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PREFACE 
 

Les cellules gliales décrites pour la première fois en 1858 par Rudolf Virchow sont 

aujourd’hui l’objet de découvertes fascinantes. Leur rôle de cellule nourricière pour les 

neurones s’avère bien plus complexe. Le terme astrocyte en référence à la morphologie étoilée 

de ces cellules a été proposé et ce n’est qu’en 1891 que Ramon y Cajal nous laissa entrevoir au 

travers de ses dessins l’extraordinaire diversité des astrocytes. 

 

Aujourd’hui, nous savons que le neurone et la cellule gliale sont interdépendants et 

jouent de concert formant avec le réseau vasculaire cérébral, ce que l’on appelle l’unité neuro-

glio-vasculaire. A l’interface gliovasculaire, les extrémités terminales des astrocytes dits 

« pieds » astrocytaires forment une couverture entourant l’ensemble des vaisseaux sanguins 

cérébraux. C’est à ce niveau là qu’intervient la Dp71, dystrophine la plus abondamment 

exprimée dans le cerveau. Protéine d’échafaudage exprimée à la membrane des pieds 

astrocytaires périvasculaires, la Dp71 fait partie d’une plateforme contribuant à l’ancrage de 

plusieurs protéines de signalisation, de canaux et récepteurs membranaires. Sa perte conduit à 

des altérations cognitives et comportementales. 

 

A ce jour, savoir pourquoi la perte ou l’altération de la Dp71 est délétère pour les 

fonctions cognitives reste une question non élucidée. Afin de mieux comprendre le rôle de la 

Dp71, un modèle de souris déficiente en Dp71 obtenu par knock-in (KI) a été créé et la lignée 

est maintenue dans notre laboratoire (voir matériel et méthodes). Le phénotype comportemental 

des souris Dp71-null a été caractérisé dans l’équipe. Ces souris montrent une anxiété accrue 

ainsi que des déficits touchant l’apprentissage spatial, la mémoire de travail et la flexibilité 

comportementale (Daoud et al., 2008 ; Chaussenot et al., 2019). La Dp71 étant présente à la 

fois dans les neurones et la glie (Perronnet et Vaillend, 2010 ; Waite et al. 2012), l’hypothèse 

d’un rôle glio-vasculaire et/ou synaptique de la Dp71 est à l’étude. L’analyse in vitro de 

neurones d’hippocampe en culture a mis en évidence une localisation de la Dp71 au niveau de 

synapses excitatrices ainsi qu’une altération de la morphologie des synapses (Daoud et al., 

2008). De plus, les souris Dp71-null présentent une augmentation de la transmission 

glutamatergique dans les neurones du champ CA1 de l’hippocampe (Daoud et al, 2008). Bien 

que ces données confortent l’hypothèse d’un rôle synaptique de la Dp71, l’expression 

synaptique de Dp71 dans le cerveau adulte semble mineure en quantité, comparée à son 

expression importante dans les pieds astrocytaires.  
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L’hypothèse qu’une altération glio-vasculaire due à la perte de la Dp71 pourrait 

conduire à un dysfonctionnement global de l’activité cérébrale est actuellement au cœur des 

questions dans ce champ de recherche et fait l’objet de ma thèse.  

 

Les objectifs principaux de ma thèse sont (1) de déterminer la nature des altérations 

cellulaires et moléculaires ainsi que les phénomènes de compensation associées à la perte de la 

Dp71 dans les astrocytes et (2) d’évaluer si ces altérations perturbent des fonctions glio-

vasculaires, notamment l’homéostasie hydrique et l’intégrité de la barrière hémato-

encéphalique. 

 

Dans une première partie introductive, je présenterai les notions d’unité neuro-

gliovasculaire et de barrière hématoencéphalique, les différents acteurs cellulaires impliqués et 

des altérations de la BHE (chapitre 1). Je décrirai ensuite les différentes formes et rôles connus 

des dystrophines (chapitre 2), les protéines du complexe associé à la Dp71 (chapitre 3), les 

protéines des jonctions endothéliales impliquées dans la perméabilité vasculaire (chapitre 4), 

puis enfin les phénotypes connus des modèles murins de la DMD déficients en dystrophine 

Dp71(chapitre 5). 

Dans une seconde partie, j’exposerai mon étude expérimentale avec les méthodes et 

résultats concernant : (1) l’impact moléculaire de la perte de Dp71 et (2) l’impact fonctionnel 

de cette perte. 

Enfin, je discuterai les résultats et conclurai sur les perspectives de recherches à mener 

dans la quête d’une meilleure compréhension du rôle de la dystrophine Dp71. 
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L’UNITE NEURO-GLIOVASCULAIRE 
 

Trois barrières limitent et régulent les échanges moléculaires à l’interface entre le sang 

et le cerveau : (1) l’épithélium arachnoïde entre le sang et le liquide cérébro-spinal sous-

arachnoïdien, (2) la barrière hémato-encéphalique (BHE) entre le sang et le liquide interstitiel 

cérébral et (3) l’épithélium du plexus choroïde entre le sang et le liquide cérébro-spinal (CSF : 

cerebrospinal fluid) des ventricules cérébraux. Parmi ces barrières, la BHE est celle qui exerce 

le plus grand contrôle sur le microenvironnement immédiat des cellules cérébrales. La 

membrane délimitant les pieds astrocytaires en bordure de l’épithélium arachnoïde est appelé 

glia limitans externe alors que celle qui tapisse l’ensemble des vaisseaux sanguins (BHE) et des 

ventricules cérébraux est appelé glia limitans interne. L’ensemble regroupant la glie 

périvasculaire, la circulation du liquide cérébro-spinal et l’espace interstitiel du parenchyme 

cérébral est appelé le système glymphatique (Figure 1). 

 

 

Figure 1 - Barrières cérébrales et homéostasie du microenvironnement cérébral. En bleu 

est représenté le liquide cérébrospinal (CSF) avec les flèches en blanc représentant la direction 

du flux. (1) La barrière au niveau des méninges formée par l’épithélium arachnoïde séparant la 

surface externe du cerveau et le CSF de l’espace sous-arachnoïdien. (2) La BHE (ou blood-

brain barrier, BBB, en anglais) composée des cellules endothéliales et ses jonctions serrées 

séparant le sang du parenchyme cérébral. (3) La barrière formée par l’épithélium du plexus 

choroïde séparant le sang du CSF des ventricules cérébraux (Ariel D. Stock et al., 2017). 
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La communication intercellulaire entre cellules gliales et endothélium vasculaire est 

primordiale pour le maintien de l’homéostasie du microenvironnement cérébral. Grâce à la 

coopération fonctionnelle des cellules endothéliales avec les péricytes, les astrocytes et les 

neurones formant ce que l’on appelle les unités glio- et neurovasculaires (Abbott et al., 2006), 

la barrière hémato-encéphalique est un système dynamique dont la perméabilité et la fonction 

de transport peuvent être modulées afin de permettre un passage sélectif de certaines molécules 

entre le sang et le parenchyme cérébral.  

 

Figure 2 - L’unité neurovasculaire.  La structure et la fonction de l’unité neurovasculaire 

permet une communication bidirectionnelle entre les neurones et la microvasculature via les 

astrocytes. Les artères piales de l’espace sous-arachnoïdien baignant dans le liquide 

cérébrospinal (CSF) deviennent des artères pénétrantes dans le parenchyme cérébral. L’espace 

périvasculaire autour de ces artères pénétrantes est appelé espace de Virchow-Robin ; il 

disparait au fur et à mesure que les artères pénétrantes se divisent en artérioles, capillaires et 

veinules. A cet endroit, la matrice extracellulaire de la lame basale permet le passage du CSF 

et les pieds astrocytaires exprimant les canaux aquaporines AQP4 forment la barrière hémato-

encéphalique. (Jessen et al., 2015 Copyright 2015, Springer US). 
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ANATOMIE GENERALE DE LA BARRIERE HEMATO-ENCEPHALIQUE  

 

La barrière hémato-encéphalique est caractérisée par des jonctions serrées 

interconnectant les cellules endothéliales entre elles, une lame basale et une couverture 

astrocytaire formée par les pieds des astrocytes périvasculaires autour de la paroi des vaisseaux. 

Cette dernière permet une régulation fine et rapide des échanges d’eau et des concentrations 

tissulaires en potassium, par l’intermédiaire de complexes macromoléculaires ancrés à la 

membrane des pieds astrocytaires face à la lame basale (Figure 3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 - Représentation schématique de la barrière hémato-encéphalique. Les cellules 

endothéliales forment entre elles des jonctions serrées dont la protéine ZO-1 (zonula occludens-

1) est un composant principal. Les péricytes sont distribués partiellement autour de 

l’endothélium. La lame basale, constituant une matrice extracellulaire périvasculaire, entoure à 

la fois les péricytes et les cellules endothéliales. Un réseau de pieds astrocytaires entoure les 

capillaires sanguins cérébraux. 

 

Du compartiment le plus externe, c’est-à-dire de la lumière du vaisseau sanguin, au 

compartiment le plus interne, le parenchyme cérébral, nous allons décrire un à un les différents 

acteurs cellulaires de la BHE : de la cellule endothéliale jusqu’à l’astrocyte en passant par la 

lame basale et les péricytes. 
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Les cellules endothéliales cérébrales tapissent la face interne des vaisseaux sanguins 

du système nerveux central. Les protéines des jonctions serrées comme les zonula occludens 

(ZO) jouent un rôle important dans la perméabilité de la barrière hémato-encéphalique. En effet, 

les membranes des cellules endothéliales adjacentes sont fusionnées grâce à des protéines 

transmembranaires, telles que les occludines et les claudines. Ces dernières sont capables de se 

lier à la protéine zonula occludens 1 cytoplasmique (ZO-1). Les jonctions serrées permettent 

ainsi de restreindre le passage d’ions, de grosses et petites molécules hydrophiles. Les 

claudines-5 ont été identifié comme appartenant aux jonctions serrées du système vasculaire 

cérébral (Morita et al., 1999). En plus des jonctions serrées situées au niveau apical de la cellule 

endothéliale, d’autres jonctions dites adhérentes sont présentes à un niveau plus basal et sont 

composées de cadhérines associées aux caténines. 

 

La lame basale contribue significativement à l’intégrité de la BHE à travers plusieurs 

mécanismes. C’est une couche de la matrice extracellulaire comprenant des protéines comme 

le collagène IV, la laminine, le perlecan, l’agrine et la fibronectine qui sont produits par les 

cellules de l’unité neuro-gliovasculaire. Séparant les vaisseaux sanguins des astrocytes et des 

péricytes, nous pouvons mettre en évidence deux types de lame basale : (1) une lame basale 

endothéliale dont les composants sont produits par les cellules endothéliales et les péricytes et 

(2) une lame basale parenchymateuse dont les composants sont produits par les astrocytes (Sixt 

et al., 2001 ; Webersinke et al., 1992 ; Stratman et al., 2009 ; Kose et al., 2007). Alors que la 

lame basale endothéliale est enrichie en laminines α4 et α5, les laminines α1 et α2 sont plus 

abondantes dans la lame basale parenchymateuse (Sixt et al., 2001). La lame basale fonctionne 

telle une barrière physique du côté abluminal des cellules endothéliales et contribue également 

à la régulation et la stabilité de la BHE via la régulation de la localisation cellulaire de 

l’occludine des cellules endothéliales (Savettieri et al., 2000).  

 

Les péricytes sont des cellules contractiles entourant les cellules endothéliales des 

artérioles précapillaires, des capillaires et des veinules postcapillaires. La propriété contractile 

des péricytes contribue à la régulation du flux sanguin par le contrôle du diamètre capillaire 

(Peppiatt et al., 2006 ; Hamilton et al., 2010). Les péricytes semblent avoir plus de rôles que ce 

que l’on pensait. Lorsque la barrière hémato-encéphalique se forme durant l’embryogenèse, les 

péricytes déjà présents avant les astrocytes sont importants pour la formation de la BHE et le 

contrôle de la perméabilité microvasculaire. En effet, durant l’embryogenèse, la perte de 

péricytes chez des souris mutantes pour le gène PDGFRB conduit à une BHE qui « fuit ». On 
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observe en particulier chez ce mutant une augmentation du transport transendothélial (ou 

transcytose) et une augmentation de l’expression des laminines ayant pour conséquence une 

infiltration de cellules immunitaires (leucocytes) dans le système nerveux central (Armulik et 

al., 2010 ; Daneman et al., 2010b). De plus, ces études révèlent que le nombre total de péricytes 

est important pour la perméabilité des vaisseaux. Chez la souris Pdgfr-null adulte, les péricytes 

régulent la BHE en inhibant la transcytose (Armulik et al., 2010).  Des analyses microarray 

comparant le transcriptome des cellules endothéliales entre souris WT et souris Pdgfr-null ont 

montré une faible modification de gènes impliqués dans les jonctions serrées mais une 

augmentation de l’expression de gènes lié à la transcytose (PLVAP) et à l’adhésion leucocytaire 

(ICAM1) (Daneman et al., 2010b). Ces données suggèrent que les péricytes régulent certains 

aspects fonctionnels de la BHE, notamment en inhibant l’expression de molécules qui 

augmentent la perméabilité vasculaire et l’infiltration de cellules immunitaires (transcytose, 

laminines), mais ils n’agissent pas au niveau de l’expression de gènes spécifiques aux cellules 

endothéliales (jonctions serrées, transporteurs).  

 

Les astrocytes, appartenant à la catégorie des cellules gliales, sont des cellules 

constituées de nombreux prolongements émanant du corps cellulaire leur donnant un aspect en 

forme étoilée. Les astrocytes, faisant également partie de la barrière hémato-encéphalique, 

entourent la plupart des microvaisseaux en interagissant avec les cellules endothéliales à travers 

leurs pieds astrocytaires. Présents dans l’ensemble du système nerveux central, les astrocytes 

vont former un réseau astrocytaire dont les communications entre chacun d’entre eux sont 

permises par des jonctions communicantes (Rouach et Giaume, 2001). De plus, les astrocytes 

font également contact avec un millier de synapses, aussi bien qu’avec les capillaires sanguins, 

leur permettant d’être idéalement positionnés pour répondre aux multiples signaux de leur 

microenvironnement. Ce lien entre l’activité neuronale et les vaisseaux sanguins est appelé 

couplage neurovasculaire, dont la première preuve a été suggérée avec l’observation de signaux 

calciques somatiques corrélés aux changements de diamètre des vaisseaux sanguins en réponse 

à l’activation du récepteur au glutamate (Zonta et al., 2003). Les astrocytes sont en effet 

capables d’induire une vasoconstriction ou une vasodilatation des artérioles cérébrales (Gordon 

et al., 2011). En plus d’être fondamental pour l’apport de nutriments aux neurones via la 

synthèse, le stockage et le relargage de glycogène, les astrocytes assurent aussi l’homéostasie 

du microenvironnement cérébral par la régulation de l’équilibre des mouvements d’eau, d’ions, 

des acides aminés et de certains neurotransmetteurs (e.g. glutamate, GABA et glycine). Ils ont 

un rôle dans la formation des synapses et la clairance de molécules dérivés de l’axone 
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(Sofroniew and Vinters, 2010 ; Zhang and Barres, 2010 ; Allaman et al., 2011 ; Nguyen et al., 

2011). Les astrocytes assurent ainsi un rôle de support métabolique pour les neurones et un rôle 

potentiel de régulation du flux sanguin en réponse à l’activité neuronale (Gordon et al., 2007 ; 

pour une revue). 

