogonia; (D) cysts with spermatocytes; 

(E) cysts with young spermatids; (F) cysts with late spermatids and (G) epigonal tissu; g: germinal cell 

nuclei; s: sertolian precursor (A,B) or sertolian nuclei (C-F). Stain associated to FSHR IHC was observed 

in the cytoplasm of germ cells (black arrowhead), including undifferentiated spermatogonia (A1-B1) 

and young spermatids (E1) and in the cytoplasm of sertolian precurssors (B1) and differentiated Sertoli 

cells (E1-F1) (white arrowhead). Concerning the cysts with spermatogonia (C1) and cysts with 

spermatocytes (D1), stain was observed, but it was difficult to associate it with a type of cell. Stain was 

also well observed in the cytoplasm of epigonal tissu cells (G1) (gray arrowhead). In situ controls 

revealed no important background noise (A2-G2, A3-G3, A4-G4, A5-G5). Scale bars: normalized at 10 

µm. 
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Fig. S11. In situ control in S. canicula vitellogenic follicle sections and other organs associated with the 

male genital tract. (A1-F1) Immunohistochemistry controls using anti-rabbit goat IgG H&L, HRP 

polymer (1:1, abcam, ab214880). In situ hybridization controls using sense riboprobes of lhr (A2-F2) 

and fshr (A3-C3). In situ controls revealed no significant background noise. Tu: epithelium of stem and 

branched tubules. Scale bars: normalized at 10 µm.  
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Fig. 1. Le tractus génital femelle chez la petite roussette Scyliorhinus canicula. A. Représentation 

schématique du tractus génital femelle (d'après García-Salinas et al., 2021). B. Photo anatomique 

correspondante (communication personnelle). cl, cloaque; cx, cervix; it, isthme; od, oviducte; og, 

glande de l’oviducte; ot, ostium; ov, ovaire; sp, sphincter; ut, utérus. Barre d’échelle : 2 cm. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 2. Histologie de l’ovaire et des différents stades folliculaires chez la petite roussette Scyliorhinus 

canicula. A. Coupe transversale de l’ovaire, contenant des follicules ovariens à différents stades, 

associé au tissu épigonal (EO). B. Follicule primordial (0,095 mm de diamètre) composé d'un ovocyte 

(Oo) primaire avec son noyau (N) entouré d'une seule assise de cellules squameuses (SC) qui forme 

l'épithélium folliculaire (FE). C. Follicule primaire (0,23 mm de diamètre). D. Follicule secondaire (0,71 

mm de diamètre) composé d'un Oo primaire entouré de la zone pellucide (ZP), du FE contenant des 

petites et grandes cellules de la granulosa et, plus extérieurement, des cellules thécales (TC). E. 

Follicules pré-vitellogènes voisins de 5 (à gauche) et 6 mm de diamètre (à droite). F. Gouttelettes 

vitellines (YP) positionnées à l'intérieur du cytoplasme entouré d'une granulosa épaisse d'un follicule 

vitellogène de 7 mm de diamètre. D’après Kousteni and Megalofonou, 2020. G. Follicule ovarien 

d'environ 1 cm de diamètre avec un épithélium folliculaire contenant des cellules pyriformes (PC) 

complètement différenciées dont l'apex est dirigé vers la surface de l'ovocyte (Oo) (pointillés). IC ; 

cellules intermédiaires. Barre d’échelle : 20 µm. D’après Maurizii et al., 2009.  
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II. Annexes chapitre II : La folliculogenèse chez Scyliorhinus canicula 

 

Le tractus génital femelle des Élasmobranches est élaboré (García-Salinas et al., 2021a) (Fig. 

1). Les femelles possèdent une paire d'appareils reproducteurs répartie dans la cavité 

abdominale. Les ovaires sont associés au tissu épigonal et, selon l'espèce, ils peuvent être 

jumelés, fusionnés ou vestigiaux. Lors de l’ovulation, les ovules sont libérés dans le cœlome 

et captés au niveau de l’ostium puis transporté depuis l’oviducte jusqu’à la glande de 

l’oviducte, ou glande nidamentaire, par l’action des cellules ciliées de l’épithélium de 

l’oviducte. Cette glande est responsable du stockage des spermatozoïdes et est le lieu de la 

fécondation de l'ovocyte. Elle assure également la synthèse des différentes assises 

protectrices de l'œuf et de sa capsule. La présence de cette glande sépare l’oviducte en deux 

parties, l’oviducte antérieur et l’oviducte postérieur. Chez certaines espèces, une structure 

semblable à un sphincter, l'isthme, fait la jonction entre l’oviducte postérieur et l'utérus. Selon 

les espèces, un seul utérus peut être fonctionnel et les embryons s’y développent selon 

différents modes de viviparités (Cf introduction) ou, dans le cas des ovipares, les œufs y sont 

conservés jusqu'à la ponte. Les requins femelles possèdent un cloaque, situé entre les 

nageoires pelviennes, où convergent les systèmes urinaires, reproducteurs et digestif. À 

l'intérieur du cloaque, l'extrémité caudale des utérus peut être indépendante ou converger et 

fusionner en un col commun (García-Salinas et al., 2021a). 

Chez les Élasmobranches, l’ovaire est associé au tissu épigonal et est constitué de follicules 

ovariens dont la structure est comparable à ceux des autres Vertébrés (Fig. 2A). Chez la 

roussette mature, l'ovaire présente des follicules à tous les stades de développement, avec 

des follicules primordiaux (< 1mm) (Fig. 2B), composés d'un ovocyte primaire entouré d'une 

seule assise de cellules fusiformes folliculaires ; des follicules primaires (de 1 à 2 mm) (Fig. 2C), 

composés d'un ovocyte primaire de plus grande taille entouré de la zone pellucide, de cellules 

de la granulosa et de cellules thécales ; les follicules en pré-vitellogenèse (de 2 à 8 mm) (Fig. 

2E), de plus grande taille, composés d’un épithélium folliculaire plus épais contenant des 

cellules piriformes (Fig. 2G) formant des extensions cytoplasmiques dans le cytoplasme de 

l’ovocyte et pouvant servir au transfert des précurseurs du vitellus (Andreuccetti et al., 1999) ; 

et des follicules vitellogènes (de 8 à 13 mm) avec des plaquettes vitellines visibles à l'intérieur 

du cytoplasme de l’ovocyte (Fig. 2F), celui-ci est entouré d’une zone pellucide, d’un épithélium 
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folliculaire composé de plusieurs assises de cellules prismatiques de la granulosa, d’une 

thèque interne vascularisée et d’une thèque externe distante (Kousteni and Megalofonou, 

2020). 
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Signalisation pléiotrope de la thyrostimuline (GPA2/GPB5) sur les récepteurs 

des hormones glycoprotéiques (FSHR, LHR, TSHR) dans la reproduction de 

l'Élasmobranche Scyliorhinus canicula 

Les hormones glycoprotéiques (GPHs) contrôlent de nombreux processus tels que la 

reproduction via l'hormone lutéinisante (LH) et l'hormone folliculo-stimulante (FSH) et le 

métabolisme via l'hormone thyroïdienne (TSH), et ce, par l’activation des récepteurs couplés 

aux protéines G (LGR), LHR, FSHR et TSHR. Chaque GPH se compose d'une sous-unité α 

commune et d'une sous-unité βFSH, βLH ou βTSH spécifique. Plus récemment, deux protéines 

GPH supplémentaires, GPA2 et GPB5, ont été identifiées chez les Vertébrés et correspondent 

aux orthologues des GPA et GPB identifiés chez presque tous les Bilatériens non-Vertébrés. 

Les Chondrichtyens (Holocéphales et Élasmobranches) constituent le groupe frère des 

Vertébrés osseux et c’est le premier clade à posséder des sous-unités GPH diversifiées, ce qui 

leur confère une position phylogénétique clef pour la compréhension de l'évolution des 

régulations endocrines. Cependant, à l’instar des GTHs, la caractérisation de GPA2, GPB5 et 

TSHβ demeure limitée chez les Chondrichtyens. C’est pourquoi l’objectif de cette étude a été 

de compléter l’identification de GPA2, GPB5, TSHβ et TSHR chez plusieurs Chondrichtyens, 

puis d’analyser leurs structures, leurs profils d’expression par PCR en temps réel et des 

approches in situ, notamment en fonction des stades de la spermatogenèse, chez Scyliorhinus 

canicula. Les spécificités des interactions hormone-récepteur ont été analysées à partir de 

l’expression dans des lignées de cellules embryonnaires de rein humain (HEK293T) des 

protéines scGPA2 seule, scGPB5 seule et des monocaténaires scTSHβ2-scCGA et scGPB5- 

scGPA2. Les protéines recombinantes ont ensuite été testées sur des lignées exprimant le 

récepteur à tester, scTSHR, scFSHR ou scLHR, et la protéine Gα16. Les activations des 

récepteurs ont été mesurées sur la base de la mobilisation calcique ou de la production 

d’AMPc. 

Dans cette étude, les séquences protéiques de GPA2, GPB5, TSHβ2, mais pas TSHβ1, et TSHR 

ont été identifiées à partir des génomes d'Élasmobranches et leurs structures apparaissent 

conservées entre-elles et au cours de l’évolution, à l’exception de la région charnière du TSHR 

qui apparait plus divergente. Les essais fonctionnels ont montré que les EC50 les plus faibles 

étaient associés au monocaténaire scGPA2-scGPB5, suivit par scGPB5 puis scGPA2, pour les 
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trois récepteurs scFSHR, scLHR et scTSHR. Quant au monocaténaire scCGA-scTSHβ2, il est 

capable d’activer uniquement le scTSHR avec un EC50 compris entre ceux de scGPA2-scGPB5 

et scGPB5. Les analyses d'expression par PCR et in situ ont montré une distribution tissulaire 

plus large pour tshr et gpa2 que pour gpb5. Au niveau testiculaire, tshr et gpb5 sont exprimés 

par les cellules de Sertoli et gpa2 par les cellules germinales, des spermatogonies précoces 

aux spermatides tardives. 

Pris dans leur ensemble, ces résultats ont montré une co-expression de gpa2/gpb5/tshr qui 

est à rapporter à celles de fshr/FSHR et lhr/LHR (Cf chapitre II) au niveau testiculaire. Ces 

résultats suggèrent l’existence de régulations paracrines par GPA2/GPB5 et soulèvent la 

question de la redondance fonctionnelle entre GPA2, GPB5, GPA2-GPB5, CGA-LHβ et CGA-

FSHβ ainsi que celle de la signification évolutive de GPA2 et GPB5. Dans le cas de l’expression 

d’une sous-unité seule, la question de savoir si les formes biologiquement actives sont sous 

formes de mono- et/ou homo-dimères reste ouverte.  

Cette étude complète les données sur GPA2 et GPB5 en étudiant un Chondrichtyen qui, par 

sa position phylogénétique d’intérêt, pourrait être considéré comme ayant un système 

endocrinien intermédiaire entre le rôle pléiotrope de la signalisation GPA2-GPB5/GPHR 

identifié chez les Bilatériens et la signalisation spécifique GtH/GtHR identifiée chez les 

Mammifères. 
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Abstract 

The pituitary glycoprotein hormones (GPHs) control several physiological processes in 

vertebrates such as reproduction and metabolism. They include the luteinizing hormone (LH), 

the follicle-stimulating hormone (FSH), and the thyroid-stimulating hormone (TSH), which 

activate their cognate leucine-rich repeat G protein-coupled receptors (LGRs), LHR, FSHR, and 

TSHR. Each pituitary GPH consists of a common α subunit and a specific βFSH, βLH or βTSH 

subunit. More recently, two supplementary GPH proteins, GPA and GPB, were identified in 

nearly all bilaterians and are the ancestors of the pituitary GPH α- and β-subunits, respectively. 

Chondrichthyans (holocephalans and elasmobranchs), the sister group of bony vertebrates, 

are the most ancient clade to possess diversified GPH subunits. In the present study, GPA2, 

GPB5, TSHβ2, but not TSHβ1, and TSHR sequences have been identified in several 

elasmobranch genomes, and structure and functional hormone-receptor interactions have 

been studied in the small-spotted catshark (Scyliorhinus canicula). Expression profiles were 

mailto:pascal.sourdaine@unicaen.fr
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analyzed by real-time PCR, in situ hybridization, and immunohistochemistry along the male 

genital tract, other tissues, and female tissues. Functional assays showed that conditioned 

media from cells expressing the recombinant scGPB5/scGPA2 were more effective than the 

independent subunit scGPB5 in activating scTSHR, scFSHR, and scLHR. ScGPA2 also appeared 

able to activate the three scGPHRs, but only at high concentrations. Expression and in situ 

analyses showed a broader tissue distribution expression for tshr and gpa2 than for gpb5, 

mainly observed in the testes. In testis, expression of tshr and gpb5 by Sertoli cells and of gpa2 

by germ cells, from early spermatogonia to late spermatids, suggested paracrine/autocrine 

functions of GPA2/GPB5/GPHR signaling during spermatogenesis. This study complements the 

data on GPA2 and GPB5 by studying a chondrichthyan of phylogenetic interest for 

understanding the evolution of endocrine regulation in vertebrates. 

 

Keywords: Thyrostimulin, GPA2, GPB5, Thyroid-stimulating hormone subunit β2 (TSHβ2), 

Thyroid-stimulating hormone receptor (TSHR), Glycoprotein hormone receptor (GPHR), 

Spermatogenesis, Chondrichthyes, Elasmobranchs, Shark, Evolution, Testis, Epididymis. 

 

Introduction 

Glycoprotein hormones (GPHs) belong to the family of cystine-knot proteins and exert a wide 

range of physiological functions by activating their cognate leucine-rich repeat-containing G 

protein-coupled receptors (LGRs). In mammals, pituitary GPHs comprise two gonadotropins 

(GTHs), follicle-stimulating hormone (FSH) and luteinizing hormone (LH), as well as thyrotropin 

hormone (TSH). The pituitary GPHs comprise a common α-subunit (CGA) and a specific β-

subunit (FSHβ, LHβ, TSHβ), forming non-covalent heterodimers. FSH and LH are produced by 

the anterior pituitary, under the regulation by the hypothalamic gonadotropin-releasing 

hormone (GnRH) signaling, and regulate gonadal functions by interacting with their receptors, 

FSHR and LHR, thus constituting the hypothalamic-pituitary-gonadal (HPG) axis. The pituitary 

TSH is regulated by the hypothalamic thyrotropin-releasing hormone (TRH) and regulates 

thyroid function by interacting with its receptor, TSHR, thus forming the hypothalamic-

pituitary-thyroid (HPT) axis. These GPH subunits, with their cognate receptors, emerged 

before the gnathostome radiation (Heyland et al., 2012; Roch and Sherwood, 2014).  
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The β-subunits derived from an ancestral gene (gpb) through the two whole genome 

duplications, 1R and 2R, generating two gonadotropin β subunits, lhβ and fshβ, as well as two 

thyrotropin β subunits, tshβ1 and tshβ2, present in some chondrichthyes, the holocephalan 

Callorhinchus milii and the batoidea Leucoraja erinacea, and in early lobe-finned fish, the 

coelacanth Latimeria chalumnae and the lungfish Neoceratodus forsteri, while tshβ2 was lost 

in actinopterygians and tetrapods (Maugars et al., 2014; Dufour et al., 2020; Quérat, 2021). In 

the early 2000s, two supplementary GPH subunit-related genes, gpa2, and gpb5, were 

identified from the human genome (Hsu et al., 2002), and the ability of the recombinant 

GPA2/GPB5 heterodimer to activate TSHR in Homo sapiens and Ratus norvegicus, let to name 

the corresponding GPH as thyrostimulin, but also referred to as Corticotroph-derived 

glycoprotein hormone (CGH) (Nagasaki et al., 2006; Nakabayashi et al., 2002). Gpa2 and gpb5 

orthologs were identified in several protostomia (Heyland et al., 2012; Kudo et al., 2000; Sudo 

et al., 2005; Wahl et al., 2022), primitive chordates (Dong et al., 2013; Wang et al., 2018; Yang 

et al., 2023), cyclostomata (Sower et al., 2015) and various vertebrates (Buechi and Bridgham, 

2017; Cahoreau et al., 2015; Hara et al., 2018; Levavi-Sivan et al., 2010) but not in cnidaria 

(Dos Santos et al., 2009). Molecular ancestors of GPHRs have also been identified under 

different names and can be activated by recombinant GPA2/GPB5 heterodimers or 

recombinant single-chain GPB5-GPA2 proteins, such as in protostomia (Kenis et al., 2023; 

Rocco and Paluzzi, 2020; Sudo et al., 2005; Wang et al., 2018), primitive chordates (Dos Santos 

et al., 2009; Wang et al., 2018; Yang et al., 2023) and cyclostomata (Hausken et al., 2018); 

highlighting the coevolution of the GPH/GPHR signaling along bilateria evolution. However, 

the question of whether GPA2 and GPB5 are active in vivo as non-covalent heterodimers, 

homodimers, or monomers has been raised. Indeed, the absence of the seatbelt in GPB5, as 

well as the expression patterns of GPA2 and GPB5 in different cells, are not in favor of 

dimerization (Alvarez et al., 2009; Dufour et al., 2020; Yang et al., 2023). Concerning the roles 

of GPA2/GPB5, thyrostimulin would be involved in several biological functions through 

activation of TSHR, in addition to regulating thyroxine production (Nagasaki et al., 2006; 

Nakabayashi et al., 2002), such as bone formation (Bassett et al., 2015), immune response 

(Suzuki et al., 2009) and reproduction (Sun et al., 2010) in mammals, as well as development 

in protostomes (Heyland et al., 2012; Vandersmissen et al., 2014). The role of GPA2/GPB5 in 

reproduction have been highlighted in H. sapiens as a paracrine hormone secreted by the 

oocyte and activating granulosa and theca cells which express TSHR (Sun et al., 2010). In 
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males, the role of thyrostimulin has been demonstrated in studies using RNAi down expression 

of the GPHR of protostomia such as in the nematode, Caenorhabditis elegans, where down 

expression of its FSHR-1 results in the absence of germ cell renewal (Cho et al., 2007) and in 

the mosquito, Aedes aegypti, where down expression of its LGR1 results in abnormal 

spermatogenesis (Rocco et al., 2019, 2017). In addition, gpa2, gpb5, and their cognate 

receptors’ gene are coexpressed in the gonads of several protostomia such as the fly, 

Drosophila melanogaster (Vandersmissen et al., 2014), the scallop, Patinopecten yessoensis 

(Zhang et al., 2020) and the prawn, Macrobrachium rosenbergii (Wahl et al., 2022). They are 

also coexpressed in the gonads of Chordata, such as the amphioxus, Branchiostoma japonicum 

(Wang et al., 2018), the ascidian, Styela clava (Yang et al., 2023), the lamprey, Petromyzon 

marinus (Hausken et al., 2018) and the catshark, Scyliorhinus torazame (Hara et al., 2018).  

The study of the GPA2/GPB5 signaling in chondrichthyes is of interest because of their unique 

phylogenetic position. Indeed, the chondrichthyes are the sister group to osteichthyes (bony 

vertebrates), whose divergence occurred around 450 million years ago (Irisarri et al., 2017), 

and include the holocephalans (chimaeras) and elasmobranchs (sharks and rays). In terms of 

the comparative evolution of HPG and HPT endocrine axes, chondrichthyes could illustrate 

the first representatives of jawed vertebrates with specialized axes, positioned between 

cyclostomata, which have overlapping HPG and HPT axes with two GPHs (lGpH and 

thyrostimulin) and two GPHRs (lGpH-R I and –R II) (Sower and Hausken, 2017), and the bony 

vertebrates. The first study to examine the specificity of interactions between GPHs and 

GPHRs in a chondrichthyan was carried out on the holocephalan C. milii. It showed high 

specificity for FSH/FSHR, LH/LHR, and TSH/TSHR complexes, while recombinant GPB5-GPA2 

activated no GPHR (Buechi and Bridgham, 2017). However, the GPA2/GPB5 signaling remains 

to be characterized in elasmobranchs which diverged early from holocephalans, around 380 

million years ago. Interestingly, Hara's work, based on a global genome expression analysis of 

the shark S. torazame, showed that gpa2 was expressed in several tissues, including testis, 

whereas gpb5 expression appeared to be restricted to the testis (Hara et al., 2018). This result 

motivated us to develop a more comprehensive study during spermatogenesis in another 

chondrichthyan, the small-spotted catshark Scyliorhinus canicula, a nonendangered species 

belonging to the carcharhiniforms, which is the largest family of sharks. 
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Spermatogenesis is a highly conserved and orderly process under endocrine and paracrine 

regulations that allows the transformation of undifferentiated spermatogonia into 

spermatozoa. The testis of the small-spotted catshark S. canicula consists of spermatocysts 

(cysts), each made of spermatoblasts in which one Sertoli cell is associated with synchronously 

developing germ cells. On a cross-section of the testis, cysts originate from the germinative 

area, located on the dorsolateral edge of the testis. As new cysts are continuously formed, 

older cysts are moved to the opposite edge of the testis, leading to a zonal arrangement of 

cysts according to the spermatogenic wave. Thus, at least five testicular zones corresponding 

to the germinative area, the cysts with spermatogonia, the cysts with primary and secondary 

spermatocytes, the cysts with early spermatids, and the cysts with late spermatids, are easily 

distinguishable and accessible (Loir and Sourdaine, 1994). In addition, another particularity of 

the testis of S. canicula also observed in another shark, Squalus acanthias, is the absence of 

differentiated Leydig cells, Sertoli cells being the main steroidogenic cells (Cuevas and Callard, 

1992; Pudney and Callard, 1984a, 1984b; Sourdaine and Garnier, 1993).  

This study aimed to complete the identification of GPA2, GPB5, TSHβ and TSHR proteins in 

several chondrichthyes and to analyze their structures and expression profiles by real-time 

PCR and in situ detections in relation to spermatogenesis stages as well as in other tissues, 

including the male and female genital tracts of the small spotted catshark S. canicula. Using in 

vitro bioassays, specificities of hormone and receptor interactions were analyzed with scGPA2, 

scGPB5, and scTSHβ as single-chain recombinant heterodimers or monomers as ligands, and 

with the recombinant receptors scTSHR, scFSHR, and scLHR expressed in HEK293 cells for 

testing their respective activities. The results are discussed in an evolutionary perspective.  

 

Materials and Methods 

Animals and Tissue Sampling 

The catshark Scyliorhinus canicula was assessed, in 2020, as least concern in the red list of 

threatened species by the IUCN (International Union for Conservation of Nature). Sexually 

mature male (608 ± 137 g; 58± 3 cm) and female (647 ± 90 g; 57 ± 4 cm) catsharks were fished 

during a CGFS (Channel Ground Fish Survey) campaign by IFREMER in the East Manche in 

September 2022 (Giraldo et al., 2022). Animals were maintained in natural seawater tanks at 
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the marine station of the University of Caen Normandy (Centre de Recherches en 

Environnement Côtier (CREC), Luc-sur-Mer, France). Under the A14384001 number, CREC 

facilities are approved by the council department of population care (Préfecture du Calvados, 

France). Sharks were acclimated 2 weeks before killing by percussive blow to the head 

followed by sectioning and pithing of the spinal cord and exsanguination according to the 

European directive 2010/63/UE. Testes, epigonal tissues, proximal and distal epididymis, 

seminal ampullae, myelencephalons, mesencephalons, midbrains/pituitaries, forebrains, 

olfactory bulbs, eyes, thyroid glands, Leydig organs, spleens, livers, pancreas, duodenums, 

kidneys, rectal glands, gills, hearts and muscles were sampled from 14 males and 

myelencephalons, mesencephalons, midbrains/pituitaries, forebrains, olfactory bulbs, 

ovaries, nidamental glands, oviducts, uterus and thyroid glands from 7 females and were 

transferred directly into liquid nitrogen before storage at -80°C with the exception of testes 

which were transferred in ice-cold Gautron’s buffer (pH 7.8, 890 mosmol kg-1) (Gautron, 1978) 

with 58 mM trimethylamine-N-oxide (TMAO, Sigma, 317594) before dissection into the four 

zones (Loir and Sourdaine, 1994) corresponding to the zone containing the germinative area 

and cysts with spermatogonia (zone A), cysts with spermatocytes (zone B), cysts with early 

spermatids (zone C) and cysts with late spermatids (zone D). Other tissues such as testes, 

epididymis heads and bodies, ovaries, brains, thyroid glands and Leydig’s gland were fixed in 

Gautron’s buffer with paraformaldehyde 4% before alcoholic dehydration and stocked in 

butan-1-ol at -20°C. 

Sequence searches 

Protein sequences of GPA2, GBP5, TSHβ and TSHR were identified using BLAST searches, based 

on C. milii sequences (Buechi and Bridgham, 2017) against the following genomes and 

databases: A. radiata (sAmbRad1.1.pri), C. carcharias (Marra et al., 2019), C. plagiosum 

(ASM401019v1), C. punctatum (Hara et al., 2018), P. pectinata (sPriPec2.1.pri), R. typus (Read 

et al., 2017), S. canicula (sScyCan1.2) and S. torazame (Hara et al., 2018) on NCBI 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/); H. akajei (sHemAka1.1) on Squalomix Blast Server 

(https://transcriptome.riken.jp/squalomix/blast/); and L. erinacea (Wang et al., 2012) on 

Skatebase (http://skatebase.org). To verify the relationship between obtained sequences and 

their putative families, phylogenetic trees were built based on the previous work of Buechi 

and Bridgham, 2017 using the MAFFT (Multiple Alignment using Fast Fourier Transform) 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/
https://transcriptome.riken.jp/squalomix/blast/
http://skatebase.org/
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program, BMGE (Block Mapping and Gathering with Entropy) alignment curation and PhylML 

tree inference on NGPhylogeny online services (https://ngphylogeny.fr/workflows/oneclick/, 

(Lemoine et al., 2019) with a bootstrap of 1000. Obtained trees were finalized using iTOL 

online tool (https://itol.embl.de/, (Letunic and Bork, 2021). 

Synteny analyses of gnathostomes GPA2, GPB5, TSHβ1 and TSHβ2 genomic regions were 

performed to annotate the orthologs identified in the batoid A. radiata and the sharks S. 

canicula and C. carcharias. Species occupying key phylogenetic positions were selected, 

including the cyclostome P. marinus, the chondrichthyan C. milii, the actinopterygian L. 

oculatus, and the sarcopterygians L. chalumnae, X. laevis and H. sapiens. Genomic regions of 

C. milii were selected as templates. The genes were mapped using NCBI’s Genome Data 

Viewer (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/gdv/) and, for unretrieved genes, tBlastn 

using orthologous protein sequences were performed.  

3D model building 

Multiple alignments were performed using Clustal Omega package 

(https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/, (Sievers et al., 2011)) with manual corrections 

to identify conserved structures (based on the knowledge in H. sapiens sequences). Signal 

peptides were predicted using predisi software (http://www.predisi.de/). Predictive models 

of GPA2s, GPB5s, TSHβs and TSHRs were built using SWISS-MODEL 

(https://swissmodel.expasy.org/, (Waterhouse et al., 2018), using the Q96T91.1.A, 

Q86YW7.1.A and the 7utz.1 template of H. sapiens, and finalized using Swiss PDB Viewer 

program (Johansson et al., 2012). Obtained models were evaluated by retaining the global 

sequence identities against the template, the greatest GMQE score (Global Model Quality 

Estimate, (Waterhouse et al., 2018), which depends on coverage, and the highest 

QMEANDisCo Global score (Studer et al., 2020), which evaluates the model ‘as is’ without 

explicit coverage. The same procedure was performed with H. sapiens sequences, as control, 

and for C. milii sequences. Using Swiss-PdbViewer (Johansson et al., 2012), predicted models 

were superimposed and the Root Mean Square Deviation (RMSD) were calculated and 

averaged by GPH subunits and by GPHRs. 

https://ngphylogeny.fr/workflows/oneclick/
https://itol.embl.de/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/gdv/
https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/
http://www.predisi.de/
https://swissmodel.expasy.org/
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Functional hormone-receptor interaction in in vitro assays 

Synthetic pTarget plasmids containing S. canicula cDNA sequences for fshr (sc-fshr), lhr (sc-lhr) 

or tshr (sc-tshr) were obtained from Twist Bioscience (San Francisco, USA) and synthetic 

pTarget plasmids containing fusion construct sctshβ-sccga and scgpb5-scgpa2 were obtained 

from GenScript Biotech (Rijswijk, Netherlands), in addition to pTarget plasmids containing the 

scgpa2 alone or the scgpb5 alone. Human embryonic kidney (HEK293T) cells were transiently 

transfected with the synthetic plasmid using FuGENE HD (Promega) according to the 

manufacturer’s instructions. Cotransfection was done with gphr/pTarget construct and a 

pTarget expression construct for the human Gα16 subunit, a promiscuous G protein which can 

direct intracellular signaling of GPCRs to the release of calcium via the phospholipase Cβ 

pathway, regardless of the endogenous G protein coupling of the receptor. The pTarget ligand 

constructs were transfected in HEK293T cells around 80% of confluence in 75 cm2 flasks, then 

after 24 h of culture, the media were collected and concentrated using Amicon® 3K filters 

(Millipore). Cells for negative control experiments were transfected with empty pTarget or 

Gα16 and empty pTarget. Activation of the S. canicula GPHRs by GPHs were monitored using 

a fluorescence-based calcium mobilization assay according to Schwartz et al., 2021. Briefly, 

transfected HEK293T cells were loaded with Fluo-4 Direct (Invitrogen) for 1 day at 37°C with 

5% of CO2. Excitation of the fluorophore was done at 488 nm. The calcium response was 

measured at 525 nm for 2 min using a Flexstation 3 (Molecular Devices) at 37°C and analyzed 

using SoftMax Pro (Molecular Devices). For analysis of the activation of the Gαs/adenylyl 

cyclase/cAMP/PKA pathway, transfected cells were incubated with Glosensor cAMP reagent 

(4% final concentration in media) (Promega) for 2 h at room temperature prior the injection 

of the ligands (sc-GPHBTSH-CGA, sc-GPB5-GPA2, sc-GPA2 or Sc-GPB5) and cAMP 

luminescence response was measured at 37°C for 30 min using the Flexstation 3.  

To determine the absolute concentrations of the ligands produced, an initial proteomic 

analysis of the ligand-containing media was carried out using high-resolution nanoLC-ESI-

MS/MS to identify peptides resulting from trypsin digestion of the α-subunit (scCGA), scGPA2 

and scGPB5. The VTLMGNLK, EFTFLAK and EEIEIFTAK peptides were designed for CGA, GPB5 

and GPA2, respectively, according to the following criteria: the absence of cysteine residue, 

the absence of post translational modifications and a number of amino acids superior to 5. 

Selected peptides were synthesized by CliniSciences (Nanterre, France) and used as internal 
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quantity markers. The standard curves were established, ranging from 16.3 pg/µl to 666 pg/µl, 

and the equations obtained were y=400.05x-6339.1 (R²=0.9967), y=979.22x-3058.1 

(R²=0.9997) and y=231.1x+11558 (R²=0.9747) for CGA, GPB5 and GPA2, respectively, where 

“y” was the peak area of the peptide and “x” the concentration. Efficiency (EC50) and efficacy 

(Emax) were calculated with 95% confidence intervals (profile likelihood) from sigmoidal dose-

response equations which were constructed with a nonlinear regression analysis using Prism 

5.0 (GraphPad Software, USA). 

Reverse Transcription and RT-qPCR 

Total RNAs were extracted from S. canicula tissues using Tri-Reagent (Sigma-Aldrich, 93289) 

before purification with the NucleoSpin RNAII columns kit (Machery-Nagel). They were 

quantified with a NanoDropTM 2000 (Thermo Scientific) and degradation analyses were 

performed with an Agilent 2100 Bioanalyzer (Agilent) for testes zones, epigonal tissues, male 

brains and ovaries. Obtained RNA integrity numbers were greater than 7. For tissue 

distribution, real-time PCR was performed independently for three animals (N=3) in triplicate 

(n=3) excepted for testes (zone A, B, C and D) and the epigonal tissue where six animals were 

used (N=6, n=18). The CFX Connect Detection System (Bio-Rad) was used for RT-qPCR 

analyses. Two hundred and seventy ng of total RNAs were treated with 1U of RQ1 DNase 

(Promega, M6101) (37°C/20min) following by the reverse transcription using 1 ng random 

hexanucleotide primers (Promega, C1181), 0.5 mM dNTPs and 200 U of M-MLV Reverse 

Transcriptase (Promega, M1701) then the reactions were stopped (70°C/5min). The gene-

specific primers were designed using Primer-BLAST 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/, (Ye et al., 2012)) with manual corrections 

according to the following criteria: length between 18-22 bp, GC content over 50%, Tm close 

to 60°C and generation of an 150-200 bp amplicon. The real-time PCR (5 ng of cDNA, 40 cycles: 

95°C/15s, 60°C/45s) was done with the GoTaq®qPCR Master Mix (Promega, A6001). Melt 

curve analysis and efficiency tests were carried out to ensure the primers amplified a single 

product with 90-110% efficiency. The Ct values were read at 200 relative fluorescence units 

and normalized against the 5S RNA (Redon et al., 2010) using the ΔCt method (Schefe et al., 

2006). The 2-ΔΔCt method (Livak and Schmittgen, 2001) allowed to calculated the expression 

variations based on the mean ΔCt of all tissues. Comparison of the Ct 5SRNA/total RNA ratio 

between tissues shown no significant difference using non-parametric Kruskal-Wallis test with 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/
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a P-value of 0.14 (Supplementary Figure S1). Statistical analyses were performed using a first 

Shapiro-wilk test analysis followed by the none parametric Mann-Whitney U test for P-value 

< 0.05. 