 

 Les astrocytes ont également un rôle de barrière en régulant la perméabilité vasculaire 

et en contrôlant le développement des jonctions serrées. En effet, ils produisent des facteurs qui 

modulent le fonctionnement endothélial durant le développement et à l’âge adulte (Alvarez et 

al., 2011a, 2013). Les astrocytes sécrètent des facteurs de croissance vasculaires comme le 

VEGF (vascular endothelial growth factor), qui assure le développement vasculaire durant 

l’embryogenèse (Lee et al., 2007). Bien que le VEGF soit connu comme facteur pro-

angiogénique, dans des conditions inflammatoires, il diminue au contraire la stabilité de la BHE 

(Argaw et al. 2009, 2012). De manière intéressante, lorsque des facteurs compromettent le 

fonctionnement de la BHE, d’autres facteurs sont co-exprimés avec le VEGF, comme 

l’angiopoiétine-1 (Ang-1). En conséquence, l’intégrité de la BHE est maintenue et des 

propriétés neuro-protectrices sont induites (Shen et al., 2011). En effet, en sécrétant au niveau 

des cellules endothéliales des facteurs de croissance tel que l’angiopoiétine-1, les astrocytes 

périvasculaires contrôlent la perméabilité vasculaire via la surexpression de protéines des 

jonctions endothéliales. L’expression d’Ang-1 active l’expression de protéines de jonctions à 

travers tie-2 et la voie nrf-2 qui libère par stress oxydatif des particules anti-oxydantes connues 

pour stabiliser l’expression des protéines de jonctions serrées ZO-1, occludine et claudine-5 

(Fan et al., 2013). De même, les astrocytes activent au niveau de la cellule endothéliale la 

conversion de l’angiotensine I en angiotensine II via l’activation de l’enzyme de conversion de 

l’angiotensine (ACE-1), favorisant la formation des jonctions serrées (Wosik et al., 2007).  
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PROTEINES DES JONCTIONS ENDOTHELIALES ET 

GLIALES 
 

Comme pour toutes les cellules organisées en tissu, la cohésion entre les cellules 

endothéliales formant la barrière hémato-encéphalique est possible grâce à des jonctions dites 

serrées et des jonctions adhérentes. Ces dernières vont réguler la diffusion paracellulaire des 

ions et solutés à travers la BHE ainsi que des protéines entre l’espace luminal (face au sang) et 

abluminal (face au parenchyme cérébral). 

 

JONCTIONS SÉRRÉES  

 

La jonction serrée, située au niveau le plus apical entre les cellules voisines, est 

composée de plus d’une quarantaine de protéines à la fois transmembranaires responsable des 

interactions au niveau de l’espace intercellulaire et cytoplasmique, servant de lien avec le 

cytosquelette d’actine. Les protéines du groupe transmembranaire sont les claudines, les 

occludines et les molécules d’adhésion jonctionnelle (JAMs). Ces trois protéines sont en 

interaction avec les zonula occludens ZO, protéines du groupe cytoplasmique, elles-mêmes en 

liaison avec l’actine. Les jonctions serrées ont pour fonction principale de réguler le passage 

des ions, de l’eau et des macromolécules entre les cellules dans l’espace dit paracellulaire (Shen 

et al., 2011 ; Gunzel et al., 2013). En second rôle, les jonctions serrées permettent également 

de maintenir la polarité cellulaire en restreignant la distribution des lipides dans la membrane 

(Cereijido et al., 1998). 

 

Figure 4 - Représentation schématique des jonctions serrées et adhérentes. Les jonctions 

serrées (tight junctions) sont composées des protéines d’adhésion claudine et occludine et des 

zonula occludens ZO qui permettent le lien avec le cytosquelette d’actine. Les jonctions 

adhérentes (adherens junction) sont constituées de VE-cadhérine (vascular endothelial 
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cadherin) et des protéines associées - et p120-caténine. L’-caténine fixe la -caténine et 

connecte l’ensemble au cytosquelette d’actine (Yulia A Komarova et al., 2017). 

 

Les protéines Zonula Occludens (ZO)  

 

Les protéines ZO sont les premiers partenaires en lien avec le cytosquelette d’actine au 

niveau des jonctions serrées. Elles font partie d’une famille composée des protéines ZO-1 de 

225kDa (Stevenson et al., 1986), ZO-2 de 160 kDa (Gumbiner et al., 1991) et ZO-3 de 130 kDa 

(Haskins et al., 1998), qui sont similaires au niveau de leur structure de par leur domaine PDZ 

et SH3. Les protéines ZO interagissent via leur domaine PDZ avec les claudines (Itoh et al., 

1999) et les JAMs (Bazzoni et al., 2000) et avec les occludines via leur domaines guanylate 

kinase GUK (Furuse et al., 1994). Les protéines ZO sont ainsi essentielles au maintien des 

claudines, des occludines et JAM-A, et l’ensemble de ce complexe macromoléculaire est ancré 

au cytosquelette d’actine (Fanning et al., 2002). Par ailleurs, ZO-1 a des propriétés lui 

permettant d’interagir à la fois avec l’occludine de la jonction serrée mais également avec une 

protéine de jonction adhérente, l’α-caténine (Itoh et al., 1997 ; Muller et al., 2005), ce qui 

suggère un lien physique entre les deux complexes de jonctions.  

 

Rôle de ZO-1 

 

Afin d’étudier le rôle de la protéine ZO-1, des souris knock-out ZO-1 ont été mises au 

point, mais elles sont létales à partir du 9e-10e jour de l’embryogénèse. Leur étude phénotypique 

indique que ZO-1 est nécessaire à la formation des vaisseaux sanguins dans le sac vitellin 

(Katsuno et al., 2008). L’approche par ARN interférence (knockdown) sur des cellules 

endothéliales permet de diminuer spécifiquement l’expression de ZO-1. Dans ce modèle-ci, une 

réduction de deux protéines de jonctions serrée est observée : claudine-5 et JAM-A. Par cette 

méthode, il a été mis en évidence que ZO-1 régule la distribution spatiale du cytosquelette, la 

tension cellulaire ainsi que la migration cellulaire et l’angiogenèse (Tornavaca et al., 2015).  

 

Les claudines 

 

Les claudines sont parmi les plus importantes protéines de la jonction serrée ; elles 

régulent la fonction de passage en restreignant les molécules par leur taille. Elles font partie 

d’une famille multigénique dans laquelle chaque claudine de 23 kDa possède quatre domaines 

transmembranaires et des domaines cytoplasmiques N- et C-terminaux (Krause et al., 2008). 
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Les claudines sont plus d’une vingtaine et permettent la jonction entre cellules dans différents 

tissus : les claudine-1, -5, -11, et -14 sont respectivement au niveau des cellules de l’épiderme 

(Furuse et al.,2002), des cellules endothéliales de la barrière hémato-encéphalique (Nitta et al., 

2003), des gaines de myéline et cellules de Sertoli (Gow et al., 1999) et de l’épithélium de 

l’oreille interne (Ben-Yosef et al., 2003). L’expression de la claudine-5 n’est pas exclusive au 

cerveau mais spécifique des cellules endothéliales (Morita et al., 1999). Son étude nous 

intéresse particulièrement car c’est un bon marqueur de la perméabilité de la barrière hémato-

encéphalique (Nitta et al., 2003). 

 

Rôle de la claudine-5 

 

La génération de souris déficientes en claudine-5 a révélé son rôle particulier dans 

la sélection de molécules de petite taille inférieure à 800 Da. En effet, des expériences de 

traceurs moléculaire, comme la streptavidine conjuguée à l’HRP, montrent un passage anormal 

de cet agent réactif à travers la BHE chez les souris KO-claudin-5 (Nitta et al., 2003). La 

claudine-5 joue donc un rôle de barrière aux petites molécules diffusant entre les cellules 

(paracellulaire). Son expression peut être régulée par des facteurs de transcription, des 

hormones de signalisation et par phosphorylation. Par exemple, la VE-cadhérine augmente son 

expression (Taddei et al., 2008), alors que le VEGF (vascular endothelial growth factor) et le 

TNF- α diminuent son expression (Argaw et al., 2009 ; Aveleira et al., 2010).  

  

Les occludines 

 

Les occludines (64 kDa) sont composées elles aussi de quatre domaines 

transmembranaires dont deux boucles extracellulaire et deux domaines intracellulaires N- et C- 

terminaux (Furuse et al., 1993). La première boucle extracellulaire permet l’interaction avec les 

occludines des cellules adjacentes, alors que la deuxième relie la protéine au complexe (Medina 

et al., 2000). La queue C-terminale est importante pour la formation de la barrière et se lie 

notamment aux protéines ZO. 

Contrairement aux claudines, les occludines ne sont pas indispensables pour la 

formation de la jonction serrée (Schulzke et al., 2005). Cependant, il a été reporté que 

l’occludine est impliqué dans la régulation de la perméabilité en réponse aux cytokines 

(Marchiando et al., 2010 ; Van Itallie et al., 2010), ce qui suggère un rôle de modulation de la 

barrière. Par ailleurs, il a été mis en évidence que des mutations de l’occludine pouvaient causer 
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une calcification cérébrale et un dysfonctionnement rénal (O'Driscoll et al., 2010 ; LeBlanc et 

al., 2013). 

 

JONCTIONS ADHÉRENTES  

 

Les cadhérines 

 

En plus des jonctions serrées, les jonctions adhérentes participent aussi à l’intégrité de 

la barrière hémato-encéphalique et sont constituées de protéines appartenant à la superfamille 

des cadhérines pour « calcium-dependent adhesion ». (Takeichi et al., 1977). Il y a plus d’une 

centaine de cadhérines, on distingue cependant différents types : par exemple, la N-cadhérine 

pour neuronal (Shapiro et al., 1995) mais pas de manière exclusive, la P-cadhérine pour 

placenta, M- pour musculaire, R- pour rétinienne et la E-cadhérine pour épithéliale (Overduin 

et al., 1995), qui inclut la VE-cadhérine (vascular endothelial-cadherin) spécifique des cellules 

endothéliales (Gory et al., 1999). Chacune de ces cadhérines comporte un domaine 

extracellulaire permettant l’adhésion intercellulaire, un domaine transmembranaire et une 

queue C-terminale intracellulaire permettant le lien au cytosquelette d’actine via des caténines 

(α- β- γ-). Dans le cas de ces cadhérines dites classiques, une molécule de cadhérine est 

fonctionnelle lorsqu’elle se lie avec une même sous-unité (homodimère) de la cellule adjacente 

pour induire une adhésion intercellulaire. 

 

Rôle de la VE-cadhérine  

 

La souris VE-cadhérine knockout est létale au cours du 7e jour de l’embryogénèse et 

présente des défauts d’angiogenèse liés à une apoptose endothéliale et une expression de VEGF 

anormale (Carmeliet et al., 1999). La VE-cadhérine est donc indispensable au développement 

et à la maturation des vaisseaux. Elle interagit avec la β-caténine et la γ -caténine, la β-caténine 

se liant à l’α-caténine et permettant le lien avec le cytosquelette d’actine (Lampugnani et al., 

1995). La VE-cadhérine est essentielle pour le maintien et le contrôle des contacts entre cellules 

endothéliales. Les mécanismes qui régulent l’expression de la VE-cadhérine sont importants 

pour le contrôle de la perméabilité de la BHE. En effet, des molécules telles que l’histamine 

(Andriopoulou et al., 1999) et le VEGF (Esser et al., 1998) peuvent phosphoryler la VE-

cadhérine ou induire son endocytose (Gavard et al., 2006) et ainsi déstabiliser la jonction 

adhérente et donc la perméabilité de la BHE. Par ailleurs, la VE-cadhérine peut dicter le niveau 
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d’expression et/ou la localisation d’autres protéines de jonctions tel que la claudine-5 (Gavard 

et al., 2008) et la N-cadhérine (Giampietro et al., 2012) dans les cellules endothéliales (Salomon 

et al., 1992).   

 Ainsi à travers ses propriétés d’adhésion et de signalisation, la VE-cadhérine maintient 

une balance entre l’intégrité et la plasticité des jonctions, ce qui est nécessaire aux cellules 

endothéliales afin d’assurer leur fonction de barrière hémato-encéphalique tout en étant capable 

de répondre efficacement aux signaux de facteurs de croissance et d’inflammation.  

 

Pour conclure, toute altération des jonctions adhérentes et/ou serrées peut engendrer une 

diffusion paracellulaire non spécifique, c’est-à-dire une diffusion de molécules ne devant pas 

passer à travers la barrière hémato-encéphalique, donnant lieu à une fuite de la BHE que l’on 

retrouve notamment dans certaines pathologies. 

 

 

JONCTIONS COMMUNICANTES  

 

Les connexines  

 

Les jonctions communicantes, ou jonctions gap, sont connexions spécialisées reliant le 

cytoplasme de différentes cellules. Elles sont constituées d’hémicanaux de six sous-unités 

(hexamère) entre deux cellules pour former des connexines, qui permettent l’échange d’ions, 

de métabolites et de molécules chargés positivement ou négativement. Ces connexines 

contiennent quatre domaines transmembranaires, une extrémité N et C terminale, une boucle 

intracellulaire (CL : cytoplasmic loop) et deux boucles extracellulaires (E1 et E2).  Les 

connexines sont respectivement au nombre de 19 et 20 chez la souris et l’humain (Willecke et 

al., 2002) et leur nom dépend du poids moléculaire (par exemple, connexine 43 de 43 kDa). 

(Beyer, 1990). L’épissage alternatif des différentes isoformes de connexines est tissu spécifique 

(Willecke et al., 2002). Par exemple, la connexine Cx43 est la plus exprimée dans les astrocytes 

alors que la connexine Cx30 est exprimé dans certains sous-type de péricytes (Mazaré et al., 

2018). 

 

 

 



 26 

Rôle des connexines Cx43 et Cx30  

 

Les astrocytes forment un réseau interconnecté par des jonctions gap principalement 

constitués des connexines Cx43 et Cx30, exprimées principalement au niveau des pieds 

astrocytaires entourant les vaisseaux sanguins cérébraux (Giaume et al., 1991). Ces astrocytes 

reliés entre eux et mettant en commun leur cytoplasme établissent ainsi un syncytium 

fonctionnel (Theis et al., 2005). Ces connexines sont assemblées et concentrées au niveau de la 

membrane permettant l’échange notamment d’ATP, de NAD+ et de glutamate. Cet échange de 

molécules inférieure à 1.5 kDa est direct entre l’endothélium cérébral et le réseau d’astrocytes 

périvasculaires, ce qui suggèrerait que les échanges impliqués dans la vasodilatation et la 

vasoconstriction durant le couplage neurovasculaire serait permis par ces jonctions gap (Rouach 

et al., 2008). Au niveau de l’unité gliovasculaire, dès le début du développement postnatal (P10-

15), il a été démontré par l’équipe de M. Cohen-Salmon que la maturation des pieds 

astrocytaires est concomitante à celle de la BHE (Gilbert et al., 2019).  

A l’âge adulte les souris double knock-out en connexines Cx43 et Cx30 présentent une 

perte significative d’AQP4 et de -dystroglycane, des composants importants du complexe 

associé à la dystrophine Dp71 au niveau des pieds astrocytaires. Ces altérations conduisent à 

un œdème et une rupture de la BHE (Ezan et al., 2012). Les cellules endothéliales expriment 

aussi des connexines associées aux protéines de jonctions et leur inhibition altère aussi la 

fonction de la BHE (Nagasawa et al., 2006). Dans certaines conditions pathologiques comme 

la neuroinflammation, nous savons que les astrocytes peuvent participer à la régulation 

immunitaire par ce que l’on appelle une réaction astrocytaire. Récemment, et par la même 

équipe, il a été montré par une caractérisation du transcriptome des astrocytes de l’hippocampe 

que l’absence de Cx43 a pour conséquence une réponse auto-immune contre ces mêmes 

connexines par les astrocytes. Cependant, aucune activation de cytokines pro-inflammatoires 

n’a été mise en cause ; il s’agit plutôt de facteurs angiogéniques, ce qui suggère un rôle des 

Cx43 dans l’angiogenèse et la régulation de l’immunité (Boulay et al., 2018). Quant à la 

connexine Cx30, son absence n’altère ni l’intégrité ni la perméabilité de la BHE. En revanche, 

les souris déficientes en Cx30 présentent une surexpression de γ-sarcoglycane, une autre 

protéine membranaire associée aux dystrophines, ce qui suggèrerait la présence d’un complexe 

de protéines associées au sarcoglycane dans le système gliovasculaire (Boulay et al., 2015). 
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Les jonctions communicantes gliales sont donc tout aussi importantes que les jonctions 

endothéliales, en participant aussi à l’intégrité de la BHE, ou à des complexes de protéines 

pouvant interagir avec le DAPC. 