In situ hybridization 

Digoxigenin-conjugated riboprobes were synthesized from cDNA clones produced with 

specific primers (Supplementary Table S2). The resulting amplicons were cloned in pCR™II-

TOPO™ Vector by TA cloning and then transformed in chemically competent E. coli using the 

TOPO TA Cloning kit (Invitrogen, k461020). After cultures, plasmids were purified using the 

Wizard® Plus SV Minipreps (Promega, A1340) then the digoxigenin-conjugated riboprobes 

were generated using M13 PCR on 100 ng of plasmids with 1 mM MgCl2, 0.2 mM of each 

dNTPs, 0.4 µM M13 primer and 0.625 U GoTaq® Flexi DNA Polymerase (Promega, M8291). 

The cycling parameters were as follows: 1X(95°C, 5min), 30X[(95°C, 30s), (60°C, 45s), (72°C, 

1min30s)], 1X(72°C, 5min). PCR products were quantified using Nanodrop 2000 

spectrophotometer (Thermo Scientific) and then purified using the NucleoSpin RNA Clean-up 

(Marcherey-Nagel, 740948.50). The size checking was done using gel migration. In vitro 

transcriptions were carried out for 3 h at 37°C on 1.2 µg PCR products with 25 U RNAsin, 25 U 

T7 or SP6 polymerase, 10 mM dithiothreitol, 1 mM rATP, rCTP and rGTP, 0.65 rUTP, and 0.35 

digoxigenin-UTP (Roche, 03359247910) using the Riboprobe® Combination Systems 

(Promega, P1460). DNAs were digested with 2 U RQ1 DNAse (Promega, M6101) for 30 min at 

37°C. Obtained riboprobes were purified and their qualities were checked by dot blots on 

PVDF membrane. Paraffin slices (5 µm) were incubated at 61°C to facilitate deparaffinization 

using Roti-histol (sigma, 6640.6). Hydration was achieved by successive ethanol baths (100%, 

95% and 70%), then by PBS. Between each of the following treatments, slices were washed 

into PBS. Slices were treated with 4% PFA in PBS, with 5 µg/ml proteinase k in Tris buffer for 

4 min, with 4% PFA in PBS, with 100 mM Triethanolamine in 25 % acetic acid, then with 100 

mM glycine in tris buffer. Tissues were incubated for 1 h at 65°C with the hybridization mix 

(50% Deionised formamide, 1X Saline-sodium citrate (SSC), 0.5 M Ethylenediaminetetraacetic 

acid (EDTA), 10% Tween 20, 1X Denhardt’solution, 28 mg/ml Dextran sulphate, 0.1 mg/ml 

heparin, 10% Chaps, 0.5 mg/ml tRNA). Then, 0.1-0.4 ng/µl riboprobes in hybridization mix 

were incubated overnight at 65°C. Slices were washed using successive baths of SSC (1X and 

1.5X at 65°C, 2X at 37°C, 2X with 0.2 µg/ml of RNAse A (Promega, A797C) at 37°C, 2X, and 0.2X 
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at 60°C) before maleic acid buffer baths with 0.3 % triton (MABT). For immunostaining and 

revelation, the DIG Nucleic Acid Detection kit (Roche, 11175041910) was used. Tissues were 

incubated 3 h in blocking solution then, overnight at 4°C, with 100 µl per slice of 1/2000 v/v 

anti-digoxigenin-AP-conjugated antibody 750 U/ml. According to the kit guidelines, slices 

were washed in MABT baths before being developed overnight at 4°C in NBT/BCIP. Finally, 

slices were mounted in Mowiol mounting medium and then dried for 48 h at 4°C, before being 

observed using a Nikon eclipse 80i microscope. 

Immunohistochemistry (IHC) 

Tissues embedded in paraffin were cut into 5 µm sections with a microtome (Leica, Histocore 

Autocut R). The slices were deparaffined in roti-histol baths (Roth, 6640.2), rehydrated using 

successive ethanol dilutions (100%, 96%, 75% and 50%) and washed in PBS before antigen 

unmasking (2x 90s, micro-waves 600W followed by a 1 h cooling period). Endogenous 

peroxidase activities were blocked using 3% hydrogen peroxide in PBS and non-specific 

labeling was blocked using 0.1% Triton in PBS with 1% BSA. Diluted primary antibodies in 

Antibody Diluent (Abcam, ab64211) were incubated overnight at 4°C, then washed in PBS 

before a 2h incubation with the corresponding secondary antibodies at room temperature. 

After washing, the DAB Substrate Kit (3.3’-Diaminobenzidine, Abcam, ab64238) was applied 

until staining (2-60 min). Then, the slices were counterstained with Groat’s hematoxylin and 

rinsed with tap water. They were dehydrated into successive ethanol baths (50%, 75%, 96% 

and 100%), then into roti-histol (Roth, 6640.2) before to be mounted into roti®histokit media 

(Roth, 6638.1). Pictures were taken using an optical microscope (Nikon, eclipse 80i) equipped 

with NIS-Elements D 3.0 software (Nikon Instruments). The primary antibody targeting PCNA 

(proliferating cell nuclear antigen, anti-rat PCNA mouse monoclonal antibody, 1:500, 

Invitrogen, 13-3900 PC-10) was used as quality control for testes tissues and the same results 

as Loppion et al., 2008 were obtained (not shown). Primary antibodies were used at the 

indicated dilution: anti-human TSHR rabbit polyclonal antibody (1:2000, Abcam, ab202960) 

and, as control, the rabbit IgG polyclonal-isotype control (1:2000, Abcam, ab37415). 

Secondary antibodies were used at the indicated dilution: anti-rabbit goat H&L IgG, HRP 

polymer (1:1, Abcam, ab214880). 

Immunocytofluorescence (ICF) 
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Immunocytofluorescence detections were performed to verify the expression of recombinant 

proteins and the antibodies’ specificity used in IHC analyses. HEKT293T cells transfected with 

pTarget-sctshr plasmid were washed twice using PBS with 1% BSA, collected and fixed with 

4% PFA for 15 min before attachment to polysine slides (Epredia). The cells were 

permeabilized with 0.1% Triton in PBS buffer with 1% BSA for 5 min then incubated with 

primary antibodies, overnight, at 4°C. The cells were then washed and incubated at room 

temperature for 2 h with the secondary antibodies. After washes, the cells were mounted in 

ProlongTM Gold Antifade Mountant with 40,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) (P36935). 

Pictures were taken using an optical microscope (Nikon, eclipse 80i) equipped with NIS-

Elements D 3.0 software (Nikon Instruments) with the same exposure time for each antibody, 

independently of the sample tested. The same primary antibodies were used for both IHC and 

ICC experiments: anti-human TSHR rabbit polyclonal antibody (1:500, Abcam, ab202960) and, 

as control, the rabbit IgG polyclonal-isotype control (1:500, abcam, ab37415). The secondary 

antibody used was the goat anti-rabbit IgG (H&L), Alexa FluorTM 488 (1:250, Invitrogen, A-

11008). 

Western blot 

Frozen tissues from testicular zones A, B, C and D, proximal and distal segments of epididymis, 

ovary and thyroid gland were crushed in liquid nitrogen, extracted with 2.5 volumes of ice-

cold lysis buffer (6M urea, 2M thiourea, 40 mM tris-base, 2% CHAPS, 1 mM EDTA, 0.5 mM 

DTT, 1 mM AEBSF and 10 µM E64 protease inhibitors), then sonicated and kept 1 h on ice 

before being centrifuged at 15 000 g for 30 min at 4°C. Supernatants were then centrifuged at 

105 000 g for 1 h at 4 °C. Protein concentration of resulting supernatants was determined 

using the bicinchoninic acid (BCA) protein assay (Sigma-Aldrich, Merck, France). Purified 

proteins (500 ng) were resolved on 10% gel electrophoresis before blotting on a PVDF 

membrane (Cytiva Amersham, RPN303F). After a 1-h blocking step in PBS with 10% non-fat 

dried milk, the membranes were probed overnight at 4°C with the primary antibody at the 

following dilution: anti-human actin mouse monoclonal antibody (1:1000 dilution, Sigma, 

A3853), anti-human TSHR rabbit polyclonal antibody (1:500, Abcam, ab202960) and, as 

control, the rabbit IgG polyclonal-isotype control (1:500, Abcam, ab37415). After a 2-h 

incubation with the corresponding secondary, the goat anti-rabbit IgG (H&L), HRP polymer 

(1:1, Abcam, ab214880) or the goat anti-mouse IgG (H&L), horseradish peroxidase (HRP)  
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Fig. 1. In silico characterization of elasmobranchian GPA2 and GPB5. Molecular phylogeny of GPA2 (A) 

and GPB5 (B). Scyliorhinus canicula proteins are highlighted by red arrows. Support values shown are 

bootstraps for 1000 replicates. Synteny of the genomic region flanking gpa2 and gpb5a genes (C) and 

gpb5b gene (D) in vertebrate species. The chromosome numbers are indicated. The coelacanth 

genomic regions were used as reference. Animal illustrations are used with permission from 

http://phylopic.org.  
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polymer (1:1, Abcam, ab214879), and washes, the DAB Substrate Kit (3.3’-Diaminobenzidine, 

Abcam, ab64238) was applied until staining (2-60 min). The bands' intensities in each PVDF 

membrane were normalized to their respective actin intensities using ImageJ software 

(https://imagej.net), and the relative expression values were compared. 

 

Results 

Searches for sequences of GPA2, GPB5, TSHβ and TSHRs in elasmobranch genomes 

Sequence searches were carried out on the basis of sequences identified in C. milii and 

predicted sequences available in the NCBI database for S. canicula. Of the nine elasmobranch 

genomes analyzed, one TSHβ gene was identified for each, and gpa2 and/or gpb5 genes were 

identified in only 5 genomes and not in those of the batoid A. radiata, and of the sharks C. 

carcharias, C. plagiosum, and P. pectinata. The subsequent phylogenetic analysis including a 

maximum of GPH subunits and TSHRs sequences validated their annotations. Molecular 

phylogeny of the GPA2 subunits (Fig. 1.A) showed that the chondrichthyan sequences 

segregated in agreement with the phylogeny and that the holocephalan GPA2 rooted with the 

selachian sequences. Molecular phylogeny of the GPB5 subunits (Fig. 1.B) showed that the 

chondrichthyan sequences were grouped with GPB5b sequences and not with GPB5a 

sequences, and the holocephalan GPB5 rooted the shark sequences while batoidea sequences 

were grouped with actinopterygii sequences. Synteny analyses of gpa2- and gpb5-related 

gene regions confirmed the presence of gpa2, but not of gpb5a, in the genomes of C. 

carcharias and of S. canicula as well as the high conservation of the gpb5b gene region in the 

analyzed chondrichthyes (Fig. 2C,D). In addition, the gpa2a-gpb5a tandem and the gpa2b- and 

the gpb5b- related gene regions were conserved in the P. marinus genome. Genes coding 

protein phosphatase 2 regulatory subunit (PPP2R5) isoforms were located on the genomic 

fragments closed to gpa2 and gpb5 genes. Molecular phylogeny of the TSHR orthologs showed 

that the chondrichthyan sequences were grouped in agreement with the phylogeny, and the 

holocephalan TSHR rooted the batoidea and selachii groups (Fig. 2.A). The molecular 

phylogeny of TSHβs showed that elasmobranch orthologs segregated with the C. milii TSHβ2 

while the C. milii TSHβ1 rooted the sarcopterygian sequences, which suggests the retention of 

tshβ2 gene and the loss of tshβ1 gene in elasmobranchs (Fig. 2B). Synteny analyses of tshβ1-  
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Fig. 2. In silico characterization of elasmobranchian TSHR and TSHβ2. Molecular phylogeny of TSHR (A) 

and TSHβ (TSHβ1 and TSHβ2) (B) S. canicula proteins are highlighted by red arrows. Support values 

shown are bootstraps for 1000 replicates. Synteny of the genomic region flanking tshb1 (C) and tshb2 

genes (D) in representative species of vertebrate groups. The chromosome numbers are indicated. The 

C. milii genomic regions were used as reference. Animal illustrations are used with permission from 

http://phylopic.org.  
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and tshβ2-related genes regions in gnathostomes confirmed the absence of the tshβ1 gene in 

the genomes of A. radiata, C. carcharias and S. canicula (Fig. 2C), while tshβ2 gene was 

localized in a highly conserved region, also found in C. milii and L. chalumanae (Fig. 2B).  

Predicted structural domains of GPA2, GPB5, TSHβ2 and TSHRs  

The primary structures of elasmobranchs GPA2, GPB5, TSHβ2 and TSHRs were analyzed based 

on knowledges of human orthologs. Alignment of the Chondrichthyan GPA2 and GPB5 

sequences has shown 10 conserved cysteines (C), 2 putative N-glycosylation sites, a “seat” 

region conserved in all Gpb5 and Gpa2 of elasmobranchs, except for H. akajei sequence with 

a histidine (H) instead of a tyrosine (Y), and the “seat-belt” region of GPB5 comprising only 2 

conserved C (Supplementary Figure S2). Concerning alignment of the chondrichthyan TSHβ2 

subunit sequences, it has shown 12 conserved C residues involved in disulfide bonds, including 

the three characteristic C of the “seat-belt” and 1 N-glycosylation site (Supplementary Figure 

S3). The “seat” region was conserved in elasmobranchs and diverged from the holocephalan 

sequence with a phenylalanine (F) instead of a tyrosine (Y). Multiple alignments of the protein 

sequences of TSHR (Supplementary Figure S4) have shown, in their large extracellular 

domains, 35 well-conserved leucine (L) residues, 2 N-glycosylation sites, and a conserved 

putatively sulfated tyrosine residue. The putative limit between the solenoid and the “hinge” 

region was predicted. The transmembrane region of the chondrichthyan TSHRs was composed 

of 7 putative α-helical transmembrane domains (TM), 2 conserved cysteines, one APPL1, one 

ERW, one Ubiquitin interaction, and PKC2 binding domain, and one BXXBB putative motif. The 

C-terminal region exhibits a putative F(X)6LL motif, a S/T cluster, a second BXXBB and a L-

palmitoyl sites. 

Predicted models of GPA2, GPB5, TSHβ2 and the TSHR ectodomain 

The predicted models were constructed using the Q96T91.1.A template and the resulting 

pieces of information (Supplementary Table S2) reflected the fit between them. The closer 

GMQE and QMEANDisCo Global scores are to 1, the closer the predicted model is to the 

template. The TSHβ2 predicted models showed overall sequence identities relative to the 

Q96T91.1.A template of H. sapiens of 57.92% and 59.41% for C. milii and S. canicula, 

respectively. Despite these identities, the structural discrepancies were low since the GMQE  
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Fig. 3. In silico analysis of the 3D structures of S. canicula, C. milii and H. sapiens TSHβ, GPA2, GPB5 and 

TSHR. (A), (C), (E) Superpositions of the 8-aa-ring cystine-knot structure and (G) of the TSHR 

ectodomains, (H) TSHR model of S. canicula highlighting the hinge helix in yellow with the S280 (black 

arrowhead), the hinge loop in purple and the P10 loop in blue of the hinge region, (B, D, F) of the 

hormone subunits with RMSD means. The H. sapiens TSHβ model (used as template) and C. milii TSHβ1, 

C. milii TSHβ2 and S. canicula TSHβ2 predicted models are illustrated in green, grey, black and red, 

respectively. White arrowhead, C-terminal extremity with or without the “seat-belt” region; Black 

arrowhead, putative sulfotyrosine. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig.4. Dose-responses of cells expressing scFSHR, scLHR or scTSHR induced by recombinant scGPA2, 

scGPB5 or single-chain scGPB5-scGPA2. (A-C) Dose-dependent calcium responses of HEK293T cells 

coexpressing scGPHR/hsGα16 treated with serial dilutions of conditionned medium from HEK293T 

transfected with corresponding pTarget gpa2, gpb5 or gpb5-gpa2 plasmids. ScTSH was used as control. 

All experiments were performed in duplicate and the most representative was selected for ligand 

absolute quantification using high-resolution nanoLC-ESI-MS/MS. Data are shown as relative (%) to the 

highest value (100% activation) for a given ligand and represent the mean of an experiment (n = 3).  
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and QMEANDisCo Global scores were only 0.06 to 0.08 lower for TSHβ2 predicted models of 

C. milii and S. canicula compared to the human control model (Supplementary Table S3). 

Scores obtained for TSHR models were relatively high with global sequence identities of 

75.99% and 73,20%, GMQE and QMEANDisCo Global scores 0.02 to 0.06 lower than those of 

the human control template for C. milii and S. canicula, respectively. Compared to the human 

template, discrepancies of predicted models were slightly more important for GPA2 than for 

GPB5. For C. milii and S. canicula GPA2 models, respectively, global sequence identities were 

of 58.68% and 63,39%; GMQE scores were 0.41 and 0.42 lower and QMEANDisCo Global 

scores were 0.23 and 0.20 lower than the human template scores. For C. milii and S. canicula 

GPB5 models, respectively, global sequence identities were of 79.44% and 72,31%, GMQE 

scores 0.24 and 0.30 lower and QMEANDisCo Global scores 0.15 and to 0.21 lower than the 

human template scores. The predicted models of TSHβ, GPA2, and GPB5 obtained for S. 

canicula and C. milii proteins were superposable, including the cystine knot structures, and 

highlighted the shorter “seat-belt” domain of GPB5, with a very low mean RMSD ranging from 

0.03 to 1.77Å (Fig. 2A-F). In contrast, the TSHR solenoid superposition had a very low mean 

RMSD of 0.07Å, which includes the hinge helix with the Serine scS280 (Fig. 3G-H), suggesting 

a conservation of the hinge helix and the solenoid structures between species. However, the 

mean RMSD of 19.32Å associated to the hinge loop and the P10 loop appeared much higher, 

suggesting their divergence. Furthermore, the putative sulfotyrosine site (scY385) was highly 

conserved (Fig. 3G). This analysis showed structure conservations of GPA2, GPB5, and TSHβ, 

including the cystine knot, the absence of the third cysteine of the “seat-belt” in GPB5 

orthologs, and conservation of the TSHR ectodomains, including hinge helix and sulfotyrosine 

site, while structural divergence was associated to hinge and P10 loops. 

Functional hormone-receptor interaction in in vitro assays 

HEK293T cells coexpressing scFSHR/Gα16 subunit, scLHR/Gα16 or scTSHR/Gα16 were stimulated 

by serial dilutions of conditioned medium from cells expressing scGPA2, scGPB5, or the 

monocatenary recombinant scGPB5-scGPA2 or scTSHβ2-scCGA (Fig. 4). Dose-response 

analyses based on Ca2+ detection have shown that scGPA2, scGPB5 and scGPB5-scGPA2 were 

able to activate scFSHR-expressing cells over a picomolar to nanomolar concentration range, 

with higher potency for scGPB5-scGPA2 and scGPB5 than for scGPA2 (Fig. 4A, Table 1). For 

scLHR-expressing cells, dose-response profiles were similar to those obtained with scFSHR- 
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Fig. 5. Relative expression profiles of tshr, gpa2, gpb5 and tshβ transcripts in S. canicula tissues with a 

focus on the male genital tract. Messenger RNA levels were assayed by real-time PCR. (A) Warm map 

representation of relative gene expression in 35 different tissues. Relative gene expression of gpa2 (B), 

gpb5 (C) and tshr (D) along the male genital tract and in the ovary. E. Relative gene expression of tshβ2 

in four different part of the brain and along the male genital tract. Statistical analysis was performed 

using Mann-Whitney U test with P value < 0.05 between each statistical groups a, b, c and d. A, B, C 

and D: testicular zones from six animals in triplicates (N=6; n=18); other tissues: from three animals in 

triplicates (N=3; n=9). The tissues from females correspond to females caught in September (non-

breeding period) whose ovaries contained a few early vitellogenic follicles. M, Male; F, Female.   
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expressing cells, with potencies in the same order of magnitude (Fig. 4B, Table 1). For TSHR-

expressing cells, the potency of scGPB5-scGPA2 was slightly higher than that of scTSHβ2-

scCGA, which was used as control (Fig. 4C, Table 1). Analyses of cAMP production by HEK293T 

cells expressing scFSHR, scLHR or scTSHR stimulated by conditioned media, without co-

transfection with the human hsGα16 subunit, didn’t allowed to detect significant responses. 

Relative expression profiles of tshr, tshβ2, gpa2, and gpb5 mRNAs in S. canicula tissues with 

a focus on the male genital tract  

The expression profiles of transcripts were analyzed in 35 different tissues including the male 

and female genital tracts, brains and thyroids (Fig. 5). As expected, the highest level of tshr 

mRNA was observed in thyroids of males and females, but high levels were also observed in 

testis, with a 10-fold increase from the zone A to zone D, the proximal segment of the 

epididymis, and the Leydig organ of males (Fig. 5A,B). In females, high levels of tshr mRNA 

were observed in the brain and genital tract of females, particularly in the oviduct and oviducal 

gland (Fig. 5A). A broad tissue expression profile of the gpa2 mRNA was observed with, in 

males and females, high levels in the different parts of brains, particularly the mesencephalons 

and the male forebrain, and thyroids (Fig. 5A). High levels were also observed in Leydig organ 

(Fig. 5A). In the male genital tract, the highest gpa2 mRNA level was observed in seminal 

ampullae, high levels were observed in proximal and distal segments of the epididymis, and in 

testis, gpa2 mRNA levels were three-fold higher in zone A, containing the germinative area 

and cysts with spermatogonia, than in the following stages of spermatogenesis (Fig. 5A,C). In 

the female genital tract, higher gpa2 mRNA levels were observed in the oviduct and oviductal 

gland than in ovary and uterus (Fig. 5A). In contrast, the tissue expression profile for gpb5 

appeared more restricted than for gpa2 with the highest levels observed in testis (Fig. 5A), 

with a 160-fold increase from the zone A to the zone D (Fig. 5D). During spermatogenesis, the 

two increases of gpb5 and tshr mRNA levels were significantly correlated by a Spearman 

correlation test (P-value = 0.020). Outside the testis, gpb5 appeared slightly expressed in the 

brain but not in the male tract, contrasting with the gpa2 profile (Fig. 5A,D). In females, low 

levels of gpb5 mRNA were observed in the ovary (Fig. 5A,D). For tshβ2, expression analysis 

showed the highest mRNA levels in males and female's midbrain/pituitary, lower levels in the 

male forebrain, mesencephalon, and myelencephalon and, at most, marginal expression with 

other tissues (Fig. 5E). 
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Fig. 6. Western blot analysis and relative quantification of TSHR in S. canicula tissues with a focus in 

the male genital tract. (A) Western blot detection using the anti-human TSHR rabbit polyclonal 

antibody (1:500, Abcam, ab202960) which reacted with two bands around 90 (black arrow) and 50 kDa 

(white arrow) and using the anti-human actin mouse monoclonal antibody (1:1000 dilution, Sigma, 

A3853) which reacted with one band around 45 kDa. (B) Western blot detection using the rabbit IgG 

polyclonal isotype control (human) antibody (1:500, Abcam, ab37415) which presented background 

for all tissues and reacted with bands around 75 kDa and 90 kDa in the zone C, D, proximal epididymis, 

distal epididymis and ovary. (C) Western blot detection using the mouse monoclonal anti-human actin 

antibody (1:1000 dilution, Sigma, A3853) which reacted with one band around 45 kDa (grey arrow). 

(D) Relative quantification of TSHR by measuring intensities of the two reactive bands, 50 kDa (black 

part of the histogramm) and 90 kDa (grey part of the histogramm), normalized to intensity of actin 

band. The tissues from females correspond to females caught in September (non-breeding period) 

whose ovaries contained a few early vitellogenic follicles. A, B, C and D: testicular zones. 

 

 

 

 

Fig. 7. Immunocytofluorescence on HEK293T cells expressing S. canicula tshr. HEK293T cells were 

transfected with p-target-Sc-tshr (HEK293T tshr+) or empty plasmids (HEK293T gphr-). After 24h, cells 

were fixed with 4% PFA4, collected on polysine slides and immunocytofluorescence was performed 

with the anti-human TSHR rabbit polyclonal antibody (1:500, Abcam, ab202960) (A1-A2) or with the 

rabbit IgG polyclonal isotype control (human) antibody (1:500, Abcam, ab37415) (B1-B2). Secondary 

antibodies used were anti-rabbit IgG (H+L) goat antibody, Alexa FluorTM 488 (1:250, A-11008) (A1-B2). 

Merged pictures were acquired at 460 nm (DAPI, in blue) and 488 nm (Alexa fluor 488, in green) Scale 

bars: 10 µm.  
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Immunoblotting 

Western blot analysis was performed in tissues expressing tshr according to real-time PCR 

results. Two bands of about 90 and 50 kDa were detected with the anti-human TSHR rabbit 

polyclonal antibody (Fig. 6A) in extracts of testicular zones (A, B, C, and D), proximal and distal 

epididymis, ovary and thyroid. The band of 90 kDa could correspond to the full-length 

receptor, based on its theoretical molecular weight of 85 kDa, and the band of 50 kDa to the 

extracellular domain of the receptor, based on its theoretical molecular weight of 46 kDa after 

cleavage at position 406 of the protein sequence (Supplementary Figure S4). The use of the 

rabbit IgG, polyclonal-isotype control revealed protein bands around 90 and 75 kDa but none 

corresponding to TSHR (Fig. 6B). Relative levels of TSHR to actin protein show that the two 

forms of TSHR (full-length or ectodomain only) evolved in parallel for all tissues (Fig. 6C) and 

that higher levels were associated to testicular zones C and D and thyroid than in zones A and 

B, ovary, proximal and distal segments of epididymis. These results agree with the levels of 

tshr transcripts, except for the proximal segment of the epididymis. 

 

Immunohistochemistry (IHC) and in situ hybridization (ISH) on S. canicula tissues, with a 

focus on the male genital tract 

In situ analyses were performed in genital tract tissues using real-time PCR results to identify 

the cell types expressing the transcripts and proteins of interest. In order to further validate 

the antibodies used, immunocytofluorescence was performed on HEK293T cells expressing 

scTSHR (Fig. 7). The results showed that the rabbit polyclonal TSHR antibody exhibited a 

specific signal in the cytoplasm and cell membrane of TSHR-expressing cells compared with 

the control corresponding to cells transfected with the empty plasmid. However, the rabbit 

IgG polyclonal-isotype control exhibited a low unspecific signal in the cytoplasm and cell 

membrane of both scTSHR-expressing cells and cells transfected with the empty plasmid. The 

immunohistochemistry of TSHR showed specific staining observed in the cytoplasmic 

extensions of differentiated Sertoli cells, localized between germ cells, in cysts with 

spermatogonia, with spermatocytes, with round spermatids, and in the basal cytoplasm, 

surrounding the nucleus of Sertoli cells in cysts with elongated spermatids (Fig. 8A1-F1). No  
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specific immunolabelling was observed in Sertoli cell precursors into the germinative area (Fig. 

8A1-B1) and immunolabelling of the cyst lumen or interstitial tissue was unspecific according 

the results obtained with the rabbit IgG polyclonal-isotype control (Supplementary Figure S5). 

In agreement with the immunodetection of TSHR, the ISH results showed the localization of 

tshr transcripts in the cytoplasm of differentiated Sertoli cell (Fig. 8C2-F2) and was also 

observed in the cytoplasm of somatic precursors associated to early spermatogonia (Fig. 8A2) 

and cysts in formation (Fig. 8B2). The ISH of gpa2 transcripts exhibited low staining associated 

to the cytoplasm of early spermatogonia, spermatogonia associated to cysts in formation, 

spermatocytes, rounds spermatids and associated to the head of elongated spermatids (Fig. 

8A3-F3). In contrast, ISH of gpb5 showed a first light staining in cysts containing spermatocytes 

(Fig. 8D4), which increased strongly in the cytoplasm of Sertoli cells in cysts containing round 

spermatids and elongated spermatids (Fig. 8E4-F4). In the last stage of spermatogenesis, the 

ISH signal was clearly localized in the basal cytoplasm of the Sertoli cells, surrounding nuclei, 

and in the thin cytoplasmic projections around head of spermatids (Fig. 8F4). 

In situ analyses were completed by a study of the lymphomyeloid epigonal tissue associated 

to the testis, the testicular collecting tubules, the proximal and distal epididymis, the Leydig’s 

gland and the thyroid. A strong staining was observed in the epigonal tissue for both tshr/TSHR 

and gpb5, apparently associated with granulocytes and myelocytes but not lymphocytes and 

erythrocytes (Fig. 8G1-G4). In the following part of the male genital tract, epithelial cells of the 

 

Fig. 8. Immunohistochemistry and RNA in situ hybridization of TSHR, tshr, gpa2 and gpb5 in S. canicula 

testicular sections. The testicular zone A corresponds to the germinative area (A1-A4), cysts in 

formation (B1-B4) and formd cysts with spermatogonia (C1-C4). The testicular zones B, C and D 

correspond to cysts with primary spermatocytes (D1-D4), cysts with young spermatids (E1-E4) and 

cysts with late spermatids (F1-F4), respectively. The lymphomyeloid epigonal tissue is illustrated (G1-

G4). Immunohistochemistry was perfomrd using anti-human TSHR rabbit polyclonal antibody (1:2000, 

Abcam, ab202960) (A1-G1). HRP-tagged secondary antibody is then detected with DAB substrate kit. 

In situ hybridization was performed using riboprobes targeting Sc-tshr mRNA (A2-G2), Sc-gpa2 mRNA 

(A3-G3) or Sc-gphb5 mRNA (A4-G4). For immunostaining and revelation, the DIG-Nucleic Acid 

Detection Kit was used. Black arrowhead, staining associated with somatic precursor (A1-B4) or with 

Sertoli cells (C1-F4); white arrowhead, staining associated with the germ cells; grey arrowhead, staining 

associated with myelocytes and granulocytes (G1-G4); g: germ cell nuclei; L: lumen; s: sertolian 

precursor (A1-B4) and sertolian nuclei (C1-F4). Asterix: unspecific staining. Scale bars: 10 µm. Controls 

are presented in supplementary date (Supplementary Figure S4).  
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collecting tubules expressed tshr/TSHR and gpb5 (Fig. 9A2-A5), epithelial cells of the proximal 

(Fig. 9B2-B4) and distal (Fig. 9C2-C4) epididymis expressed tshr/TSHR and gpa2, and the 

epithelial cells of Leydig gland’s expressed tshr/TSHR and gpa2 (Fig. 9D2-D4). In the thyroid, 

tshr/TSHR-associated staining and gpa2-associated staining were observed in the follicular 

epithelium (Fig. 9E2-E4). Furthermore, in situ expression analyses were extended to ovarian 

follicles containing differentiated granulosa and theca cells, used as a control rather than for 

in-depth study since literature reported expressions of GPA2, GPB5 and TSHR in mammalian 

ovarian follicles. Here, theca cells and oocyte expressed tshr/TSHR, gpa2 and gpb5 while 

granulosa cells expressed only gpb5 (Fig. 9F2-F5).  

 

Discussion 

Recently, the sequencing of the genomes of several chondrichthyes has allowed significant 

advances in phylogeny of genes regulating reproduction in vertebrates, including those of the 

glycoprotein hormones (GpHs) and their receptors (GpHRs) such as in the holocephalan C. milii 

(Buechi and Bridgham, 2017) and the elasmobranchs R. typus, C. punctatum and S. torazame 

(Arimura et al., 2024; Hara et al., 2018). One of the aims of our study was to complete the 

characterization of GpHs and GpHRs in Elasmobranchs by analysis of more available genomes. 

Results  allowed  the  identification  of  gpa2  and/or  gpb5  genes  in  four  additional  species, 

 

Fig. 9. Immunohistochemistry and RNA in situ hybridization of TSHR, tshr, gpb5 and gpa2 in the male 

genital tract and in vitellogenic follicle of S. canicula. Histology of testis collecting tubules (A1), proximal 

epididymis (B1), distal epididymis (C1), Leydig’s gland (D1), thyroid gland (E1) and vitellogenic folicle 

(F1). Immunohistochemistry was performed using anti-human TSHR rabbit polyclonalantibody 

(1:2000, abcam, ab202960) (A2-F2). (A3-F3) In situ hybridization was performed using riboprobes 

targeting tshr mRNA, (A4-F4) gpa2 mRNA or (A5-F5) gpb5 mRNA. In the male genital tract, expressions 

of TSHR/tshr, gpa2 and gpb5 were observed in the epithelial cells of collecting tubules (A2-A5), 

ofTSHR/tshr and gpa2 in epithelial cells of proximal epididymis (B2-B4), distal epididymis (C2-C4), 

Leydig’s gland (D2-D4) and thyroid follicle (E1-E4) (black arrowhead). In the vitellogenic follicle, 

expressions of TSHR/tshr, gpa2 and gpb5 were observed in the theca cells (black arrowhead) and gpb5 

was additionally observed in the granulosa cells (white arrowhead) (F1-F5). B: epithelium of the distal 

of epididymis; D: epithelium of collecting tubules; G: granulosa layer; H: epithelium of the proximal of 

epididymis; IT: inner theca layer; L: Leydig’s gland; T: epithelium of the thyoid gland follicle; O: 

ooplasm; Z: zona pellucida. Scale bars: 10 µm. Controls are presented in supplementary data 

(Supplementary Figure S5).  
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including the red stingray H. akajei, the thorny skate A. radiata, the great white shark C. 

carcharias, and the small-spotted catshark S. canicula. Furthermore, results confirmed that 

tshβ2 gene, but not tshβ1 gene, was retained in elasmobranch genomes, underlining the 

divergence with the holocephalan C. milii where both genes are present in its genome, as 

previously reported (Buechi and Bridgham, 2017; Maugars et al., 2014).  

Outstanding predicted structures of GPHs were found conserved in the elasmobranch TSHβs, 

GPA2s, and GPB5s. Most importantly, the cysteine residues, all involved in disulfide bonds, 

were found in homologous positions thus allowing 1/ the formation of the cystine-knots in all 

GPH subunits as well as in GPA2 and GPB5 and 2/ the “seatbelt” fastening by C3-C12 bridge 

(“buckle”) in all GPHβ subunits but not in GPB5s lacking these two cysteine residues. The 

absence of the seat-belt in GPB5 raised the question of the stability of the GPA2/GPB5 dimer 

in the peripheral circulation (Alvarez et al., 2009). The putative N-glycosylation sites and the 

characteristic “seat” region involved in α- and β-subunits interaction are also conserved. 

Compared with the GTHR of C. milii (Buechi and Bridgham, 2017) and H. sapiens (Ulloa-Aguirre 

et al., 2018), the primary structures of the TSHR identified in elasmobranchs were highly 

conserved with the leucine-rich solenoid, hinge, N-glycosylation and sulfation sites in their 

ectodomains. In the human LHCGR, the hinge region includes a hinge helix (residues 276-282), 

a hinge loop (residues 284-340) and a P10 loop (residues 350-359), and hydrophobic 

mutations of the hinge helix, notably of the serine residue at position 277, alters the receptor 

activation property, as also noted for TSHR (He et al., 2022; Jaeschke et al., 2011; Mueller et 

al., 2009). In comparison, the TSHR sequence of S. canicula shows a highly conserved serine 

residue (scS280). At the same time, a significant conformational difference was observed for 

the hinge loop, possibly causing a conformational change in the P10 loop as observed in our 

model. However, the sequence and the 3D conformation of the potentially sulfated tyrosine 

scY385 implied in a high-affinity ligand-receptor interaction must have been conserved. These 

results suggest that the hinge loop has diverged the most during evolution, although the 

consequence for ligand/receptor interaction specificity remains to be defined. Primary 

structures of the seven transmembrane α-helixes were also conserved with APPL1, ERW, 

BXXBB, ubiquitin interacting, and PKC2 binding domains in intracellular loops 1, 2, and 3, 

respectively. Interestingly, a Val/Ile variation was observed between chondrichthyes at 

position 595 of the scTSHR corresponding to the Val597Ile variant in the transmembrane helix 
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5 of the hTSHR, which exhibits increased constitutive activity and dose-dependent increase in 

cAMP response to LH (Caron et al., 2020). The second BXXBB, F(X)6LL, L-palmitoylation site, 

and S/T motifs were also conserved in the intracellular Ct domain. 

In the present study, ligand-receptor interaction analyses using HEK293T cells transiently 

transfected to express scfshr, sclhr or sctshr with the promiscuous hsGα16 showed that the 

recombinant scTSHβ2-scCGA, as a single-stranded protein, could activate only scTSHR, which 

is in agreement with the previous report concerning C. milii (Buechi and Bridgham, 2017). 

However, for the first time in an elasmobranch, it has been shown that the recombinant 

scGPB5-scGPA2 was able to activate scTSHR, as it was previously observed in R. norvegicus 

and H. sapiens (Nagasaki et al., 2006; Nakabayashi et al., 2002). However, the EC50 obtained 

with scGPB5-scGPA2 on scTSHR appears ten times lower than those previously observed for 

human and rat thyrostimulins, but the efficiency of scTSH on scTSHR was similar to the bovine 

TSH (Nagasaki et al., 2006; Okajima et al., 2008).  

Most interestingly, the recombinant single strand scGPB5-scGPA2 also activated scFSHR and 

scLHR in addition to TSHR. This apparently surprising result fits well with the previously 

proposed “negative specificity” model (Combarnous & Hengé, 1981; Combarnous, 1992). 

Indeed, in this model, the seatbelt sequence in the β-subunits wraps around their α-

counterpart to stabilize the heterodimer formation but also determines specificity by 

inhibiting the binding (hence “negative specificity”) of each heterodimer to the other GPHRs. 

Since scGPB5-scGPA2 remains dimeric thanks to the β-α sequences’ fusion but lacks seatbelt 

sequence, there is no inhibition towards any of the GPHRs, thus leading to binding and 

activation of all of them. 

This result suggests a more ancestral function or a specificity of the receptors not yet 

established, as it was described in the lamprey Petromyzon marinus where GPB5-GPA2 could 

activate both GPHRI and GPHRII (Hausken et al., 2018). In addition, recombinant scGPB5 could 

also activate scFSHR, scLHR, and scTSHR but with a tenfold lower efficiency than scGPB5-

scGPA2. The recombinant scGPA2 could also activate the three scGPHRs, but probably only at 

a supraphysiological concentration. Observed efficacies also suggest agonist and partial 

agonist activities of scGPB5 and scGPA2-scGPB5, respectively, on scFSHR and scLHR. Our 

results are, however, in contradiction with those obtained in the holocephalan C. milii, where 

GPA2/GPB5 failed to activate TSHR (Buechi and Bridgham, 2017). This lack of activation could 
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result from the use of a receptor with a truncated hinge loop (XP_007904236.1), whereas a 

full-length receptor (XP_042194080.1) was predicted later in 2021 by automated 

computational analysis. In our study, we were unable to determine if scGPA2 or scGPB5 were 

active as monomer or homodimer, which is a matter of debate in different species, along with 

the question of the endocrine or paracrine role of the GPA2/GPB5 heterodimer. In mammals, 

the fact that thyrostimulin can activate TSHR as a non-covalent heterodimer and that systemic 

blood concentrations of the subunits were below the Kd of dimerization suggest a paracrine 

role for the hormone but also raises the issue of the potential endocrine role of separate GPA2 

and GPB5 units (Alvarez et al., 2009; Sun et al., 2010). In the basal chordate B. japonicum, each 

GPA2 or GPB5 monomers could bind the amphioxus GPHR (named as TSHR by the authors and 

also referred as LGR1) without activating it, only the recombinant single-chain GPB5-GPA2 was 

able to do so, suggesting a local role of monomers as antagonist of GPHR (Wang et al., 2018). 

In the ascidian S. clava, GPA2 and GPB5 are secreted by distinct secretory pathways and could 

activate, as recombinant single-chain GPB5-GPA2, HEK293T cells expressing GPHR (Yang et al., 

2023); however, the separate GPA2 and GPB5 have not been tested. In the mosquito A. 

aegypti, it has also been suggested that GPA2 and GPB5 may form homodimers. Still, only the 

single-chain GPB5-GPA2 modulates the activity of the mosquito GPHR (LGR1) (Rocco and 

Paluzzi, 2020). In the lamprey, GPA2 heterodimerizes with GPB5 and the recombinant fusion 

protein GPB5-GPA2 can activate the lamprey GpH receptors I and II ; however,  the separate 

GPA2 and GPB5 have not been tested (Hausken et al., 2018). Overall, heterodimerization of 

GPA2 and GPB5 seems necessary, and it has been suggested that they may have evolved from 

an ancestral homodimer consisting of two GPA2s in basal metazoans, based on the study of 

the crystal structure of the heterodimer GPA2/GPB5 of Caenorhabditis elegans secreted by 

transfected HEK293S cells (Gong et al., 2023). The dose-responses observed in our study when 

scGPA2 or scGPB5 are expressed alone would therefore not be incompatible with this 

evolutionary history from homodimers. This is also reinforced by synteny analysis where 

disruption of the GPA2a-GPB5a gene tandem, with the loss of GPB5a, and of the GPA2b-GPB5b 

gene tandem, with the loss of GPA2b, occurred after cyclostome divergence and favored the 

loss of common regulations and functions in gnathostomes. 

Among the tissue expression profiles of the GPA2 and GPB5 subunits analyzed in several 

species, GPB5 exhibits a more restricted tissue expression than GPA2, and coexpression of 
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GPA2 and GPB5 was observed outside the brain and pituitary or pituitary-like organs; for 

example, in the gonads in ecdysozoans (Rocco et al., 2017; Rocco and Paluzzi, 2020; 

Vandersmissen et al., 2014), basal chordates (Wang et al., 2018; Yang et al., 2023); lamprey 

(Hausken et al., 2018) and mammals (Li et al., 2004; Nagasaki et al., 2006; Nakabayashi et al., 

2002; Okada et al., 2006). Our results on the tissue expression profiles of the GPA2 and GPB5 

subunits observed in S. canicula are in agreement with these previous studies since 

coexpression was observed in brains and gonads, notably testes. In S. canicula, although we 

did not precisely study its brain localization by in situ analyses, our results show the highest 

expression of tshβ2 in the midbrain, including the hypothalamus and pituitary, of both males 

and females, which was in agreement with an expression in the ventral lobe of the pituitary 

of sharks (Hara et al., 2018). Tshr, gpa2, and gpb5 genes were also coexpressed in the different 

parts, suggesting paracrine regulation of the central nervous system involving TSH/TSHR 

and/or GPA2-GPB5/TSHR signaling, as in the regulation of food intake in rats (Burgos et al., 

2016) or seasonality in fishes, birds and mammals (Irachi et al., 2021; Yoshimura, 2010). Our 

results also show that tshr and TSHR were expressed in the epithelial cells of thyroid follicles, 

as expected. Still, extrathyroidal expressions of the receptor in addition to the brain, were also 

observed in the testis and epididymis, the lymphomyeloid Leydig organ, and the oviduct and 

oviducal gland. In testis, tshr mRNA and TSHR protein levels increased from early to late stages 

of spermatogenesis with localization in somatic precursors and differentiated Sertoli cells. 

These results are in agreement with TSHR expression observed in Sertoli cells of R. norvegicus 

(Fadlalla et al., 2017) and H. sapiens (Li et al., 2022) and in testis of some teleost as in the 

Walking catfish,  Clarias batrachus (Bhat et al., 2017), Channel catfish, Ictalurus punctatus 

(Goto-Kazeto et al., 2009), striped bass, Morone saxatilis (Kumar et al., 2000), and European 

sea bass, Dicentrarchus labrax (Rocha et al., 2007). In D. labrax, it has been proposed 

involvement of TSHR signaling in gonadal development, spermiogenesis, and spermiation 

(Rocha et al., 2007). In the absence of tshβ2 expression in the testis of S. canicula and based 

on functional assays, scGPA2/scGPB5 can be expected to exert a paracrine role in the 

regulation of spermatogenesis by activating testicular TSHR, without ruling out an endocrine 

action of circulating TSH. This is also reinforced by the correlation observed between gpb5 and 

tshr mRNA levels during spermatogenesis. In situ analysis showed gpa2 expression in germ 

cells while gpb5 and tshr were expressed in the Sertoli cells, suggesting paracrine and/or 

autocrine regulations. Further studies will be needed to determine these regulations in 
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relation to testicular FSHR and LHR expressions recently studied in the catshark (Jeanne et al., 

accepted). Interestingly, the downregulation of the putative GPA2/GPB5 receptor (LGR1) in 

the mosquito A. aegypti impacted spermatozoa differentiation (Rocco et al., 2019), 

underlining the ancestral involvement of GPA2/GPB5 in spermiogenesis. However, the 

deletion of either GPB5 or GPA2  in mice did not produce an overt phenotype (Okada et al., 

2006), raising the question of the biological role of GPA2 and GPB5 during spermatogenesis in 

organisms with differentiated gonadotropic hormones. Nevertheless, the double KO of both 

gpa2 and gpb5 genes has not been performed so that it cannot be excluded that GPA2 and 

GPB5 exert similar functions and can rescue each other. 

In the male genital tract of S. canicula, significant gpa2, and tshr mRNA levels were observed 

in the proximal segment of the epididymis. In situ analyses localized tshr transcripts and 

protein in the epithelium of testicular collecting tubules, co-expressed with gpb5 but not gpa2. 

Then, TSHR was localized in the epithelium of proximal and distal segments of the epididymis 

and in epithelial cells of Leydig’s gland. In the epididymis, we show for the first time that tshr 

is co-expressed with gpb5. In mammals, spermatozoa acquire their motility and fertilizing 

properties during their epididymal transit (Dacheux and Dacheux, 2014; Sullivan et al., 2005) 

in relation to their internal fertilization mode (Gervasi and Visconti, 2017). In elasmobranchs, 

which also have internal fertilization, epididymis has been poorly studied despite its similarity 

to mammals. However, studies in sharks and batoids have shown that epididymis participates 

in luminal fluid modifications and that spermatozoa acquired their motility during their transit 

in the distal segment of the epididymis (Dzyuba et al., 2019; Jones et al., 1984). The Leydig 

gland, which is adjacent to epididymis and secretes part of the seminal fluid into the deferent 

duct, seems to be involved in spermatozoa aggregation, occurring into seminal ampullae, to 

form spermatozeugmata or spermatophores, according to species (Jones et al., 2005). 

Another specificity of elasmobranchs, is the presence of lymphomyeloid tissues forming the 

gonad-associated epigonal tissue and the gut-associated Leydig organ (different from Leydig 

gland). Our results show that the epigonal tissue expressed tshr and gpb5 and the Leydig organ 

expressed tshr and gpa2. The biological significance of these expressions has to be clarified 

but previous studies have suggested a cross-talk between the epigonal tissue and the gonads 

in elasmobranchs (Lutton and Callard, 2007; Piferrer and Callard, 1995). 
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Expression analyses of S. canicula females showed high levels of tshr and gpa2 transcripts in 

the oviduct and oviducal gland and lower levels in the ovary, as also observed for gpb5 

transcripts. Although the female tissues were taken from females outside their reproductive 

period and corresponded to ovaries with few vitellogenic follicles, in situ analyses showed an 

expression of TSHR/tshr in theca layers and oocyte, of gpa2 in granulosa cells and of gpb5 in 

theca and granulosa cells. Although our analysis remains limited, these follicular expressions 

are in agreement with a paracrine GPA2/GPB5/TSHR signaling as characterized in the R. 

norvegicus ovary (Sun et al., 2010). 

In conclusion, our study shows that, in vivo, gpb5 is highly expressed in S. canicula testis. In 

vitro, the recombinant single-chain scGPB5-scGPA2 dimer, as well as scGPB5 alone, activate 

the three GPHRs (scFSHR, scLHR and scTSHR) in a same potency range, suggesting their 

implications in the paracrine regulation of spermatogenesis, an implication that remains to be 

to be clarified. Chondrichthyes, as the most ancient clade with differentiated GPHs and GPHRs, 

could exhibit a transitional endocrine system between the pleiotropic GPA2/GPB5/GPHR 

signaling found in the cyclostomes and early gnathostomes to the specific GtHs/GtHRs 

signaling found in mammals. 
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Table 1 
Efficiency (EC50) and efficacy (Emax) of scGPA2, scGPB5, scGPB5-scGPA2 or scTSH on scFSHR, 
scLHR and scTSHR. 

 Efficiency (EC50) nM  Efficacy (Emax) % 

 scGPA2 scGPB5 scGPB5-

scGPA2 

scTSH  scGPA2 scGPB5 scGPB5-

scGPA2 

scTSH 

scFSHR 4.512 ± 

0.226 

0.837 ± 

0.042 

0.021 ± 

0.004 

N/A  27.64 ± 

1.21 

100.00 

± 4.29 

48.51 ± 

12.21 

N/A 

scLHR 5.846 ± 

0.292 

0.221 ± 

0.011 

0.025 ± 

0.003 

N/A  59.96 ± 

6.26 

100.00 

± 6.19 

46.15 ± 

14.82 

N/A 

scTSHR 5.164 ± 

0.258 

0.790 ± 

0.040 

0.014 ± 

0.001 

0.169 ± 

0.008 

 100.00 

± 3.36 

83.33 ± 

1.44 

58.00 ± 

2.52 

51.80 ± 

4.59 

N/A: not applicable. 
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 Table S1. List of the primers used for RT-qPCR and in situ hybridization 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Primer names Experimentation Sequence 

S.ca-TSHR-RT RT-qPCR 
5’-GCTGTGCGTTCAAGAACTGG-3’; 5’-

CTGCGTTGTTATCGTCAGCG-3’ 

S.ca-GPA2-RT RT-qPCR 
5’-CTGACCATCAAGAGTGATCG-3’; 5’-

GCAGGACAGCCTTACTCTCA-3’ 

S.ca-TSHβ2-RT RT-qPCR 
5’-TCTCAGTGCTCGCTGACAAG-3’; 5’-

CGCAAATGGTGGTGTTGATG-3’ 

S.ca-GPB5-RT RT-qPCR 
5’-ACATCAGCTTGCGGACCTTC-3’; 5’-

TCGATATACGGAGGGTCGAGA-3’ 

S.ca-5SRNA-RT RT-qPCR 
5’-TCGTCTGATCTCGGAAGCTA-3’; 5’-

AGCCTACTGCACCTGGTATTC-3’ 

S.ca-TSHR-ISH  
in situ 

hybridization 

5’-GCTGTGCGTTCAAGAACTGG-3’; 5’-

CGGTTCTGGTGTAGAGGTCC-3’ 

S.ca-GPB5-ISH  
in situ 

hybridization 

5’- ACATCAGCTTGCGGACCTTC-3’; 5’- 

CAGTCACATCGAACTGCCAC-3’ 

S.ca-GPA2-ISH  
in situ 

hybridization 

5’-CTGACCATCAAGAGTGATCG-3’; 5’-

GCAGGACAGCCTTACTCTCA-3’ 
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Table S2. Supporting information for the model prediction of S. canicula, C. milii and H. sapiens TSHβ, 

GPA2, GPB5 and TSHR. 

 TSHβ GPA2       GPB5      TSHR 

3D model templates 7utz.1 Q96T91.1.A Q86YW7.1.A 7utz.1 

Global seq. identity with H. sapiens sequence ‘100.00% 100.00% 100.00% 100.00% 

Global Model Quality Estimate (GMQE) for H. sapiens models ‘0.69 0.89 0.87 0.74 

QMEANDisCo Global for H. sapiens models ‘0.76 ± 0.06 0.72± 0.06 0.75± 0.05 0.78 ± 0.05 

Global seq. identity with C. milii sequences ’63.32%; ‘’57.92% 58.68% 79.44% 75.99% 

Global Model Quality Estimate (GMQE) for C. milii models ‘0.63; ‘’0.62 0.48 0.63 0.72 

QMEANDisCo Global for C. milii models ‘0.69 ± 0.06;  ‘’0.68 ± 0.06 0.49 ± 0.08 0.60 ± 0.08 0.75 ± 0.05 

Global seq. identity with S. canicula sequences 59.41% 63.39% 72.31% 73.20% 

Global Model Quality Estimate (GMQE) for S. canicula models 0.62 0.47 0.57 0.68 

QMEANDisCo Global for S. canicula models ‘‘0.68 ± 0.06 0.52 ± 0.08 0.54 ± 0.07 0.75 ± 0.05 

‘: TSHβ1; ‘’: TSHβ2 
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Table S3. Analysis of the supporting information for the model prediction of S. canicula, C. milii and H. 

sapiens TSHβ, GPA2, GPB5 and TSHR. 

 TSHb 
GPA2 GPB5  TSHR  

 TSHb1 TSHb2 

GMQEH.sap. - GMQEC.mil. 0.06 0.07 0.41 0.24 0.02 

QMeanDiscoH.sap. - 
QMeanDiscoC.mil. 

0.07 0.08 0.23 0.15 0.02 

GMQEH.sap. - GMQES.can. - 0.06 0.42 0.30 0.06 

QMeanDiscoH.sap. - 
QMeanDiscoS.can. 

- 0.08 0.20 0.21 0.03 
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Fig. S1. Validation of the 5sRNA as reference gene for the real-time PCR. Statistical analyse was 

performed using the none parametric Kruskal-Wallis (based on the previous Shapiro-wilk test results) 

test for (P-value = 0.14). 
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Fig. S2. Multiple alignment of chondrichthyan TSHβ2 subunit protein sequences. Sequences of the 

putative peptide signal is highlighted in light orange, the “seat” in orange, and conserved cysteines are 

numbered. G, putative N-glycosylation sites. 

 

  

                                                     1             2  3   G 

C.milii TSHβ2     --------------MNAMWLLPLVLCLSGSQIGFTCSLTRHVVYVEKEECSYCMAINTTV 46 

R.typus TSHβ2     --------------MNTLQLLALILSLSCHRVVSQCSLTRFVSYVEKEECSHCLAINTTG 46 

C.plagiosum TSHβ2 --------------MNTLQLLALVLSLSCHQVVSQCSLTRFVSYVEKEECSHCLAINTTS 46 

C.punctatum TSHβ2 --------------MNTLQLLALVLSLSCRQVVSQCSLTRFVSYVEKEECSHCLAINTTG 46 

C.carcharias TSHβ2MQNYFLHPQYSIASMNALLLLPLVLSMSCHRVNSQCSLTRYVSYVENEECSYCVAINTTI 60 

S.canicula TSHβ2  --------------MNPLHLLPLVLSLSCRQVASQCSLTRFVSYVENEDCSHCVVINTTI 46 

S.torazame TSHβ2  --------------MNPLHLLPLVLSLSCRQVASQCSLTRFVSYVENEECSHCVVINTTI 46 

A.radiata TSHβ2   --------------MRVLSLLPLLLSL--AAARAQCSLIRHVLYVEKEGCNFCMAVNTTI 44 

P.pectinata TSHβ2 --------------MCTLRLLPLLLSL--AQAGAQCSLTRHVLYVEKEGCNFCMAINTTI 44 

H.akajei TSHβ2    -------------MCYTLRLLCLLPCL--AQVGAQCSLTRHVLYVEKEGCDFCLTINTTI 45 

                                   : ** *: .:        *** *.* ***:* *..*:.:***  

                  4   5                    6              7               8 9  

C.milii TSHβ2     CAGYCMSRDVNIKTLLPKNALVQNVCTFHNIRYMMIRLPGCPPDIDPFYRLPVVLSCQCS 106 

R.typus TSHβ2     CAGFCISRVVNTKSLLPKIALIQRVCTYQDVKYISIKLPGCPPNVDPFYRLPVILSCVCS 106 

C.plagiosum TSHβ2 CAGFCISRDVNTKSLLPKIALVQSVCTYRHVKYISIKLPGCPPNVDPFYRFPVILSCVCS 106 

C.punctatum TSHβ2 CAGFCISRDVNTKSLLPKIALVQSVCTYQDVKYISIKLPGCPPNVDPFYRFPVILSCVCS 106 

C.carcharias TSHβ2CAGFCMSRDVNTKSLLPKIALIQRVCTYQDVKYISIKLPGCPPGVDPFYRFPVILSCTCS 120 

S.canicula TSHβ2  CAGFCMSRDANTKSLLPKVALIQKVCTYQDVKYISIKLPGCPPNVDPFYRFPVILGCMCS 106 

S.torazame TSHβ2  CAGFCMSRDANTKSLLPKIALIQKICTYQDVKYISIKLPGCPPNVDPFYRFPVILGCMCS 106 

A.radiata TSHβ2   CAGFCMSQDVNIKALLPKMALAQRVCTYRHMDYISIRLPGCPPGVDPVYRLPVVLGCVCS 104 

P.pectinata TSHβ2 CAGFCMSQDVNIKTLLPKIALTQRVCTYREIKYISLRLPGCPADIDPIYRFPVVLGCVCS 104 

H.akajei TSHβ2    CAGFCMSQDVNIKTLLPKMALTQRVCTYREIEYISIRLPGCPANIDPVYRFPVVLSCVCS 105 

                  ***:*:*: .* *:**** ** * :**::.: *: ::***** .:**.**:**:*.* ** 

                   10     11          12  

C.milii TSHβ2     QCATETTDCTNDIANQNPYHCTKPQWRIPATNSRIFIL----------------- 144 

R.typus TSHβ2     QCTTDTTDCINGVN--ASFDCTKPQWSIPISRSRILPLSGNV------------- 146 

C.plagiosum TSHβ2 QCTTDTTDCINGAD--ASLDCTKPQWSIPISHSRILPLSGNV------------- 146 

C.punctatum TSHβ2 QCTTDTTDCINGVD--ASFDCTKPQWSIPISHSRILPLSGNV------------- 146 

C.carcharias TSHβ2QCATDTTDCTNGIE--ASFTCMKPQWSIPTSRSRTLSLSGNV------------- 160 

S.canicula TSHβ2  QCATDTTDCINRID--TSFHCTKPQWSIPTSRSRTLSLSRNA------------- 146 

S.torazame TSHβ2  QCATDTTDCINRID--TSFHCTKPQWSIP-------------------------- 133 

A.radiata TSHβ2   QCSTDTTDCTTGVE--APLHCTKPQWHIPASRSPLLLFSATP------------- 144 

P.pectinata TSHβ2 QCLTDTTDCTSGIE--APLYCSKPRWNIPTSRSPILSLSGKTQE--ALQFLPPIN 155 

H.akajei TSHβ2    QCLTDTTDCTSGIE--APLYCTKPQWNIPSSRSPILSLSGNTQQQESLPVLPPFY 158 

                  ** *:**** .         * **:* **                           
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Fig. S3. Multiple alignment of chondrichthyan GPA2 and GPB5 protein sequences. Sequences of the 

putative peptide signal is highlighted in light orange, the “seat” region in orange, the “seat-belt” region 

in green and conserved cysteines are numbered. G, putative N-glycosylation sites. 

 

 

 

                                                   1     G          2        3 

C.milii GPHA2     ----MSALRALALSVLTAVLASGGNGIQPLGPGCHLYPFNVTIRSDRRGTCQGMQSISAC 56 

R.typus GPHA2     MPTVSK-MIPTVVLVLLLVSGALSPDPTDPEPGCHRYPFNVTIKSDRQGTCRGSQLIHAC 59 

C.punctatum GPHA2 --------MPTIVVVLLLASGALSLDPTDPEPGCHLYRFNVTIKSDRQGTCLGSQLIHAC 52 

S.canicula GPHA2  MPGVPELCGSGLILVLLLVSGGLSPDPGEPEPGCQLYPFNLTIKSDRRGTCRGSQLIQAC 60 

S.torazame GPHA2  MPGLPELCGSGLILVLLLVSGGSSPDPGEPEPGCQLYPFNVTIKSDRQGTCQGSQLIQAC 60 

C.carcharias GPHA2MSGLQDLSISGLILVLLLVSVSLSPDPAEPEPGCHLYPFNVTIKSDQRGTCRGSQLIQAC 60 

H.akajei GPHA2    -------MSGIRLFFLTGLVIGSFAQSPEPAAGCRLYPFNVTIRSDGPGSCRGRHASHAC 53 

                                    .  .   :      **: * **:**:**  *:* * :   ** 

                     4                   G      56             7 

C.milii GPHA2     VGYCESSAFPSKYSVLLASNFKRNITSVSQCCTINKMQKVRVKLFCGARKEEVDIFTARS 116 

R.typus GPHA2     VGYCESSAFPSKSSVLLASGYKHNITSVSQCCTISKMLKVRVSLFCGPRREEIEIFTAGS 119 

C.punctatum GPHA2 VGYCESSAFPSKFSVLLASEFKHNITSVSQCCTISKMLKVRVSLFCGPRREDIEIFTARS 112 

S.canicula GPHA2  VGYCESSAFPSKYSVLKASGFKHNITSVSQCCTISKMQKVRVRLSCGNRREEIEIFTAKS 120 

S.torazame GPHA2  VGYCESSAFPSKYSVLMASGFKHNITSVSQCCTITKMQKVRVRLSCGIRREEIEIFTAKS 120 

C.carcharias GPHA2VGYCESSAFPSKYSVLMASGFKHNITSVSQCCIIRKMQKVRVRLFCGPRREEIEIFTAKS 120 

H.akajei GPHA2    VGHCESSAFPSKFSVLRASGFRHITTSVSQCCTIGRLEKVRVSLSCGERTEELEIFTARS 113 

                  **:********* *** ** :::  ******* * :: **** * ** * *:::**** * 

                  8 9  10  

C.milii GPHA2     CRCDMCRLSRY 127 

R.typus GPHA2     CRCDMCRLSRY 130 

C.punctatum GPHA2 CRCDMCRLSRY 123 

S.canicula GPHA2  CRCDMCRLSRY 131 

S.torazame GPHA2  CHCDMCRLSRY 131 

C.carcharias GPHA2CSCDMCRLSRY 131 

H.akajei GPHA2    CRCDMCRQSRY 124 

                  * ***** *** 

                                                     G        1             2 

C.milii GPHB5    ---------------------------MYVSVLPASNISLRTFIGCAVREFTFLAKKPGC 33 

S.canicula GPHB5 -----MLSYRLNLHHIIWGSLILQLLVVYVNILPASNISLRTFIGCAVREFTFLAKKPGC 55 

S.torazame GPHB5 --------MLLNLHHIIWGSLILQLLVVYVNILPASNISLRTFIGCAVREFTFLAKKPGC 52 

C.punctatum GPHB5MSVTGEREELLNHHHVIWGSLILQLLVVYVNVLPASNMSLRTFIGCAVREFTFLAKKPGC 60 

C.plagiosum GPHB5-----MWSHRLNHHHIIWGSLLLQLLVVYVNVLPASNISLRTFIGCAVREFTFLAKKPGC 55 

R.typus GPHB5    -----MWSHRLNHHHIIWGSLILQLLVVYVNVLPASNISLRTFIGCAVREFTFLAKKPGC 55 

A.radiata GPHB5  -----MSSHRLNLHRLIWGSLILQLLVVYEHALPASNISLQTFIGCAVREFRFMARKPGC 55 

H.akajei GPHB5   ----MCICLRLNLHHLLWGSIILQFLVFYENALPASSISLQTFIGCAVREFRFLARKPGC 56 

                                            .*   ****.:**:********** *:*:**** 

                          3   4                   5  G           6 

C.milii GPHB5    KGLRISTDACWGRCETWEKPVLDPPYVDAHHRVCTYNETRLATVKLPNCRPNVDPYYTYP 93 

S.canicula GPHB5 KGLRISTDACWGRCETWEKPVLDPPYIDGHHRVCTYNETRFITVKLPNCRPGTDPYYTYP 115 

S.torazame GPHB5 KGLRVSTDACWGRCETWEKPVLDPPYIDGHHRVCTYNETRFITVKLPNCRPGIDPYYTYP 112 

C.punctatum GPHB5KGLRINTDACWGRCETWEKPVLDPPYIEAHHRVCTYNETRFITVKLPNCRAGIDPYYTYP 120 

C.plagiosum GPHB5KGLRINTDACWGRCETWEKPVLDPPYIEAHHRVCTYNETRFITVKLPNCRAGIDPYYTYP 115 

R.typus GPHB5    KGLRISTDACWGRCETWEKPVLDPPYIEAHHRVCTYNETRFITVKLPNCQAGIDPYYTYP 115 

A.radiata GPHB5  KKLRITTDACWGRCETWERPILDPPYIEAYHRVCTYNETKSVTVKMPNCLPDVDPFYTYP 115 

H.akajei GPHB5   KGLRITTDACWGRCETWERPILDPPYVEAYHRVCTYNETRFVTVKLPNCRADVDPFYTYP 116 

                 * **:.************:*:*****::.:*********:  ***:***  . **:**** 

                     7 8  9      10 

C.milii GPHB5    VALRCDCSGCSTASTECETL 113 

S.canicula GPHB5 VAVRCDCGVCSTATTECETL 135 

S.torazame GPHB5 VAVRCDCGVCSTATTECETL 132 

C.punctatum GPHB5VAIRCDCGVCSTATTECETL 140 

C.plagiosum GPHB5VAMRCDCGVCSTATTECETL 135 

R.typus GPHB5    VAMRCECGVCSTATTECETL 135 

A.radiata GPHB5  MALRCDCDLCSTTTTECVTL 135 

H.akajei GPHB5   VAVRCDCGICSTTTTECETL 136 

                 :*:**:*. ***::*** ** 
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Fig. S4. Multiple alignment of chondrichthyan TSHR protein sequences. Sequence of the putative 

peptide signal is highlighted in light orange, conserved cysteines of the transmembrane region are 

numbered, leucine residues are highlighted in dark yellow, the putative N-glycosylation (G), 

sulfotyrosine (S) and L-palmitoyl sites are highlighted in dark blue, the hinge helix (with the Serine 

ScS280 highlighted in bold) and P10 loop are highlighted in light yellow and light blue respectively, the 

vertical black bar corresponds to the putative limit between the solenoid and the diverse putative 

transmembrane α-helixes (TM) are boxed and the putative interacting motifs highlighted with different 

color. 