 

TRANSPORTS À TRAVERS LA BARRIÈRE HÉMATO-ENCÉPHALIQUE 

 

Les cellules endothéliales du système nerveux central sont hautement polarisées : elles 

comportent une face luminale tournée vers la lumière du vaisseau sanguin et une face 

abluminale ou basale du côté opposé. Il existe un transport paracellulaire de perméabilité 

passive qui, au travers des jonctions, permet de contrôler le passage des ions et des molécules 

entre le sang et le cerveau.  Le transport transcellulaire au niveau de la cellule endothéliale peut 

être passif ou actif. Dans ce dernier cas, il y a deux types de transporteurs exprimés au niveau 

des cellules endothéliales : les transporteurs d’efflux et les transporteurs de nutriments.   

Les transporteurs d’efflux utilisent l’hydrolyse de l’ATP pour transporter leurs substrats 

dans le sens contraire de leur gradient de concentration (Ha et al., 2007). Plusieurs de ces 

transporteurs sont localisés sur la surface luminale et permettent une large diffusion de 

substances vers le compartiment sanguin faisant ainsi barrière aux petites molécules lipophiles 

qui autrement passerait la membrane endothéliale.  

Les transporteurs de nutriments favorisent l’entrée dans le parenchyme cérébral à travers 

la BHE de nutriments spécifiques dans le sens contraire de leur gradient de concentration. Bon 

nombre d’entre eux appartiennent aux transporteurs de solutés de la famille des solute carriers 

tel celui du glucose Glut-1 (Cornford et al., 1994), celui du lactate et du pyruvate entre autres 

(Zlokovic et al., 2008 ; Daneman et al., 2012). Alors que la plupart de ces transporteurs 

apportent des nutriments du sang au cerveau, d’autres transporteurs sont aussi importants pour 

l’évacuation de déchets.  

La transcytose est un type de transport vésiculaire cavéoline-dépendant. La cavéoline-1 

est exprimée par toutes les cellules endothéliales et son expression est augmentée en cas de 

trauma cérébral (Liu et al., 2010 ; Zhao et al., 2011 ; Gu et al., 2012). Plusieurs protéines 

utilisent comme transport la transcytose au travers de la BHE comme par exemple les récepteurs 

à l’insuline (Banks, W.A. et al., 2012 voir revue), à la leptine, à la transferrine ou aux LDL 

(low-density lipoprotein) (Preston, J.E. et al., 2014 revue ; Kastin, A.J. et al., 2016 revue). 
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Figure 5 - Transports à travers les cellules endothéliales formant la BHE. Une cellule peut 

potentiellement traverser la BHE au travers des jonctions serrées. Les solutés peuvent diffuser 

passivement à travers la membrane cellulaire. Des transporteurs actifs d’efflux peuvent pomper 

des solutés vers la circulation sanguine. Des transporteurs d’influx (transport passif ou actif 

secondaire peuvent permettre le transport de molécules polaires (acides aminés, glucose, 

nucléosides) vers le SNC. Des récepteurs peuvent par transcytose permettre le transport de 

macromolécules telles que des peptides et protéines à travers l’endothélium. La transcytose par 

absorption permet le passage de molécules de charges positives de manière non-spécifique. Les 

jonctions serrées peuvent être modulées et affecter la perméabilité de la diffusion paracellulaire 

de solutés polaires. (Serlin et al., 2015) 
 

Par ailleurs, dans le parenchyme cérébral, il n’y a pratiquement pas de cellules 

immunitaires telles que les lymphocytes et les neutrophiles. Néanmoins, dans certaines 

maladies inflammatoires, il y a passage de leucocytes au travers de la BHE (infiltration 

leucocytaire). L’entrée de ces leucocytes est un processus en plusieurs étapes comprenant une 

adhésion et une extravasation médiée par une série de molécules d’adhésion aux leucocytes tels 

que les sélectines et des immunoglobulines présentes au niveau des cellules endothéliales 

(Huang et al., 2006 ; Aird et al., 2007b). Dans le cas de maladies inflammatoires, l’expression 

des molécules d’adhésion leucocytaire est augmentée (Henninger et al., 1997 ; Huang et al., 

2006 ; Engelhardt et al., 2008 ; Daneman et al., 2010a) et différents types de cellules 

immunitaires s’infiltrent à travers la BHE comme par exemple, les lymphocytes T et B, les 

macrophages et les neutrophiles dans le cas de la sclérose en plaque.  

Pour conclure, la BHE agit comme une barrière physique grâce aux jonctions serrées 

entre les cellules endothéliales adjacentes qui forcent la plupart des molécules à un trafic 
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transcellulaire. La présence d’un système de transport spécifique au niveau des membranes 

luminale et abluminale assure un transport sélectif, et avec l’intermédiaire d’enzymes intra et 

extracellulaires, permet à la BHE d’exercer une fonction de barrière métabolique. La BHE 

prévient donc la diffusion paracellulaire de solutés de manière non spécifique, favorise l’entrée 

de nutriments et permet l’évacuation dans la circulation sanguine des déchets de l’activité 

cérébrale liés à l’excès de neurotransmetteurs ou à la production de composés potentiellement 

nocifs (Abbott et al., 2010). L’ensemble des acteurs cellulaires de l’unité neuro-glio-vasculaire 

sécrète des molécules de signalisation assurant la régulation physiologique de la BHE mais dont 

la perturbation peut devenir pathologique. Par exemple, l’augmentation de la perméabilité de 

la BHE permet le passage de facteurs de croissance dans le cerveau alors que l’inflammation 

peut mener à un œdème cérébral.  

A ce jour, on conçoit la BHE non plus seulement comme intrinsèque aux cellules 

endothéliales mais nécessitant l’environnement proche des astrocytes et des péricytes (Liebner 

et al., 2011). Ensemble, ces acteurs cellulaires participent aux propriétés de la BHE dont la 

régulation fine mais fragile peut être l’objet d’altérations à la moindre anomalie. 

 

 

PATHOLOGIES ASSOCIEES A LA BARRIERE HEMATO-ENCEPHALIQUE 

 

Une rupture de la BHE est observée dans plusieurs pathologies du système nerveux 

central dont la sclérose en plaque (Cramer et al., 2014), l’accident vasculaire cérébral (Huang 

et al., 2011 ; Israeli et al., 2010), l’épilepsie (Fabene et al., 2013), la maladie d’Alzheimer 

(Erickson et Banks, 2013) incluant notamment un défaut de clairance des peptides amyloïdes-

β (Zlokovic et al., 2011), la maladie de Parkinson (Lu et al., 2012) et le diabète (Mogi et al., 

2011). Un dysfonctionnement des mécanismes moléculaires liés aux jonctions serrées, à la 

transcytose, aux divers autres transporteurs ou même aux laminines peut altérer les propriétés 

de la BHE. Cette rupture de barrière peut engendrer un œdème, un déséquilibre de 

l’homéostasie ionique, une altération de la signalisation cellulaire et une infiltration 

leucocytaire, pouvant impacter le bon fonctionnement neuronal et in fine conduire à une 

neurodégénérescence. Bien que l’altération de la BHE soit souvent secondaire à un 

dysfonctionnement cérébral, il a été suggéré que dans certains cas, il peut être une cause 

primaire notamment dans la sclérose en plaque ou la maladie d’Alzheimer. 

 

 



 30 

Cas de la sclérose en plaque et de la neuromyélite optique 

 

Dans la plupart des pathologies cérébrales, l’altération de la BHE est une conséquence 

de la neuroinflammation, d’une lésion ou d’une dégénérescence spécifique à la pathologie. 

Cependant, dans certaines maladies, la BHE est spécifiquement ciblée comme dans le cas de la 

sclérose en plaque et la neuromyélite optique, des maladies auto-immunes, inflammatoires et 

démyélinisantes, où les astrocytes ne sont pourtant pas les premières cibles du système 

immunitaire. 

De ce point de vue, de nombreux facteurs à la fois environnementaux et génétiques 

peuvent être impliqués dans le développement du dérèglement du système immunitaire et 

conduire au développement de ces maladies auto-immunes. Ce qui est clair, c’est que durant 

l’infiltration de cellules immunitaires, la fonction de la BHE devient compromise (Larochelle 

et al., 2011) et caractérisée par une fuite vasculaire associée à l’altération des protéines de 

jonctions (Prat et al., 2001). Malgré son rôle neuroprotecteur, la BHE peut activement 

promouvoir une neuroinflammation. Les cellules endothéliales de la BHE sont une source de 

cytokines pro-inflammatoires (Biernacki et al., 2001 ; Kebir et al., 2007) nécessaires au 

recrutement leucocytaire infiltrant le parenchyme cérébral (Prat et al., 2001). Cette infiltration 

leucocytaire est en corrélation avec la production de facteurs pro-inflammatoires tels que 

l’interleukine IL-17, IL-22 et TNF- (Alvarez et al., 2011b), qui dérégulent la fonction 

endothéliale et compromettent la perméabilité de la BHE. Les cellules endothéliales expriment 

alors des molécules ICAM qui favorisent encore plus l’infiltration leucocytaire (Cayrol et al., 

2008 ; Dodelet-Devillers et al., 2009 ; Greenwood et al., 2011). 

D’un autre point de vue, l’inflammation peut être positive ou négative en fonction du 

contexte de la maladie et de sa durée (DiSabato et al., 2016). En effet, les astrocytes réactifs 

peuvent être la source de facteurs positifs protégeant la BHE (à travers la voie Hedgehog) ou 

négatifs altérant la BHE. Dans la sclérose en plaque, le VEGF est exprimé par les astrocytes 

réactifs. Des études in vitro/in vivo montrent que le VEGF peut induire une rupture de la BHE 

par la perte d’expression de claudine-5 et d’occludine et ainsi promouvoir l’infiltration de 

cellules immunitaires dans le système nerveux central (Argaw et al., 2009). En effet, le VEGF 

sécrété par les astrocytes se fixe sur son récepteur endothélial VEGFR2 qui, via l’activation 

d’eNOS, diminue l’expression de claudine-5 et d’occludine (Argaw et al., 2012). En amont, 

l’expression de VEGF est stimulée par un facteur sensible à l’hypoxie appelé HIF-1α (Hypoxia-

inducible factor) (Argaw et al., 2006). Dans ce contexte inflammatoire, le VEGF diminue la 

stabilité de la BHE (Argaw et al., 2009, 2012). 
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De manière intéressante, deux canaux protéiques colocalisés à la membrane des pieds 

astrocytaires sont associés au bon fonctionnement physiologique de la BHE et de l’unité neuro-

glio-vasculaire. Ce sont les canaux aquaporines AQP4 et les canaux potassiques Kir4.1, 

importants pour réguler respectivement l’homéostasie hydrique et potassique. Dans la sclérose 

en plaque, ce sont les canaux Kir4.1 qui sont ciblés par le système immunitaire alors que dans 

la neuromyélite optique ce sont les canaux AQP4. Des études montrent que la perte 

d’expression d’AQP4 aussi bien que de dystroglycane, une protéine associée aux dystrophines, 

est associée à une inflammation périvasculaire et que ces modifications contribuent au 

développement de l’œdème (Fukuda et Badaut., 2012 ; Wolburg-Buchholz et al., 2009). Dans 

le cas de la neuromyélite optique, maladie dont la moelle épinière et le nerf optique sont les 

plus affectés, la production d’anticorps anti-AQP4 impacte la fonction de l’aquaporine AQP4, 

ce qui impacte directement la fonction de la BHE. La fixation des anticorps anti-AQP4 sur leurs 

cibles conduit à l’activation du complément et à la perte d’AQP4 et d’un transporteur au 

glutamate EEAT2 fonctionnellement couplé à AQP4 (Hinson et al., 2008). De plus, ces 

dommages de la BHE sont associés à une infiltration de cellules immunitaires et une 

démyélinisation affectant les oligodendrocytes, symptôme caractéristique de la maladie. 

 

Cas de l’hypoxie/ischémie et de l’accident vasculaire cérébral 

 

Une rupture de la BHE peut laisser passer dans le parenchyme cérébral des protéines 

potentiellement nocives (ex : thrombine, fibrine et plasmine), ce qui peut donner lieu à un 

œdème et induire une diminution du flux sanguin (Obermeier and al., 2013). Une réduction 

progressive du flux sanguin cérébral peut conduire, du fait d’un manque d’approvisionnement 

à un dysfonctionnement neuronal, une diminution de synthèse de protéines pouvant aller 

jusqu’à l’hypoxie. Des modèles animaux d’accidents vasculaires cérébraux (AVC) décrivent le 

processus de la fuite de la BHE en deux phases : (1) une première phase d’ouverture de la BHE, 

où la perméabilité vasculaire augmente pendant quelques heures suivant l’hypoxie/ischémie et 

est suivie d’une phase réfractaire puis (2) d’une seconde ouverture le jour suivant (Kuroiwa et 

al., 1985 ; Huang et al., 1999). Les altérations de la BHE se font aussi en deux étapes avec en 

premier lieu une augmentation de la transcytose puis une altération des jonctions serrées 

(Knowland et al., 2014). Après hypoxie, une réoxygénation peut augmenter l’expression 

d’occludine, de claudine-1 et de ZO-1/2. Des changements affectant les jonctions serrées sont 

connus pour augmenter l’expression du VEGF et l’inhibition de VEGF atténue l’augmentation 

de la perméabilité de la BHE induite par l’hypoxie (Fisher et al., 2002 ; Schoch et al., 2002). 
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Autre facteur impliqué dans l’hypoxie : Les métalloprotéinases (MMPs), des protéases qui ont 

la capacité de dégrader les laminines et les fibronectines de la lame basale. Or, il a été montré 

que les MMP-9, -3 et -2 sont augmentées à travers des voies pro-inflammatoires (nF-KB) ou 

même à travers Hif1 (Lenglet et al., 2014). En absence de MMP-9 chez la souris KO-MMP9, 

l’altération de la BHE est réduite après induction d’ischémie (Asahi et al., 2001). Cependant, il 

n’est pas encore clair si les ruptures de BHE induite par les MMP sont au niveau de la lame 

basale ou des jonctions serrées et adhérentes, qui sont aussi cibles des MMP. 

 

Cas de la maladie d’Alzheimer 

La possibilité que la BHE soit affectée dans la maladie d’Alzheimer (AD) est étudiée 

depuis déjà une trentaine d’années. Chez des patients atteints de la maladie d’Alzheimer, des 

expériences d’IRM et de PET-scan (Schlageter et al., 1987) montrent une fuite de la BHE 

(Montagne et al., 2015 ; Starr et al., 2009 ; Zipser et al., 2007 ; Wisniewski et al., 1997) et une 

diminution du flux sanguin cérébral (Eulate et al., 2017). De plus, la production du liquide 

cérébrospinal est aussi diminuée (Silverberg et al., 2001). Des modèles humains et murins de 

la maladie d’Alzheimer présentent également une réduction des facteurs angiogéniques tel que 

le VEGF (Solerte et al., 2002 ; Viboolvorakul et al., 2014) et de la densité des capillaires (Paris 

et al., 2004 ; Lee et al., 2015 ; Buée L. et al., 2014), une accumulation de collagène et de 

perlecan dans la lame basale (Lepelletier et al., 2015) et une altération des protéines de jonctions 

serrées claudine-5 et occludine (Keaney et al., 2015) et des protéines des jonctions adhérentes 

comme la VE-cadhérine (Lee Daehoon et al., 2018)..  

Le transport de l’amyloïde- (A) dans le parenchyme cérébral semble être altéré 

(Storck L.E. et al., 2016), ainsi que son élimination (Shibata et al., 2000). L’hypothèse serait 

que l’altération de la clairance d’A conduirait à une accumulation neurotoxique d’A et à la 

formation des plaques amyloïdes autour des vaisseaux des patients AD. La transcytose comme 

mécanisme par lequel la clairance d’A se ferait est une piste de recherche (Pflanzner et al., 

2011 ; Zhao et al., 2015). Le peptide soluble A est connu pour stimuler l’entrée de monocytes 

et induire l’expression de cytokines pro-inflammatoires TNF- (Fillit et al., 1991) et IL-6 

(Cojokaru et al., 2011), mais il peut aussi induire la production de MMP-9 (Lorenzl et al., 2003) 

et des ROS (reactive oxygen species) associés à une perte de la fonction mitochondriale (Beal 

et al., 2005 ; Tonnies et al., 2017 review). Ce processus inflammatoire accentuerait en retour 

l’accumulation d’A. Tous ces éléments pourraient contribuer à la dysfonction de la BHE et à 

l’accumulation d’A, bien que cela ne soit pas encore clairement démontré. 
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En résumé, différentes voies de signalisation sont impliquées dans ces pathologies 

cérébrales dont le trait commun est la rupture de la BHE. Cependant, ce qui déclenche ces 

différentes voies et les conséquences variées observées dans ces maladies reste à ce jour encore 

une voie de recherche active. Ce qui est clair, c’est que la rupture de la BHE est multifactorielle : 

rupture des jonctions serrées, altérations des transporteurs endothéliaux, du métabolisme, 

neuroinflammation. Ce qui est moins clair, c’est comment ces processus interagissent entre eux 

et ce qui les coordonne. Est-ce que la rupture de la BHE est une conséquence de la perte de 

signaux provenant des péricytes et/ou des astrocytes ? Ou bien est-ce à cause de signaux 

provenant des neurones et des cellules immunitaires ? Quels aspects sont protecteurs ou au 

contraire pathologique ? (Une réaction inflammatoire peut être bénéfique mais lorsqu’elle est 

chronique conduire à un dysfonctionnement). Une étude à grande échelle sur les différentes 

étapes impliquées dans chacune de ces maladies nous permettra à l’avenir de clarifier ces 

interrogations et développer des thérapies. Ceci nous montre l’urgence de mieux connaitre et 

comprendre les facteurs régulant la BHE et ses dysfonctionnements. La présence de 

nombreuses protéines associées ou apparentées aux dystrophines dans les cellules gliales et/ou 

endothéliales suggère que des mécanismes dépendant de ces protéines pourraient être au cœur 

de certaines fonctions cruciales de la BHE. 
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LES DYSTROPHINES 
 

LE GÈNE DMD ET SES DIFFÉRENTS PRODUITS 

 

Les dystrophines assurent un rôle de plateforme moléculaire pour d’autres protéines, en 

assurant un lien physique entre le cytosquelette, la membrane plasmique et la matrice 

extracellulaire. D’abord identifiées dans les tissus musculaires squelettiques et cardiaques, les 

dystrophines sont également présentes dans différents types cellulaires non musculaires, tels 

que les neurones (Lidov et al., 1993) et les cellules gliales (Bar et al., 1993) dans le cerveau, les 

cellules de Schwann (Byers et al., 1993) dans le système nerveux périphérique, mais aussi dans 

d’autres organes tel que la rétine (Ahn et Kunkel, 1993 ; D’Souza et al., 1995 ; Fillers et al., 

1993), les reins, le foie, le pancréas, les poumons, le cœur et les testicules (Bar et al., 1990 ; 

Durbeej et al., 1997 ; Muntoni et al., 1993). 

Les dystrophines sont codées par le gène DMD dont les mutations sont à l’origine de la 

dystrophie musculaire de Duchenne (DMD), une pathologie neuromusculaire liée à l’X et 

caractérisée par une dégénérescence musculaire associée à des troubles cognitifs. 

Trois décennies après la découverte de la dystrophine (Koening et al., 1988), nous 

parlons à présent de la famille des dystrophines. En effet, le gène DMD situé sur le bras court 

du chromosome X au locus Xp21, est l’un des gènes les plus longs du génome. Composé de 

2.4 millions de paires de bases et de 79 exons, le gène DMD comprend au moins 7 promoteurs 

internes donnant lieu à l’expression de différentes dystrophines, qui ont en commun une portion 

C-terminale et qui sont nommées selon leur poids moléculaire. Trois promoteurs internes tissus-

spécifiques régulent l’expression de la forme « complète » de la dystrophine, la Dp427 (de 427 

kDa). Il s’agit du promoteur B pour « brain » (Nudel et al., 1989), M pour « muscle » (Barnea 

et al., 1990) et P pour « Purkinje cell » (Gorecki et al., 1992). Quatre autres promoteurs 

permettent l’expression des formes C-terminales plus courtes : Dp260, Dp140, Dp116 et 

Dp71/Dp40 (Figure 6). 

Les dystrophines, en fonction du type tissulaire et/ou cellulaire, vont avoir différents 

partenaires d’interaction et ainsi différentes fonctions. Les dystrophines peuvent contenir 

différents domaines structuraux et fonctionnels :  

Le domaine N-terminal des dystrophines permet l’interaction avec le cytosquelette d’actine 

alors que le domaine « riche en cystéine » et le domaine C-terminal permettent d’interagir avec 

les protéines du DAPC (complexe des protéines associées à la dystrophine). Le domaine riche 

en cystéine interagit avec le β-dystroglycane transmembranaire (β-DG) alors que la partie C-
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terminale des dystrophines se lie aux protéines cytosoliques tels que les syntrophines (protéines 

de signalisation) et les dystrobrévines (homologues structuraux de la dystrophine). Les 

syntrophines présentent un domaine PDZ permettant d’ancrer à la membrane différents type de 

canaux et de récepteurs en fonction du type cellulaire et tissulaire. Par exemple, les canaux 

AQP4 et Kir4.1 en association avec la Dp71 au niveau des astrocytes périvasculaires, ou bien 

des récepteurs postsynaptiques, comme ceux de l’acétylcholine (AchR) en association avec 

l’utrophine dans les jonctions neuromusculaires, ou les récepteurs du GABAA (GABAAR) en 

association avec la Dp427 dans les synapses inhibitrices des neurones pyramidaux.  

 

Figure 6 - Organisation des différents produits du gène DMD. La ligne verticale noire 

représente les 79 exons du gène DMD de la dystrophine. Les flèches indiquent les différents 

promoteurs des différentes formes de dystrophine : Dp427 tissu-spécifique (B : cerveau, M : 

muscle P : cellules de Purkinje), Dp260 (rétine), Dp140 (cerveau fœtal principalement), Dp116 

(cellules de Schwann), Dp71 (majoritairement gliale dans le cerveau adulte) et la Dp40 (issu 

du clivage de la Dp71, détectée dans les neurones). La dystrophine comporte 4 domaines 

principaux : amino-terminal (NT), central, riche en cystéine (CR) et terminal (CT). Le domaine 

central est composé de 24 hélices de type spectrines (carrés bleus) et 4 domaines riches en 

proline (H1 à H4). Tous les produits du gène DMD possèdent un domaine N-terminal unique 

excepté la Dp140 (McGreevy et al., 2015). 

 

Une déficience intellectuelle (quotient intellectuel inférieur à 70 est observée dans une sous-

population de patients DMD, ce qui semble dépendre de la position de la mutation chez le 

patient, et donc du type de dystrophine touché par la mutation (Desguerre et al., 2009). En effet, 

l’étiologie des altérations cérébrales est complexe car les promoteurs internes permettent 

l’expression de différentes formes de dystrophines cérébrales (Perronnet et Vaillend, 2010). 
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Lorsque la mutation touche les premiers exons de la dystrophine (Dp427), il peut y avoir 

présence de déficits cognitifs légers sans pour autant que le QI soit affecté. En revanche, le QI 

des patients se détériore et conduit à une déficience intellectuelle lorsque la mutation est plus 

en aval et touche de façon cumulée les autres formes (Dp260, Dp140 et Dp116) et notamment 

l’une des formes la plus courte, la Dp71, qui est le produit du gène DMD le plus abondamment 

exprimé dans le système nerveux central. Les mutations affectant la Dp71 sont 

systématiquement associées aux déficiences intellectuelles les plus sévères (Moizard et al., 

2000 ; Daoud et al., 2009). Comme la Dp71 est exprimée de manière abondante dans la glie, 

cela suggère que des altérations gliales participent à l’aggravation des déficits cognitifs dans 

cette pathologie.  

Figure 7 - Dégradation du QI chez les patients DMD en fonction de la position de la 

mutation. Pour les groupes de patients dont les mutations touchent la partie N-terminale 

(rouge : perte uniquement de Dp427 ; vert : Dp427+Dp260), le QI n’est pas affecté. Les patients 

des groupes dont les mutations sont plus en aval (violet : perte aussi de Dp140 ; vert clair : perte 

aussi de Dp116) voient leur QI se détériorer et certains présentent une déficience intellectuelle 

(QI<70). Pour les groupes de patients en vert, Les mutations les plus en aval touchant la partie 

C-terminale (groupe en jaune, avec perte cumulée de toutes les dystrophine y compris la Dp71) 

conduisent à la perte de l’ensemble des dystrophines y compris la Dp71 et à une déficience 

intellectuelle sévère (Taylor et al., 2010) 
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La Dp427 

 

La Dystrophine Dp427, forme la plus longue et complète, est exprimée dans le 

sarcolemme des muscles, où elle permettrait de stabiliser et protéger la membrane des fibres 

musculaires des contractions à long terme. Sa perte conduit à une altération du complexe de 

protéines associés à la Dp427 et à l’activation de mécanismes tel que l’augmentation de calcium 

intracellulaire (Culligan and Ohlendieck., 2002), l’infiltration de cellules immunitaires 

(macrophages) dans le tissu musculaire (Evans et al., 2009), la production de cytokines pro-

inflammatoires et de NO (nitric oxyde) lié au stress oxydatif (Rando et al., 2001) via la voie 

NF-κB (Tidball and Villalta, 2010 ; Pescatori et al., 2007 ; Acharyya et al., 2007 ; Moylan and 

Reid, 2007), de protéases (Li et al., 2009) et d’une altération de l’autophagie (Mammucari et 

al., 2007). Ces mécanismes induisent une nécrose progressive des muscles, responsable de la 

myopathie de Duchenne. Dans le muscle squelettique, la Dp427 colocalise avec les canaux 

sodiques (Gee et al., 1998). Dans le cerveau, la dystrophine Dp427 est aussi exprimée, mais au 

niveau des neurones. Elle semble moduler l’agrégation, ou clustering, des récepteurs 

GABAergiques (Fritschy et al., 2003), mais pourrait aussi interagir avec des canaux sodiques 

(Gee et al., 1998). Ces derniers sont exprimés au niveau post-synaptique des synapses 

inhibitrices des neurones (Lidov et al., 1993) de plusieurs structures du cerveau impliquées dans 

la cognition, tels que les neurones pyramidaux de l’hippocampe (Chaussenot et al., 2015), les 

cellules de Purkinje du cervelet (Knussel et al., 1999), les neurones principaux du cortex ainsi 

que ceux de l’amygdale.  

 

La Dp260 

 

Détectée dans la rétine (Pillers et al., 1933), elle est principalement exprimée dans la 

couche plexiforme externe au niveau des cellules photoréceptrices (Wersinger et al., 2011). Elle 

possède 13 nouveaux acides aminés (D’Souza et al., 1995) au niveau de sa partie N-terminale, 

mais comporte le même domaine C-terminal riche en cystéine que la Dp427. Sa perte chez les 

patients cause des dommages oculaires. Pour ceux dont les mutations sont en amont de l’exon 

30 (i.e. touchant la Dp427), l’électrorétinogramme (ERG), qui mesure l’amplitude des ondes 

lentes nécessaires entre les cellules photoréceptrices et cellules bipolaires de la rétine, montre 

un profil normal (Ricotti et al., 2015). En revanche, tous les patients dont les mutations sont en 

aval de l’exon 30, et qui empêchent donc notamment l’expression de la Dp260 rétinienne, 



 38 

présentent un profil ERG avec une onde b négative, encore plus sévère pour ceux dont la Dp71 

est affectée (Ricotti et al., 2016).  

 

La Dp140 

 

Découverte par Lidov et al., en 1995 au travers d’analyses de Western blots de régions 

cérébrales disséquées, la Dp140 a été détectée dans le système nerveux central (cortex, cervelet, 

hippocampe) et les reins.  Lidov met en évidence que la Dp140 est fortement exprimée par le 

cerveau fœtal, mais semble essentiellement présente au niveau gliovasculaire dans le cerveau 

adulte, mais ceci reste à confirmer. Elle est fréquemment associée à la présence d’une déficience 

intellectuelle chez les patients atteints de la DMD (Taylor et al., 2010). Contrairement aux 

autres dystrophines, elle ne possède pas de domaine N-terminal spécifique. 

 

La Dp116  

 

Identifiée par Byers et al. en 1993, la Dp116 est exclusivement exprimée dans les 

cellules de Schwann des nerfs périphériques. Dans ces cellules, ni la Dp71 ni la Dp427 n’ont 

été détectées. Le rôle physiologique de la Dp116 est peu connu. Chez la souris, les cellules de 

Schwann montrent un lien entre la Dp116 et le complexe Drp2/periaxin (Sherman et al., 2012) 

ainsi qu’avec un transporteur de cholestérol ABCA1 (ATP-binding cassette transporter A1) 

(Albrecht et al., 2008). Un seul patient a été identifié comme possédant une mutation sur un 

site d’épissage qui inhibe l’expression de la Dp116 et présente une neuropathie démyélinisante 

(Scherer et al., 2002). 

 

La Dp71  

 

La Dp71, forme identifiée au départ comme la plus courte (Nudel et al., 1989), est la 

dystrophine la plus abondamment exprimée dans le cerveau. L’expression de la Dp71 augmente 

graduellement au cours du développement embryonnaire et sa localisation a été mise en 

évidence pour la toute première fois au niveau des membranes synaptiques par le groupe d’A. 

Rendon (Jung et al., 1993), puis dans les cellules souches embryonnaires pluripotentes (Sarig 

et al., 1999). Son promoteur est situé entre l’exon 62 et l’exon 63 et permet une expression 

ubiquitaire de la Dp71 dans de nombreux tissus (cerveau, poumons, reins, foie, estomac, 

testicules) excepté le muscle squelettique adulte (Bar et al., 1990 ; Lederfein et al., 1992, 1993 ; 



 39 

Blake et al., 1992 ; Hugnot et al., 1992). En effet, l’inhibition des facteurs de transcription Sp1 

et Sp3 empêche l’expression de la Dp71 dans le muscle adulte (León et al., 2005). 

 La Dp71 ne possède pas de domaine spectrine mais conserve la partie C-terminale 

pouvant lier la syntrophine et la dystrobrévine ainsi que le domaine riche en cystéine permettant 

une liaison avec le dystroglycane. Cependant, la région C-terminale de la Dp71 subit de 

nombreux épissages alternatifs (Bies et al., 1995 ; Austin et al.,1995 ; Lumeng et al., 1999 ; 

Feener et al., 1989 ; Jin et al., 2007). A ce jour, il a été identifié trois groupes d’isoformes et 

une nouvelle nomenclature a été proposé par l’équipe de C. Montañez en fonction de l’épissage 

alternatif des exons (77 à 74, 78 et l’intro 77) et de leur terminaison C-terminale : Dp71d, Dp71f 

et Dp71e. Les isoformes du groupe Dp71d possèdent les exons 78 et 79 ; celles du groupe 

Dp71f ne possède pas l’exon 78 et présentent un exon 79 alternatif (79f), enfin le groupe Dp71e 

possède l’intron 77 mais pas les exons 78 et 79 (Aragón et al., 2017).  