                                                                   
                               Signal peptide                                          L          L G           L          L             L  

C.milii TSHR     MDWRFWRSPLGIISLCLATAGPGSRGAKRDVCPSECECSEWTALKVTCKEIDRIPALSSSTETLRFMETHLKTIPTGAFANLPNISRIYISIDATLQRVDALAFFSLNKVTHIEIRNTRSLT 122 

R.typus TSHR     MKVQNLSVLVITTVSLR----L-AVADL---CPSLCECSEWNIFQITCKFIDHIPPFPQNTEKIRFMETQLKTIPSEAFTKLPNISRIYISIDAVLQKVDAHAFFNLDKVTHIEIRNTKSLS 114 

C.punctatum TSHR MKVQDLPVLVITTVSLR----L-SAADR---CPSVCECSGWNIYQITCKFIDHIPSFPLNTEKIRFMETQLKTIPAEAFTNLPNISRIYISIDAVLQKVDAHAFFNLDKVTHIEIRNTKSLS 114 

P.plagiosum TSHR MKVQDLPVLVITTVSLR----L-SAADR---CPSVCECSGWNIFQITCKFIDHIPSFPLNTEKMRFMETQLKTIPAEAFTNLPNISRMYISIDAVLQKVDAHAFFNLDKVTHMEIRNTKSLS 114 

C.carcharias TSHRMVLLFLHVFAWTTVPLGLSRAG-DAVDR---CPSVCECSEWNIFQITCKSIDHIPTFPQNTEKIRFMETQLKTIPTEAFTKLPNISRIYISIDATLQKVDAHAFFNLDKVTHIEIRNTKSLS 118 

S.torazame TSHR  MILLI----LYGAALTTVSRAA-DLVDR---CPSVCECSDWGTFQITCKSIDHIPTFPQDTERIRFTETQLKTIPTEAFTKLPNISRIYISIDATLQKVAAHAFFNLEKVTHIEIRNAKNLS 114 

S.canicula TSHR  MILLI----LCGAALTTVSRAA-DLVDR---CPSVCECSDWGTFQITCKSIDHIPTFPQDTERMRFMETQLKTIPTEAFTKLPNISRMYISIDATLQKVDAHAFFNLEKVTHMEIRNTKNLN 114 

A.radiata TSHR   MLLLTLQALSLTRLALGLSRAG----AGQ--CPSACECSEWNLLQITCKAIDRIPTFPPSTENIRFMETQLKSIPTEAFAKLPNITRIYISIDATLQRVEARAFFSLDKLTHIEIRNAKSLS 116 

P.pectinata TSHR MLLLTLQALTLTQVSLGLSRAGSEGAASQ--CPSVCECSEWSSLKITCKSIDHIPTFPQSTENMRFMETQLKSIPTEAFTKLPNITRMYISIDATLQRVDARAFCSLDKVTHMEIRNAKNLS 120 

H.akajei TSHR    MLLLTLQALTLTRVSLGLSAAASERAAAR--CPSACECSEWNSLKITCKSIDHIPTFPQSTENMRFMETRLKSIPTEAFTKLPNITRMYISIDATLERVDVRAFFSLDKVTHMEIRNARSLN 120                                                                              

                 *                               *** **** *   ::*** **:** : .** :** **:**:**: **::****:*:******.*::* . ** .*:*:**:****::.*.                                                     

                            L  L  L      L     L                               L G  L L L                 L    L    LL           L    LL 

C.milii TSHR       STHPDAFKNLPVLKYLGLFNTGLLSFPDLTKICSTDVNFL-LEFADNPYISAIPANAFQGLSNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKHMSTFHQDVFSGVQGGPTLLDVS 241 

R.typus TSHR       HIDPDAFKNLPVLKYLGIFNTGLNTFPDLTKICSTDVNFL-LEIADNPFISTIPANAFDGLSNESLTL-----------------------YLHKNKLLSSFNEDVFAGVLSGPTLLDVS 210 

C.punctatum TSHR   HIEPDAFKNLPVLKYLGIFNTGLNTFPDLTKICSTDVNFL-LEIADNPFISTIPANAFSGLSNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLSSFNEDVFAGVLGGPTLLDVS 233 

P.plagiosum TSHR   HIETDAFKNLPVLKYLGIFNTGLNTFPDLTKICSTDVNFFYREIADNPFISTIPANAFSGLSNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLSSFNEDVFTGVLGGPTLLDVS 234 

C.carcharias TSHR  HIDPDAFKNLPILKYLGIFNTGLNIFPDLTKIHSTDVNFL-LEIADNPFISTIPANAFGGLSNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLTSFSEDVFTGALSGPTLLDVS 237 

S.torazame TSHR    HIDIDAFKNLPILKYLGIFNTGLNIFPDLTKIHSNDVNFL-LEIADNPFISTIPANAFGGLSNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLSSFSEDVFAGALSGPTLLDVS 233 

S.canicula TSHR    HIDIDAFKNLPILKYLGIFNTGLNIFPDLTKIHSNDVNFY-REIADNPFISTIPANAFAGLSNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLSSFSEDVFAGALSGPTLLDVS 233 

A.radiata TSHR     HIDPDAFKDLPILKYLGIFNTGLARFPDLTKIHSTDVNFL-IEIADNPLISTIPANAFGGLGNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDALYLHKNKLLSSFSEDVFAGVLSGPTLLDVS 235 

P.pectinata TSHR   QIDPEAFKNLPVLKYLGIFNTGLARFPDLTKIRSTDVNFY-SEIADNPFISTIPANAFGGLGNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLSSFSEDVFAGVLSGPTLLDVS 239 

H.akajei TSHR      QIHPEAFKNLPVLKYLGIFNTGLARFPDLTKIRSTDVNFS-SEIADNPFISTIPANAFGGLGNESLTLKLYNNGFTKVQAYAFNGTKLDAVYLHKNKLLSSFSEDVFAGVLSGPTLLDVS 239 

                     . :***:**:*****:*****  ******* *.****   *:**** **:****** **.*****                       :****** :::* :***:*. .******** 

 

                        L    L  L  L       L  L  L   L L    L Hinge helix         LL                    L 

C.milii TSHR      QTSVHSLPIRGLETLKELIAKNTWTLKKLPPLKTFLHLVRAHLTYPSHCCAFKNWKKNKG----ILESLMCNQTSGPGLRHRRSIHMYNGPLYQDYNMGHGTERADPAFDRDSKSRDFQGNSH 360    

R.typus TSHR      QSSVHSLPSKGLEPLKELMAKNTWTLKRLPPLKTFLHLTRADLTYPSHCCAFKNWKKNKG----LLESIMCNHSTGHGFRQRRSFRLYNGLLHRDYTEDNNAAH---SSNQASKLHDFHSNSH 326 

C.punctatum TSHR  QSSVHSLPSKGLDQLKELMAKNTWTLKRLPPLKTFLHLTRADLTYPSHCCAFKNWKKNKG----LLESIMCNHSTSHGFRQRRSFSLHSELLHRDYTEDNNAAH---SSNQASKLRDFHSNSH 349 

P.plagiosum TSHR  QSSVHSLPSKGLDQLKELMAKNTWTLKRLPPLKTFLHLTRADLTYPSHCCAFKNWKKNKG----LLESIMCNHSTSHGFRQRRSFSLHSELLHRDYAEDNNAAH---SSNQASKLRDFHSNSH 350 

C.carcharias TSHR QSSVHSLPSKGLEPLKELMAKNTWTLKKLPPLKTFFHLMRAELTYPSHCCAFKNWKKNKG----LLESIMCNQTTGHRLRQKRSFSLYNGPFYHNYAKDDNTGH---TSDQGSKLRDFHSNSH 353 

S.torazame TSHR   QSSVHSLPSKGLEPLKELMAKNTWTLKKLPPLKTFLHLMRADLTYPSHCCAFKNWKKNQG----LLESIMCNQTGGHGLRQKRSFSLYNGPFYHSYADD-NAGQ---TSDQGSKHRDFHSNSH 348 

S.canicula TSHR   QSSVHSLPSKGLEPLKELMAKNTWTLKKLPPLKTFLHLMRADLTYPSHCCAFKNWKKNKG----LLESIMCNQTGGHGLRQKRSFSLFNGPFYHSYADDNNAGQ---TSDQGSKHRDFHSNSH 349  

A.radiata TSHR    QTSVHSLPTKGLEPLKELMAKNTWTLKKLPPLKTFLHLTRADLTYPSHCCAFKNWKKNQGFPSRFLESVMCNQTLARGLGGRRSRALHN----QDYTEDGADDR---DPDQALQRRDVLSNSH 351     

P.pectinata TSHR  QTSVHSLPSKGLEPLKELMAKNTWTLKKLPPLKTFLHLTRADLTYSSHCCAFKNWKKNKR----LLESLMCNQTFGLGLRQRRSFTLYDGPFYQDYAEGNTGGR---SPEQGLERRDSHSNSH 355   

H.akajei TSHR     QTSVHSLPSKGLEPLKELMAKNTWTLKKLPPLKTFLHLTRADLTYPSHCCAFKNWKKNKG----LLESLMCNQTLGHGFRRRRSFTLYEGAFYQDYTEGNTDKH---SPQQGLKRQDFHSNSH 355                                                

:*                *:****** :**: ****:********:*******:** **.*** ************:     :***:***:: .  :  :**  :..    :.*  .    :     ::  : :*  .***                                                   

 

                                     L                                 Cleavage site         TM1               APPL1            TM2 

C.milii TSHR       YYVFFEEQGNGDVGFGLELKNPQEDLVQAFDSQYDYMVCGGSEEIVCRPEPDEFNPCEDIMGYPALRVMVWIVNLLAILGNVFVLVILLTSHYKLTVPRFLMCHLAFADLCMGLYLLLIA     

R.typus TSHR       YYVFFEEQGDGDVGFGQELKNPQEDHVQAFDNHYDYMVCGGNEEIVCKPEPDEFNPCEDILGYNSLRIIVWFVNLLAILGNTFVLLILLTSHYKLTVPRFLMCNLAVADFCMGVYLLLIT 446 

C.punctatum TSHR   YYVFFEEQGDGDVGFGQELKNPQEDHVQAFDNHYDYMVCGGNEEIVCKPEPDEFNPCEDIMGYDSLRIIVWFVNLLAILGNTFVLLILLTSHYKLTVPRFLMCNLAVADFCMGIYLLLIA 469 

P.plagiosum TSHR   YYVFFEEQGDGDVGFGQELKNPQEDHVQAFDNHYDYMVCGGNEEIACKPEPDEFNPCEDIMGYDSLRIIVWFVNLLAILGNTFVLLILLTSHYKLTVPRFLMCNLAVADFCMGVYLLLIA 470 

C.carcharias TSHR  YYVFFEEQGDGDIGFGQELKNPQEDHLQAFDNHYDYMVCGGNEEIVCKPEPDEFNPCEDIMGYDSLRIIVWFVNLLAILGNIFVLLILLTSHYKLTVPRFLMCNLAVADFCMGIYLLLIA 473 

S.torazame TSHR    YYVFFEEQGDEDVGFGQELKNPQEDHVQAFDNHYDYMVCGGNEEIVCKPEPDEFNPCEDIMGYDSLRIIVWFVNLLAILGNIFVLLVLLTSHYKLTVPRFLMCNLAVADFCMGIYLLLIA 468 

S.canicula TSHR    YYVFFEEQGDEDVGFGQELKNPQEDHVQAFDNHYDYMVCGGNEEIVCKPEPDEFNPCEDIMGYDSLRIIVWFVNLLAILGNIFVLLVLLTSHYKLTVPRFLMCNLAVADFCMGVYLLLIA 469 

A.radiata TSHR     YYVFFEEQGDGDFGFGQELKNPQVDQVQALDSHYDYVVCGGSEEIVCRPEPDEFNPCEDIMGYDSLRVMVWLVSPLAILGNIAVLVILLTSRYKLTVPRFLMCNLAFADLCMGVYLLQIA 471 

P.pectinata TSHR   YYVFFEEQGDGEVGFGQELKNPQEDHVQAFDSHYDYLVCGGGEEIVCRPEPDEFNPCEDIMGYNSLRTIVWFVNLLAIGGNVFVLLILLTSHYKLTVPRFLMCNLAIADFCMGVYLLQIA 475 

H.akajei TSHR      YYVFFEEQGDGDVGFGQELKNPQEDHVQAFDSHYDYMVCGGGEEIVCRPEPDEFNPCEDIMGYNSLRAIVWFVNPLAIAGNIFVLLILLTSRYKLTVPRFLMCNLAFADFCMGVYLLQIA 475 

                                       *** * :**:*.:***:****.***.*:************:** :** :**:*. *** **  **::****:***********:**.**:***:*** *: 

 

                                         1          TM3          ERW                         TM4                    2                  TM5 

C.milii TSHR       SVDLRTRTEYYNHAIDWQTGPGCGAAGFFTVFASELSVYTLTIITLERWYTITFAIRLDRKMRLRHAAAIMAGGWAMCFLLAVLPLAGISSYIKVSICLPMDVGTPLAQTYIVLVLLVNI 599    

R.typus TSHR       SVDLYTRTEYYNHAIDWQTGPGCKTAGFFTVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKMRLRHATVVMVGGWVLCFTLALLPILGVSSYIKVSICLPMDTESQLAQGYLVFVLLANV 566 

C.punctatum TSHR   SVDLYTRSEYYNHAIDWQTGPGCKTAGFFTVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKMRLRHATMVMVGGWVICIILALLPILGVSSYIKVSICLPMDTESQLAQGYLVLVLLVNI 589 

P.plagiosum TSHR   SVDLYTRSEYYNHAIDWQTGPGCKTAGFFTVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKMRLRHATMVMVGGWVICITLALLPILGVSSYIKVSICLPMDTESQLAQGYLVLVLLVNI 590 

C.carcharias TSHR  SVDLYTRTEYYNYAIDWQTGPGCNTAGFFTVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKMRLRHAAMVMVGGWVLCFTLALLPIAGVSSYIKVSICLPMDTESRLAQGYIVLVLLANI 593 

S.torazame TSHR    SVDLYTRTEYYNYAIVWQTGPGCNTAGFFTVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKLRLRHAAMVMAGGWVLCFTLALLPIVGVSSYIKVSICLPMDTESQLAQGYIVLVLLGNI 588 

S.canicula TSHR    SVDLYTRTEYYNYAIVWQTGPGCNTAGFFTVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKIRLRHAAMVMVGGWVLCFTLALLPIVGVSSYIKVSICLPMDTESQLAQGYIVLVLLGNI 589 

A.radiata TSHR     SVDLYTRGEYYNHAIDWQTGPGCRSAGFFSVFASELSVYTLTAITAERWHAIRFALRLDRKIRRRQAALVMAGGWLACFALALLPVLGVSSYVKVSICLPMDTDSLPARSYVVTVLLLNV 591 

P.pectinata TSHR   SVDLYTRSEYYNYAIDWQTGPGCNSAGFFSVFASEFSVYTLTVITLERWYAINFAMRLDRKIRLRHATAIMAGGWLLCSVLALLPIVGVSSYIKVSICLPMDTGTLLAQGYVVLVLLLNI 595 

H.akajei TSHR      SVDLYTRGEYYNYAIDWQTGAGCNSAGFFSVFASEFSVYTLTAITVERWYAINFAMRLDRKVRLRHAAAIVAGGWLLCLALAVLPIVGVSSYIKVSICLPMDTGTLLAQGYVVLVLLLNI 595 

                   **** ** ****:** **** ** :****:*****:****** ** ***::* **:*****:* *:*: ::.***  *  **:**: *:***:*********. :  *: *:* *** *: 

                        Ubiquitin interaction 

                           and PKC2 binding     BXXBB          TM6                              TM7          BXXBB F(X6)LL L-palmitoyl  S/T 

C.milii TSHR       TAFVIICVCYVKIYVTVRSPHYKPGSKDTKIAKRMAVLIFTDFTCLAPISFYALSAILNKPLITVSNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDVFILLSKAGFCQQRAQIYRGQTV 720    

R.typus TSHR       LAFVIICACYVKIYITVKNPHYKSGSKDTKMAKRMAVLIFTNFTCMAPISFYALSAILNKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDVFILLSKVGLCQHRAQLYRGQAL 686 

C.punctatum TSHR   LAFVIICACYVKIYITVKNPHYKSGSKDTKMAKRMAILIFTDFTCMAPISFYALSAILNKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDIFILLSKVGLCQYRAQLYRGQAL 709 

P.plagiosum TSHR   LAFVIICACYVKIYITVKNPHYKSGSKDTKMAKRMAILIFTDFTCMAPISFYALSAILNKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDIFVLLSKVGLCQYRAQLYRGQAL 710 

C.carcharias TSHR  LAFIIICACYVKIYVRVKNPHYKSGSKDTKIAKRMAVLIFTDFTCMAPISFYALSAILNKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDVFILLSKVGLCQRRAQLYRGQTV 713 

S.torazame TSHR    LAFIIICACYVKIYVTVKNPHYKPGSKDTKIAKRMAVLIFTDFTCMAPISFYALSAILNKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDVFILLSKVGLCQRRAQLYRGQTV 708 

S.canicula TSHR    LAFIIICACYIKIYVTVKNPHYKPGSKDTKIAKRMAVLIFTDFTCMAPISFYALSAILNKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYVIFTKAFRRDVFILLSKVGLCQRRAQLYRGQTV 709 

A.radiata TSHR     AAFLIVCGCYVRIYAAIRSPRPKAGGKDAKMAKKMAVLIFTDFACLAPISFYALSAILSKPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYGLFTTAFRRDALVLLSKVGLCRRRAQLYRGQTL 711 

P.pectinata TSHR   VAFMIICACYIKIYITVKSPHYKPGGKDTKIAKRMAVLIFTDFTCMAPISFYALSAILNRPLITVTNSKILLVLFYPLNSCANPFLYAIFTRAFRRDVFVLLSKVGLCRQRAQLYRGQTV 715 

H.akajei TSHR      VAFLVICACYVKIYLRVKSPHYKAGGKDARIAKRMAVLIFTDFTCMAPISFYALSAVLHKPLITVTNSKILLVLFYPFNSCANPFLYAIFTRAFRRDVFILLSRVGLCRRRAQLYRGQAV 715 

                    **:::* **::**  ::.*: * *.**:::**:**:****:*:*:**********:* :*****:***********:********* :** ***** ::***:.*:*: ***:****::    

 

                                                                                                                        

C.milii TSHR       SGKNSSAGSGPGNRGGRGGTSNTSPAKD----HHPLHGKWRKPAMSA------EDFKVSVM------------------------------- 755    

R.typus TSHR       SGKNGGGLT--GNRDGRGVPVNLAKASHPSCGPHQHPSNCGLSKTAT------RGCNVSEL------------------------------- 739 

C.punctatum TSHR   PGKNASTLA--RNQGNTGAPVNLANA-----SPHQHPSNRGQLKSAT------RECIVSEL------------------------------- 757 

P.plagiosum TSHR   PGKNASTLA--RNQGNTGAPVNLANA-----SPHQHPSNRGQLKSAT------RECIVSEL------------------------------- 758 

C.carcharias TSHR  SAKNSSIFS--GNRGGRGAPLNLTNTNHFSCGPHRHYSNCRQTVAIA------RGFRNEVLLERTVSGVKIVTPVPKVKPSYKEKVREETGS 797 

S.torazame TSHR    PVKNGNVFS--GIRGGRGATLDLANTNHLSCSPHQHHSNCQKTVTIG------RGCKVSEL------------------------------- 761 

S.canicula TSHR    SVKNGNVFS--GIRGGRGAPLDLANTNHLSCSPHPHHSNCQKTVTIG------RGCKVSEL------------------------------- 762 

A.radiata TSHR     TGRKSSSSCGD-----------TATTAGLGCGPRCLRGNRRPAVAAAAAAPPPRDWRVSEL------------------------------- 761 

P.pectinata TSHR   SGRKSSSSS--G--------SHLASFSRISCGARCHRGNRRQAAAAG------RDCRVSEL------------------------------- 760 

H.akajei TSHR      PGGKSGS----------------------SCSLRRYRGNCQQVAAAS------RGCRETEL------------------------------- 748 

                     :..                           :   .:              .      :     
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Fig. S5. (A1-G2) Immunohistochemistry controls were performed with using the rabbit IgG polyclonal 

isotype control (human) antibody (1:2000, Abcam, ab37415). Secondary antibodies were used at the 

indicated dilution: goat anti-rabbit IgG H&L, HRP polymer (1:1, Abcam, ab214880). In situ hybridization 

control was performed using sense riboprobes of tshr (A2-G2), gpa2 (A3-G3) or gpb5 (A4-G4). (A), 

germinative area; (B) cysts in formation; (C) cysts with spermatogonia; (D) cysts with spermatocytes; 

(E) cysts with young spermatids; (F) cysts with late spermatids and (G) epigonal tissu; g: germinal cell 

nuclei; s: sertolian precursor (A,B) or sertolian nuclei (C-F). Immunohistochemistry performed with the 

rabbit IgG polyclonal isotype control (human) antibody presented unspecific staining associated to the 

interstitial compartment (highlighted with an asterisk) (A1-G1). In situ hybridization controls revealed 

no important background noise (A2-G4). Scale bars: normalized at 10 µm. 
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Fig. S6. In situ control in S. canicula vitellogenic follicle sections and other organs of the male genital 

tract. (A1-F1) Immunohistochemistry controls were performed using the rabbit IgG polyclonal isotype 

control (human) antibody (1:2000, Abcam, ab37415). Secondary antibodies were used at the indicated 

dilution: goat anti-rabbit IgG H&L, HRP polymer (1:1, Abcam, ab214880). In situ hybridization control 

was performed using sense riboprobes of tshr (A2-F2), gpa2 (A3-F3) or gpb5 (A4-F4). 

Immunohistochemistry performed with the rabbit IgG polyclonal isotype control (human) antibody 

presented unspecific staining only associated to the zona pellucida of the ovarian follicles (A1-F1). In 

situ controls revealed no important background noise. Tu: epithelium of stem and branched tubules. 

Scale bars: normalized at 10 µm. 
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Fig. 1 Contrôle de l’homogénéité des réplicats expérimentaux (N = 3). Seules les 500 protéines 

présentant les plus fortes modifications en abondance ont été analysées par analyse des composantes 

principales puis par k-clustering. Le gradient de couleur Cos2 indique les qualités de représentation 

des échantillons en considérant les deux dimensions sélectionnées pour la représentation. Les cercles 

noirs représentent les clusters obtenus pour les réplicats expérimentaux des explants de la zone D 

traités avec ScGPA2 (A2), ScGPB5 (B5) et ScGPB5-ScGPA2 (A2B5) et des contrôles (Ctl) non traités. 
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II. Annexes chapitre III : Perspectives et analyses préliminaires 

 

Sur la base des résultats précédents, montrant que la zone D pouvait être la plus sensible aux 

GPA2, GPB5 et GPB5-GPA2 du fait, notamment, d’une très forte expression de gpb5 et de tshr 

au niveau de cette zone, une stimulation in vitro des explants correspondants avec des 

protéines recombinantes a été réalisée pendant 22 h. 

Les concentrations molaires (1 concentration testée en triplicat) des protéines recombinantes 

ScGPA2, ScGPB5 et ScGPB5-ScGPA2 utilisées sont à déterminer (Dosage en spectrométrie de 

masse). Les protéomes des explants incubés ont été caractérisés par NanoLC-ESI-MS/MS. 

Les explants de la zone testiculaire D de S. canicula ont été préparés d’une façon similaire à 

l’expérimentation in silico présentée dans le chapitre IV et les ligands ScGPA2, ScGPB5 et 

ScGPB5-ScGPA2 ont été produits comme présenté précédemment dans le chapitre III. Une 

analyse en composante partielle (ACP) suivit d’un k-clustering utilisant les 500 protéines 

présentant les plus fortes modifications de leurs abondances a mis en évidence une 

homogénéité des triplicats expérimentaux ainsi qu’une forte distinction des différentes 

conditions expérimentales (Fig. 1). 

Un total de 7619 protéines a été identifié. Une approche préliminaire a été d’analyser en un 

seul groupe les protéines qui présentaient des abondances significativement différentes des 

contrôles en réponse à au moins un traitement, ce qui correspond à 933 protéines (Fig. 2A). 

Un k-clustering a mis en évidence quatre clusters de 39 (C1), 348 (C2), 467 (C3) et 79 (C4) 

protéines. Les variations des niveaux en protéines en fonction des quatre clusters et des 

traitements ont été représentées par une carte de chaleur. Pour estimer les variations 

globales des niveaux des protéines induites par les différents traitements, les log2ratios ont 

été moyennés par cluster et par traitement. Les clusters C1 et C4 sont apparus très sensibles 

aux traitements par ScGPA2, ScGPB5 et ScGPB5-ScGPA2, tandis que les clusters C2 et C3 sont 

apparus moins sensibles aux traitements. Par ailleurs, comme les concentrations molaires 

utilisées de ScGPA2, ScGPB5 et ScGPB5-ScGPA2 n’ont pas encore été caractérisées, les 

différences d’abondances en protéines entre les traitements ne peuvent être interprétées, 

par conséquent les analyses statistiques ont seulement été réalisées pour comparer la 

condition  contrôle  aux  différentes  conditions  traitées.  La  base  de  données  String  



Chapitre III 

317 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 2 Analyse protéomique des explants de la zone testiculaire D de S. canicula stimulés par les 

protéines recombinantes ScGPA2, ScGPB5 ou ScGPB5-ScGPA2. A. L'analyse protéomique a permis 

d'identifier 7619 protéines dont 933 différentiellement régulées dans au moins une condition 

stimulée, en comparaison avec le contrôle. L'analyse statistique a été réalisée à l'aide du test ANOVA 

avec une valeur P < 0,05. Le profil d'expression des 933 protéines différentiellement exprimées a été 

analysé par k-clustering (k=4) pour obtenir les clusters C1, C2, C3 et C4 comprenant respectivement 

39, 348, 467 et 79 protéines et représentés par une carte de chaleur. Par la méthodologie blastp 

utilisant les protéines de S. canicula, 32, 330, 422 et 71 orthologues de M. musculus ont été associés 

aux clusters C1, C2, C3 et C4, respectivement. Ensuite, pour chaque condition stimulée et par groupe, 

les moyennes de toutes les abondances relatives des protéines associées ont été calculées. 

L'annotation fonctionnelle a été réalisée avec la base de données STRING (https://string-db.org) et 6 

termes d’intérêts ont été illustrés. B. Profiles d'expression relatifs de 6 protéines impliquées dans les 

6 termes précédemment identifiés et connues pour avoir un rôle crucial dans le bon déroulement de 

la spermatogenèse.  

https://string-db.org/
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(https://string-db.org) a été utilisée pour annoter les clusters et 6 termes d’intérêts ont été 

mis en avant, ce qui a permis d’associer les termes « Cell cycle », « Spermatogenesis » et 

« Steroid biosynthetic process » aux clusters C1 et C2, et les termes « Abnormal cell 

proliferation », « Abnormal spermatogenesis » et « Abnormal fecundity » aux clusters C3 et 

C4. Ces résultats suggèrent que les traitements avec ScGPA2, ScGPB5 et ScGPB5-ScGPA2 

favoriseraient la spermiogenèse, la stéroïdogenèse et la qualité des spermatides. À titre 

d’exemples pour les protéines présentant une augmentation : la protéine CIB1 (calcium and 

integrin binding 1), qui est associée au terme « Cell cycle », régule la prolifération et la survie 

cellulaire (Leisner et al., 2016) et l’invalidation de son gène cib1 induit une stérilité chez la 

souris (Yuan et al., 2006) ; la protéine SPINK2 (serine peptidase inhibitor, Kazal type 2), qui est 

un inhibiteur de protéases ciblant notamment l’acrosine, est associée au terme 

«Spermatogenesis» et l’invalidation de son gène spink2 induit une azoospermie chez la souris 

(Kherraf et al., 2017); la 17βHSD8 a été associée au terme « Steroid biosynthetic process » et 

pourrait avoir un rôle d’inactivateur de l’œstradiol au niveau des testicules d’homme et de 

souris en métabolisant l’œstradiol en estrone (Ohno et al., 2008). 

À l’inverse, parmi les protéines présentant une diminution, la protéine C1QBP (Complement 

C1q binding protein), qui a été associée au terme « Abnormal cell proliferation », est l’une des 

protéines cibles de la kinase HASPIN et serait impliquée dans la réaction acrosomique (Maeda 

et al., 2022). De même, la protéine PIWIL2 (Piwi-like RNA-mediated gene silencing 2), qui a été 

associée au terme « Abnormal spermatogenesis», régule le traitement primaire des piARNs 

sens jusqu’aux stades des spermatocytes pachytènes et l’invalidation de son gène Mili induit 

une infertilité chez les souris (Bak et al., 2011). En dernier exemple, la protéine NDUFS6 

(NADH:ubiquinone oxidoreductase core subunit S6) a été associée au terme « Abnormal 

fecundity » et elle compose le complexe I de la NADH déshydrogénase (ubiquinone) impliqué 

dans le transport d’électrons dans la chaîne respiratoire ; la diminution de son expression au 

niveau des spermatozoïdes de souris induit une altération du métabolisme, de la motilité et 

de la réaction acrosomique (Bae and Kwon, 2024). 

Ces résultats préliminaires suggèrent que GPA2, GPB5 et GPB5-GPA2 sont des régulateurs des 

fonctions testiculaires chez S. canicula en condition in vitro, notamment en modulant la 

spermiogenèse et la stéroïdogenèse. Ces résultats soulignent également la nécessité d’étudier 

davantage l’importance de la thyrostimuline (GPA2/GPB5) dans la régulation de la 

https://string-db.org/
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spermatogenèse et/ou dans le cadre des perturbations de la fertilité chez l’homme, sachant 

que son action paracrine a été mise en évidence au niveau de l’ovaire chez la femme (Sun et 

al., 2010). 
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Caractérisation d'un rôle endocrine direct des GnRHs dans la régulation 

testiculaire de la roussette Scyliorhinus canicula : une signalisation GnRH dans 

le contrôle de la spermiogenèse et de la stéroïdogenèse chez les premiers 

Gnathostomes. 

Chez les Vertébrés, les gonadolibérines (GnRHs) hypothalamiques sont des régulateurs de la 

production des gonadotrophines adénohypophysaires qui contrôlent les gonades, et par 

conséquent la reproduction des organismes. Chez les Élasmobranches, les cellules 

gonadotropes sont localisées dans le lobe ventral hypophysaire et, en l'absence de système 

vasculaire porte et de projections axonales directes vers ce lobe, les GnRHs sont libérées 

directement dans la circulation systémique. Chez les requins, les GnRHs systémiques ont été 

dosées chez Scyliorhinus canicula et l'expression des ARNm des GnRHRs a été observée dans 

le testicule chez Scyliorhinus torazame. L’objectif de ce chapitre est d'explorer le rôle 

régulateur direct qu’exercerait les GnRHs systémiques dans la régulation de la 

spermatogenèse chez Scyliorhinus canicula. 

Les séquences des précurseurs des GnRHs et des GnRHRs d’Élasmobranches ont été 

identifiées et validées par synténie avant l'analyse des profils d'expression des ARNm par RT-

PCR et hybridation in situ (ISH), notamment au cours de la spermatogenèse. De plus, des 

explants testiculaires de S. canicula contenant les stades tardifs de la spermiogenèse ont été 

traités avec 0, 10 et 100 nM de scGnRH2 ou de scGnRH3 synthétiques. Les protéines 

différentiellement exprimées ont été identifiées par analyse protéomique en NanoLC-ESI-

MS/MS à haute résolution. L’expression d’ARNm correspondant à des protéines 

différentiellement exprimées a ensuite été analysée par PCR en temps réel et hybridation in 

situ. Enfin, les milieux des explants traités ont fait l’objet d’un dosage de quinze stéroïdes, 

dont la progestérone, la testostérone, l’œstradiol et l’œstrone. 