Les différentes isoformes de la Dp71 montrent une distribution dans le noyau, le 

cytoplasme et à la périphérie de la cellule. Durant la différenciation des cellules PC12 - lignée 

cellulaire dérivée d’un phéochromocytome de la médullaire surrénale du rat (Cisneros et al., 

1996) - les isoformes de la Dp71 qui contiennent les exons 78 et 79 ont une localisation 

nucléaire alors que celles dont il manque l’exon 78 mais gardent l’exon 79 ont une distribution 

cytosolique/membranaire (Marquez et al., 2003). Il a été montré que la protéine Dp71 participe 

à la prolifération cellulaire, l’architecture nucléaire, la division cellulaire, mais aussi la 

migration, l’invasion, l’apoptose, l’adhésion et la différenciation cellulaire (Cerna et al., 2006 ; 

Tayadoni et al., 2012 ; Tan et al., 2017 ; Siquieros-Marquez et al., 2017 ; Herrera-Salazar et al., 

2016 ; Aragón et al., 2011 ; Garcia-Cruz et al., 2018).  

 

Ainsi, l’existence de plusieurs épissages alternatifs possibles donne lieu à différentes 

fonctions potentielles de la Dp71. Il semblerait qu’en fonction de la présence ou non de certains 

domaines d’interaction, ces isoformes pourraient s’exprimer de manière différentielle dans 

différents types cellulaires ou à différents stades au cours du développement. Par exemple, la 

Dp71eΔ71 est impliquée dans la croissance des neurites et la différenciation neuronale (Garcia-

Cruz et al., 2018). A ce jour, on sait que le groupe des isoformes Dp71d est fortement exprimé 

dans le cerveau alors que celui des isoformes Dp71f prédomine dans la rétine (Aragón et al., 

2017). Cependant le rôle spécifique de chaque isoforme de la Dp71 reste encore à l’étude. 
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Figure 8 – Les différentes isoformes de la Dp71. Groupes des isoformes de la Dp71 (Dp71d, 

Dp71f et Dp71e). Le groupe Dp71d se caractérise par la présence des exons 78 et 79, le groupe 

Dp71f perd l’exon 78 et possède un exon 79 alternatif et le groupe Dp71e possède l’intron 77 

mais perd les exons 78 et 79. Les noms à gauche désignent le nom des isoformes avec le 

symbole # désignant les nouvelles isoformes découvertes en 2017. Les pointillés représentent 

les différents épissages. A droite, une nouvelle nomenclature est proposée par les auteurs avec 

la lettre désignant l’appartenance au groupe (d, f ou e) et le symbole Δ précédant l’exon épissé 

(Aragon et al., 2017). 

 

Le rôle physiologique de la Dp71 dans la rétine et le cerveau au niveau des synapses 

excitatrices des neurones glutamatergiques et des astrocytes périvasculaires sera détaillé dans 

le chapitre dédié à l’étude des modèles murins déficients en dystrophine Dp71 (p. 63). En effet, 

une description détaillée des protéines associées à la Dp71 est un préambule nécessaire à la 

compréhension du phénotype des souris déficiente en cette dystrophine. 

 

La Dp40 

 

Elle peut être considérée comme une autre isoforme de la Dp71 issue d’un arrêt 

prématuré de la transcription de la Dp71. Mise en évidence par Tinsley et son équipe en 1993, 

il s’agit du produit du gène DMD le plus court connu à ce jour. Protéine de 341 acides aminés, 

elle ne possède pas la fin du domaine C-terminal des autres dystrophines mais contient plusieurs 

domaines fonctionnels importants, et son rôle reste encore à déterminer. Une hypothèse émise 
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par l’équipe de Tozawa en 2012 suggère un rôle de la Dp40 dans les neurones, en interaction 

non pas avec le dystroglycane, mais avec des protéines des vésicules du compartiment 

présynaptique incluant SNAP25 et la syntaxine 1A. Cependant, le même groupe (Fujimoto et 

al., 2014) propose aussi une localisation postsynaptique et somatodendritique de la Dp40, tandis 

qu’Aragón et al., 2015 montrent que la Dp40 possède un site d’interaction avec le β-

dystroglycane (exon 63-70). Ainsi, la Dp40 serait plutôt une dystrophine de type neuronal avec 

des fonctions dendritiques et synaptiques, mais les recherches sur le rôle précis de cette 

isoforme restent à poursuivre. 

 

Afin de mieux comprendre le rôle de la Dp71 en tant que protéine de plateforme 

moléculaire au sein du complexe identifié dans les pieds gliaux périvasculaires, je vais 

maintenant décrire les différents composants du DAPC qui interagissent directement ou 

indirectement avec la Dp71. 
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COMPLEXE DES PROTEINS ASSOCIEES A LA 

DYSTROPHINE (DAPC) ET PHYSIOPATHOLOGIE 
 

Au cœur d’un complexe macromoléculaire, la Dp71 gliale interagit avec le β-

dystroglycane transmembranaire, lui-même associé à l’α-dystroglycane extracellulaire, qui est 

un récepteur des protéines de la matrice extracellulaire telles que la laminine et l’agrine de la 

lame basale. La Dp71 interagit également avec des protéines cytosoliques, comme l’α-

syntrophine et l’α–dystrobrévine, qui permettent l’ancrage à la membrane des pieds gliaux des 

canaux hydriques aquaporine-4 (AQP4) (Amiry- Moghaddam et Ottersen, 2003 ; Neely et al., 

2001) et des canaux potassiques Kir4.1 (Connors et Kofuji., 2002 ; Connors et al., 2004 ; Dalloz 

et al., 2003), suggérant un rôle important de la Dp71 dans l’homéostasie hydrique et potassique 

(Figure 9). 

 

 

 

Figure 9 - Le complexe des 

protéines associées à la Dp71 à la 

membrane des astrocytes 

périvasculaires. Dp71 en 

interaction (1) avec le β-

dystroglycane transmembranaire 

associée à l’α-dystroglycane et les 

protéines de la matrice 

extracellulaire (laminine, agrine) 

de la lame basale ; (2) avec les α-

syntrophines et l’α–dystrobrévine, 

qui interagissent avec les canaux 

AQP4 et les canaux Kir4.1 DG : 

dystroglycane ; syn : syntrophine. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 43 

SYNTROPHINES, DES PROTÉINES ADAPTATRICES  

 

Les syntrophines sont une famille de protéines cytoplasmiques dites adaptatrices ; elles 

permettent via la dystrophine l’interaction du complexe DAPC avec des canaux ioniques et des 

protéines de signalisation. Elles sont au nombre de cinq isoformes, chacune de 59 kDa (α, β1, 

β2, γ1 et γ2). La nomenclature de ces isoformes est basée sur le fait que la protéine α-

syntrophine est acide alors que les ß-syntrophines sont basiques. Toutes les isoformes de la 

famille de syntrophine existent en tant que monomère ou dimère et chacune d’entre elles peut 

interagir avec l’autre. Chez l’humain, l’isoforme alpha est codée par le gène SNTA1, les 

isoformes beta (ß1- et ß2-syntrophines) sont codées respectivement par SNTB1 et SNTB2 et les 

isoformes gamma (γ1– et γ2 – syntrophines) par les gènes STNG1 et SNTG2. Chacune des 

différentes syntrophines possède un domaine PDZ qui sert d’adaptateur pour le recrutement 

d’autres protéines transmembranaires ou cytosoliques (canaux ioniques, récepteurs, kinases), 

via sa fixation aux parties C-terminales de ces dernières (Albrecht DE et al., 2002). Elles 

possèdent également deux domaines pleckstrines PH1 et PH2 (pleckstrin homology) ainsi 

qu’un domaine SU (syntrophin unique domain). Les domaines PH2 et SU sont responsables de 

la fixation à la dystrophine, l’utrophine et la dystrobrévine (Bhat, 2019).  

 

La distribution des diverses formes de syntrophines et leurs combinaisons varient selon 

les compartiments cellulaires. Dans le muscle squelettique, les syntrophines α, β1, β2 se lient à 

l’actine (Iwata et al., 2004), régulant l’organisation du cytosquelette dans le muscle. Au niveau 

de la fibre musculaire cardiaque, les syntrophines α, β1, β2 permettent l’ancrage du canal 

sodique Nav1.5 à la membrane de même que des récepteurs α1D-adrénergiques (Lyssand et al., 

2011). Les formes α et β1 sont fortement exprimées dans le muscle cardiaque et squelettique et 

moins dans le cerveau, à l’inverse de la β2 qui est par exemple exprimée dans les cellules 

granulaires du cervelet. A cela s’ajoutent les formes γ : la γ1-syntrophine a été détectée 

uniquement dans le cerveau, spécifiquement dans les neurones pyramidaux de l’hippocampe, 

les cellules de Purkinje du cervelet ainsi que les neurones du cortex cérébral (Alessi et al., 2006) 

tandis que la γ2-syntrophine également exprimée dans le cerveau présente une distribution 

tissulaire plus large chez les mammifères, notamment dans le muscle squelettique, le foie, les 

testicules (Piluso et al., 2000). Dans la rétine, les dimères d’α1 et de β1-syntrophine sont 

exprimés dans les cellules gliales de Müller et les astrocytes (Fort et al., 2008). Au niveau 

cérébral, l’α-syntrophine et son association différentielle avec d’autres syntrophines (α ou β) 

pour former une paire, en fait un partenaire essentiel du complexe DAPC dans l’ancrage des 
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canaux AQP4 et Kir4.1 à la membrane des astrocytes périvasculaires, dont le rôle est crucial 

pour l’homéostasie hydrique et potassique. (Neely et al., 2001 ; Amiry-Moghaddam et al., 

2003b). Par ailleurs, les syntrophines (en particulier la forme α1) sont aussi associées aux 

canaux TRPC régulant l’homéostasie du calcium (Vandebrouck et al., 2007), aux 

phospholipides impliqués dans l’homéostasie lipidique (Rigot et al., 2002), aux calmodulines 

(Brenman et al., 1995) et aux neuroligines via la γ2-syntrophine dont les mutations sont 

associées à l’autisme (Yamakawa et al., 2007). Même si à ce jour les fonctions des syntrophines 

ne sont pas complètement élucidées, on connait son implication dans divers processus 

biologiques : développement musculaire, fonction synaptique, régulation du calcium 

musculaire, voies de signalisation. 

 

La souris KO-syntrophine 

 

La perte de syntrophine au niveau du muscle squelettique est associée à des pathologies 

de développement neuromusculaires caractérisées par des altérations de la formation des 

jonctions neuromusculaires (Adams et al., 2004), au sein desquelles les syntrophines α-1 et β-

2 sont primordiales. En raison de l’implication de la syntrophine dans différents complexes 

macromoléculaires, la perte de syntrophine peut avoir des conséquences physiopathologiques 

sur chacun de ses partenaires protéiques. En effet, l’absence de syntrophine peut provoquer un 

dysfonctionnement des canaux TRPC et une altération des nNOS conduisant respectivement à 

une augmentation anormale de la concentration calcique et à des dommages oxydatifs. En 

conséquence, des enzymes protéolytiques sont activées et induiraient la dégénération 

musculaire caractéristique de la DMD. En plus des dystrophies musculaires, les syntrophines 

sont associées à des pathologies cardiovasculaires. En effet, dans le sarcolemme des 

cardiomyocytes, la perte d’interaction de nNOS et des canaux sodiques NaV1.5 ou des 

récepteurs α1D-adrénergiques avec l’α-syntrophine peuvent engendrer des anomalies du 

rythme cardiaque e.g. syndrome long-QT (Ueda et al., 2008 ; Cheng et al., 2009) et de la 

pression sanguine (Tanoue et al., 2002). Par ailleurs, la syntrophine β2 a été récemment mise 

en évidence au niveau des granules d’insuline sécrétés par les cellules β pancréatiques et 

pourrait être impliquée dans le diabète de type 2 (Schubert et al., 2010 ; Trajkovski et al., 2008).  

 

Dans la rétine, l’équipe d’Amiry-Moghaddam a mis en évidence en 2006 les 

conséquences de la perte de l’α-syntrophine sur l’expression d’AQP4 et de Kir4.1 dans les 

cellules macrogliales de la rétine, les cellules gliales de Müller (Puwaeawuttipanit et al., 2006). 
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Dans le cerveau, l’α-syntrophine est indispensable pour l’ancrage des canaux aquaporines 

AQP4 à la membrane des astrocytes périvasculaires (Neely et al., 2001), ainsi que pour la 

clairance du potassium (Amiry-Moghaddam et al., 2003b), en interaction une dystrophine (Nico 

et al., 2004 ; Vajda et al., 2002). Plus précisément, la perte d’α-syntrophine induit une perte 

d’expression polarisée d’AQP4 au niveau de la membrane des pieds astrocytaires. Cette 

polarisation dépend de deux facteurs : Le premier étant que la protéine doit être dirigée à la 

membrane. Le second est qu’elle doit être maintenue à la membrane lipidique. Pour ce faire, 

les protéines d’ancrage telles que les syntrophines sont indispensables. En conséquence de 

l’absence de syntrophine et donc de la délocalisation du pool membranaire d’AQP4 des 

astrocytes périvasculaires, des perturbations du transport d’eau avec formation d’œdèmes 

apparaissent chez la souris déficiente en α-syntrophine (Amiry-Moghaddam et al., 2004). En 

effet, l’α-syntrophine est le facteur le plus déterminant dans la taille des pools d’AQP4 

périvasculaires et de leur capacité à drainer l’eau à l’interface gliovasculaire (Hoddevik et 

Amiry-Moghaddam, 2017). De plus, nous savons à présent qu’au niveau du « pied 

astrocytaire » l’α-syntrophine se trouve au cœur d’un complexe impliquant la dystrophine 

Dp71, l’α‐dystrobrévine‐2 et la γ2‐syntrophine alors que de dans les cellules endothéliales 

faisant face aux pieds des astrocytes, ce sont les β1 et β2- syntrophines que l’on retrouve au 

sein d’un autre complexe avec l’α‐dystrobrévine‐1 et l’utrophine comme protéines de support 

sous-membranaire (Bragg et al., 2011). La syntrophine est donc un acteur majeur dans la 

stabilité et la polarisation des complexes macromoléculaires membranaires. En particulier l’α-

syntrophine dans la polarisation gliale des canaux AQP4 et Kir4.1 avec son rôle important dans 

l’homéostasie hydrique et potassique. 

 

La perte de polarisation gliale d’AQP4 est un trait commun à de nombreuses pathologies telles 

que l’épilepsie du lobe temporal (Eid et al., 2005), Alzheimer (Yang et al., 2011), les 

glioblastomes (Noell et al., 2012), les traumatismes et accidents vasculaires cérébraux 

(Frydenlund et al., 2006). Par ailleurs, dans des modèles pathologiques d’induction 

d’hyponatrémie et/ou d’AVC expérimental (par occlusion de l’artère cérébral moyenne, 

MCAO), la souris déficiente en α-syntrophine présente une protection vis-à-vis du 

développement d’œdème (Amiry-Moghaddam et al., 2004) et de la mauvaise distribution des 

canaux AQP4 périvasculaires qui perturbe les échanges d’eau avec le parenchyme. Des 

inhibiteurs du récepteur à la vasopressine (antidiurétique) ou du cotransporteur Na+-K+-2Cl-, 

respectivement le conivaptan et le bumétanide, ont le même effet protecteur contre l’œdème et 
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agiraient partiellement via le blocage des canaux AQP4 périvasculaires (Nakayama et al., 

2016 ; Migliati et al., 2010). 

 

 

AQUAPORINES ET HOMÉOSTASIE HYDRIQUE 

 

Les aquaporines sont une famille de canaux protéiques transmembranaires permettant 

le transport bidirectionnel de l’eau entre le sang et le parenchyme cérébral (Naghelhus et al., 

2013 ; Papadopoulos et al., 2013). Parmi les 9 aquaporines exprimées dans le cerveau, AQP4 

est l’aquaporine la plus abondante et est principalement exprimée dans les « pieds 

astrocytaires » en bordure de la barrière hémato-encéphalique (Nielsen et al.,1997), de la pie-

mère (glia limitans externe) et dans les épendymocytes (glia limitans interne) qui tapissent les 

ventricules cérébraux à l’interface avec le liquide cérébrospinal (Figure 10). Plus précisément 

dans le cerveau, AQP4 est exprimée dans des régions du tronc cérébral, dans l’hippocampe et 

le cortex autant que dans l’hypothalamus et le thalamus mais le plus fortement dans le cervelet. 

(Hubbard et al., 2015). Son expression est relativement homogène dans le cortex cérébral, mais 

dans certaines sous-couches de l’hippocampe et du cervelet, l’expression est hétérogène 

(Hubbard et al., 2015). Elle est également présente dans de nombreux tissus épithéliaux dans 

divers autres organes (poumons, reins, iléum du tube intestinal, etc.), mais exclusivement au 

niveau de la membrane basolatérale. L’AQP4 est également exprimée dans des cellules 

macrogliales d’organes sensoriels, notamment dans la rétine (cellules gliales de Müller), dans 

des couches spécifiques du bulbe olfactif, la couche glomérulaire et la couche interne du nerf 

olfactif (Beiersdorfer et al., 2020), et dans les noyaux ventraux de la cochlée, expliquant 

respectivement diverses altérations de la fonction rétinienne (Li et al., 2002), de l’olfaction (Lu 

et al., 2008) et de l’audition (Li et al., 2001) chez les souris KO-AQP4. 
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Figure 10 – Expression d’AQP4 au niveau des trois barrières du SNC.  AQP4 est polarisé 

au niveau des pieds gliaux de la barrière CSF-parenchyme cérébral et de la barrière hémato-

encéphalique. Les cellules épendymales bordant les ventricules cérébraux expriment AQP4 au 

niveau de leur membrane basolatérale. (Heling Chu et al., 2016) 

 

Le canal aquaporine est un tétramère dont chacun des monomères est formé par six 

hélices transmembranaires et deux motifs peptidiques Asn-Pro-Ala créant un pore permettant 

le passage de l’eau. Les tétramères d’AQP4 sont regroupés à la membrane par des interactions 

N-terminales (Crane et Verkman, 2009), sous forme de clusters appelés OAPs (orthogonal 

arrays of intramembranous particles), structure des molécules « rangées en carré » observée en 

microscopie électronique par cryofracture. AQP4 existe sous deux isoformes majeures qui 

diffèrent par le début d’initiation de la traduction : l’isoforme dite complète AQP4-M1 dont 

l’initiation commence au niveau de la Methionine-1 (34 kDa) et la plus courte AQP4-M23 dont 

le premier acide aminé est la méthionine-23 (31 kDa). Les résidus en amont de la Met-23 de 

l’isoforme M1 empêchent des interactions N-terminale spécifiques de se former. Ainsi, seules 

les isoformes M23 sont capables de s’associer entre elles pour former des OAPs (Rash et al., 

1998 ; Furman et al., 2003). Mais l’équipe de Verkman met en évidence que M23 et M1 peuvent 

également s’associer en hétérotétramères et former à leur tour des OAPs de taille différente que 

celles exprimant AQP4-M23 seul (Crane et al., 2009). Il a été suggéré que ces OAPs servent à 

améliorer le transport de l’eau, à maintenir les pools d’AQP4 dans les « pieds gliaux » et à 
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favoriser l’adhésion cellulaire (Silberstein et al., 2004 ; Van Hoek et al., 2000 ; Rash et al., 

1998 ; Yang et al., 1997 ; Amiry-Moghaddam et al., 2004). Une autre isoforme plus longue 

d’AQP4 existe (Mz 39 kDa) mais elle n’a été identifiée à ce jour que chez le rat. On ne savait 

pas si les OAPs de différentes tailles pouvaient correspondre à des complexes d’AQP4 

fonctionnellement différents, or on sait maintenant qu’il existe des pools d’AQP4 en OAPs de 

tailles distinctes associés à des protéines d’ancrage différentes mis en évidence dans le cervelet 

en absence de Dp71 (Nicchia et al., 2008).  

 

L’aquaporine AQP4 interagit avec de nombreuses protéines, notamment celles 

associées aux dystrophines (DAPC), dystrophin-associated protein complex). Par des 

techniques de co-immunoprécipitation, des interactions via le domaine PDZ C-terminal 

d’AQP4 ont été montrées avec, par exemple, les domaines PDZ des syntrophines (Adams et 

al., 2001) ou avec la dystrobrévine (Adams et al., 2008). Cependant, la perte d’AQP4 cause une 

légère réduction de la dystrophine et ne modifie pas l’expression du dystroglycane (Eilert-Olsen 

et al., 2012). Les principales interactions directes de l’AQP4 avec les protéines du DAPC sont 

avec l’α-syntrophine, comme mentionné précédemment, la dystrophine et la dystrobrévine, via 

les syntrophines. D’autres protéines peuvent en revanche favoriser le clustering d’AQP4 en 

OAP comme l’agrine (Noell et al., 2009), l’α2-laminine (Long Tham al., 2016), le 

dystroglycane (Noell et al., 2011) et l’α-dystrobrévine (Lien et al., 2012). Par ailleurs, il a été 

mis en évidence qu’un certains nombres de canaux ioniques interagissent avec AQP4. Appelés 

« co-transporteurs d’eau », tels que les canaux VRACs (volume-regulated anion channels), ils 

sont perméables à la fois à l’eau et aux ions et contribueraient au gonflement astrocytaire (Nilius 

et al., 2004 ; Zeuthen et al., 2010). En dehors de ces co-transporteurs, le TRPV4 (transient 

receptor potential vanilloid 4) interagit physiquement avec AQP4 (Benfenati et al., 2011) et 

contrôle le volume cellulaire de l’astrocyte. Plus récemment découvert, le complexe tripartite 

SUR1-TRMP4-AQP4 (Stokum et al., 2018), surexprimé dans des conditions pathologiques 

comme la formation d’œdème (Simard et al., 2006), permettrait d’amplifier le flux eau/ions et 

de contrôler le gonflement de l’astrocyte. SUR1-TRMP4 est ainsi une cible pharmacologique 

intéressante car son blocage réduit le swelling astrocytaire suite à un AVC (Sheth et al., 2016). 

Par ailleurs, l’AQP4 a de nombreux sites de phosphorylation importants pour sa 

régulation, sa synthèse et sa dégradation. En effet, un des sites sérine de phosphorylation 

(Ser180) dépendant de la PKC (Protéine Kinase C) permet l’internalisation d’AQP4 et la 

diminution de la perméabilité (Zelenina et al., 2002), alors qu’un autre site Ser111 permettrait à 

l’inverse l’augmentation de la perméabilité hydrique (Silberstein et al., 2004). La 
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phosphorylation du site Ser276 par la CKII (Casein kinase II) induirait la dégradation d’AQP4 

(Madrid et al., 2001).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 - Désorganisation de la structure orthogonale en OAP des canaux AQP4 dans 

des cas d’œdème ou de lésion cérébrale A gauche, les isoformes des canaux AQP4-M1 

(cercles violet) and AQP4-M23 (cercles bleus) sont regroupés pour former des OAPs 

(orthogonal array particles) au niveau des pieds gliaux en contact avec les vaisseaux sanguins. 

Il a été montré qu’une forte proportion en isoformes AQP4-M23 contribue à des cluster d’OAP 

de grande taille. Alors que l’augmentation de l’isoforme AQP4-M1 contribue à des OAP de 

plus petites tailles. Cette modification est observée dans des conditions pathologiques tel que 

l’AVC. Les connaissances récentes sur les aquaporines nous conduisent à émettre l’hypothèse 

que les OAP de grande taille contribueraient à la diffusion des gaz et des cations de la membrane 

des astrocytes au travers de pores centraux (flèches vertes) (modifié de Badaut et al., 2014 

revue).  

 

Des interactions et des régulations non-directes mais fonctionnelles ont été mises en 

évidence entre AQP4 et différentes protéines : l’agrine, protéine de la matrice extracellulaire 

liée à l’α-dystroglycane, s’avère cruciale pour le clustering des OAPs d’AQP4 à la membrane 

des pied gliaux (Noell et al., 2009). Le transport du K+ par les canaux potassiques Kir4.1 est 

fonctionnellement couplé à celui d’AQP4 (Amiry-Moghaddam et al., 2003 ; Nagelhus et al., 

1999), mais la perte d’AQP4 ne semble pourtant pas influencer l’expression de Kir4.1 dans les 

astrocytes (Ruiz-Ederra et al., 2007 ; Zhang et Verkman, 2008). Cependant, des résultats plus 

récents montrent que Kir4.1 serait sensible aux variations de volume cellulaire (Soe et al., 

2009), ce qui peut être fondamental dans la régulation homéostatique en cas d’œdème des pieds 
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gliaux. Dans le cervelet, AQP4 est associée à la NaK-ATPase dont on sait qu’elle serait 

impliquée dans la clairance du potassium extracellulaire après activation neuronale. Mais on ne 

sait pas si cette NaK-ATPase participe à la régulation de l’homéostasie hydrique médiée par 

AQP4. Néanmoins, l’association d’AQP4 avec les récepteurs métabotropiques au glutamate 

(mGluR5) au sein d’un complexe incluant une forme gliale de pompe NaK-ATPase (Sweadner, 

1989 ; McGrail, 1991) pourrait réguler la perméabilité hydrique associée à AQP4 dans les 

astrocytes (Illarionova et al., 2010). Il y a également un lien fonctionnel entre les connexines 

Cx43, protéine des jonctions communicantes exprimées au niveau des pieds astrocytaires 

(Giaume et al., 1991) et APQ4, dont la suppression par des ARN interférents induit une 

régulation à la baisse de ces connexines (Nicchia et al., 2005). A ce jour, nous savons que le 

lien fonctionnel étroit des AQP4 et des Cx43 est important dans la formation des jonctions 

“gap” (Katoozi et al., 2017) et participerait à la formation d’œdème par des voies de 

signalisation distinctes mais dont la Cx43 serait un effecteur en aval (Li et al., 2003). Plus 

récemment l’équipe de J. Badaut a clairement montré que la diminution de l’expression 

d’AQP4 par ARN interférence diminue l’expression des connexines Cx43 et réduit la mobilité 

de l’eau, alors qu’à l’inverse le « silencing » de Cx43 n’altère pas l’expression des aquaporines 

(Julienne et al., 2018). Enfin, à travers les co-transporteurs Na+- glutamate EAAT (excitatory 

amino acid transporters), le glutamate aussi régulerait AQP4 (MacAulay et al., 2004) : Dans 

certaines conditions pathologiques tels que l’AVC ou l’hypoxie, une trop forte sur-expression 

d’AQP4 par le glutamate et donc de l’absorption d’eau par les astrocytes pourrait conduire un 

gonflement des pieds astrocytaires (autrement appelé œdème cytotoxique) que j’expliciterai 

plus loin (Figure 12). 

 

 

La souris KO-AQP4 

 

 

La souris déficiente en AQP4 a permis d’en savoir plus sur le rôle de ce canal, de ses 

interactions avec la dystrophine, certains membres du DAPC et d’autres protéines gliales ainsi 

que les conséquences physiopathologiques de sa perte au niveau cérébral. 

 

Il y a trois principaux groupes de recherche qui étudient la souris AQP4 knock-out.  

L’équipe de Verkman de San Francisco aux Etats-Unis est la première à avoir généré en 1997 

des lignées de souris déficiente en AQP4. Celles de Hu de Nanjing en Chine (Fan et al., 2005), 

d’Otterson et Naghelhus d’Oslo en Norvège (Haj-Yasein et al., 2011). Des différences de 
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résultats observées entre les lignées provenant de Nanjing et celles d’Oslo et de San Francisco 

ont par ailleurs semé le doute. En effet, Saadoun et ses collaborateurs réfute la thèse de Zhou 

et al., 2008 en affirmant que la perte d’AQP4 n’altère pas l’intégrité de la barrière hémato-

encéphalique (Saadoun et al., 2009), ce qui est également conforté par des résultats plus récents 

de l’équipe d’Oslo. En effet, la délétion d’AQP4 n’altère pas la structure des cellules 

endothéliales des capillaires, ni l’expression des protéines de jonctions serrées tel que la 

claudine-5, l’occludine et ZO-1, ni la perméabilité vasculaire pour des traceurs de la taille de 

l’albumine (Eilert-Olsen et al., 2012). De plus, dans la même équipe, dans des conditions de 

stress hypo-osmotique, Haj-Yasein et al., 2011 mettent en évidence que les cellules 

endothéliales sont dépourvues d’AQP4 et que ces derniers exprimés au niveau astrocytaire 

contrôlent les échanges d’eau à l’interface glio-vasculaire, puisqu’en leur absence la recapture 

d’eau est réduite, ce qui attribue aux pieds astrocytaires périvasculaires une fonction de barrière 

plus complexe que ce que l’on pensait. D’autre part, dans des modèles d’intoxication hydrique, 

la souris déficiente en AQP4 présente comme la souris KO-α-syntrophine une protection vis-à-

vis de l’œdème cytotoxique (Papadopoulos et Verkman, 2005) et un délai de clairance du 

potassium extracellulaire (Amiry-Moghaddam et al., 2003b). Dans l’équipe française de 

J.Badaut, l’ARN interférence (knock-down) a été utilisée chez le rat comme un autre modèle 

que celui knock-out, afin d’étudier les mouvements d’eau au travers des canaux AQP4 dans des 

conditions physiologiques normales et évaluer ainsi leur répercussion sur la mesure du 

coefficient apparent (ADC) en IRM de diffusion. Badaut et al. démontrent que l’inhibition de 

l’expression spontanée d’AQP4 par ARN interférence (siAQP4) fait diminuer drastiquement 

les valeurs d’ADC dans le cerveau, en l’absence de lésion du tissu cérébral ou quelque atteinte 

pathologique (Badaut et al., 2011). Dans des études ultérieures, ce groupe a testé sur des rats 

l’impact d’une lésion cérébrale traumatique (TBI : traumatic brain injury). Ces rats présentent 

un œdème, une neuroinflammation, une rupture de la BHE et une mort neuronale. Or, après 

traitement par ARN interférence, les rats TBI présentent une baisse de tous les symptômes cités 

précédemment (Fukuda et al., 2013). Une autre étude de la même équipe a été réalisée cette 

fois-ci sur des souris KO-AQP4 (provenant du Dr A.Verkman) et après induction d’une 

ischémie cérébrale transitoire par occlusion artérielle. L’absence d’AQP4 chez ces souris après 

une induction d’ischémie les protège de déficits neurologiques observés chez les WT, avec une 

lésion cérébrale plus petite mais un œdème plus important (Hirt et al., 2017). L’absence 

d’AQP4 dans ce modèle a donc un effet bénéfique en réduisant la lésion et en améliorant le 

phénotype comportemental à court et à long terme.  
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L’un des premiers évènements déclenchés après une ischémie est le développement 

d’un œdème à l’endroit même ou à proximité de la zone touchée par l’ischémie. Il y a deux 

types principaux d’œdème cérébral : vasogénique et cytotoxique. Dans le premier, il y a une 

fuite de composés plasmatiques vers le parenchyme cérébral dû à la rupture des jonctions 

serrées des cellules endothéliales de la BHE. Dans l’œdème cytotoxique, la barrière hémato-

encéphalique reste intacte, mais une perturbation du métabolisme cellulaire lié à un 

dysfonctionnement du transport d’eau et d’ions conduit à un gonflement des pieds astrocytaires. 

Dans les modèles d’œdème cytotoxique, les souris KO-AQP4 présentent une accumulation 

d’eau dans les pieds astrocytaires moins importante que les WT, ce qui suggère que la perte 

d’AQP4 est protectrice vis-à-vis de l’œdème par la diminution de la perméabilité médiée par 

les canaux AQP4 (Haj-Yasein et al., 2011). Dans le cas d’œdème vasogénique, l’excès d’eau 

est absorbé par les aquaporines des pieds astrocytaires pour être évacuée vers le liquide 

cérébrospinal. Mais dans ce cas, la souris déficiente en AQP4 montre une accumulation d’eau 

plus importante et une mortalité augmentée comparé aux souris WT (Papadopoulos et al., 

2004). Ainsi, AQP4 faciliterait l’accumulation d’eau lors de l’œdème cytotoxique et 

l’évacuation d’eau en excès dans le cas d’un œdème vasogénique. Cependant, plus récemment, 

une nouvelle catégorisation des œdèmes a été proposée, et donne une vision plus nuancée avec 

l’ajout d’un troisième type d’œdème à l’état intermédiaire entre cytotoxique et vasogénique 

(Figure 12). 