Les recherches de séquences ont permis d'identifier trois sous-familles de GnRHs et quatre 

sous-familles de GnRHRs chez plusieurs Élasmobranches. Chez S. canicula, l'expression des 

gnrhs apparait spécifique au cerveau, ce qui est cohérent avec la littérature, et permet 

d’écarter leur rôle paracrine au niveau testiculaire. Les quatre gnrhrs sont exprimés au niveau 

testiculaire avec cependant une expression spécifique du testicule de gnrhrI1 et une 

expression plus élevée du gnrhrIIb2, par rapport aux autres formes, au niveau testiculaire. Les 
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ARNm gnrhrI1 sont localisés dans les cellules somatiques associées aux spermatides dont les 

cellules de Sertoli et les cellules interstitielles. Les ARNm gnrhrIIb2 sont quant à eux localisés 

plus largement, notamment dans les précurseurs somatiques de la zone germinative, les 

cellules germinales, et les cellules somatiques associées à la spermiogenèse dont les cellules 

de Sertoli et les cellules interstitielles. L'analyse des protéomes des explants testiculaires 

stimulés par les scGnRHs ont montré une augmentation de l'abondance de dix-neuf protéines 

impliquées dans le métabolisme du cholestérol et des stéroïdes, dont plusieurs 17βHSD 

(17βHSD2, 17βHSD3, 17βHSD7 et 17βHSD12). Les niveaux des ARNm des 17βhsd3 et 

17βhsd12 sont également augmentés en réponse aux GnRHs et ils sont localisés dans les 

cellules de Sertoli, renforçant le fait qu’elles sont les principales cellules stéroïdogènes 

testiculaires chez S. canicula. Ces résultats sont en accord avec une augmentation des niveaux 

d'œstrone (E1) et d'œstradiol (E2), ce qui serait cohérent avec les expressions des 17βhsd. De 

plus, l'annotation par ontologie génétique des protéines régulées à la baisse a montré des 

termes liés à la transcription, à la modification de la structure de l'ADN et du cytosquelette. 

En conclusion, en utilisant une approche sans a priori basée sur des données -omiques, notre 

étude a montré que les GnRHs pourraient avoir un rôle direct dans la régulation testiculaire 

chez les Élasmobranches en stimulant la spermiogenèse et en modulant la stéroïdogenèse. 
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and steroidogenesis in early gnathostomes. 

 

Fabian Jeanne1, Stanislas Pilet1, Benoît Bernay2, Stéphanie Lagadu3, Raphaël Delépée3, Sylvie 

Dufour1 and Pascal Sourdaine*1  

 

1 Université de Caen Normandie, MNHN, SU, UA, CNRS, IRD, Laboratoire de Biologie des 

Organismes et Ecosystèmes Aquatiques (BOREA), UMR 8067, 14032 Caen cedex 5, France.  

2 Université de Caen Normandie - Plateforme PROTEOGEN, US EMerode, 14032 Caen cedex 5, 

France. 

3 INSERM U1086 "ANTICIPE" Unité de Recherche Interdisciplinaire pour la Prévention et le 

Traitement des Cancers, Centre de Lutte Contre le Cancer Francois Baclesse, 3 Av. Général 

Harris, 14076 CAEN cedex 05, France.  

 

*Corresponding Author: orcid.org/0000-0001-9811-2876; Email: 

pascal.sourdaine@unicaen.fr 

 

Abstract 

Gonadotropin-releasing hormones (GnRH) are hypothalamic regulators of vertebrate 

reproduction. They regulate the production of gonadotropins by the gonadotropic cells of the 

pituitary, which control gonad functions. In elasmobranchs, gonadotropic cells are located in 

the ventral lobe of the pituitary. However, differently from other gnastostomes, in absence of 

portal vessels and direct axonal projection, GnRHs are released into the systemic circulation. 

This study aimed at exploring the potential role of systemic GnRH on the regulation of the 

testis in an elasmobranch, the small-spotted catshark, Scyliorhinus canicula. Phylogenic and 

synteny analyses of gnrh and gnrhr genes in several elasmobranchs were carried out, 

identifying three GnRHs and four GnRHRs subfamilies. Their expression profiles were then 

mailto:pascal.sourdaine@unicaen.fr
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analyzed by Real Time quantitative-PCR in a large range of tissues, including male and female 

genital tractus. In S. canicula, the three gnrh were expressed in the nervous central system 

with the gnrh2 also expressed in the thyroid and the lymphomyeloid Leydig organ. The 

expression profiles of gnrhr genes varied according to tissues: gnrhrI1 was testis-specific; 

gnrhrIIb2 was ubiquitously expressed and was the most highly expressed gnrhr in the testis; 

gnrhrIIa1 was expressed in brain and gnrhrIIa2 was expressed in brain, male genital tract and 

oviduct. In situ hybridization analyses showed that gnrhrI1 transcripts were localized in Sertoli 

cells of cysts containing spermatids and in interstitial cells surrounding these cysts. GnrhrIIb2 

mRNAs were localized more largely, in somatic precursors of the germinative area, germ cells, 

Sertoli cells at all stages of spermatogenesis and in interstitial cells associated with 

spermiogenesis stages. Based on these results, testicular explants at stages of spermiogenesis 

were treated with ScGnRH2 or ScGnRH3 and tissular proteins analyzed by high-resolution 

NanoLC-ESI-MS/MS. In response to GnRHs, 1677 proteins were significantly differentially 

expressed with, notably, increased levels of the growth hormone receptor (GHR) and of 

nineteen proteins involved in cholesterol and steroid metabolism, including, among others, 

17βHSD2, 17βHSD3, 17βHSD7 and 17βHSD12. In situ hybridization analyses showed that  

17βhsd3, 17βhsd12 and ghr transcripts were localized in Sertoli cells, which are the main 

testicular steroidogenic cells in S. canicula. Finally, the media of treated explants were assayed 

for fifteen different steroids, using mass spectrometry analysis. The results showed an 

increase in estrone and 17β-oestradiol levels which would be consistent with 17βhsd 

expressions. Furthermore, gene ontology annotation of down-regulated proteins in response 

to GnRHs showed terms related to transcription and modification of DNA structure. In 

conclusion, using an a priori-free approach based on omics data, our study showed that 

ScGnRH could have a direct role in testicular regulation in elasmobranchs by promoting 

spermiogenesis and modulating steroidogenesis. 

 

Key words: GnRH, GnRH receptors, Spermatogenesis, Steroidogenesis, Chondrichthyes, 

Elasmobranchs, Shark, Evolution, Testis. 
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Introduction 

Gonadotropin-releasing hormones (GnRH) are highly conserved neuropeptides and, at least, 

three major types of GnRH decapeptides have been identified in vertebrates on the basis of 

their localization and phylogenetic analyses. Globally, the gnrh1 gene, conserved in all 

gnathostomes with the exception of some teleosts as the zebrafish or the medaka, is 

expressed in the diencephalon, the gnrh2 gene, conserved in all vertebrates, is expressed in 

the mesencephalon and the gnrh3 gene, lost in tetrapods, some teleosts such as the anguilla 

and in the holocephalan Callorhinchus milii, is expressed in the telencephalon and 

diencephalon (Dufour et al., 2020; Gaillard et al., 2018; Hara et al., 2018; Kanda, 2019; Ogawa 

et al., 2022). In lamprey, three members of the GnRH family have been identified with the 

lGnRH-I (ortologous to gnathostome GnRH2) and the two cyclostome paralogs lGnRH-II and 

lGnRH-III (co-orthologous to gnathostome GnRh3) (Gaillard et al., 2018). In chondrichthyes 

(chimeras, rays and sharks), the holocephalan C. milii has the gnrh2 and two paralogs of gnrh1 

(gnrh1a and gnrh1b), while gnrh1, gnrh2 and gnrh3 have been found in elasmobranchs 

(Gaillard et al., 2018; Roch et al., 2014). In vertebrates, GnRH1 synthesized by hypothalamic 

neurons plays a central role in the control of reproduction through the hypothalamic-pituitary-

gonadal (HPG) axis. In mammals, GnRH1 is released into the hypophyseal portal system, which 

limits its diffusion to the pituitary only, where it regulates the production of the luteinizing 

hormone (LH) and the follicle-stimulating hormone (FSH). In teleosts, GnRH neurons directly 

project to the pituitary and GnRH1 is the main hypophysiotropic peptide, except in some fishes 

such as the zebrafish where this role is assumed by GnRH3 (Abraham et al., 2010; Spicer et al., 

2016). Several neuromodulators are also involved in the control of GnRH and gonadotropins, 

including the gonadotropin-inhibiting hormone (GnIH), a RF-amide peptide first identified in 

the quail (Tsutsui and Ubuka, 2021) and having an inhibitory role on GnRH neurons and a 

direct inhibitory role on gonadotropic cells (For review: Dufour et al., 2020). In Elasmobranchs, 

a particularity is the ventral lobe of the pars distalis (VPD), at the base of pituitary, which is 

the main site expressing genes encoding glycoprotein hormone subunits (Hara et al., 2018). 

The absence of a portal vessel and of a direct axonal pathway toward the VPD, together with 

the presence of GnRH in the blood at physiological concentrations, led to the hypothesis that 

gonadotropic cells were regulated via the systemic circulation (D’antonio et al., 1995; Knowles 
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et al., 1975; Sherwood and Lovejoy, 1993). Presently, GnIH has not been identified in 

Chondrichthyes.  

GnRH functions are mediated by GnRH receptors (GnRHR), which derived from an ancestral 

gnrhr gene that gave rise to six GnRHR types in vertebrates as a result of local gene 

duplications, whole genome duplications and multiple gene losses. Evolutionarily retained 

GnRHR types have been classified into two groups, GnRHR type-I and type-II, with six 

subfamilies (types-I1, -IIb2, -IIb3, -IIa1, -IIa2 and -IIa3). Subsequently, further gene losses 

occurred in different vertebrate lineages, leading to the retention of one functional GNRHR 

gene in humans, five in coelacanths, two in C. milii and four in the elasmobranch Scyliorhinus 

torazame, as examples (Hara et al., 2018; Ogawa et al., 2022). All three types of GnRH are 

generally able of activating all GnRH receptors, sometimes with preferential ligand-receptor 

selectivity (Flanagan et al., 2007; Li et al., 2022; Roch et al., 2011; Tello et al., 2008; Wang et 

al., 2003). GnRHRs are expressed in different parts of the brain and by gonadotropic cells in 

tetrapods (Bjelobaba et al., 2016; Janjic et al., 2019; Miao et al., 2024; Schang et al., 2011; 

Wang et al., 2001), teleost fishes (Ciani et al., 2020; Levavi-Sivan and Avitan, 2005) and 

elasmobranchs (Hara et al., 2018). In addition, GnRHRs, with GnRHs, are also expressed in 

peripheral tissues such as the testis in several species (Chianese et al., 2012; Ciaramella et al., 

2015; Fallah et al., 2020), where they may be involved in paracrine regulations. For example, 

GnRH in vitro treatments have been shown to mediate testosterone secretion in the boar 

(Desaulniers et al., 2015) and increase the number of undifferentiated spermatogonia and 

spermatozoa in an ex vivo zebrafish testis culture system (Fallah et al., 2020). In addition, 

GnRH signaling pathway was found in the Sertoli cells of the black rockfish Sebastes schlegelii, 

highlighting its importance in maintaining spermatogenesis (Jin et al., 2024). In 

elasmobranchs, previous studies showed that in vitro treatment with GnRH stimulated ovarian 

steroidogenesis in the little skate (Callard et al., 1993), but no data were yet available for 

spermatogenesis. Moreover, the functional significance of the various GnRHs and GnRHRs in 

elasmobranchs and their roles on the gonads remain to be analyzed. Given the key 

phylogenetic position of chondrichthyes, this would contribute to understanding the 

evolutionary innovations of the endocrine and paracrine systems that characterize jawed 

vertebrates (Santiago-Andres et al., 2021; Venkatesh et al., 2014). 
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As Scyliorhinus canicula has been catalogued as "Least Concern" on the IUCN Red List, this 

species represents a useful and relevant model for studying physiological functions, including 

reproduction, in order to develop breeding programs for the conservation of threatened 

elasmobranchs (García-Salinas et al., 2021; Muñoz-Baquero et al., 2021). In addition to their 

phylogenetic position of interest, elasmobranchs exhibit several features in their male genital 

tract: the polarized and cystic organization of testes, allowing gene and protein expression 

analyses during spermatogenesis (Bosseboeuf et al., 2014; Gribouval et al., 2018; Jeanne et 

al., 2023); the Sertoli cells are the main testicular steroidogenic cells in S. canicula and other 

sharks (Loir et al., 1995); the presence of an epigonal lymphomyeloid tissue (Manca et al., 

2019); and a complex male genital tract, including epididymis (Jones et al., 1984).  

In order to explore the potential direct role of circulating GnRH on testis, the GnRHs and 

GnRHRs protein sequences were identified from several elasmobranchs and annotated using 

synteny. Their expression profiles were explored by real-time PCR and in situ hybridization, 

during spermatogenesis and in different tissues. In addition, in vitro functional assays were 

carried out on S. canicula testicular explants containing spermiogenesis stages treated with 0, 

10 or 100 nM of ScGnRH2 or ScGnRH3. Differentiated expressed proteins were then identified 

by proteome analysis using high-resolution NanoLC-ESI-MS/MS before being completed by 

RT-PCR and in situ hybridization analyses targeting the key regulators identified. Furthermore, 

media from GnRH-treated testicular explants were assayed for several steroids using LC-ESI-

HRMS/MS profiling. In the present study we also investigated GnIH, using genome search and 

synteny analyses, and our results supported the loss of GnIH in chondrichtyans. 

 

Materials and Methods 

Animals and tissue Sampling 

In 2020, the catshark Scyliorhinus canicula was assessed as a least concern species in the red 

list of threatened species by the IUCN (International Union for Conservation of Nature). Adult 

male (608 ± 137 g; 58± 3 cm) and female (647 ± 90 g; 57 ± 4 cm) catsharks were fished during 

a CGFS (Channel Ground Fish Survey) campaign by IFREMER in the East Manche in September 

2022 (Giraldo et al., 2022). Animals were maintained in natural seawater tanks at the marine 

station of the University of Caen Normandy (Centre de Recherches en Environnement Côtier 
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(CREC), Luc-sur-Mer, France). The CREC experimental facilities were approved by the council 

department of population care under the A14384001 number (Préfecture du Calvados, 

France). Catsharks were allowed to acclimate at least 2 weeks before collection of the 

samples. Animals were killed by percussive blow to the head followed by sectioning and 

pithing of the spinal cord and exsanguination according to the European directive 2010/63/UE 

for care and use of animals. Sampled tissues were transferred directly into liquid nitrogen 

before being stored at -80°C until RNA extractions. Fresh testicular cross sections were 

transferred into ice-cold Gautron’s buffer (pH 7.8, 890 mosmol kg-1) (Gautron, 1978) 

completed by 58 mM trimethylamine-N-oxide (TMAO, Sigma, 317594), then microdissected 

into the zone of undifferentiated spermatogonia and cysts with spermatogonia (zone A), the 

zone of cysts with spermatocytes (zone B), the zone of cysts with early spermatids (zone C) 

and the zone of cysts with late spermatids (zone D) (Loir and Sourdaine, 1994). Tissues used 

for in situ hybridization (ISH) were fixed in Gautron’s buffer with paraformaldehyde 4% before 

alcoholic dehydration and stocked in butan-1-ol at -20°C. 

Sequence searches 

Protein sequences of GnRH1, 2, 3 and GnRHR type I1, IIa1, IIa2 and IIb2 were identified using 

Blast searches, based on multiple vertebrate sequences, against genomes of A. radiata 

(sAmbRad1.1.pri), C. carcharias (Marra et al., 2019), C. plagiosum (ASM401019v1), C. 

punctatum (Hara et al., 2018), P. pectinata (sPriPec2.1.pri), R. typus (Read et al., 2017), S. 

canicula (sScyCan1.2) and S. torazame (Hara et al., 2018) on NCBI 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/); of H. akajei (sHemAka1.1) on Squalomix Blast 

Server (https://transcriptome.riken.jp/squalomix/blast/); and of L. erinacea (Wang et al., 

2012) on Skatebase (http://skatebase.org). To verify the relationship between obtained 

sequences and their putative families, chordate trees were built based on the previous work 

of Williams et al., 2014 and Gaillard et al., 2018 using the MAFFT (Multiple Alignment using 

Fast Fourier Transform) program, BMGE (Block Mapping and Gathering with Entropy) 

alignment curation and PhylML tree inference on NGPhylogeny online services 

(https://ngphylogeny.fr/workflows/oneclick/, Lemoine et al., 2019) with a bootstrap of 1000. 

Obtained trees were finalized using iTOL online tool (https://itol.embl.de/, Letunic and Bork, 

2021). 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/
https://transcriptome.riken.jp/squalomix/blast/
http://skatebase.org/
https://ngphylogeny.fr/workflows/oneclick/
https://itol.embl.de/
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To validate the annotation of GnRHR genes identified and the absence of the GnIH in 

chondrichthyan genomes, conserved synteny analyses of gnathostome genomic regions were 

performed in A. radiata, S. canicula and C. carcharias genomes. Species occupying key 

phylogenetic positions were selected, including the actinopterygian L. oculatus, the 

sarcopterygians L. chalumnae, X. laevis and H. sapiens. Genomic regions of the chondrichthyan 

C. milii were selected as template. The genes were mapped using NCBI’s Genome Data Viewer 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/gdv/) and, for unretrieved genes, tBlastn using 

orthologous protein sequences were performed. 

Reverse Transcription and real-time PCR 

Total RNAs were extracted from S. canicula tissues using Tri-Reagent (Sigma-Aldrich, 93289) 

before purification with the NucleoSpin RNAII columns kit (Machery-Nagel). They were 

quantified on a NanoDropTM 2000 (Thermo Scientific) and their qualities were analysed on an 

Agilent 2100 Bioanalyzer (Agilent). Obtained RINs (RNA integrity number) were greater than 

7. For tissue distribution, real-time PCR was performed independently for three animals (N=3) 

in triplicate (n=3) except for testes (zone A, B, C and D) and epigonal tissues where six animals 

were used (N=6, n=18). The CFX Connect Detection System (Bio-Rad) was used for real-time 

PCR analysis. Two hundred and seventy ng of total RNAs were treated with 1U of RQ1 Dnase 

(Promega, M6101) (37°C/20min) following by the reverse transcription using 1 ng random 

hexanucleotide primers (Promega, C1181), 0.5 mM dNTPs and 200 U of M-MLV Reverse 

Transcriptase (Promega, M1701) then the reactions were stopped (70°C/5min). The gene 

specific primers were designed using Primer-BLAST 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/, Ye et al., 2012) with manual corrections 

according to the following criteria: length between 18-22 bp, GC content over 50%, Tm close 

to 60°C and generation of an 150-200 bp amplicon (Supplementary Table S1). The real-time 

PCR (5 ng of cDNA, 40 cycles: 95°C/15s, 60°C/45s) was done with the GoTaq®qPCR Master Mix 

(Promega, A6001) was used. Melt curve analysis and efficiency tests were carried out to 

ensure the primers amplified a single product with 90-110% efficiency. The Ct values were 

read at 200 relative fluorescence units and normalized against the 5S RNA gene (Redon et al., 

2010) using the ΔCt method (Schefe et al., 2006). Comparison of the Ct 5SRNA/total RNA ratio 

between tissues shown no significant difference using none parametric Kruskal-Wallis test 

with a P-value of 0.24 (Supplementary data Fig. S1). The 2-ΔΔCt method (Livak and Schmittgen, 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/gdv/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/
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2001) allowed to calculated the expression variations based on the mean ΔCt of all tissues. 

Statistical analyses were performed using non-parametric Mann-Whitney U (based on the 

previous Shapiro-wilk test results) test for P-value < 0.05. 

In situ hybridization  

Digoxigenin-conjugated riboprobes were synthesized from synthetic cDNA (Twist Bioscience) 

with specific primers (Supplementary Table S1). Obtained amplicons were cloned in pCR™II-

TOPO™ Vector by TA cloning and then transformed in chemically competent E. coli using the 

TOPO TA Cloning kit (Invitrogen, k461020). After cultures, plasmids were purified using the 

Wizard® Plus SV Minipreps (Promega, A1340) then the digoxigenin-conjugated riboprobes 

were generated using M13 PCR on 100 ng of plasmids with 1 mM MgCl2, 0.2 mM of each 

dNTPs, 0.4 µM M13 primer and 0.625 U GoTaq® Flexi DNA Polymerase (Promega, M8291). 

The cycling parameters were as follows: 1X(95°C, 5min), 30X[(95°C, 30s), (60°C, 45s), (72°C, 

1min30s)], 1X(72°C, 5min). PCR products were quantified using Nanodrop 2000 

spectrophotometer (Thermo Scientific) and then purified using the NucleoSpin RNA Clean-up 

(Marcherey-Nagel, 740948.50). The size checking was done using gel migration. In vitro 

transcriptions were carried out for 3 h at 37°C on 1.2 µg PCR products with 25 U RNAsin, 25 U 

T7 or SP6 polymerase, 10 mM dithiothreitol, 1 mM rATP, rCTP and rGTP, 0.65 rUTP, and 0.35 

digoxigenin-UTP (Roche, 03359247910) using the Riboprobe® Combination Systems 

(Promega, P1460). DNAs were digested with 2 U RQ1 DNAse (Promega, M6101) for 30 min at 

37°C. Obtained riboprobes were purified and their qualities were checked by Dot Blots on 

PVDF membrane. Paraffin slices (7 µm) were incubated at 61°C before deparaffinization using 

Roti-histol (sigma, 6640.6). Hydration was done into successive ethanol baths (100%, 95% and 

70%), then into PBS. Between each of the following treatments, slices were washed into PBS. 

Slices were treated with PFA 4% in PBS, with 5 µg/ml proteinase k in Tris buffer for 4 min, with 

PFA 4% in PBS, with 100 mM Triethanolamine in 25 % acetic acid, then with 100 mM glycine 

in tris buffer. Tissues were incubated for 1 h at 65°C with the hybridization mix (50% Deionised 

formamide, 1X Saline-sodium citrate (SSC), 0.5 M Ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA), 

10% Tween 20, 1X Denhardt’solution, 28 mg/ml Dextran sulphate, 0.1 mg/ml heparin, 10% 

Chaps, 0.5 mg/ml tRNA). Then, 0.1-0.5 ng/µl riboprobes in hybridization mix were incubated 

overnight at 65°C. Slices were washed using successive baths of SSC (1X and 1.5X at 65°C, 2X 

at 37°C, 2X with 0.2 µg/ml of RNAse A (Promega, A797C) at 37°C, 2X, and 0.2X at 60°C) before 
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maleic acid buffer baths with 0.3 % triton (MABT). For immunostaining and revelation, the DIG 

Nucleic Acid Detection kit (Roche, 11175041910) was used. Tissues were incubated 3 h in 

blocking solution then, overnight at 4°C, with 100 µl per slice of 1/2000 v/v anti-digoxigenin-

AP-conjugate antibody 750 U/ml. According to the kit guidelines, slides were washed in MABT 

baths before being developed 24 h at 4°C in NBT/BCIP according to the kit guidelines. Finally, 

slides were mounted in Mowiol mounting medium and then dried for 48 h at 4°C, before being 

observed using a Nikon eclipse 80i microscope.  

Primary culture of explants from zone D of S. canicula testis. 

After they were decapsulated, testes of four Scyliorhinus canicula were cut into 2-mm slices. 

Then, the zone D was taken from each slice and pooled in Gautron buffer (pH 7.8, 890 mosmol 

kg-1) (Gautron, 1978) completed by 58 mM trimethylamine-N-oxide (TMAO, Sigma, 317594), 

60 mg/ml penicillin, 100 mg-ml streptomycin and 250 µg/ml amphotericin. Areas were then 

cut in 1 mm3 explants and regroup by 10 in L-15, 20 mM Hepes, 0.5% bovin serum albumin, 

1% FBS, 0.25% heat-decomplemented S. canicula serum, 4.6 mM D(+) glucose, 280 mM NaCl, 

330 mM urea, 58 mM TMAO, 60 mg/ml penicillin, 100 mg-ml streptomycin and 250 µg/ml 

amphotericin. Treatments with 0, 10 or 100 nM of synthetic ScGnRH2 (pGlu-HWSHGWYPG-

amide) or ScGnRH3 (pGlu-HWSHGWLPG-amide) (Proteogenix) were performed independently 

for four groups of explants (n=4). After an incubation of 24 h at 17°C, explants and media were 

independently collected and stored at -80°C. RNAs extraction, reverse transcription and real-

time PCR of explants were performed as presented above, tissue proteins and media steroids 

were analyzed as describe below. 

Protein extraction  

Protein extraction was performed on zone D explants treated with ScGnRHs, from the 

independent quadruplicate for each condition. Frozen tissues were crushed using the T 25 

digital Ultra-Turrax®, extracted with 2.5 volumes of ice-cold lysis buffer (Urea 6M, Thiourea 

2M, Tris-Base 40mM, CHAPS 2%, EDTA 1 mM, DTT 0.5 mM, AEBSF 1 mM and E64 10 µM 

protease inhibitors), then sonicated and stayed 1 h on ice before being centrifuged at 15000 

g for 30 min at 4 °C. Supernatants were then ultracentrifuged at 105000 g for 1 h at 4 °C. 

Protein concentration of resulting supernatants was determined using the bicinchoninic acid 

protein assay (Sigma-Aldrich, Merck, France). 
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NanoLC-ESI-MS/MS analysis 

From each sample, 5 µg of proteins were prepared using a modified GASP protocol (Gel-aided 

sample preparation with a gel plug cut into two pieces only) (Fischer and Kessler, 2015) before 

an overnight hydrolysis at 37°C with a mix solution of trypsin/lysine-C (400 ng per sample; 

V5073 Promega). Resulting peptides samples were first desalted and concentrated onto a C18 

microcolumn (Omix C18 10 µl, Agilent) then fractionated onto a NanoElute ultrahigh-pressure 

nanoflow chromatography system (nanoLC, Bruker Daltonics) with a C18 pepmap 100 (5 mm 

x 300 µm i.d.) precolumn (Thermo Scientific) and separated at 50°C onto a reversed phase 

Reprosil column (25 cm x 75 μm i.d.) packed with 1.6 μm C18 coated porous silica beads 

(Ionopticks). The mobile phases consisted of 0.1% formic acid in water (solvent A) and 0.1% 

formic acid in acetonitrile (solvent B). The nanoflow rate was set at 250 nL/min with a gradient 

profile from 2% to 30% solvent B within 70 min, then an increase to 37% solvent B within 5 

min, followed by a 85% solvent B washing step before reequilibration. MS experiments were 

carried out on an TIMS-TOF pro mass spectrometer (Bruker Daltonics) with a modified nano 

electrospray ion source (CaptiveSpray, Bruker Daltonics). A 1400 spray voltage with a capillary 

temperature of 180°C was typically employed for ionizing. MS spectra were acquired in the 

positive mode in the mass range from 100 to 1700 m/z and 0.60 to 1.60 1/k0 window. In the 

experiments described here, the mass spectrometer was operated in PASEF DIA mode with 

exclusion of single charged peptides. The DIA acquisition scheme consisted of 16 variable 

windows ranging from 400 to 1200 m/z. 

Database Searching 

Database searching and LFQ quantification (using XIC) was performed using DIA-NN (version 

1.8.2) (https://www.nature.com/articles/s41592-019-0638-x). An updated UniProt 

Crassostrea gigas database was used for library-free search / library generation. For RT 

prediction and extraction mass accuracy, we used the default parameter 0.0, which means 

DIA-NN performed automatic mass and RT correction. Top six fragments (ranked by their 

library intensities) were used for peptide identification and quantification. The variable 

modifications allowed were as follows: Nterm-acetylation and Oxidation (M). In addition, C-

Propionoamide was set as fix modification. “Trypsin/P” was selected. Data were filtering 

according to a false discovery rate (FDR) of 1% at the peptide level. Cross-run normalization 
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was performed using RT-dependent. From database search results, 7379 protein accession 

numbers were retrieved in all replicates of all conditions. 

Bioinformatics and Functional Annotation 

Based on the previous work of Jeanne et al., 2023 and still due to the limited number of 

correctly-annotated proteins (50 774 sequences, as of 01/2024), the limited number of gene 

ontologies (4 137 annotations, as of 01/2024) and the absence of kegg pathways in S. canicula, 

identified proteins were blasted against Mus musculus proteome (Proteome ID: 

UP000000589), uploaded from Uniprot (https://www.uniprot.org/), due to the richness of 

available databases (54 822 sequences for proteome, 1 130 838 GO annotations with 62 773 

annotations validated by mutant phenotypes and 353 kegg pathways; as of 01/2024). BLASTp 

were carried out using the Galaxy web resource (https://usegalaxy.org/) with hits filtering 

proteins showing more than 40% of identity and coverage, and e-value below 1e-05. For each 

catshark protein, hits with lowest e-value and higher percentage of identity were retained. 

To quantify the relative levels of protein abundance between different groups, datas from 

DIA-NN were then analyzed using DEP package from R. Briefly, proteins that are identified in 

2 out of 3 replicates of at least one condition were filtered, missing data were imputed from 

PERSEUS using a normal distribution and differential enrichment analysis was based on linear 

models and empirical Bayes statistic. A 1.2-fold increase in relative abundance and a 0.05 P-

value were used to determine enriched proteins. ANOVA were performed from PERSEUS to 

determine those enriched proteins. A 0.05 P-value was used.  

The quantification values of the 7379 proteins identified were converted into log2ratio 

(abundance values of proteins in a sample divided by the mean abundance value of the control 

corresponding to 0 nM ScGnRH). The protein abundances of the quadruplicates were then 

averaged by condition. Finally, 1677 proteins had abundances significantly different from the 

control (0 nM ScGnRH), in at least one condition (10 nM ScGnRH2, 100 nM ScGnRH2, 10 nM 

ScGnRH3 and 100 nM ScGnRH3), and were treated by k-mean clustering to obtained 4 clusters 

representative of the proteins with the most important increase in abundance (cluster 1) or 

decrease (cluster 4) and with low increase (cluster 2) or decrease (cluster 3) in abundance. 

Each cluster contains 231, 248, 537 or 661 proteins, respectively, and their corresponding 

abundances were represented using the Heatmap package (Gu et al., 2016). All protein 

abundances for each group and condition were averaged. Functional annotation was 

https://www.uniprot.org/
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performed by gene ontology (GO) supplemented by the reactome pathway and wiki pathway 

databases and using Cluego, a Cytoscape plug-in (https://apps.cytoscape.org/apps/cluego), 

for mouse homolog accessions of clusters 1 and 4 (Bindea et al., 2009). The following 

parameters were applied: GO tree between 3 and 8; cluster with a minimum of 3 accessions 

associated by term; genes association higher than 4%; Term P-value corrected with Bonferroni 

step down < 0.05; GO Term fusion parameter selected. Corrected P-value were converted into 

-log2(P-value) and the 5 most interesting terms, according to the literature, were kept. 

Steroids analyses 

Stock solutions of separate steroids and analog stable isotopes were prepared in methanol at 

a concentration of 1 g/L. A mixture of the unlabeled steroids stock solutions was prepared in 

water achieving final concentration of 10 mg/L for each steroid corresponding to the higher 

concentration working solution. This solution was diluted in water to prepare 12 other 

working solutions at 0.5-1-2.5-5-10-25-50-100-250-500-1000-5000 µg/L. A steroids internal 

standard (IS) working solution was prepared in water at a final concentration of 5 mg/L for 

each steroid. All stock and working solutions were stored at −80 °C until further use. QC’s at 

four different concentrations were prepared by addition of steroids to medium of treated 

explant at reach the concentration corresponding to the limit of quantification (LOQ), 2 times 

the LOQ, the middle of the linearity range and 80% of the highest standard concentration. 