Figure 12- Les différentes phases de l’œdème : anoxique, ionique et vasogénique. Durant 

la lésion cérébrale, les premières minutes sont caractérisées par un œdème anoxique caractérisé 

par un gonflement des astrocytes et des dendrites neuronaux causé par la perturbation de 

l’équilibre hydrique et ionique. Durant l’œdème ionique, les astrocytes ont un gonflement plus 

important avec pour conséquence une atteinte des neurones et une fuite transitoire de la BHE. 
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L’œdème vasogénique est le résultat de la rupture des jonctions serrées conduisant à une 

augmentation de la perméabilité de la BHE pour l’albumine ou autres protéines plasmatiques 

contribuant à un gonflement des astrocytes plus conséquent et à une mort neuronale (modifié 

de Badaut et al., 2014 revue). 

 

AQP4 et Kir4.1 : couplage fonctionnel ? 

 

Les canaux AQP4 ne sont pas seulement importants pour les mouvements osmotiques 

et le drainage de l’eau, mais aussi pour le fonctionnement neuronal. En effet, des études sur des 

souris déficientes en AQP4 mentionnent une altération de l’excitation neuronale, laquelle est 

associée au niveau des astrocytes à une recapture plus lente du potassium en réponse à une 

stimulation neuronale expérimentale (Padmawar et al., 2005 ; Binder et al., 2006). A savoir par 

quels mécanismes les canaux aquaporines AQP4 sont impliqués dans l’altération du 

tamponnage potassique, la question n’est que partiellement élucidée. Les premières hypothèses 

ont suggéré une possible interaction entre ces deux canaux, ce qui a été confirmé dans la rétine 

(Connors et Kofuji, 2006). Dans le cerveau, l’hypothèse la plus probante à ce jour, même si elle 

reste controversée, est celle d’une interaction indirecte et fonctionnelle. La localisation de ces 

deux canaux à proximité l’un de l’autre à la membrane des cellules gliales (Nagelhus et al., 

1999 ; Connors et al., 2004) serait médiée par le complexe DAPC (Amiry-Moghaddam et al., 

2004). Ainsi, une diminution de la perméabilité hydrique pourrait perturber les mouvements 

osmotiques, et par conséquent le gradient de concentration potassique et en aval la recapture du 

potassium. Les variations de concentrations de potassium extracellulaire étant le reflet d’une 

activité neuronale, des concentrations excessives en potassium peuvent conduire le réseau 

neuronal à des phénomènes d'hyperexcitabilité : le potassium étant considéré comme un agent 

pro-épileptique. Ceci nous amène à nous intéresser plus particulièrement aux canaux 

potassiques Kir4.1. 

 

KIR4.1 ET HOMÉOSTASIE POTASSIQUE  

 

Les canaux potassiques Kir4.1 

 

Une fonction cruciale attribuée aux astrocytes est la clairance du potassium ; c’est-à-

dire le maintien d’une concentration extracellulaire de potassium adéquate pour le bon 

fonctionnement des neurones afin d’éviter toute éventuelle hyperexcitabilité neuronale. Comme 

nous l’avons précédemment mentionné les canaux Kir4.1 spécifiques de la glie en sont les 
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acteurs principaux (Djukic et al, 2008 ; Chever et al., 2010). Tout comme AQP4, Kir4.1 peut 

être ancré à la membrane via l’α-syntrophine (Connors et al., 2004) et la Dp71 (Fort et al., 

2008) ; l’ensemble AQP4, Kir4.1 et α-syntrophine est co-localisé à la membrane des pieds 

gliaux (Masaki et al., 2010).  

Codé par le gène KCNJ10, les canaux Kir4.1 font partie d’une famille de 15 canaux protéiques 

(UPHAR database) caractérisés par un courant entrant allant dans le sens du mouvement des 

ions dont la conductance est la plus importante, d’où leur appellation Kir pour canaux dits à 

rectification entrante (inwardly rectifying K+). Ces derniers ont été décrits pour la première fois 

dans les cellules gliales de Müller de la rétine (Newman et al., 1985). Ce n’est que dix ans plus 

tard que l’on a découvert l’expression des canaux Kir4.1 dans les cellules gliales de l’ensemble 

du système nerveux central (Takumi et al., 1995) : La distribution de Kir4.1 est large mais ne 

se retrouve pas dans toutes les structures cérébrales ; une forte expression est observée dans la 

couche glomérulaire du bulbe olfactif, les cellules gliales de Bergmann du cervelet, l’épendyme 

et la pie-mère alors qu’elle est beaucoup plus réduite mais présente dans les oligodendrocytes 

de la matière blanche du corps calleux et du cervelet. Ces canaux sont constitués de quatre sous-

unités dont chacune est composé de deux domaines transmembranaires formant un pore sélectif 

au passage de K+, ainsi que d’un domaine cytosolique N-terminal et un domaine C-terminal 

(Hibino et al., 2010). A ce jour, et grâce aux outils pharmacologiques et génétiques dont on 

dispose, plusieurs rôles de Kir4.1 ont été découvert que nous détaillerons ci-après.  

 

La souris KO-Kir4.1 

 

Deux types de souris knock-out Kir4.1 ont été développés depuis les dix à vingt 

dernières années. Une souris knock-out conventionnelle Kir4.1 (Kofuji et al., 2000 ; Kofuji et 

al., 2002) et une souris knock-out conditionnelle astrocyte-spécifique (Djukic et al., 2007) ont 

permis de mettre en évidence une dépolarisation de la membrane et une diminution du courant 

entrant, respectivement dans les cellules gliales de Müller de la rétine et dans les astrocytes de 

l’hippocampe. Ajouté à cela, des bloquants pharmacologiques utilisés sur ces souris, tels que le 

barium Ba2+, relativement spécifiques des canaux Kir4.1 à forte concentration (Jansen et al., 

2005), permettent d’isoler la contribution de ces canaux lors d’enregistrements 

électrophysiologiques. Ces données suggèrent un premier rôle de Kir4.1 dans la conductance 

potassique de l’astrocyte et de son potentiel de repos membranaire hyperpolarisé (Djukic et al., 

2007). Son second rôle est lié à la localisation spécifique et enrichie de Kir4.1 dans les pieds 

astrocytaires autour des synapses et des vaisseaux sanguins (Higashi et al., 2001), alors que son 
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expression à la membrane des corps cellulaires est moindre. Ceci suggère son implication dans 

la recapture du K+ au niveau de la synapse dite tripartite et son évacuation dans la circulation 

sanguine (Newman et al., 1996). Dans le même sens, l’étude menée par Djukic et son équipe 

(2007) dans l’hippocampe de la souris KO conditionnelle met en évidence une diminution de 

la recapture du K+ ainsi qu’une dynamique plus lente de la clairance suite à une activation 

neuronale (Chever et al., 2010). Cependant, comme les mesures de concentration en K+ sont 

globales, elles ne peuvent rendre compte précisément de la dynamique temporelle du K+ durant 

et après l’activité neuronale. D’autant plus que les astrocytes n’expriment pas tous Kir4.1, ces 

derniers ne peuvent à eux seuls expliquer le tamponnage potassique dans l’ensemble du 

cerveau. D’autres acteurs, comme la pompe Na/K ATPase entre autres, seraient impliqués et 

les mécanismes par lesquels Kir4.1 affecte spécifiquement l’homéostasie potassique. 

Rappelons aussi que le « siphonage » du potassium est possible grâce aux aquaporines AQP4 

qui fournissent la « driving force » nécessaire aux mouvements d’ions selon leur gradient de 

concentration chimique. De ce fait, comme nous l’avons abordé dans la partie précédente, ceci 

expliquerait qu’une perte d’AQP4 totale ou partielle puisse altérer le tamponnage potassique, 

entraîner une accumulation de potassium extracellulaire qui in fine peut conduire à une 

hyperexcitabilité des neurones. Inversement une perte de Kir4.1 peut aussi perturber les 

échanges d’eau. Par exemple, le blocage par la physotigmine du courant inhibiteur sortant 

spécifique de Kir4.1 est suffisant pour induire un gonflement des cellules gliales de Müller de 

la rétine (Pannocke et al., 2004). Kir4.1 semble ainsi avoir un tout autre rôle : la régulation du 

volume astrocytaire. Cependant, ce résultat n’est pas observé dans l’hippocampe, où à l’inverse 

de la rétine, le volume des astrocytes de l’hippocampe ne semble pas être altéré dans le modèle 

KO-Kir4.1 (Haj-Yasein et al., 2011). Enfin, à l’instar d’AQP4, Kir4.1 participe également à la 

fonction astrocytaire de recapture du glutamate (Djukic et al., 2007) médié principalement par 

les transporteurs EAAT1 et EAAT2 (Rothstein et al., 1996). Le glutamate étant chargé 

positivement, un équilibre des charges électriques positives des ions (stœchiométrie) de part et 

d’autre de la cellule est nécessaire. Ainsi, le transport de K+, Na+ et H+ est étroitement 

dépendant de celui du glutamate (Barbour et al., 1988).  

Des mutations du gène humain kcnj10 codant pour le canal Kir4.1 peuvent donner lieu 

à des symptômes tels que l’épilepsie (Bruno RJ et al., 2004 ; Haj-Yasein et al., 2011), l’ataxie, 

la surdité (Bockenhauer et al., 2009) que l’on retrouve dans le syndrome de EAST et de 

SESAME (Scholl et al., 2019). Mais également l’ischémie (Pivonkova et al., 2010), 

l’inflammation (Takeda et al., 2011), le traumatisme cérébral ainsi que les maladies 
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neurodégénératives tel que Alzheimer (Scarmeas et al., 2009), et la sclérose amyotrophique 

latérale (Bataveljic et al., 2012), sont associés à une perte de l’expression de Kir4.1. 

 

Le complexe des protéines liées à la Dp71 peut être subdivisé en deux sous-complexes.  

Le premier qui par l’intermédiaire des α-syntrophines permet l’ancrage d’AQP4 et Kir4.1 à la 

membrane des pieds gliaux. Nous revenons ainsi à notre hypothèse de travail : la perte de la 

Dp71 aurait pour conséquence une accumulation d’eau et de potassium extracellulaire et donc 

un impact sur l’homéostasie hydrique et potassique, ce qui suggèrerait que les altérations 

cognitives observées chez la souris Dp71-null seraient secondaires aux altérations glio-

vasculaires. Le second sous-complexe du DAPC associé à la Dp71 dans la glie a pour élément 

central le dystroglycane, qui permet le lien avec les protéines de la matrice extracellulaire. 

        

 

DYSTROGLYCANES, UN LIEN AVEC LA MATRICE EXTRACELLULAIRE  

  

Les dystroglycanes sont les produits d’un gène unique, DAG1 (Dystrophin associated 

glycoprotein-1), codant pour un seul ARNm. La protéine traduite est clivée en deux sous-unités 

formant un complexe de deux protéines reliées de manière non covalente : une protéine 

extracellulaire (α-dystroglycane de 120 kDa) et une protéine transmembranaire (β-

dystroglycane de 43 kDa), avec sa partie C-terminale associée au domaine riche en cystéine de 

la dystrophine. L’α-dystroglycane se lie aux composants de la matrice extracellulaire tels que 

la laminine et l’agrine. Le β-dystroglycane quant à lui est un composant central dirigé à la fois 

vers l’espace extracellulaire via l’α-dystroglycane et vers le cytosquelette cytoplasmique 

d’actine (Ibraghimov et al., 1992 ; Ervasti et al., 1993). Ainsi le complexe α / β dystroglycane 

est un récepteur d’adhérence cellulaire majeur et ubiquitaire permettant la stabilité de la 

membrane basale de nombreux tissus cellulaires tels que le muscle lisse et squelettique, la 

rétine, le cerveau et le système nerveux périphérique, la jonction neuromusculaire, l’interface 

entre les cellules endothéliales et les pieds gliaux, mais également les glomérules du rein et les 

barrières épithéliales du poumon, du foie et du pancréas. On observe également une isoforme 

spécifique dans la rétine, maintenant l’intégrité de la membrane limitante interne (Clements et 

al., 2017).  

Par ailleurs, le β-dystroglycane peut être phosphorylé par des tyrosine kinases (Sotgia 

et al., 2001), permettant son association avec ses partenaires protéiques, dystrophine et 

utrophine, mais aussi un rôle dans des cascades de signalisation tel que la cascade kinase ERK-



 57 

MAP (Spence et al., 2004), et même migrer de la membrane vers le noyau via le réseau 

endosome-réticulum endoplasmique (Gracida-Jiménez et al., 2017), ou encore comme un 

signal de dégradation (Ilshley et al., 2001). L’α-dystroglycane possède des sites de 

glycosylations dont les mutations au niveau de ces derniers peuvent être source de 

dystroglycanopathies. 

 

La souris KO-dystroglycane 

 

Le modèle de knock-out dystroglycane étant létal, ce n’est qu’au moyen du KO 

conditionnel que l’on a mis en évidence son rôle dans la régulation de l’architecture 

membranaire du pied astrocytaire. En effet, l’absence de dystroglycane a pour conséquence une 

réduction du clustering en OAPs des canaux AQP4 (Noell et al., 2011). Cependant, le nombre 

restant d’AQP4 forment quand même quelques OAPs en absence de dystroglycane, ce qui 

suggère d’autres mécanismes moléculaires dans la formation des OAP d’AQP4 (cf Nicchia et 

al., 2008 ; et La souris Dp71-null p.65). 

 

SARCOGLYCANES, PROTÉINES GLIO-VASCULAIRES ?  

 

Les sarcoglycanes sont des protéines transmembranaires glycosylées sur leur partie C-

terminale et contenant un grand domaine C-terminal avec une région riche en cystéine. Codé 

par le gène SGCE et premièrement découvert dans le muscle et les nerfs périphériques 

(Claudepierre et al., 2000). Les sarcoglycanes constituent une famille de sept protéines : α-, β-

, γ-, ε-, δ- et ζ- sarcoglycanes et la sarcospane. (Ettinger et al., 1997 ; McNally et al., 1998 ; 

Crosbie et al., 1999). Les mutations touchant l’une des formes peut engendrer une dystrophie 

musculaire des ceintures (Ozawa et al., 2005) et celle touchant spécifiquement le ε-

sarcoglycane aboutit au syndrome de dystonie myoclonique (Zimprich et al., 2001 ; Waite et 

al., 2016). Ceci confère un rôle plutôt musculaire aux sarcoglycanes. Le complexe des 

sarcoglycanes étant ancré latéralement à la membrane en lien avec le β-dystroglycane, tout en 

renforçant son lien avec la dystrophine (Humphrey et al., 2015), aurait pour rôle de stabiliser 

les compartiments intra- et extracellulaires (Waite et al., 2009). Cependant, le rôle de toutes les 

isoformes n’est pas complètement connu, tel la forme ζ - dont on ignore encore les fonctions 

(Wheeler et al., 2002). L’hypothèse d’une expression des sarcoglycanes au niveau central est 

une large voie de recherche avec en particulier celle du -sarcoglycane au niveau gliovasculaire 

(Boulay et al., 2015) et de l’ε-sarcoglycane au niveau neuronal. Ce dernier, dont on sait 
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l’expression dans les cellules de Purkinje du cervelet et les neurones dopaminergiques de la 

substance noire et de l’aire tegmentale ventrale, pourrait éventuellement être en cause dans 

l’altération de la transmission dopaminergique observée chez des patients souffrant de 

sarcoglycanopathie (Allikian et al., 2007 ; Hjermind et al., 2008 ; Esapa et al., 2007 ; Chan et 

al., 2005 ; Nishiyama et al., 2004). Dans le système glio-vasculaire, le -sarcoglycane est 

surexprimé chez les souris déficientes en connexines Cx30. De manière intéressante, des 

expériences de purification et de séparation de sous-types de vaisseaux cérébraux selon leur 

taille tout en préservant les pieds astrocytaires associés ont été initié par A-C. Boulay de 

l’équipe de M. Cohen-Salmon (Collège de France, Paris). Des analyses par RT-PCR sur ces 

vaisseaux isolés (Yousif et al., 2007) ont permis de détecter les différents transcrits des 

sarcoglycanes. Ainsi, d’autres sarcoglycanes glio-vasculaires s’ajouteraient au -sarcoglycane. 