The medium of treated explant (250 µL) was mixed with 5 µL of steroids IS at 5mg/L and 10 µL 

of 125 mM tetrabutyl ammonium aqueous solutions prior to the application to the supported 

liquid extraction (SLE). Concerning calibrators, 5µL of unlabeled of steroids working solutions 

was added to reach concentrations of 0.01-0.02-0.05-0.1-0.2-0.5-1-2-5-10-20-100 and 200 

µg/L. SLE 96-well plate 400 µL (Biotage) was selected to proceed with the sample and standard 

extraction procedure. The combined standards solutions were loaded onto the SLE sorbent 

and were allowed to flow through the sorbent under monitored positive pressure of 20 psi 

using Waters Positive Pressure-96 Processor manifold (Waters) to facilitate the flow of the 

sample, meanwhile achieving proper contact time with the sorbent (5 min between each 

step). After the complete drainage of the sample or standard from SLE, elution of the analytes 

was performed with 2 x 500 µL ethyl acetate. The eluates were dried at 30°C using nitrogen 

then reconstituted with 50 µL of methanol by sonication and centrifugated for 5 min at 16900 

g before injection. 

https://apps.cytoscape.org/apps/cluego
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Fig. 1. A schematic diagram showing the evolution model of GnRHs orthologs. A. GnRH1 evolved 

extensively along vertebrate evolution, giving rise to at least 10 orthologs, including 3 specifics to 

holocephali, selachii and batoidea, respectively. B. GnRH2 was highly conserved with two orthologs, 

one unique to cyclostomata and a second conserved in all gnathostomata. C. GnRH3 evolution gave 

rise to two orthologs specific to cyclostomata, one ortholog specific to Actinopterygii, and one 

common to chondrichthyes and coelacanthi, while GnRH3 was lost in tetrapoda. Animal illustrations 

are used with permission from http://phylopic.org. 
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LC-HRMS analyses were carried out on a ExionLC Binary UHPLC system (Sciex) connected with 

a X500R QTOF mass spectrometer Sciex (Singapore) equipped with an ESI source in both 

positive and negative modes. Chromatographic separation was achieved by injecting 5 μL 

sample extract on a Kinetex 1.7 μm Biphenyl, LC column 100 × 1 mm Phenomenex (Torrance).  

Mobile phase A consisted of 20 µM ammonium fluoride dissolved in water and mobile phase 

B consisted of 20 µM ammonium fluoride dissolved in methanol. The flow rate remained 

constant at 0.1 mL min−1, column temperature was maintained at 40°C and the autosampler 

at 10°C. Mobile phase gradient for steroids analyses was as follows: 0–5.0 min linear gradient 

from 43% B to 85% B; 5.0–5.3 min linear gradient from 85% B to 100% B; 5.3–7.5 min isocratic 

at 100% B. Then the mobile phase composition was set to the initial conditions and the column 

was equilibrated for 3 min. The media of treated explants samples were analyzed using 

multiple reaction monitoring (MRM) acquisition in positive or negative ESI modes, depending 

of the steroids, at a resolution of 30000 (at m/z 200). The scan was obtained from m/z100 to 

m/z=1000 and accumulation time was set to 0.25s. ESI source and gas parameters were as 

follows: ion source gas 1: 35 psi, ion source gas 3: 70 psi, curtain gas: 40 psi, CAD gas: 9 and 

temperature: 500 °C. The spray voltage was set to +5500V and -4500V in positive and negative 

mode, respectively. Two MRM transitions were used for each steroid. The first one 

(quantifier), with the best signal to noise ratio was used for quantification, and the second 

(qualifier) was used for the confirmation. The precursor MRM ion was the mass corresponding 

to the molecular weight in low resolution, and the formed fragmented ion from a collision 

induced dissociation (CID) was detected at its exact mass (+/- 0.005 Da) (Supplementary Table 

S2). 

SciexOS software, current version: 3.3.1.43 was used for instrument control, data acquisition 

and data processing. Accuracy was studied by the 4 QC’s repeated at least 3 times. Mean 

accuracy (in %) at different concentrations is reported. Precision of the method was studied 

by calculating the CV% and was considered acceptable if CV was below 20% for QC at LOQ and 

15 % for the other QC concentrations. Each steroid is quantified with an analog stable isotope 

IS. Specificity was evaluated using extracted blank medium of treated explant samples. 

Specificity was controlled in samples, calibrators and QC’s by checking the quantifier to 

qualifier intensities ratio compared to analytical standards in water.For each steroid, the 

calibration  curve  was  plotted  as  the  unlabeled  to  labeled  compounds  area  ratio.  The  
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Fig. 2. In silico characterization of elasmobranch GnRHRs and GnIH. A. Synteny analysis of vertebrate 

GnRHRI1 and GnRHRIIA1 genomic regions. The C. milii genomic regions were used as templates. B. 

Synteny analysis of vertebrate GnRHRIIA2 and GnRHRIIB2 genomic regions. The coelacanth genomic 

regions were used as templates. C. Synteny analysis of vertebrate GnRHRIIA3 genomic regions. The 

human genomic regions were used as templates. D. A schematic diagram showing an evolution model 

of GnRH receptors. From the six GnRH receptor orthologs identified, GnRHRI1, GnRHRIIA1, GnRHRIIA2 

and GnRHRIIB2 were retained in sharks and rays, by opposition to C. milii where only GnRHRI1 and 

GnRHRIIA1 were retained. Teleost fishes are boxed with dotted line and whole genome duplication 

(1R, 2R and 3R) are illustrated. Modified from Dufour et al., 2020 and Ogawa et al., 2022. E. Synteny 

analysis of vertebrate GnIH genomic regions. The human genomic region was used as templates. 

Animal illustrations are used with permission from http://phylopic.org.  

http://phylopic.org/
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quadratic regression weighted by 1/C was used. For each steroid, at least 8 calibrators among 

the 13 injected were selected. The lowest calibrator allowing an accuracy of 20% was defined 

as the LOQ. 

 

Results  

Genome searches have identified 3 types of GnRH and 4 types of GnRHR in elasmobranchs 

Sequence searches identified four GnRHR and three GnRH sequences in elasmobranch 

genomes. Molecular phylogeny of GnRHs (Supplementary data Fig. S2A) showed segregation 

of chondrichthyan GnRH1, GnRH2 and GnRH3 sequences in accordance with phylogeny, with 

the exception of GnRH1 from A. radiata and L. erinacea (two rays), which segregated with 

actinopterygian GnRH1. A model for the evolution of GnRH orthologs in vertebrates has been 

proposed, highlighting significant divergence from GnRH1 with 10 orthologs identified, 

including one specific to selachii (QHWSFDLRPG) and one to rhinopristiformes and 

myliobatiformes (QHWSFNMRPG) (Fig. 1A), a single GnRH2 (QHWSHGWYPG) conserved in all 

gnathostomes (Fig. 1B), and 4 orthologs of GnRH3 (Fig. 1C). Molecular phylogeny of GnRHR 

sequences presented segregation in accordance with the phylogeny. The four elasmobranch 

GnRHR were grouped with gnathostome GnRHRI1, GnRHRIIA1, GnRHRIIA2 and GnRHRIIB2, 

respectively (Supplementary data Fig. S2B). To validate their annotations and include 

elasmobranch homologs in the evolutionary history of gnrhr genes, synteny analyses were 

performed and supported the conservation of GnRHRI1, GnRHRIIA1 (Fig. 2A), GnRHRIIA2 and 

GnRHRIIB2 (Fig. 2B) and the loss of GnRHRIIA3 (Fig. 2C) in elasmobranchs. Elasmobranchs are 

the second vertebrate group with the highest number of conserved GnRHR subfamilies, after 

the basal sarcopterygian, L. chalumnae which possess five GnRHR subfamilies, and diverged 

from holocephalans, which retain only the two GnRHRIIA2 and GnRHRIIB2 subfamilies (Fig. 

2D). 

Genome and synteny searches of gnih 

The genome search, using vertebrate GnIH sequences, failed to identify homologs from the 

10 elasmobranch genomes analyzed. A synteny of gnih genomic regions was performed and 

suggested the loss of gnih homologs in chondrichthyes (Fig. 2E). 
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Fig. 3. Relative expression profiles of gnrh1, gnrh2 and gnrh3 transcripts in S. canicula tissues with a 

focus on stages of spermatogenesis. Messenger RNA levels were assayed by real-time PCR. A. Warm 

map representation of relative expression profiles of gnrh1, gnrh2 and gnrh3 transcripts in 35 different 

tissues of S. canicula. The tissues from females correspond to females caught in September (non-

breeding period) whose ovaries contained previtellogenic follicles and corresponding to females in 

postovulatory stage. M, Male; F, Female. B-D. Relative gene expression of gnrh1, gnrh2 and gnrh3 

transcripts in testicular zones and epigonal tissue. Statistical analysis was performed using Mann-

Whitney U test with P value < 0.05 between each statistical groups a, b, c and d.  
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Relative expression profiles of gnrh1, gnrh2 and gnrh3 transcripts in S. canicula tissues  

Expression profiles of gnrh1, gnrh2 and gnrh3 transcripts in 35 different tissues of S. canicula 

showed the highest gnrhs expression levels, in the different parts of the male and female 

brains, with gnrh1 transcripts in the midbrain, forebrain and eyes, gnrh2 transcripts in 

myelencephalon, cerebellum, midbrain and forebrain and gnrh3 transcripts in the forebrain 

and eyes (Fig. 3A). Outside the brain, expressions of gnrh2 were also observed in the thyroid 

gland and the lymphomyeloid Leydig organ. Although very low levels of gnrh transcripts were 

observed in the testicular zones, a targeted analysis was carried out to assess the potential 

roles of peptides in paracrine regulation (Fig. 3B-D). All three mRNA types were found in all 

four zones, with higher levels of GnRH1 and GnRH2 transcripts in zones B and D, and GnRH3 

in zone B.  
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Fig. 4. Relative expression profiles of gnrhrI1, gnrhrIIb2, gnrhrIIa1 and gnrhrIIa2 transcripts in S. 

canicula tissues with a focus on stages of spermatogenesis. Messenger RNA levels were assayed by 

real-time PCR. A. Warm map representation of relative gene expression in 35 different tissues. Relative 

gene expression of gnrhrI1 (B), gnrhrIIb2 (C), gnrhrIIa1 (D), and gnrhrIIa2 (D) at different stages of 

spermatogenesis. Statistical analysis was performed using Mann-Whitney U test with P value < 0.05 

between each statistical groups a, b, c and d. A, B, C and D: testicular zones from six different animals 

in triplicates (N=6; n=18); other tissues: from three different animals in triplicates (N=3; n=9). The 

tissues from females correspond to females caught in September (non-breeding period) whose ovaries 

contained previtellogenic follicles and corresponding to females in postovulatory stage. M, Male; F, 

Female.  
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Expression profiles of gnrhrI1, gnrhrIIb2, gnrhrIIa1 and gnrhrIIa2 transcripts in S. canicula 

tissues with a focus on spermatogenesis 

Expression profiles of the four gnrhr transcripts showed tissue-specific expression of gnrhrI1 

in testicular zones C and D, a ubiquitous expression of gnrhrIIb2, including in the testicular 

zone D, a preferential expression of gnrhrIIa1 in the brain, including eyes, and a preferential 

expression of gnrhrIIa2 in the brain, with also lower expression in various peripheral tissues, 

including testicular zones, the epididymis, and the female reproductive tract, notably the 

oviduct (Fig. 4A). According to the spermatogenetic wave, all four transcripts were highly 

expressed in the stages of spermiogenesis (zones C and/or D), with the highest level associated 

with gnrhrIIb2 (Fig. 4B-E). Low levels of transcripts were also observed in the epigonal tissue.  
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In situ hybridization (ISH) targeting gnrhrI1 and gnrhrIIb2 transcripts on S. canicula testis 

Based on RT-PCR results, ISH analyses were carried out targeting gnrhrI1 transcripts, which 

appeared testis-specific, and gnrhrIIb2 transcripts, which appeared to be the most abundant 

gnrhr transcripts in testis. According to the spermatogenetic wave, slight gnrhrI1-associated 

staining was observed in Sertoli cells associated to spermatogonia, but not in the germinative 

area (Fig. 5A1-C1), in Sertoli cells associated to spermatocytes (Fig. 5D1) and an increase in 

signal was observed in cysts with round spermatids, probably including a germ cell labelling, 

which is in accordance with the previous results showing the highest mRNA levels in zone C 

(Fig. 5E1). In the zone of cysts with elongated spermatids, ISH staining for gnrhrI1 transcripts 

decreased and appeared to be associated with interstitial cells (Fig. 5F1). The ISH signal 

corresponding to gnrhrIIb2 transcripts was observed throughout the spermatogenic wave (Fig. 

5A2-F2) from somatic precursors (Fig. 5A2-B2) to Sertoli cells (Fig. 5C2-F2), spermatocytes (Fig. 

5D2), round spermatids and interstitial cells (Fig. 5E2). These results are consistent with 

ubiquitous expression of gnrhrIIb2 mRNA as observed by real-time PCR. Controls revealed no 

background noise (Supplementary data Fig. S3). 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 5. In situ hybridization of gnrhrI1 and gnrhrIIb2 mRNAs in S. canicula testicular sections. The 

testicular zone A corresponds to the germinative area (A1, A2), the cysts in formation (B1, B2) and 

formed cysts with spermatogonia (C1, C2). The testicular zones B, C and D correspond to cysts with 

primary spermatocytes (D1, D2), cysts with young spermatids (E1, E2) and cysts with late spermatids 

(F1, F3), respectively. In situ hybridization was performed using riboprobes targeting Sc-gnrhrI1 mRNA 

(A1-F1) and Sc-gnrhrIIb2 (A2-F2). White arrowhead, staining associated to germ cell (A-B); Black 

arrowhead, staining associated to somatic precursor (A) and Sertoli cells (B-E); grey arrowhead, 

staining associated to interstitial cell. L: lumen. Scale bars: 10µm. Controls are presented in 

supplementary data (Supplementary Figure S4).  
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Effects of ScGnRH2 and ScGnRH3 treatments on the proteome of S. canicula testicular zone D 

explants 

Based on the results reported above, showing that zone D could be the most sensitive to 

GnRH, in vitro incubation of testicular explants from the zone D was performed with synthetic 

ScGnRH2 or ScGnRH3 at 0 nM, 10 nM or 100 nM during 24 h. NanoLC-ESI-MS/MS analysis 

identified 7379 proteins and an anova test (P-value < 0.05) showed that 1677 proteins 

(representing 22.74% of total proteins) were significantly differentially expressed in at least 

one treatment, compared with the 0 nM condition. Using the k-clustering method (k=4), four 

clusters of 231 (C1), 537 (C2), 661 (C3) and 248 (C4) proteins were obtained. Proteins from 

each cluster were blasted against the mouse proteome, yielding 228 (C1), 528 (C2), 649 (C3) 

and 248 (C4) homologs (Fig. 6A). Variations in protein levels according to the 4 clusters and 

treatments were represented by a heatmap. To estimate the overall variations in protein 

levels induced by the different treatments, log2ratios were averaged by cluster and treatment.  

 

Fig. 6. Proteomic analysis of S. canicula testicular zone D explants stimulated with 0 nM, 10 nM or 100 

nM of ScGnRH2 or ScGnRH3. A. The proteomic analysis allowed to identified 7379 proteins including 

1677 differentially regulated in at least one stimulated condition, by comparison to the control. 

Statistical analysis was performed using ANOVA test with P-value < 0.05. The expression profile of the 

1677 differentially expressed proteins were analyzed by k-clustering (k=4) to obtain clusters C1, C2, C3 

and C4 comprising 231, 537, 661 and 248 proteins respectively and represented with a heatmap. By 

blastp methodology using the S. canicula proteins, 228, 528, 649 and 248 M. musculus orthologs were 

associated to the cluster C1, C2, C3 and C4 respectively. Then, for each stimulated condition and by 

cluster, the means of all associated protein relative abundances were calculated and statistical analysis 

was performed using Tukey’s Honest Significant difference (HSD) test with P-value < 0.05 between 

each statistical groups a, b, c, d and e. By gene ontology functional annotation, 130 and 27 terms were 

obtained for C1 and C4, respectively, and the five most representative terms are shown. B. Proteins 

involved in steroid metabolism terms and showing increased abundances were visualized as a 

functionally grouped network. Three groups were identified including “Steroid biosynthetic process”, 

“Cholesterol metabolic process” and “Cholesterol esterification”, illustrated in red, blue and green 

respectively. C. Relative expression profile of proteins found in the steroid and cholesterol network 

nodes are shown. GHR was also identified in the C1-associated “Hormone metabolic process” and the 

corresponding relative expression profile was illustrated. Statistical analysis was performed using 

ANOVA test with P value < 0.05 between each statistical groups a, b, c and d. D. Relative expression 

profiles of ghr, 17βhsd3, 17βhsd12 and cyp19a1 transcripts in zone D explants treated with ScGnRH. 

Statistical analysis was performed using Mann-Whitney U test with P value < 0.05 between each 

statistical groups a, b, c and d.  
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The C1 and C4 clusters appeared highly sensitive to ScGnRH treatments, achieving a maximum 

variation in protein levels of 0.75 log2ratio with 10 and 100 nM of ScGnRH2 and ScGnRH3, 

while the C2 and C3 clusters appeared less sensitive to ScGnRH treatments, achieving a 

variation in protein levels of 0.25 log2ratio with 10 nM and 100 nM of ScGnRH2 and ScGnRH3. 

Functional annotation was performed on C1 and C4 clusters, and 130 and 27 terms were 

identified, respectively. Five terms linked to critical regulations were selected. They were 

related, for C1, to cellular component with “organelle subcompartement”, to steroid 

regulation with “lipid biosynthetic process”, “steroid metabolic process” and “steroid 

biosynthetic process” and other hormone regulations with “hormone metabolic process”.For 

C4, terms were related to transcription with “mRNA splicing major pathway” and “RNA 

polymerase II transcription initiation” and to DNA structure modification with “condensed 

chromosome centromeric region”, “microtubule cytoskeleton organization involved in 

mitosis” and “chromosome separation”. The proteins involved in these terms were further 

analyzed, highlighting: the growth hormone receptor (GHR) linked to the hormone metabolic 

processes term; the hydroxysteroid 17β dehydrogenases 3 (17βHSD3) and 12 (17βHSD12) 

linked to the steroidal processes term. Analysis of the C2 cluster revealed also a 1.2-fold 

increase of the hydroxysteroid (17-beta) dehydrogenase 2 (17βHSD2), the hydroxysteroid (17-

beta) dehydrogenase 7 (17βHSD7) and of the aldo-keto reductase family 1, member D1 

(Akr1d1) proteins in response to GnRH treatments. Analysis of the C3 cluster revealed also a 

1.19-fofd decrease of the serine and arginine-rich splicing factor 5 (Srsf5). Overall, it appeared 

that GnRH treatments modulated steroid biosynthesis and metabolism, and further reduced 

factors no longer required for spermiogenesis. The 19 highlighted proteins linked to steroid 

biosynthesis and metabolism were visualized as a functionally clustered network (Fig. 6B). 

Three functional clusters were identified, corresponding to “Steroid biosynthetic process”, 

“Cholesterol metabolic process” and “Cholesterol esterification”. Two network nodes were 

then highlighted with the steroid network nodes involving Akr1d1, 17βHSD2, 17βHSD3, 

17βHSD7, 17βHSD12 and Tecr and the cholesterol network nodes involving Dhcr7 (7-

dehydrocholesterol reductase), Nsdhl, (NAD(P) dependent steroid dehydrogenase-like) and 

Scd1 (sterol coenzymeA desaturase). 

Relative expression profiles of actors involved in steroid and cholesterol network nodes  
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For the steroid network nodes, the protein levels of 17βHSD3 and 17βHSD12 increased 

accordingly to a dose-response profile, while TECR level importantly increased after all GnRH 

treatments (Fig. 6C). The protein levels of Akr1D1 and 17βHSD7 increased similarly after all 

treatments, while the level of17βHSD2 level increased only with ScGnRH3 treatments. For the 

cholesterol network nodes, NSDHL and SCD1 protein levels increased after all GnRH 

treatments, with the highest levels of SCD1 observed with 100 nM ScGnRH3, while DHCR7 

protein levels remained low with 10 nM ScGnRH3. For the biological metabolic process, the 

GHR protein level increased after all GnRH treatments. This analysis was completed by real-

time PCR analyses targeting 17βhsd3, 17βhsd12 and ghr transcripts (Fig. 6D). The transcript 

levels of 17βhsd3 increased slightly with 100 nM ScGnRH2 and 10 nM ScGnRH3 and up to 3-

fold with 100 nM ScGnRH3, illustrating a better efficiency of ScGnRH3. A better efficiency of 

ScGnRH3 than ScGnRH2 was also observed on the transcript levels of 17βhsd12, with a 2-fold 

increase observed with 100 nM ScGnRH3. As for the transcript levels of Ghr, they decreased 

slightly with 10 nM of ScGnRH2 but increased 2-fold with 100 nM of ScGnRH3. Overall, the 

increases of 17βHSD3, 17βHSD12 and GHR proteins were also found at the transcriptional 

level. 
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Expression of ghr, 17βhsd3, 17βhsd12 transcripts in the testis of S. canicula 

To further explore the roles of 17βhsd3, 17βhsd12 and ghr in the regulation of 

spermatogenesis, expression analysis of transcripts was carried out. According to the 

spermatogenetic wave, ghr mRNA levels were low in zones A and B, increased strongly in zone 

C and were the highest in zone D (Fig. 7A). The mRNA levels of 17βHSD3 and 17βHSD12 were 

the highest in zone D compared with earlier stages (Fig. 7A). ISH targeting ghr transcripts 

presented staining in somatic cell precursors surrounding undifferentiated spermatogonia 

(Fig. 7B. A1, B1) and in Sertoli cells of cysts containing spermatogonia, spermatocytes, early 

and late spermatids (Fig.7B. C1-F1). Transcripts of 17βhsd3 and 17βhsd12 were also localized 

in somatic precursors surrounding undifferentiated spermatogonia (Fig.7B. A2-B3) and in the 

cytoplasm of Sertoli cells at the apical part, basal part and around germ cells in cysts with 

spermatogonia (Fig.7B. C2, C3), cysts with spermatocytes (Fig.7B. D2, D3), cysts with round 

spermatids (Fig.8B. E2, E3) and cysts with elongated spermatids (Fig.7B. F2, F3). Controls 

showed no background noise (Supplementary data Fig. S4). 

 

 

 

 

 

 

Fig. 7. Expression analyses of ghr, 17βhsd3 and 17βhsd12 transcripts in spermatogenesis stages. A. 

Relative gene expression of ghr, 17βhsd3 and 17βhsd12 transcripts at different stages of 

spermatogenesis. Statistical analysis was performed using Mann-Whitney U test with P value < 0.05 

between each statistical groups a, b, c and d. B. In situ hybridization of ghr and 17βhsd3 and 17βhsd12 

mRNAs in S. canicula testicular sections. The testicular zone A corresponds to the germinative area 

(A1-A3), cysts in formation (B1-B3), and formed cysts with spermatogonia (C1-C3). The testicular zones 

B, C and D correspond to cysts with primary spermatocytes (D1-D3), cysts with young spermatids (E1-

E3) and cysts with late spermatids (F1-F3), respectively. In situ hybridization was performed using 

riboprobes targeting Sc-ghr (A1-F1), Sc-17βhsd3 (A2-F2) and Sc-17βhsd12 mRNAs (A3-F3). White 

arrowhead, staining associated to sertolian precursor (A-B) and Sertoli cells (C-F); L: lumen. Scale bars: 

10µm. Controls are presented in supplementary data (Supplementary Figure S5).  
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Steroid levels in response to GnRH 

Analysis of steroids in culture media of testicular explants from the late spermatide zone (Zone 

D) stimulated with 10nM and 100 nM of GnRH2 or GnRH3 allowed the assay of the following 

steroids: pregnenolone (Preg), progesterone (Prog), androstenedione (A4), testosterone (T), 

11-ketotestosterone (11-KT), 17α-hydroxyprogesterone (17OHProg), estrone (E1), estrone 3-

sulfate (E1S), 17β-oestradiol (E2), cortisone (E), aldosterone (Aldo), corticosterone (B), 11-

deoxycorticosterone (DOC), dehydroepiandrosterone (DHEA) and dehydroepiandrosterone 

sulfate (DHEAS) (Table 1). The highest concentrations were observed for DHEAS followed by 

Preg and Prog. However, only a significant decrease in estrone (E1) levels at 100 nM ScGnRH2 

and a significant increase in estradiol (E2) levels at 10 nM ScGnRH2, 100 nM ScGnRH2 and 100 

nM ScGnRH3 were observed. In absence of aromatase (CYP19) detection during the proteomic 

analysis, cyp19a1 gene expression analysis was performed in GnRH-stimulated explants. The 

corresponding real-time RT-PCR results showed that cyp19a1 transcript levels were increased 

2- fold with 10 and 100 nM ScGnRH2, and 3- and 5-fold with 10 and 100 nM ScGnRH3, 

respectively (Fig.6D). 

 

Discussion 

The present study completed the identification of the GnRH1, GnRH2 and GnRH3 protein 

sequences in multiple elasmobranchs, which is in agreement with the previous identification 

of the three gnrh genes in S. canicula and R. typus (Gaillard et al., 2018). Elasmobranch GnRHs 

were structurally conserved, with a sequence of 10 amino acids, the retention of residues in 

positions 1-4, 9 and 10, the N-terminal pyroglutamate site and the C-terminal glycinamide site. 

Along vertebrate phylogeny, GnRH2 sequence was conserved in all gnathostomes, including 

elasmobranchs. The GnRH3 was conserved in actinopterygians, coelacanths and 

elasmobranchs, with the amino-acid residue diverging at position 5, and was lost in tetrapods 

and holocephali. GnRH1, on the other hand, diverged markedly during vertebrate evolution, 

with 10 different sequences highlighted, including the shark specific isoform (QHWSFDLRPG), 

the rhinopristiforme rays and myliobatiforme rays isoform (QHWSFNMRPG), while rajiforme 

rays possess an isoform common to some bony vertebrates. Elasmobranch GnRH isoforms 

have diverged from those of holocephalan, which have lost gnrh3 and possess two copy of the 
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gnrh1 gene (gnrh1a and gnrh1b) (Gaillard et al., 2018). Additional GnRHs were suggested in 

ancient biochemical analyses that identified the dogfish GnRH (currently GnRH3) and chicken 

GnRH-II (currently GnRH2) (Lovejoy et al., 1992), as well as multiple forms of immunoreactive 

GnRH in elasmobranchs, up to 4 or 5 (D’antonio et al., 1995; Forlano et al., 2000; Sherwood 

and Lovejoy, 1993). However, during our in silico analysis, we found no additional sequences 

related to GnRHs or their precursors, excepted a potential decapeptide, with a Q residue at 

the Nt and a PG at the Ct, from the KCNH5 (potassium voltage-gated channel subfamily H 

member 5) gene. We found no potential GnIH sequence and the synteny showed the absence 

of the gnih gene in chondrichthyes, raising the question of its loss in holocephalans and 

elasmobranchs during the course of evolution, since GnIH peptides have been identified in 

cyclostomes (lamprey), suggesting that GnIH may have emerged in ancestral vertebrates 

before the split between cyclostomes and gnathostomes (Osugi et al., 2014). 

In S. canicula, although we have not studied their brain localization by in situ analyses, our 

results showed specific expression of the three gnrh genes in different part of the brain, which 

is in agreement with previous reports (Gaillard et al., 2018). The highest gnrh1 mRNA levels 

were associated to forebrain, those of gnrh2 to midbrain and those of gnrh3 to forebrain, in 

agreement with the three main GnRH neural systems in bony vertebrates, corresponding 

respectively to the ventral forebrain (expressing GnRH1), the midbrain (expressing GnRH2) 

and the terminal nerve (expressing GnRH3) (Dubois et al., 2002). Furthermore, these results 

highlighted the absence or very low expression of gnrh in extra-brain tissues, including the 

testes, in contrast to the testicular gnrh expression observed in zebrafish (gnrh2 and gnrh3) 

(Fallah et al., 2020) and rat (gnrh1) (Ciaramella et al., 2015). This suggests that the potential 

paracrine/autocrine role of GnRH in S. canicula gonads is marginal at best. 

The present study reports the identification of four GnRHR subfamilies in all elasmobranch 

genomes analyzed and conserved synteny revealed the conservation of the gnrhrI1, gnrhrIIa1, 

gnrhrIIa2 and gnrhrIIb2. This makes elasmobranchs the second clade of vertebrates with the 

highest number of conserved GnRHR subfamilies, after the coelacanth with five GnRHR 

subfamilies (Ogawa et al., 2022). However, the difference observed with the holocephalan C. 

milii, in which two GnRHR subfamilies (gnrhrI1 and gnrhrIIa1) have been identified, underlines 

the evolutionary divergence resulting from 300-million years of independent evolution 

between holocephalans and elasmobranchs (Irisarri et al., 2017). 
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In S. canicula, the analysis of the gnrhrs expression showed: a testis-specific expression for 

gnrhrI1; an expression in all tissues analyzed, except pancreas, for gnrhrIIb2; an expression 

principally associated to the different parts of the brain for gnrhrIIa1; and an expression in the 

brain and in the reproductive organs, at lower levels, for gnrhrIIb2. These results are in 

agreement with the previous tissue-expression profile obtained in a limited number of S. 

torazame sharks (Hara et al., 2018). Stage-related expression analyses of the four gnrhr genes 

during spermatogenesis in S. canicula have shown higher levels in zones corresponding to 

cysts with spermatids (Zone C and D). Using in situ hybridization, gnrhrI1 was localized in 

Sertoli cells with increased signal in cysts with early spermatids, in which the localization of 

gnrhrI1 in spermatids cannot be excluded, and in interstitial cells associated with cysts 

containing elongated spermatids. GnrhrIIb2 was more widely localized, in somatic precursors 

of the germinative area, Sertoli cells, germ cells and interstitial cells, the latter being 

associated with late stages of spermiogenesis. These results are in agreement with the 

expression of gnrhr genes observed in zebrafish (Fallah et al., 2020), frog (Chianese et al., 

2012), boar (Desaulniers et al., 2015) and rat testes, in which localization in haploid cells was 

observed in addition to somatic cells (Ciaramella et al., 2015).  

The direct role of ScGnRH was investigated on explants from the testicular zone D (late stages 

of spermatogenesis) of S. canicula treated with synthetic ScGnRHs. The choice of ScGnRH2 

and ScGnRH3 was based on their previous identification, at physiological concentrations, in 

the systemic circulation of S. canicula (D’antonio et al., 1995; Knowles et al., 1975; Sherwood 

and Lovejoy, 1993). In response, the proteome analyzes of explants identified 231 highly up-

regulated and 248 highly down-regulated proteins, with a maximum variation in average 

protein level of 0.75 log2ratio for both ScGnRH2 and ScGnRH3 treatments at 10 and 100 nM. 

The functional annotation was performed on highly up- and down-regulated proteins. Terms 

associated with down-regulated proteins were related to transcription and modification of 

DNA structure, consistent  with the decrease in transcriptional activity during spermiogenesis 

as spermatids nuclei remodel with the replacement of histones by protamines (Tanaka and 

Baba, 2005). Terms associated to up-regulated proteins were related to hormone regulation 

and steroid synthesis, including several 17βHSD enzymes. An increase in 17βhsd3 and 

17βhsd12 mRNA levels was also observed and they were localized by ISH in Sertoli cells which 

are the main steroidogenic cells in the testis of S. canicula, as in another shark, S. acanthias. 
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The 17βHSD enzymes metabolize, among others, for 17βHSD3 the synthesis of 

androstenedione into testosterone (Luu-The et al., 2006), for 17βHSD12 and 17βHSD7 the 

synthesis of estrone into 17β-oestradiol and for 17βHSD2 the synthesis of 17β-oestradiol into 

estrone (Gilligan et al., 2017; Luu-The et al., 2006). This analysis was extended to aromatase, 

whose activity was previously assayed in the testis of S. acanthias (Callard et al., 1985) and 

which metabolizes testosterone and androstenedione into 17β-oestradiol and estrone, 

respectively. The aromatase was not identified by our proteomic analysis but cyp19a1 

transcript levels increased in response to stimulation of the testicular explants by ScGnRH2 

and ScGnRH3. Variations in estrone and estradiol levels in response to scGnRHs appeared to 

correspond to variations in steroidogenic enzymes, as observed, for example, for 17β-

estradiol levels which appeared lower for 100 nM ScGnRH3 than for 100 nM ScGnRH2, in 

agreement with the increase in 17βHSD2 proteins observed only with 100 nM ScGnRH3.  

Thirteen other steroids than estrone and 17β-estradiol were assayed, and the non-

significative differences in abundance observed might suggest that other reactions in steroid 

and cholesterol metabolism could be modulated. These steroids have been previously assayed 

in cultures of testicular explants or isolated cysts in S. canicula (Sourdaine et al., 1990; 

Sourdaine and Garnier, 1993) and in plasma of other chondrichthyans, including also 

corticosteroids (for review: Becerril-García et al., 2020). The fact that GnRHs act directly on 

gonadal tissue to stimulate steroidogenesis has previously been observed in the female skate 

Raja erinacea (Callard et al., 1993) and in other species, where GnRHs stimulated testicular 

testosterone release with an order of magnitude of about 2-fold in boar (Desaulniers et al., 

2015), and stimulated spermiogenesis with an increase of spermatozoid number in zebrafish 

(Fallah et al., 2020).  

Among other proteins whose levels increased in response to ScGnRH treatments, we noted 

the Growth Hormone receptor (GHR) protein whose mRNA levels were localized in 

spermatogonia and Sertoli cells. This result is in agreement with an expression of ghr gene in 

the testis of the shark S. torazame (Hara et al., 2018), and of the rainbow trout, (Gomez et al., 

1998), in testis germ cells of the Japanese eels (Miura et al., 2011), in spermatogonia of  the 

rooster (Harvey et al., 2004) and in Sertoli cells of the rat (Hull and Harvey, 2000). The increase 

in ScGHR protein levels is also consistent with the strong interconnection between the 

GH/IGF-1 pathway and gonadal hormones characterized in the testis (Tenuta et al., 2021). This 
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suggests that the crosstalk between the neuroendocrine gonadotropic and somatotropic axes 

may be evolutionarily ancient, as early as in elasmobranchs. Furthermore, the GH is also 

produced locally in the testes of the sharks S. torazame (Hara et al., 2018) and S. canicula 

(Mayeur et al., 2024), by the Sertoli cells of the Japanese eel (Miura et al., 2011), as well as by 

Sertoli and Leydig cells in humans, where GH is thought to generate paracrine and autocrine 

signals involved in both spermatogenesis and steroidogenesis (Tenuta et al., 2021).    

In conclusion, our study completed the data on GnRHs and GnRHRs in elasmobranchs and 

showed that GnRH may have a direct endocrine role in testis regulation. Using an omics-based 

without a priori approach, we observed that GnRH could promote spermiogenesis and 

modulate steroidogenesis, notably increasing estradiol synthesis and/or release. 
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Table 1. Concentrations (pg/mL/mg tissue) of steroids in culture media of testicular explants 

treated with GnRH2 or GnRH3. 

Steroids  Abbreviation  

GnRH  

0 nM 

GnRH 2  

10 nM 

GnRH 2  

100 nM 

GnRH 3  

10 nM 

GnRH 3  

100 nM 

Pregnenolone Preg 63.9 ± 12.0 20.2 ± 2.5 42.0 ± 5.2 54.4 ± 6.8 15.6 ± 2.0 

Progesterone Prog 68.0 ± 5.5 83.5 ±3.3 82.7 ± 6.6 62.9 ± 4.3 61.9 ± 3.4 

17α-hydroxyprogesterone 17OHProg 26.2 ± 2.5 30.8 ± 1.1 28.0 ± 3.8 31.2 ± 2.7 28.1 ± 3.5 

4-androstenedione A4 31.7 ± 1.5 35.5 ± 2.4 36.6 ± 3.0 31.8 ± 1.0 35.1 ± 2.0 

Testosterone T 25.3 ± 1.4 22.4 ± 0.8 21.6 ± 1.5 22.4 ± 1.1 29.3 ± 4.0 

11-ketotestosterone 11-KT 6.7 ± 0.9 n.d. 9.8 ± 1.5 n.d. 7.0 ± 1.0 

Estrone E1 13.7 ± 0.4 14.1 ± 1.7 13.1 ± 0.6** 12.6 ± 1.6 14.9 ± 2.2 

Estrone 3-sulfate E1S 2.5 ± 0.38 1.6 ± 0.2 2.2 ± 0.3 1.8 ± 0.3 1.9 ± 0.1 

17β-estradiol E2 2.0 ± 0.5 5.2 ± 1.0* 7.3 ± 1.6** 3.4 ± 0.8 4.7 ± 0.9** 

11-deoxycorticosterone DOC 21.6 ± 2.8 22.1 ± 2.7 22.4 ± 2.9 21.6 ± 3.0 21.4 ± 0.6 

Corticosterone B 5.6 ± 0.8 6.3 ± 0.8 5.5 ± 0.8 7.0 ± 1.0 10.8 ± 1.9 

Cortisone E 24.1 ± 4.1 9.3 ± 1.4 n.d. 9.1 ± 1.6 n.d. 

Aldosterone Aldo 28.8 ± 1.8 26.3 ± 3.3 26.3 ± 1.6 25.4 ± 3.4 25.6 ± 1.2 

Dehydroepiandrosterone  DHEA 27.4 ± 3.8 36.0 ± 7.1 32.8 ± 5.6 17.4 ± 3.1 34.7 ± 7.6 

Dehydroepiandrosterone sulfate  DHEAS 128.6 ± 10.8 113.2 ± 9.7 115.1 ± 10.1 110.5 ± 12.6 112.0 ± 9.9 

Concentrations of 15 different steroids in culture media of testicular explants at 

spermiogenesis stages treated with ScGnRH. Steroids were assayed by LC-MS/MS. Statistical 

analysis was performed using Mann-Whitney U test. n.d.: not detected (Steroid concentration 

below the sensitivity of the assay).  * P<0.05; **P<0.005 
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Table S1. List of the primers used for real-time PCR and in situ hybridization 

  Primer names Experimentation Sequence 

S.ca-GnRH1-RT RT-qPCR 
5’-GTCGCAACCAGACAAGCTC-3’; 5’-

AGTCCCTCGCAAACAATCAG-3’ 

S.ca-GnRH2-RT RT-qPCR 
5’- CGCTCTTCCTGATCTTTCTGC-3’; 5’- 

GCATCAACATATCAGTCACAATGC-3’ 

S.ca-GnRH3-RT RT-qPCR 
5’- ACTGGTCTCATGGTTGGCTG-3’; 5’- 

TGTCTGGGATATAGGCTGGAG-3’ 

S.ca-GnRHRI1-RT RT-qPCR 
5’-TCATCCCTCTATTCATCATGCTG-3’; 5’-

CCAGCTCCATCATACTGTTATC-3’ 

S.ca-GnRHRIIA1-RT RT-qPCR 
5’-CTCCAAGGTCAGGGTAGTCG-3’; 5’-

TCACGATGAAAGTCACCAGC-3’ 

S.ca-GnRHRIIA2-RT RT-qPCR 
5’-ACGGCCACCCAGAATCG-3’; 5’-

ATGAGCAGCCGACAGGC-3’ 

S.ca-GNRHRIIb2-RT RT-qPCR 
5’-AAGGAAACAGAGCAAGAGCAC-3’; 5’-

TCCTTCAGTATTCCCGGCTTG-3’ 

S.ca-GHR-RT RT-qPCR 
5’-GCGAATTCAGCAGCTTCCAG-3’; 5’-

GCTGCGATTTACTGCCATCG-3’ 

S.ca-HSD17b3-RT RT-qPCR 
5’-GAAATTGGGCAAGCCACAGG-3’; 5’-

ATGCCAACGTTGTTCACCAG-3’ 

S.ca- HSD17b2-RT RT-qPCR 
5’-GGCTGGACTCGAAATTGGTG-3’; 5’-

TCCACCATAGCAGGCAACAC-3’ 

S.ca-5SRNA-RT RT-qPCR 
5’-TCGTCTGATCTCGGAAGCTA-3’; 5’-

AGCCTACTGCACCTGGTATTC-3’ 

S.ca-GnRHRI1-ISH  in situ hybridization 
5’- GAATCACGCGTTAGGTTGCTG-3’; 5’- 

CGGCCCAGCTCCATCATAC-3’ 

S.ca-GnRHRIIb2-ISH in situ hybridization 
5’-TTCGCCGTGTCCATGTTCAG-3’; 5’- 

CTGTAAGAGGCGTGACATAC-3’ 

S.ca-GHR-ISH  in situ hybridization 
5’- GCGAATTCAGCAGCTTCCAG-3’; 5’- 

GACGTGTAGGCGTTGTCTGA-3’ 

S.ca- HSD17b3-ISH in situ hybridization 
5’-GAAATTGGGCAAGCCACAGG-3’; 5’-

TCCCAGGCATAACACGTGAC-3’ 

S.ca- HSD17b12-ISH in situ hybridization 
5’GGCTGGACTCGAAATTGGTG -3’; 5’- 

CCCATTACAGCATGTGGCAG-3’ 
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Table S2. Data on steroids assayed by LC-HRMS 
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Fig. S1. Validation of the 5sRNA as reference gene for the real-time PCR. Statistical analysis was 

performed using the non-parametric Kruskal-Wallis (based on the previous Shapiro-wilk test results) 

test for (P-value = 0.24). 

  



 Chapitre IV  
 

 

380 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre IV 
 

381 

Fig. S2. Molecular phylogeny of gnathostomes GnRHs and GnRHRs. A. Identified elasmobranch 

GnRH1s, GnRH2s and GnRH3s are highlighted in red, blue and green respectively. B. The six GnRHR 

subfamilies are represented, including GnRHR1I (red), GnRHRIIA1 (green), GnRHRIIA2 (purple), 

GnRHRIIA3 (blue), GnRHRIIB2 and GnRHRIIB3 (yellow). In elasmobranchs, four GnRHRs were identified 

including GnRHR1I, GnRHRIIA1, GnRHRIIA2 and GnRHRIIB2 homologs. Support values shown for 

relevant node are bootstraps. Animal illustrations are used with permission from http://phylopic.org. 
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Fig. S3. In situ hybridization controls were performed using sense riboprobes of gnrhrI1 (A1-F1) and 

gnrhrIIb2 (A2-F2). (A), germinative area; (B), cysts in formation; (C), cysts with spermatogonia; (D), 

cysts with spermatocytes; (E), cysts with young spermatids; (F), cysts with late spermatids. No 

significant background was revealed. Scale bars: 10 µm. 

  



 Chapitre IV  
 

 

384 

 

  



Chapitre IV 
 

385 

Fig. S4. In situ hybridization controls were performed using sense riboprobes of ghr (A1-F1), 17βhsd3 

(A2-F2) and 17βhsd12 (A3-F3). (A), germinative area; (B), cysts in formation; (C), cysts with 

spermatogonia; (D), cysts with spermatocytes; (E), cysts with young spermatids; (F), cysts with late 

spermatids. In situ hybridization revealed no important background noise. Scale bars: 10 µm. 

 

 



 
 

   
 

 

 

 

 



 

 
 

  



 

 
 

 

 

 

 

 

 

Discussion générale et perspectives 

  



 

 

 
 

  



 

 
 

 

 

 

 

 

 

Discussion générale et perspectives 

  



 

 

 

 



Discussion générale et perspectives 

392 

Discussion générale et perspectives 

 

Le clade des Vertébrés cartilagineux (chimères, raies et requins) n’a pas fait l’objet de 

beaucoup d’études ces dernières décennies, malgré leur intérêt évolutif, leur physiologie 

unique et la crise massive d’extinction qu’ils subissent. Par conséquent, les processus les plus 

fondamentaux de leurs cycles de vie restent largement inexplorés, ce qui inclut le processus 

de reproduction. Ce travail de thèse avait pour objectif d’explorer les régulations endocrines 

et paracrines exercées par les acteurs de l’axe hypothalamo-hypophyso-ganodique et les 

hormones glycoprotéiques GPA2 et GPB5 sur la spermatogenèse chez un modèle 

Élasmobranche, la petite roussette Scyliorhinus canicula. L’ensemble des résultats obtenus 

sera discuté selon deux principaux axes : la régulation de la spermatogenèse chez S. canicula 

et l’insertion d’un modèle Élasmobranche dans l’histoire évolutive des systèmes endocrines 

chez les Vertébrés, ce qui comble partiellement le fossé des connaissances à la base de l’arbre 

phylogénétique des Gnathostomes. 

 

II. Caractérisation de processus moléculaires et de voies de signalisation au cours de 

la spermatogenèse chez S. canicula 

Le testicule est l’organe qui exprime le plus grand nombre de gènes enrichis au niveau 

tissulaire (Djureinovic et al., 2014) et des efforts sont actuellement déployés pour caractériser 

les fonctions de ces gènes (Vandenbrouck et al., 2020). Dans ce but, l'analyse des expressions 

spécifiques aux types cellulaires et dépendantes des stades spermatogénétiques est 

fondamentale pour caractériser les événements se déroulant au cours de la spermatogenèse. 

Dans ce contexte, la caractérisation de processus moléculaires et de voies de signalisation au 

niveau du testicule de S. canicula présente des intérêts du fait de sa position phylogénétique 

unique à la racine des Gnathostomes (Irisarri et al., 2017) et de la possession des répertoires 

de gènes régulant l'homéostasie et la reproduction (Hara et al., 2018). 

Lors de l’analyse protéomique sans a priori des différents stades de la spermatogenèse chez 

la roussette (Chapitre 1), quatre voies de signalisation ont été analysées plus en détail sur la 

base des résultats d’ontologie ou de leur importance présumée au cours de la  

spermatogenèse. Ces voies étaient celles du protéasome, de la protéolyse ubiquitine 
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Fig. 31 Représentation schématique de la dynamique de plusieurs processus biologiques et voies de 

signalisation au cours de la spermatogenèse de S. canicula. En haut figure une coupe histologique 

transversale colorée d’un testicule de S. canicula. Les principales annotations fonctionnelles sont 

illustrées en vert. Le nombre et le niveau d’abondance des protéines pour les quatre voies de 

signalisations caractérisées sont représentés par un gradient de couleur (avec une couleur plus foncée 

correspondant à un nombre de protéines et des abondances plus forts). Les acteurs protéiques 

d’intérêt sont illustrés dans les zones où ils sont les plus abondants. L’abondance des protéines est 

représentée par un gradient de couleur (avec une couleur plus foncée correspondant à un nombre plus 

important de protéines). 
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dépendante, du splicéosome et de la stéroïdogenèse.  

Au niveau de la zone A, où se produit 13 cycles de division mitotique des spermatogonies 

indifférenciées et différenciées (Bosseboeuf et al., 2014), notre étude a mis en évidence des 

processus biologiques en accord avec l’activité mitotique tels la réplication de l’ADN, le cycle 

cellulaire mitotique et une forte activité transcriptionnelle (Fig. 31). Cette dernière a 

notamment été illustrée par le splicéosome qui est impliqué dans l’épissage des ARNm et qui 

joue un rôle dans l'auto-renouvellement des cellules souches spermatogoniales et la 

différenciation des spermatogonies, notamment au travers des acteurs U2A/snrpa1 (Wu et 

al., 2016) et Prp 3 (Chen et al., 2019; Qin et al., 2023). Par ailleurs, un large répertoire d’acteurs 

impliqués dans différents processus moléculaires et voies de signalisation ont présenté des 

abondances plus importantes en zone A. Parmi ceux-ci, certains présentent un intérêt 

particulier comme la sous-unité α4s (PSMA8) caractéristique du spermatoprotéasome 

(particule s20S) qui, en ciblant les composants du complexe synaptonémal, régulerait la 

méiose des spermatocytes primaires chez la souris (Gómez-H et al., 2019; Živković et al., 2022) 

et PSMA8 serait également impliquée dans la dégradation des histones lors de la réparation 

de l’ADN des spermatocytes (Zhang et al., 2021). Cette expression précoce au niveau de la 

zone A, correspondant aux cystes à spermatogonies et non à spermatocytes, pose la question 

de cette expression précoce qui pourrait être en prévision du stade suivant ou suggérer un 

rôle du spermatoprotéasome lors de la prolifération mitotique des spermatogonies ; ce qui 

reste à explorer. D’autres protéines retrouvées en abondance dans la zone A sont impliquées 

dans la protéolyse médiée par l’ubiquitine comme l’adaptateur Ddb1 de CUL4 dont les 

différents facteurs associés à ce complexe, les facteurs DCAF (DDB1-CUL4-Associated Factor), 

sont exprimés préférentiellement au niveau testiculaire chez différentes espèces (Mistry et 

al., 2020), seraient importants dans le développement et la fertilité chez le nématode (Durkan 

et al., 2022) et impacterait la prolifération des gonocytes et la formation de la niche des 

spermatogonies souches chez les souris avec une invalidation conditionnelle des gènes Cul4 

(Cul4a et Cul4b) (Yin et al., 2021). De même, l’abondance du régulateur PA28Ỿ, également 

appelé REGỾ ou PSME3, dans la zone A est associé à la régulation de la spermatogenèse chez 

la souris chez qui l’invalidation de l’expression de PA28Ỿ entrainerait une diminution du 

nombre de spermatogonies PLZF+ (Gao et al., 2019). 
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Au niveau de la zone B, l’activité méiotique a été mise en évidence avec les processus 

biologiques liés aux traitements des ARNm, la réplication de l’ADN et le cycle méiotique. 

Aucun autre acteur n’est apparu majoritairement associé à la zone B, à l’exception des ligases 

d’ubiquitine UBE2G2 et UBE4B, associées respectivement à E2 et E3, qui restent peu étudiées 

mais qui présentent des niveaux d’abondance différents au niveau du testicule d’hommes 

subfertiles pour UBE2G2  (Laqqan and Hammadeh, 2018) ou une surexpression dans les 

spermatides allongées de souris (M. Li et al., 2020), pour UBE4B. 

Concernant les zones C et D, correspondant aux stades précoces et tardifs de la 

spermiogenèse, les processus biologiques mis en évidence illustrent le développement et 

l'activité du flagelle des spermatides. De plus, en zone C, un nombre important de processus 

métaboliques et de biosynthèses ont été mis en évidence ce qui est en accord avec le 

remodelage cellulaire profond qui se produit pendant la spermiogenèse. Par ailleurs, comme 

pour la zone A, c’est également au niveau de la zone D qu’ont été retrouvés un plus large 

répertoire et une plus forte abondance d’acteurs impliqués dans différents processus 

moléculaires et voies de signalisation. Ainsi, il a été mis en évidence : le métabolisme du 

glucose, qui est l'une des principales voies de production d'ATP dans les spermatozoïdes 

(Amaral, 2022) ; de nombreuses protéines associées au protéasome en cohérence avec le rôle 

de ce dernier dans la maturation et la réponse au stress oxydatif des spermatozoïdes (Dietrich 

et al., 2019; Huang et al., 2016) ; les ligases d’ubiquitine CUL3 et CUL4B, associées à E3, en 

accord avec le profil de CUL3 chez la souris (Richburg et al., 2014) et le rôle de CUL4B au cours 

de la spermatogenèse (Yin et al., 2021) où l’invalidation de l’expression germinale de Cul4b 

entraine des anomalies dans la structure du flagelle (Yin et al., 2016). 

Ce travail s’inscrit dans la continuité de la caractérisation et de l’étude de l’évolution 

moléculaire de la spermatogenèse chez les Vertébrés, comme précédemment étudié chez les 

primates et les amniotes par Murat et al., 2023. Notre étude a mis en évidence une forte 

conservation de certains processus biologiques et voies de signalisation au niveau des stades 

mitotiques (Zone A) et méiotiques (Zone B). Ces résultats sont en accord avec le faible taux 

d’évolution de l’expression génique au niveau des spermatogonies et des spermatocytes chez 

les amniotes (Murat et al., 2023), ce qui suggère une mise en place précoce des profils 

d’expressions géniques à ces stades. Notre étude a également montré que les nombres les 

plus élevés de protéines spécifiques à une zone ont été trouvés dans les zones A et D, 
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correspondant aux étapes fondamentales de la spermatogenèse contrôlant la phase 

d'amplification cellulaire qui déterminera le nombre final de gamètes produits (zone A) et 

contrôlant l'étape finale de différenciation et de libération des gamètes (zone D). Ces deux 

étapes correspondent à des traits variables d'une espèce à l'autre, tels que le taux de 

production de spermatozoïdes et la morphologie des spermatozoïdes. De plus, le plus grand 

nombre de protéines non caractérisées a été trouvé dans la zone D et il est intéressant de le 

mettre en relation avec le fait que l'évolution du testicule a été guidée, au moins en partie, 

par l'émergence de nouveaux gènes associés à la spermiogenèse (Murat et al., 2023). 

En ce qui concerne la mise en évidence des enzymes de la stéroïdogenèse, qui sera discutée 

plus loin, il a été observé une abondance de CYP11A dans la zone A, suggérant une synthèse 

préférentielle de prégnénolone dans cette zone, et une abondance des autres enzymes au 

niveau de la zone D telles la 3β-HSD, CYP17, la 17β-HSD et la 20β-HSD, suggérant une synthèse 

préférentielle de la 17α-20β-dihydroxyprogestérone (DHP) et de la testostérone dans cette 

zone. 
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Fig. 32 Représentation schématique des axes neuroendocrines chez la roussette S. canicula. CNS, 

système nerveux central ; FSH, hormone folliculostimulante ; GnRH, hormone de libération des 

gonadotrophines ; LH, hormone lutéinisante ; TRH, thyréolibérine; TSH, thyréotrophine; TSHR, 

récepteur à la thyréotrophine.  
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III. Les axes hypothalamo-hypophyso-gonadique et hypothalamo-hypophyso-

thyroïdien chez S. canicula, une lacune comblée dans l’histoire évolutive des 

Vertébrés 

 

Ce travail de thèse a caractérisé et exploré les fonctions des acteurs de l’axe hypothalamo-

hypophyso-gonadique (HHG) et hypothalamo-hypophyso-thyroïdien (HHT) chez S. canicula. 

Ainsi, l’identification des GnRHs et de leurs récepteurs (GnRHRs) (Chapitre IV), des sous-unités 

des hormones glycoprotéiques (GPHs) gonadotropes (GtHs) (CGA, FSHβ et LHβ) et thyréotrope 

(TSHβ) et de leurs récepteurs respectifs FSHR et LHR (Chapitre II) et TSHR (Chapitre III) et des 

sous-unités ancestrales (GPA2 et GPB5) (Chapitre III) a été effectuée chez plusieurs 

Élasmobranches. Pris dans leur ensemble, nos résultats mettent en évidence la présence d’un 

axe hypothalamo-hypophyso-gonadique chez S. canicula (Fig. 32), dont l’étude avait débuté 

cinquante ans plus tôt avec la purification d'une fraction gonadotrope à partir du lobe ventral 

de l'hypophyse chez S. canicula (Sumpter et al., 1978). Bien que l’étude de l’axe hypothalamo-

hypophyso-thyroïdien n’était pas un sujet central de notre thèse, il a été exploré du fait de 

l’appartenance de la TSH aux GPHs et de la possible interaction de la thyrostimuline 

(GPA2/GPB5) avec TSHR et dans le cadre de la différenciation des axes HHG et HHT à la base 

de l’arbre phylogénétique des Vertébrés. 

 

D’un point de vue évolutif, les axes HHG et HHT les plus primitifs ont été identifiés chez les 

Cyclostomes (Sower, 2018). En effet, chez ces derniers, trois GnRHs ont été identifiées et la 

GnRH hypophysiotrope diffuserait de l’hypothalamus vers l’hypophyse (Gorbman, 1995; 

Sower, 2015). De plus, des administrations de lGnRHI et lGnRHIII stimulent l’expression 

hypophysaire de gphβ ou gphβ, gpa2 et gpb5, respectivement, les gènes cga, fshβ et lhβ étant 

absent chez les Cyclostomes (Hausken et al., 2018). Ces résultats suggèrent une action 

hypophysiotrope des GnRHs de Lamproie, une caractéristique qui a été conservée chez tous 

les Gnathostomes (Sower, 2018). Chez les Élasmobranches, les GnRHs hypothalamiques 

seraient sécrétées dans la circulation générale pour stimuler le lobe ventral de l’hypophyse, 

en l’absence d’innervation ou de vascularisation directe depuis l’hypothalamus (D’antonio et 
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al., 1995; Knowles et al., 1975; Sherwood and Lovejoy, 1993). Dans notre étude, 

l’identification  

de trois GnRHs (GnRH1, GnRH2 et GnRH3) et de quatre GnRHRs (GnRHRI1, GnRHRIIb2, 

GnRHRIIa1 et GnRHRIIa2) est en accord avec les précédentes identifications chez S. canicula, 

S. torazame et R. typus (Gaillard et al., 2018; Hara et al., 2018). De même, les niveaux 

d’expression retrouvés dans nos travaux, avec une expression plus importante des gnrh1, 

gnrh2, gnrhrIIa1, gnrhrIIa2, gnrhrIIb2 au niveau de la partie du cerveau moyen comprenant le 

diencéphale et une partie du mésencéphale (que nous avons appelé midbrain dans nos 

publications) suggèrent une expression des gnrhs au niveau hypothalamique et des gnrhrs au 

niveau de l’hypophyse de S. canicula et sont en accord avec les résultats précédemment 

obtenus (Gaillard et al., 2018; Hara et al., 2018). Chez les Ostéichtyens, la diffusion du GnRH 

hypothalamique serait limitée à la communication hypothalamo-hypophysaire par le système 

porte via l'éminence médiane, comme observé chez les Tétrapodes, ou via une innervation 

directe, comme observé chez les Téléostéens (Gorbman, 1995; Sower, 2015). Pris dans leur 

ensemble, ces résultats suggèrent la mise en place progressive d’une spécialisation du rôle 

des GnRHs dans la communication hypothalamo-hypophysaire pour réguler la production 

d’hormones gonadotropes. En parallèle, deux autres systèmes neuronaux GnRH-dépendants 

se sont mis en place avec le système GnRH2 mésencéphalique et le système GnRH3 du nerf 

terminal, présents ou absents selon les clades de Vertébrés (Dubois et al., 2002). Les niveaux 

d’expression de gnrh2, au niveau du myélencéphale et du mésencéphale, et de gnrh3, au 

niveau du cerveau antérieur, que nous avons observé chez S. canicula suggèrent que ces deux 

systèmes sont en place chez les Élasmobranches, ce qui est en accord avec des résultats 

précédents (Gaillard et al., 2018). 

Ancestralement, chez les Protostomiens, les peptides apparentés aux GnRHs sont synthétisés 

par le système nerveux et possèdent des fonctions associées à la reproduction avec les GnRH-

like qui induisent, d’une façon directe, la prolifération des cellules germinales précoces 

(gonies) chez le Gastéropode Haliotis discus hannai et le Bivalve Mizuhopecten yessoensis 

(Sakai et al., 2020), et la méiose ovocytaire chez le Malacostracé Eriocheir sinensis (Luo et al., 

2023). Chez les Pro-chordés, les GnRH-like induisent la contraction du corps de C. intestinalis 

responsable de la libération des gamètes (Terakado, 2001) ou la croissance et la maturation 

ovarienne chez la cione Ciona robusta (Osugi et al., 2017). Depuis quelques années, une 
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thématique émergente se concentre sur le rôle paracrine des GnRHs au niveau des gonades 

chez les Vertébrés. En effet, il a été mis en évidence une expression testiculaire des gnrh et 

gnrhr chez le verrat (Desaulniers et al., 2015) et le poisson zèbre (Fallah et al., 2020). Chez ces 

derniers, l’action paracrine des GnRHs augmente la sécrétion de testostérone chez le verrat 

et le nombre de spermatogonies indifférenciées et de spermatozoïdes chez le poisson zèbre. 

Chez S. canicula, notre étude a mis en évidence qu’un traitement par la GnRH2 et la GnRH3 

d’explants testiculaires pourrait avoir un impact sur la spermiogenèse et modulerait la 

stéroïdogenèse, notamment la synthèse et/ou la sécrétion d’œstradiol, ce qui est en accord 

avec une étude antérieure qui a montré que la GnRH stimule la stéroïdogenèse de l’ovaire de 

la raie Leucoraja erinacea (Callard et al., 1993). Une expression plus faible des gnrhr a 

également été observée au niveau des autres stades de la spermatogenèse, de l’épididyme et 

des ampoules séminales, ce qui suggère un rôle plus large, qui reste à être caractérisé, des 

GnRHs dans la fertilité mâle.  

Pris dans leur ensemble, ces données suggèrent que le rôle régulateur direct qu’exerce la 

GnRH sur la reproduction était présent chez l’ancêtre commun des Bilatériens et qu’il a été 

maintenu chez les Protostomiens et les Deutérostomiens. Chez les Vertébrés, en parallèle de 

l’acquisition de l’axe HHG, la GnRH circulante des Élasmobranches aurait gardé une fonction 

de régulation directe des gonades qui aurait été remplacé, en l’absence de GnRH circulante, 

par une expression gonadique paracrine des gnrhs chez les Vertébrés osseux. Il y aurait donc 

un double rôle de la GnRH circulante chez S. canicula avec un rôle direct sur la modulation des 

gonades et un rôle indirect via l’axe HHG, ce qui constituerait un système unique aux 

Élasmobranches. Cela pose cependant la question des fonctions spécifiques ou de la 

redondance du rôle de la GnRH dans la régulation de la fonction testiculaire en plus des 

régulations par les hormones gonadotropes, voire par la thyréostimuline. 

 

Comme mentionné précédemment, notre analyse fragmentaire de l’axe hypothalamo-

hypophyso-thyroïdien nous a permis de montrer la perte du gène tshβ1, alors que le tshβ2 a 

été maintenu, chez les Élasmobranches. Ce résultat souligne la divergence entre l’holocéphale 

C. milii, qui possède tshβ1 et tshβ2, et les Élasmobranches mais aussi avec les Ostéichthyens, 

où seul tshβ1 a été maintenu (Buechi and Bridgham, 2017; Maugars et al., 2014), à l’exception 

des dipneustes et du cœlacanthe qui ont conservé les deux gènes (Dos Santos et al., 2011; 
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Dufour et al., 2020; Maugars et al., 2014). Nos résultats ont également mis en évidence une 

expression de tshβ2 au niveau du cerveau moyen (midbrain), une expression de tshr au niveau 

de l’épithélium folliculaire thyroïdien et une activation de TSHR par la TSH en système in vitro 

(Fig. 32). Ces résultats sont en accord avec les données obtenues chez S. torazame (Hara et 

al., 2018) qui avaient également présenté une expression du trh et des trhr au niveau de 

l’hypothalamus et de l’hypophyse, respectivement. Ces résultats permettent d’étayer la 

présence d’un axe hypothalamo-hypophyso-thyroïdien chez les Élasmobranches. Le rôle de la 

TSH sur la production et la sécrétion des hormones thyroïdiennes, la thyroxine (T4) et la 

triiodothyronine (T3), reste à être caractérisé.  

 

Chez les Cyclostomes, la différenciation des axes HHG et HHT reste partielle au regard de 

l’absence d’hormones gonadotropes et thyréotropes différenciées, une hormone 

glycoprotéine commune (lGPH) étant présente en plus de la thyrostimuline (GPA2/GPB5) 

(Sower, 2018). Chez la lamproie, les deux récepteurs lGpH-RI et lGpH-RII sont exprimés au 

niveau testiculaire et thyroïdien (Freamat et al., 2006; Freamat and Sower, 2008) et peuvent 

être activés par GPA2-GPB5 et GPA2-GPHβ, pour lGpH-RI, ou seulement GPA2-GPB5, pour 

lGpH-RII (Hausken et al., 2018) ; ce qui suggère la présence d’une régulation appariée des 

fonctions métaboliques et de reproduction médiées par GPA2-GPB5 et GPA2-GPHβ (Sower, 

2018). Chez S. canicula, les axes HHG et HHT possèderaient une organisation intermédiaire 

comprise entre le système plus primitif des Cyclostomes et celui des Sarcoptérygiens. En effet, 

la principale innovation évolutive observée chez les Vertébrés cartilagineux est l’acquisition 

des gènes codants pour les hormones gonadotropes (FSH et LH) et thyréotrope (TSH) en plus 

de leurs récepteurs associés (FSHR, LHR et TSHR), une diversité de gènes qui a été maintenue 

chez tous les Gnathostomes (Buechi and Bridgham, 2017). Chez S. canicula, nous avons 

montré que la TSH active spécifiquement le TSHR, comme chez l’holocéphale C. milii (Buechi 

and Bridgham, 2017), suggérant que la spécificité de l’interaction TSH-TSHR aurait été acquise 

chez l’ancêtre commun des Gnathostomes. En plus d’une action de la TSH sur la thyroïde, une 

régulation directe des fonctions gonadiques peut être envisagée du fait de l’expression 

testiculaire du TSHR chez S. canicula, expression qui a également été observé au niveau des 

gonades de Vertébrés osseux (Bhat et al., 2017; Rocha et al., 2007; Sun et al., 2010; Yang et 

al., 2024). Nos résultats ont également montré que le TSHR pouvait être activé par 
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l’hétérodimère recombinant scGPB5-scGPA2 (voir plus loin), ce qui pose encore une fois la 

question des fonctions spécifiques ou de la redondance des hormones glycoprotéiques dans 

la régulation de la fonction testiculaire chez les Élasmobranches. 
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Fig. 33 Représentation schématique de l’axe hypophyso-tractus génital mâle chez S. canicula. Les 

niveaux d’ARNm de fshr et lhr sont représentés par un gradient de couleur orange et bleu, 

respectivement, où les couleurs plus foncées correspondent aux plus fortes abondances. Les 

localisations des expressions sont notées à l’intérieur des gradients de couleurs correspondant. A0, 

zone contenant la zone germinative ; A-, zone contenant les cystes à spermatogonies différenciées ; B, 

zone contenant les cystes à spermatocytes ; C, zone contenant les cystes à spermatides rondes ; D, 

zone contenant les cystes à spermatides allongées ; Diff., différenciation ; Ep, cellules épithéliales 

épididymaires ; FSH, hormone folliculostimulante ; FSHR, récepteur à l’hormone folliculostimulante ; 

G, cellules germinales ; LH, hormone lutéinisante ; LHR, récepteur à l’hormone lutéinisante ; Mat., 

maturation ; Prolif., prolifération ; S, cellule de Sertoli ; SP, précurseur somatique ; SPG, 

spermatogonies indifférenciées et en cours de différenciation ; Spz, spermatozoïdes ; SSC, cellules 

souches spermatogoniales ; Steroido., stéroïdogenèse ; Trans., transition ; VPD, lobe ventral 

hypophysaire. 
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L’analyse de l’expression des récepteurs aux hormones gonadotropes a mis en évidence de 

fortes expressions de fshr et lhr au niveau du testicule et de l’ovaire de S. canicula, comme 

précédemment observé chez S. torazame (Arimura et al., 2024; Hara et al., 2018). Chez cette 

dernière espèce, il a été montré récemment que des extraits hypophysaires activeraient FSHR 

et LHR, renforçant la présence d’un axe HHG fonctionnel chez les requins (Arimura et al., 

2024). Au cours de la spermatogenèse de S. canicula, fshr est exprimé à tous les stades avec 

une expression majoritaire aux stades précoces avec une première localisation dans les 

spermatogonies indifférenciées puis dans les cellules de Sertoli, en plus des cellules 

germinales, dans les cystes formés et correspondant aux stades ultérieurs de la 

spermatogenèse (Fig. 33). Ces résultats sont cohérents avec l'expression de FSHR par les 

cellules souches spermatogoniales (SSCs), récemment observée chez l'homme et la souris, qui 

pourrait réguler la différenciation des spermatogonies (Bhartiya et al., 2021; Patel and 

Bhartiya, 2016). Cette action directe de FSH pourrait être explorée dans notre modèle de 

culture des SSCs et comparé à l’action du GDNF qui permet le maintien de la pluripotence et 

de la formation de colonies de cellules souches (Gautier et al., 2014). L’expression sertolienne 

de FSHR est, quant à elle, en accord avec la fonction indirecte de FSH dans le soutien de la 

survie des cellules méiotiques et de la spermiogenèse décrite chez les Sarcoptérygiens et les 

Actinoptérygiens (Huhtaniemi, 2015). Quant à lhr, il est majoritairement exprimé aux premiers 

stades et aux derniers stades de la spermatogenèse avec une localisation au niveau des 

progéniteurs somatiques, des spermatogonies indifférenciées et des cellules de Sertoli 

différenciées. Chez les Mammifères, la LH régule la production de stéroïdes par les cellules de 

Leydig, permettant l'achèvement de la méiose et de la spermiogenèse (Kumar, 2005; 

Ramaswamy and Weinbauer, 2014). Chez les Actinoptérygiens, un gène fshr et deux gènes lhr 

(lhcgr1 et lhcgr2) ont été identifiés (Maugars and Dufour, 2015) et FSHR et LHR2 sont exprimés 

à la fois dans les cellules de Leydig et les cellules de Sertoli, comme chez D. rerio, et les deux 

gonadotrophines stimulent la production de stéroïdes (García-López et al., 2010; Ohta et al., 

2007; Planas, 1995). Chez les poissons téléostéens, la LH est principalement impliquée dans la 

spermiogenèse et la spermiation (Chu et al., 2015; Xie et al., 2017). L’ensemble de ces données 

suggère qu’aux stades précoces, la FSH et la LH réguleraient la prolifération et la 

différentiation des spermatogonies indifférenciées alors que la LH seule régulerait la 

prolifération et la différenciation des précurseurs somatiques. Une fois les cystes à 

spermatogonies formés au stade IIIA de la spermatogenèse, fshr et lhr sont tous les deux 
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exprimés au niveau des cellules germinales et de Sertoli avec cependant une plus forte 

expression de lhr au niveau des cystes à spermatides âgées, suggérant un rôle potentiellement 

majoritaire de la LH au niveau de la spermiation. Cependant, l’importance essentielle des 

hormones gonadotropes en tant que support des différents stades de la spermatogenèse peut 

être discutée au regard des expériences anciennes de ventralobectomie de l’hypophyse, 

couplée à une augmentation de la température, qui induisaient un arrêt de la spermatogenèse 

uniquement au niveau de la transition entre la dernière mitose des spermatogonies et les 

premiers stades des spermatocytes primaires, ce qui suggère un rôle essentiel des 

gonadotrophines seulement pour l'entrée en prophase de méiose (Dobson and Dodd, 1977a, 

1977b), alors qu’aux autres stades leurs rôles seraient de soutenir une spermatogenèse 

pleinement quantitative et qualitative. 

L’utilisation des protéines recombinantes de roussette dans des tests fonctionnels en culture 

de cellules mammaliennes nous a permis de montrer que LHR était activé seulement par LH 

alors que FSHR pouvait être activé par FSH et LH. Cette redondance et/ou compensation 

fonctionnelle a également été identifiée chez certains poissons téléostéens comme D. rerio et 

O. latipes (Burow et al., 2020; Xie et al., 2017). L’activation spécifique de LHR par LH serait une 

caractéristique retrouvée chez la majorité des Vertébrés osseux (Buechi and Bridgham, 2017), 

à l’exception de certains poissons téléostéens où LHR peut également être activé par FSH, 

comme observé chez la truite arc-en-ciel Oncorhynchus mykiss (Sambroni et al., 2007), le 

medaka Oryzias latipes (Burow et al., 2020) et D. rerio (Xie et al., 2017). 

L'expression de fshr et lhr dans les cellules de Sertoli de S. canicula peut être associée au fait 

qu’en l'absence de cellules de Leydig différenciées, la cellule de Sertoli est considérée comme 

la cellule stéroïdogène principale chez cette espèce sur la base de ses caractéristiques 

ultrastructurales et du fait que les cystes isolés ont la capacité de synthétiser des androgènes, 

comme observé également chez S. acanthias (Cuevas et al., 1993; Cuevas and Callard, 1992a; 

Loir et al., 1995; Sourdaine and Garnier, 1993). Notre analyse protéomique a montré une 

expression constitutive des enzymes de la stéroïdogenèse, à l’exception de CYP11A, plus 

élevée au niveau de la zone D ce qui apparait en accord avec des concentrations en 

androgènes plus élevées retrouvées au niveau de cette zone (Sourdaine et al., 1990) et des 

cystes isolés correspondants (Sourdaine and Garnier, 1993). L’expression préférentielle de 

CYP11A au niveau de la zone A suggère une synthèse préférentielle de prégnénolone dans 
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cette zone alors que les concentrations les plus élevées en progestérone ont été reportées au 

niveau de la zone D et des cystes correspondants (Sourdaine et al., 1990; Sourdaine and 

Garnier, 1993). Il y aurait donc un métabolisme des stéroïdes selon l’onde spermatogénétique 

qui impliquerait des sécrétions et des rétentions différentes selon les stades (Awruch, 2013; 

Cuevas and Callard, 1992a). En terme de stimulation de la stéroïdogenèse, il a été montré que 

des extraits du lobe ventral de l’hypophyse, ainsi que l’utilisation d’un analogue de l’AMPc, 

stimulaient la synthèse des stéroïdes testiculaires (Sourdaine et al., 1990; Sourdaine and 

Garnier, 1993) et que des extraits hypophysaires activaient FSHR et LHR en système cellulaire 

in vitro (Arimura et al., 2024) ; ce qui va dans le sens d’une stimulation par les hormones 

gonadotropes. Cependant, nous avons également montré au cours de cette thèse que des 

explants de la zone D stimulés par les GnRHs présentaient une augmentation des niveaux de 

différentes 17βHSD (17βHSD2, 17βHSD3, 17βHSD7 et 17βHSD12), suggérant également une 

modulation du métabolisme des androgènes par la GnRH circulante. 

En plus de l’expression gonadique, nous avons également observé une expression de LHR et 

de FSHR au niveau des tractus génitaux, laissant supposer l’existence d’un axe hypothalamo-

hypophyso-tractus génital chez S. canicula. Dans le tractus génital mâle de S. canicula, seul lhr 

est exprimé au niveau des cellules épithéliales des épididymes proximale et distale et des 

ampoules séminales (Fig. 33). Chez les Mammifères, lhr est également exprimé dans 

l'épididyme de plusieurs espèces comme le rat (Shayu and Rao, 2006) ou l'écureuil (Wang et 

al., 2019), et participe à la régulation de la stéroïdogenèse locale (Lei et al., 2001; Wang et al., 

2019), résultant en la mise en place d’un microenvironnement unique et nécessaire à la 

maturation des spermatozoïdes (James et al., 2020; Johnston et al., 2005). L'épididyme des 

Élasmobranches peut remplir des fonctions similaires, par la mise en place d’un 

microenvironnement spécifique impliqué dans l'acquisition de la motilité des spermatozoïdes 

(Dzyuba et al., 2019; Jones et al., 1984; Minamikawa’ and Morisawa, 1996). De manière 

intéressante, une étude récente sur la raie Potamotrygon wallacei a montré l'expression du 

récepteur à la progestérone dans les cellules épithéliales de l'épididyme et de la glande de 

Leydig (Morales-Gamba et al., 2023), avec une localisation cellulaire assez similaire à celles 

que nous avons déterminées pour LHR. Tous ces résultats soulèvent la question du rôle 

primitif de l'épididyme et de sa relation avec la fécondation interne, qui pourrait être un 

caractère primitif des Gnathostomes d'après l'observation de placodermes fossiles (Long et 
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al., 2015). Par ailleurs, chez les roussettes femelles, lhr est également exprimé au niveau de la 

glande de l‘oviducte, de l’oviducte et de l’utérus dont les fonctions de base sont la formation 

de la capsule de l’œuf, initiée par la progestérone, et le stockage des spermatozoïdes 

(Marongiu et al., 2021; Shimoyama et al., 2023). Ces résultats sont en accord avec une 

expression de lhr au niveau de l’oviducte et de l’utérus chez la souris (Zheng et al., 2001), le 

yak (Yin et al., 2016) et la truie (Liang et al., 2012). L’ensemble de ces résultats suggère 

l’existence d’un axe hypothalamo-hypophyso-tractus génital chez les Gnathostomes. Cet axe 

pourrait faire l’objet d’une thématique d’étude à part entière. 

Les gènes appartenant aux familles des LGRs et des GPHs ont été identifiés au sein de tous les 

principaux clades de Bilatériens (Roch and Sherwood, 2014). Une hypothèse de l’origine 

évolutive des GpHRs a été proposée avec un récepteur ancestral qui interagirait avec une GpH 

ancestrale monomérique ou homodimérique (Gong et al., 2023). Chez de nombreux 

Bilatériens non Vertébrés, les gènes gpa2 et gpb5 ont été identifiés et récemment renommés 

gpa et gpb, sur la base leurs histoires évolutives (Dufour et al., 2020; Querat, 2021). De plus, 

leurs récepteurs associés ont également été identifiés et différents noms leur ont été attribués 

selon les espèces et les auteurs. Ces LGRs sont activés par l’hétérodimère recombinant 

GPA/GPB, comme observé chez les Protostomiens (Kenis et al., 2023; Rocco and Paluzzi, 2020; 

Sudo et al., 2005) et les Chordés primitifs (Dos Santos et al., 2009; P. Wang et al., 2018; Yang 

et al., 2023). Cependant, la question de savoir si cet hétérodimère est actif in vivo en tant 

qu'hétérodimères, homodimères ou monomères non covalents a été soulevée (Alvarez et al., 

2009; Dufour et al., 2020; Yang et al., 2023) ainsi que la question du rôle endocrine ou 

paracrine de l'hétérodimère GPA2/GPB5 en condition physiologique. (Alvarez et al., 2009; Sun 

et al., 2010), questions qui restent irrésolues. 

La caractérisation des protéines GPA2 et de GPB5, précédemment identifiées chez le requin 

S. torazame (Hara et al., 2018) et l’holocéphale C. milii (Buechi and Bridgham, 2017), a été 

complétée au cours de notre travail de thèse chez plusieurs espèces d’Élasmobranches 

(requins et raies). De plus, les tests fonctionnels que nous avons réalisés ont montré, pour la 

première fois chez un Élasmobranche, que l’hormone recombinante monocaténaire scGPB5-

scGPA2 était capable d'activer le scTSHR, avec une efficacité qui serait supérieure à celle de 

scTSH, comme cela avait été observé précédemment chez R. norvegicus et H. sapiens pour la 

thyrostimuline (Nagasaki et al., 2006; Nakabayashi et al., 2002). Il est également remarquable 
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que le recombinant scGPB5-scGPA2 ait montré une activité agoniste sur scFSHR et scLHR dans 

notre système in vitro. Ces résultats apparemment surprenants s'accordent bien avec le 

modèle de « spécificité négative » de l’interaction ligand-récepteur des hormones 

gonadotropes proposé précédemment (Combarnous, 1992; Combarnous and Hengé, 1981) 

(cf : chapitre IV) et suggèrent une fonction plus ancestrale de GPA2/GPB5 et/ou une spécificité 

des récepteurs qui n’est pas encore établie, comme cela a été décrit chez la lamproie où GPB5-

GPA2 pouvait activer à la fois GPHR I et GPHR II (Hausken et al., 2018). De plus, nous avons 

observé que le scGPB5 recombinant pouvait également activer scFSHR, scLHR et scTSHR, mais 

avec une efficacité dix fois inférieure à celle du scGPB5-scGPA2, suggérant une activité 

agoniste partielle de scGPB5 sur scFSHR et scLHR. Dans notre étude, nous n'avons pas pu 

déterminer si les protéines scGPA2 ou scGPB5 étaient actives en tant que monomère ou 

homodimère.  

GPA et GPB possèdent de nombreuses fonctions (Bassett et al., 2015; Heyland et al., 2012; 

Nagasaki et al., 2006; Nakabayashi et al., 2002; Suzuki et al., 2009; Vandersmissen et al., 2014), 

dont celle de moduler les fonctions gonadiques. En effet, le récepteur de GPA/GPB serait 

impliqué chez Caenorhabditis elegans dans le renouvellement des cellules germinales (Cho et 

al., 2007) et chez le moustique tigre Aedes aegypti dans le maintien qualitatif et quantitatif de 

la spermatogenèse (Rocco et al., 2017, 2019). Par ailleurs, un rôle régulateur de la 

reproduction a été suggéré chez d’autres Protostomiens comme Drosophila melanogaster 

(Vandersmissen et al., 2014), Patinopecten yessoensis (M. Zhang et al., 2020) et 

Macrobrachium rosenbergii (Wahl et al., 2022) sur la base de la coexpression de gpa, gpb et 

des lgrs au niveau des gonades. Chez les Prochordés, cette coexpression au niveau gonadique 

a également été observée chez Branchiostoma japonicum et Styela clava, où le recombinant 

GPA/GPB active les LGRs associés (P. Wang et al., 2018; Yang et al., 2023). Chez les Vertébrés, 

la coexpression gonadique de gpa2, gpb5 et des récepteurs associés suggère également un 

rôle régulateur de la reproduction (Hara et al., 2018; Hausken et al., 2018; Sun et al., 2010). 

Chez les Mammifères, GPA2/GPB5 serait sécrété par l'ovocyte et exercerait une action 

paracrine sur les cellules de la granulosa et de la thèque qui expriment TSHR (Sun et al., 2010). 

Les résultats que nous avons obtenus au cours de cette thèse suggèrent également un rôle 

paracrine  de  GPA2/GPB5  chez  la roussette (Fig. 34). En l'absence d'expression de tshβ2 dans  
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Fig. 34 Représentation schématique de la régulation paracrine GPA2/GPB5 au niveau du tractus 

génital mâle chez S. canicula. Les niveaux d’ARNm de gpa2, gpb5, fshr, lhr et tshr sont représentés par 

des gradients de couleur où les couleurs plus foncées correspondent aux plus fortes abondances. Les 

localisations des expressions sont notées à l’intérieur des gradients de couleurs correspondant. A0, 

zone contenant la zone germinative ; A-, zone contenant les cystes à spermatogonies différenciées ; B, 

zone contenant les cystes à spermatocytes ; C, zone contenant les cystes à spermatides rondes ; D, 

zone contenant les cystes à spermatides allongées ; Ep, cellules épithéliales épididymaires ; FSHR, 

récepteur à l’hormone folliculostimulante ; G, cellules germinales ; LHR, récepteur à l’hormone 

lutéinisante ; S, cellule de Sertoli ; PS, précurseur somatique ; SPG, spermatogonies indifférenciées et 

en cours de différenciation ; Spz, spermatozoïdes. 
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le testicule de S. canicula, nous nous attendions à ce que scGPA2/scGPB5 exerce un rôle 

paracrine dans la régulation de la spermatogenèse en activant le TSHR testiculaire. Cette 

hypothèse était notamment renforcée par la corrélation observée entre les niveaux d'ARNm 

de gpb5 et de tshr au cours de la spermatogenèse. L'analyse in situ a également montré 

l'expression de gpa2 dans les cellules germinales mâles alors que gpb5 et tshr étaient exprimés 

dans les cellules de Sertoli, suggérant des régulations paracrines et/ou autocrines. Bien que 

notre étude sur les ovaires de roussette reste limitée, les analyses in situ ont montré une 

expression de TSHR/tshr au niveau de la thèque et de l'ovocyte, de gpa2 au niveau de la 

granulosa et de gpb5 au niveau de la granulosa et de la thèque ; suggérant également un rôle 

paracrine de GPA2/GPB5 au niveau de l’ovaire. Cependant, la possible activation de FSHR et 

de LHR par la protéine recombinante scGPB5-scGPA2 pose à nouveau la question des 

fonctions spécifiques ou de la redondance des hormones glycoprotéiques dans la régulation 

de la fonction testiculaire chez les Élasmobranches ou celle de la persistance de fonctions 

ancestrales. Afin d’appréhender le rôle de GPA2/GPB5 dans la régulation de la 

spermatogenèse chez la roussette, nous avons initié une étude protéomique d’explants 

testiculaires des zones à spermatides en réponse à un traitement par la protéine 

recombinante scGPB5-scGPA2, résultats qui restent à être interprétés.  

L’ensemble de ces données suggère l’existence d’un rôle régulateur de la reproduction exercé 

par GPA et GPB chez les premiers Bilatériens et qui aurait été conservé jusqu’aux Vertébrés, 

dont l’humain, au travers des orthologues GPA2 et GPB5. 
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Fig. 35 Proposition d’un modèle de régulation de la spermatogenèse couplant les régulations 

endocrine et paracrine au cours de la spermatogenèse chez S. canicula. A. Système de régulation des 

fonctions testiculaires impliquant les GnRHs et les GpHs chez S. canicula. B. Rôles des GnRHs et GpHs 

dans la régulation des différents types cellulaires au cours de la spermatogenèse chez la roussette S. 

canicula. 
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IV. Proposition d’un modèle couplant les régulations endocrine et paracrine de la 

spermatogenèse chez S. canicula : une redondance et/ou une compensation 

fonctionnelle dans la modulation d’une spermatogenèse relativement 

indépendante 

 

Dans ce travail de thèse, les signalisations GnRH et GpH de S. canicula ont été discutées 

individuellement, afin de mettre en exergue leurs particularités et leurs origines évolutives 

apparentées. Cependant, en condition physiologique, la spermatogenèse est initiée et 

maintenue en continu par l'orchestration de facteurs endocrines, paracrines et autocrines 

(Sengupta et al., 2019). L’ensemble des résultats obtenus suggérerait que les signalisations 

paracrine et endocrine associées aux GnRHs, GtHs et à GPA2/GPB5 feraient partie d'un unique 

système complexe de régulations multiples qui contrôle la gamétogenèse et la stéroïdogenèse 

chez S. canicula (Fig. 35). Cependant, la spermatogenèse de S. canicula peut montrer peu ou 

pas de changements saisonniers, avec une spermatogenèse qui est continue tout au long de 

l'année (Garnier et al., 1999; Sourdaine et al., 2018). Cela suggère que, chez les mâles mâtures, 

les voies de signalisation régulant la spermatogenèse pourraient également présenter peu ou 

pas de changements saisonniers, comme cela a été observé pour certains stéroïdes à 

l’exception d’un pic de production de testostérone testiculaire en février associé à une 

augmentation des réserves spermatiques (Garnier et al., 1999). De plus, tout au long de la 

spermatogenèse, les cellules de Sertoli expriment FSHR, LHR, TSHR et GPB5, les cellules 

germinales, GPA2, et les cellules interstitielles les GnRHRs. Par ailleurs, les profils d’interaction 

ligand/récepteur montrent des redondances fonctionnelles chez S. canicula, ce qui a 

également était observé chez des poissons téléostéens (Burow et al., 2020; Xie et al., 2017). 

Ces redondances pourraient avoir permis l’acquisition d’une forte capacité d’adaptation et 

d’acclimatation qui peut être intéressant de mettre en lien avec l’importante diversité 

écologique de ces clades (Dulvy et al., 2014; Helfman et al., 2009; Weigmann, 2016). Lors des 

expériences de ventralectomie de l’hypophyse chez S. canicula, une zone de dégénérescence 

limitée au niveau des stades d’entrée en prophase méiotique n’a été observée que si une 

augmentation de la température de 13°C à 18°C était également appliquée aux animaux 

(Dobson and Dodd, 1977a, 1977b) ; soulignant à la fois une relative indépendance de la 

spermatogenèse par rapport aux hormones du lobe ventral de l’hypophyse (les stades pré- et 
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post-méiotiques n’étant pas affectés) et un impact relativement limité de la température. Il 

semblerait donc que la seule fonction essentielle associée aux signalisations du lobe ventral 

hypophysaire (GpH) soit de faciliter l’entrée en méiose. Cette relative autonomie du testicule 

par rapport à une régulation centrale pourrait être liée à la prépondérance d’une régulation 

paracrine, du fait notamment d’une expression locale de GPB5 et des GnRHs et d’une activité 

stéroïdogène basale des cystes. Cette spermatogenèse relativement indépendante et sans 

fluctuation saisonnière majeure soulève la question de la force évolutive qui a permis le 

maintien et le développement des différentes voies de signalisation des GnRHs et GpHs chez 

les Vertébrés. Une hypothèse serait que le développement et la mise en place des voies de 

signalisation impliquant les GnRHs et GpHs ont répondu, en premier lieu, aux besoins d’une 

régulation plus spécifique de la folliculogenèse comme cela a été précédemment supposé par 

Xie et al., 2017. Cette hypothèse s’accorde bien avec les différents profils d’expression de fshr 

et lhr qui présentent des fluctuation en fonction des stades de la folliculogenèse chez S. 

torazame (Arimura et al., 2024) et avec ce qui a été observé chez les femelles S. canicula qui 

présentent une folliculogenèse avec de légères fluctuations saisonnières (Capapé et al., 

2008b, 2008a; Ellis and Shackley, 1997; Rodrigtjez-Cabello et al., 1998), où le FSHR est exprimé 

par les cellules de la granulosa et le LHR et le TSHR par les cellules de la thèque des follicules 

ovariens, alors que ces trois récepteurs sont coexprimés par la cellule de Sertoli au niveau 

testiculaire. 

À travers ce travail, une question récurrente demeure à propos des fonctions spécifiques des 

différents acteurs étudiés et la balance entre des fonctions ancestrales persistantes (rôle de 

GPA2/GPB5) et des fonctions associées à des hormones (FSH, LH) qui ont émergé au niveau 

de ce clade des Chondrichtyens. Les perspectives que nous pouvons envisager pour répondre 

à cette question seraient l’approfondissement des approches in vitro par la mise en place de 

cultures d’explants testiculaires ou de cystes isolés co-traités avec des GPHs et/ou des GnRHs, 

comme cela a pu être réalisé au niveau d’un système de culture ex-vivo de testicules de D. 

rerio (Fallah et al., 2020), la mise en place de méthodologie d’inhibition de l’expression de 

gènes codant pour des GPHRs ou des GnRHRs par RNAi au niveau de cultures in vitro, comme 

réalisé sur des cellules de Sertoli d’hommes (Wang et al., 2018) et de souris (González-

González et al., 2008), la mise en place d’approches in vivo impliquant des injections 

d’agonistes ou d’antagonistes des GPHRs ou des GnRHRs, comme cela a été réalisé avec des 
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implants de GnRH chez les raies Potamotrygon sp. (Sailler et al., 2023), ou par des 

méthodologies d’édition de gènes qui se développent depuis peu chez les Vertébrés 

cartilagineux (Fujimori et al., 2022), voir par des méthodologies émergentes utilisant le 

système de recombinaison par pont IS110 (Durrant et al., 2024). 

 

Conclusion générale 

 

Pour conclure, ce travail de thèse a permis l’acquisition de nombreuses données obtenues 

pour la première fois chez un modèle Élasmobranche, la petite roussette Scyliorhinus canicula. 

La caractérisation moléculaire des protéomes au cours de la spermatogenèse et la 

caractérisation de voies de signalisation impliquées dans la régulation endocrine et paracrine 

de la spermatogenèse répondent parfaitement aux challenges actuels que sont : l’extinction 

de masse que subissent les espèces de Vertébrés cartilagineux ainsi que le développement 

des technologies permettant le maintien d’individus et la reproduction en captivité. S. canicula 

présente une spermatogenèse modulée par un système complexe, multifactoriel et unique 

aux Élasmobranches qui implique des régulations endocrines, tels les axes HHG, HHT et via les 

GnRHs circulantes, et paracrine et/ou autocrine via GPA2 et GPB5 ainsi que les stéroïdes. Du 

fait de la redondance fonctionnelle de certaines hormones, de la potentielle action de 

compensation entre des voies de signalisation endocrine et paracrine, du maintien d’une 

spermatogenèse après une hypophysectomie partielle et du maintien d’une stéroïdogenèse 

active dans des cultures de cystes isolés, il a été suggéré que la spermatogenèse de S. canicula 

pouvait être relativement indépendante, ce qui suggère sa potentielle résistance et résilience 

aux changements physiologiques et environnementaux. 

Finalement, l’acquisition des axes HHG et HHT, qui sont des intégrateurs des informations 

d’origines physiologiques et environnementales permettant de coordonner les grandes 

fonctions biologiques (Levine, 2000), pourrait avoir été l’un des leviers clefs, dès leurs mises 

en place chez l’ancêtre commun des Gnathostomes, qui aurait permis la domination des 

Gnathostomes en tant que principal groupe (99,9 %) de Vertébrés vivants (Venkatesh et al., 

2014).
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Évolution des systèmes GnRH et des hormones glycoprotéiques dans les contrôles endocrine et paracrine de la 

spermatogenèse chez la roussette, Scyliorhinus canicula 

Résumé 

La spermatogenèse est un processus hautement spécialisé de prolifération et de différenciation cellulaire conduisant à la 

production de spermatozoïdes haploïdes à partir de cellules souches spermatogoniales diploïdes. Chez les Gnathostomes, les 

fonctions testiculaires sont principalement contrôlées de façon endocrine par l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique (HHG) 

impliquant notamment les GnRHs hypothalamiques et les hormones gonadotropes, FSH et LH, dont l’émergence s’est produite à 

la racine des Vertébrés cartilagineux. De plus, des fonctions paracrines des GnRHs et de la thyrostimuline ont été explorées au 

niveau gonadique chez des Vertébrés osseux. L’objet de cette thèse était de caractériser les régulations endocrines et paracrines 

de la spermatogenèse médiées par les GnRHs et les hormones gonadotropes chez un modèle Élasmobranche, la roussette 

Scyliorhinus canicula. Ce travail a été étendu à la caractérisation de GPA2 et GPB5, constituant la thyrostimuline, qui 

correspondent aux orthologues des ancêtres moléculaires des sous-unités des hormones glycoprotéiques. Dans ce travail, 

l’évolution du protéome testiculaire au cours de la spermatogenèse de S. canicula a été décrite, les neuropeptides GnRHs, les 

hormones glycoprotéiques FSH, LH, TSH, GPA2 et GPB5, et leurs récepteurs associés ont fait l’objet d’analyses in silico et 

d’expressions dans différents tissus avec un focus au cours de la spermatogenèse. Il a été observé une expression à tous les stades 

de la spermatogenèse de fshr, lhr et des récepteurs aux GnRHs au niveau germinale et sertolien, de tshr et gpb5 au niveau sertolien 

et de gpa2 au niveau germinal, avec des abondances plus importantes associées aux stades spermatides. Ce travail a été complété 

par des tests fonctionnels in vitro qui ont montré que FSHR pouvait être activé par FSH et LH, LHR uniquement par LH, et que 

GPB5-GPA2 pouvait activer les trois récepteurs FSHR, LHR et TSHR, suggérant ainsi un rôle paracrine de la thyrostimuline au niveau 

testiculaire. L’ensemble de ce travail permet de proposer un modèle de régulation de la spermatogenèse chez les Élasmobranches 

qui associe des hormones endocrines, avec les GnRHs et gonadotropines circulantes, et des hormones paracrines, avec GPA2, 

GPB5 et les stéroïdes. Ce modèle apparaît cohérent et intermédiaire dans l’évolution des systèmes régulateurs de la 

spermatogenèse qui seraient passés d’une régulation paracrine prépondérante chez les Bilatériens non-Vertébrés à une régulation 

endocrine prépondérante chez les Vertébrés osseux avec la mise en place de l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique. 

Mots-clefs : Spermatogenèse, Stéroïdogenèse, Scyliorhinus canicula, Régulations endocrine et paracrine, Hormones 

glycoprotéiques, Gonadolibérines, Évolution 

Evolution of GnRH and glycoprotein hormone systems in endocrine and paracrine controls of spermatogenesis in 

the catshark, Scyliorhinus canicula 

Abstract 

Spermatogenesis is a highly specialized process of cell proliferation and differentiation leading to the production of haploid 

spermatozoa from diploid spermatogonial stem cells. In Gnathostomes, testicular functions are mainly controlled by the endocrine 

hypothalamic-pituitary-gonadal (HHG) axis, involving hypothalamic GnRHs and the gonadotropic hormones FSH and LH, which 

emerged at the root of cartilaginous vertebrates. In addition, paracrine functions of GnRHs and thyrostimulin have been explored 

at the gonadic level in bony vertebrates. The aim of this thesis was to characterize the endocrine and paracrine regulation of 

spermatogenesis exerted by GnRHs and gonadotropic hormones in an Elasmobranch model, the catshark Scyliorhinus canicula. 

This work has been extended to the characterization of GPA2 and GPB5, constituting thyrostimulin, which correspond to orthologs 

of the molecular ancestors of glycoprotein hormone subunits. In this work, the evolution of the testicular proteome during 

spermatogenesis in S. canicula was described, and the neuropeptides GnRHs, the glycoprotein hormones FSH, LH, TSH, GPA2 and 

GPB5, as well as their associated receptors were studied by in silico and expression analyses in different tissues, with a focus on 

spermatogenesis. Expressions were observed at all stages of spermatogenesis for fshr, lhr and GnRH receptors associated at 

germinal and sertolian levels, for tshr and gpb5 at sertolian level and for gpa2 at germinal level, with higher abundances associated 

with spermatid stages. This work was complemented by in vitro functional tests which showed that FSHR could be activated by 

FSH and LH, LHR only by LH, and that GPB5-GPA2 could activate all three receptors FSHR, LHR and TSHR, suggesting a paracrine 

role for thyrostimulin at the testicular level. Taken together, this work proposes a model for the regulation of spermatogenesis in 

Elasmobranchs that combines endocrine hormones, with circulating GnRHs and gonadotropins, and paracrine hormones, with 

GPA2, GPB5 and steroids. This model appears consistent and intermediate in the evolution of spermatogenesis regulating systems, 

which has shift from predominantly paracrine regulation in non-vertebrate bilaterians to predominantly endocrine regulation in 

bony vertebrates, with the establishment of the hypothalamic-pituitary-gonadal axis. 

Keywords: Spermatogenesis, Steroidogenesis, Scyliorhinus canicula, Endocrine and paracrine regulations, Glycoprotein 

hormones, Gonadotropin-releasing hormones, Evolution 

Discipline : Aspects moléculaires et cellulaires de la biologie 
Université de Caen Normandie, MNHN, SU, UA, CNRS, IRD, Laboratoire de Biologie des Organismes et Ecosystèmes Aquatiques 
(BOREA), UMR 8067, 14032 Caen cedex 5, France.  

 


	16e728d2e62416cde29eebbf353450a22a0b3fb8aa3beaa286d3928cbdaf5b49.pdf
	16e728d2e62416cde29eebbf353450a22a0b3fb8aa3beaa286d3928cbdaf5b49.pdf