En effet, en séparant les vaisseaux extrait et purifié du cerveau puis isolés selon leur diamètre, 

les δ- et ε-sarcoglycanes ont été mis en évidence dans les vaisseaux de gros calibre supérieur à 

100 μm (Boulay et al., 2015). Ces études préliminaires mettent en lumière l’existence d’autres 

complexes de sarcoglycanes au niveau gliovasculaire, jusque-là inconnus.  

 

 

LAMININE ET AGRINE, COMPOSANTS DE LA MATRICE EXTRACELLULAIRE  

 

Les laminines, dont la première forme a été isolée il y a quarante ans (Timpl et al., 1979), 

sont des glycoprotéines de la lame basale, un type de matrice extracellulaire dont la fonction 

est de maintenir les cellules et tissus ensemble, et de réguler ainsi de nombreuses activités et 

voies de signalisation cellulaire. Au niveau de leurs structures, les laminines sont des 

hétérotrimères composés d’une des cinq chaînes α, d’une des trois chaînes β et d’une des trois 

chaînes  (Durbeej et al., 2010). Ces trois chaînes s’assemblent pour former une structure en 

forme de croix asymétrique composée d’un long bras et de trois bras courts. Le long bras 

correspondant à la partie C-terminale est en interaction avec des récepteurs de la membrane 

cellulaire et possède des sites de liaison avec l’α-dystroglycane et les intégrines. Les trois bras 

courts constituent la partie N-terminale interagissant avec d’autres laminines. Un premier 

réseau de polymères de laminines va former avec le collagène IV un réseau supramoléculaire 

important pour la stabilité de la membrane basale. Codés par 11 gènes LAMA1-5, LAMB1-3 et 

LAMG1-3, les différentes combinaisons de sous-unités α, β et  des laminines varient en 

fonction du type cellulaire et tissulaire. La laminine α1 β1 1 est la plus ubiquitaire durant le 
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développement alors qu’elle est restreinte à certains tissus à l’âge adulte. Au contraire, la chaîne 

α5 est la plus exprimée chez l’adulte (Miner et al., 1997). Les isoformes 211 (α2, β1, γ1) et 221 

(α2, β2, γ1) sont respectivement présentes dans les membranes des muscles squelettiques et 

cardiaques (Holmberg et Durbeej, 2013). Les sous-unités α2 ont des propriétés adhérentes avec 

les myoblastes (Schuler et Sorokin, 1995) et avec la sous-unité β2, elles seraient respectivement 

impliquées dans la myogenèse et la synaptogenèse (Hunter et al., 1989b). Alors que les sous-

unités α4 et α5 sont le plus abondamment exprimées à la membrane basale des cellules 

endothéliales (Yousif et al., 2013). Nous détaillerons ultérieurement les fonctions des 

différentes isoformes de laminines. 

 

L'agrine est codée par le gène AGRN et a pour fonction principale à la jonction 

neuromusculaire l’agrégation des récepteurs de l’acétylcholine et de protéines associées 

(Wallace BG et al., 1989), d’où sa dénomination issue du grec ageirein pour « assembler ». 

Elle favorise ainsi la formation de la densité post-synaptique apposée à la terminaison axonale, 

et contribue à l’établissement d’une transmission neuromusculaire fonctionnelle. L’agrine est 

une protéine de la matrice extracellulaire de haute affinité avec le dystroglycane ; son 

interaction comme celle entre la laminine et le dystroglycane est importante pour l’intégrité de 

la lame basale de nombreux tissus, non seulement dans les muscles ou les neurones, mais aussi 

dans les astrocytes, notamment pour l’adressage des canaux AQP4 (Noell et al., 2007). De plus, 

des expériences in vivo ont démontré que l’agrine est importante pour le clustering des OAPs 

d’AQP4 au niveau de la membrane des pieds astrocytaires. (Noell et al., 2009).  

 

La souris KO- α2-laminine 

 

La laminine α2 a un rôle important dans le maintien de l’intégrité de la barrière hémato-

encéphalique (Yao Yao et al., 2019), mais aussi dans le maintien des canaux AQP4 au niveau 

des astrocytes périvasculaires, et elle favorise l’expression sélective de la forme M23 d’AQP4 

(Long Tham et al., 2016). La laminine α2, exprimée par les astrocytes, régule le développement 

et la maturation de la barrière hémato-encéphalique. Son absence induit une gliose, une 

altération de la morphologie astrocytaire et une réduction de la présence d’α-SMA dans les 

muscles lisses des vaisseaux, ce qui suggère une BHE immature. On observe aussi une 

diminution d’expression de protéines de jonctions adhérente (VE-cadhérine) et serrées 

(claudine-5 et d’occludine), ce qui contribue à l’augmentation de la perméabilité de la BHE 

(Menezes et al., 2014).  
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DYSTROBRÉVINE ET UTROPHINE : ANALOGUES DE LA Dp71 ? 

 

 Les dystrobrévines, protéines de 87-94 kDa, existent sous deux isoformes principales, 

α- et β-dystrobrévines, codées respectivement par les gènes DNTA et DNTB. Homologues 

structuraux de la région C-terminale de la dystrophine, les dystrobrévines interagissent avec la 

dystrophine via leurs hélices H1 et H2 et peuvent, comme les dystrophines, lier jusqu’à quatre 

syntrophines. La dystrobrévine comporte également de nombreux partenaires protéiques tels 

que syncoline, desmuline, dysbindine, ainsi que les sarcoglycanes. L’α-dystrobrévine est 

majoritairement exprimée dans les muscles et le cerveau alors que la β-dystrobrévine, absente 

des muscles et du cœur, est présente au niveau du cerveau, des reins, des poumons et du foie 

(Rees ML et al., 2007). Malgré une similitude dans leur séquence protéique, les deux protéines 

ne différant que par la partie distale comportant des sites de phosphorylations, l’α-dystrobrévine 

et la β-dystrobrévine sont distribuées dans le cerveau dans des complexes protéiques différents 

(Blake et al., 1999). De par leurs nombreux sites d’épissage, elles comportent de nombreuses 

isoformes. Par exemple, l’α-dystrobrévine-1 est retrouvée dans le complexe des protéines 

associées à la Dp71 des astrocytes périvasculaires et de la glie de Bergmann, mais elle est 

absente des domaines post-synaptiques des neurones. 

 

La souris KO- α-dystrobrévine présente barrière hémato-encéphalique anormalement 

perméable, ainsi qu’un œdème cérébral progressif. Des analyses de co-culture de 8 jours 

d’astrocytes et de cellules endothéliales de souris WT versus KO-α-dystrobrévine montrent un 

délai dans l’expression temporelle des canaux AQP4 et Kir4.1 ainsi que de la laminine et de 

l’occludine chez les souris KO. Les contacts astrocyte/cellule endothéliale sont altérés en 

absence d’α-dystrobrévine, notamment une surexpression de β-dystrobrévine, et une 

diminution des quantités d’α- et β-dystroglycane et de Dp71 (Lien et al., 2012). Les auteurs de 

l’étude suggèrent que la perte de laminine et de dystroglycane pourrait être l’origine de 

l’augmentation de la perméabilité de la BHE et que, les canaux AQP4 ne parvenant pas à former 

des OAP, l’homéostasie hydrique serait alors perturbée et ceci conduirait à une rétention d’eau 

et à l’œdème cérébral progressif. 

 

 L’utrophine pour la première fois identifiée en 1989, par Love et son équipe, est une 

protéine paralogue de la dystrophine, exprimée de manière ubiquitaire dans le sarcolemme du 

muscle durant le développement fœtal. Elle est ensuite remplacée par la dystrophine durant 

l’embryogenèse puis restreinte aux jonctions neuromusculaires, au sarcolemme des muscles 
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squelettiques et aux muscles lisses, notamment ceux entourant les vaisseaux sanguins (Nguyen 

et al., 1991 ; Tinsley et al., 1992). Codée par le gène UTRN, la forme longue Up395 de 

l’utrophine est de 395 kDa. La séquence primaire de la protéine présente un domaine N-terminal 

de liaison avec l’actine-F et un domaine C-terminal riche en cystéine similaire à la dystrophine, 

permettant la liaison des partenaires du complexe DAPC, dont le β-dystroglycane, l’α-

dystrobrévine et les syntrophines (Blake et al., 2002 ; Haenggi et al., 2006).  

A l’instar de la dystrophine, l’utrophine Up395 possède deux promoteurs tissu-

spécifiques. Le promoteur UTRN-A permet la transcription de l’isoforme adulte Utrophine-A 

que l’on retrouve à la jonction neuromusculaire au niveau de la membrane postsynaptique, 

associée aux récepteurs à l’acétylcholine. Le promoteur UTRN-B permet quant à lui 

l’expression de l’isoforme Utrophine-B au niveau de l’endothélium vasculaire (Weir et al., 

2002). Au niveau cérébral, ces utrophines sont également distribuées différemment : 

l’utrophine-A est principalement exprimée dans les neurones, certaines cellules gliales et dans 

quelques structures vasculaires, tandis que l’utrophine-B est majoritairement localisée au 

niveau de l’endothélium vasculaire (Baby et al., 2010). Par ailleurs, on retrouve ces utrophines 

au niveau du complexe membranaire DAPC de la cellule gliale de Müller de la rétine (Fort et 

al., 2008), le système nerveux périphérique et de nombreux autres tissus tels que les reins, les 

poumons et le foie. 

Comme pour le gène DMD, des formes plus courtes d’utrophines issus des promoteurs 

internes du gène UTRN existent (Figure 13) mais leurs fonctions ne sont pas toutes connues à 

ce jour. L’utrophine Up113 ou G-utrophine est la première mise en évidence (Blake et al., 

1993), la plus abondamment exprimée dans le cerveau adulte, homologue à la Dp116, et 

également détectée en partie dans le système vasculaire. 
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Figure 13- Organisation des différents produits du gène UTRN. Le dessin en haut représente 

les 75 exons du gène UTRN de l’utrophine (box en jaune pour chaque numéro d’exon) et les 

introns (ligne noire), avec les flèches indiquant les différents promoteurs des différentes formes 

d’utrophine : Up395 pouvant être Utrn-A et Utrn-B, Up140, Up113, et Up71. L’utrophine 

comporte 4 domaines principaux : amino-terminal (N, différentes couleurs schématisant les 

différentes séquences NH2-terminales), central (vert), riche en cystéine (CYS, bleu) et C-

terminal (COOH, rouge). Les régions géniques et protéiques ne sont pas à l’échelle (Perronnet 

et Vaillend, 2010). 

 

La souris KO-utrophine 

 

La souris déficiente en utrophine présente une réduction du nombre de récepteurs à 

l’acétylcholine au niveau de la jonction neuromusculaire mais ne montre pas de signe de 

faiblesse musculaire et pas de compensation par une surexpression de dystrophine. (Deconinck 

et al., 1997 ; Grady et al., 1997). Cependant, dans le complexe des protéines associées à 

l’utrophine-B (UGC) des cellules endothéliales, la perte d’utrophine suggère un rôle dans le 

fonctionnement de la BHE (Haenggi et al., 2004).   

 

L’absence de Dp71 peut donc potentiellement perturber les protéines de jonctions dont 

l’altération peut être signe d’une modification de la perméabilité vasculaire. Les protéines des 

jonctions sont une cible privilégiée pour déterminer les conséquences secondaires de la perte 

de Dp71 au niveau de la barrière hémato-encéphalique. 
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MODELES MURINS D’ETUDE DE LA Dp71 

  

Avant la souris transgénique Dp71-null, il n’y avait pas de modèle d’étude spécifique 

de cette protéine. Néanmoins, d’autres modèles murins, les souris mdx3cv et mdxβgeo, 

développés respectivement au début et à la fin des années 90 ont cependant permis les premières 

avancées sur la caractérisation indirecte – par la connaissance de sa localisation – du rôle de la 

Dp71. Mais ces souris présentaient une perte ou une diminution de toutes les dystrophines et 

ne permettaient donc pas d’affirmer que les phénotypes observés découlaient directement de la 

perte de Dp71.  

 

MODÈLES AYANT APPORTÉ DES INFORMATIONS INDIRECTES SUR LE RÔLE 

DE LA Dp71 DANS LA GLIE PÉRIVASCULAIRE ET LA BHE  

La souris mdx3cv développée par Chapman et al. en 1989 possède une mutation 

ponctuelle sur l’intron 65, donc sur la partie C-terminale commune à toutes les dystrophines et 

de fait possède une expression altérée de toutes les dystrophines. Cyrille Vaillend a le premier 

caractérisé le phénotype comportemental de cette souris et l’a comparé aux souris mdx 

déficientes uniquement en Dp427 (Vaillend et al., 1995 ; Vaillend et Ungerer, 1999). Les souris 

mdx3cv ont des réponses d’anxiété exacerbées par rapport aux WT, mais aussi une réduction 

de la locomotion. Cependant, cette première étude n’a pas détecté de déficits d’apprentissage 

plus importants que chez la souris déficiente uniquement en Dp427. Nicchia et son équipe ont 

également étudié la souris mdx3cv en comparaison avec les souris WT et Dp71-null (Nicchia 

et al., 2008), montrant des résultats similaires des niveaux d’expression d’AQP4, de β-

dystroglycane et d’α -syntrophine entre souris mdx3cv et Dp71-null. 

La souris mdxβgeo développée par Wertz et Fuchtbauer en 1998 possède quant à elle 

une insertion d’un gène rapporteur par un vecteur au niveau de l’exon 63, donc dans la partie 

C-terminale commune à l’ensemble des dystrophines. Dans ce modèle l’induction de la 

mutation se fait par le vecteur ROSAβgeo et contient le gène de la β-galactosidase. Au contraire 

de la mutation spontanée induite chimiquement par l’éthylnitrosurée sur la souris mdx3cv, chez 

la souris mdxβgeo il est possible de suivre l’expression des protéines durant l’embryogénèse 

grâce à l’activité de la β-galactosidase. L’étude de Vajda et al. en 2002 sur cette souris mdx 

βgeo a révélé que le début de l’œdème induit par injection de vasopressine (modèle 
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d’hyponatrémie) est plus tardif comparé aux souris contrôles. Ceci est associé à une réduction 

de l’expression d’AQP4 au niveau des pieds astrocytaires et de la glia limitans observé en 

immunofluorescence. Cependant, la quantité totale d’AQP4 n’étant pas modifiée, les auteurs 

suggèrent que l’AQP4 serait délocalisé de la membrane des pieds astrocytaires et associé à une 

perte d’expression périvasculaire de l’α-syntrophine. Afin de vérifier ces modifications 

d’échanges d’eau dans le cerveau, Vajda et son équipe mettent en évidence par IRM de 

diffusion que le coefficient apparent de diffusion (ADC) mesuré décroit progressivement durant 

les 35 premières minutes, indiquant une phase d’accumulation d’eau intracellulaire dans les 

deux groupes de souris WT et mdxβgeo. Après cet instant, l’ADC des souris contrôles décline 

drastiquement avant que les souris ne décèdent, alors qu’un délai supplémentaire et significatif 

est observé chez les souris mdxβgeo avant que l’ADC ne diminue aussi chez ces souris, mais 

plus tardivement (Vajda et al., 2002).  Les auteurs de cette étude suggèrent que la délocalisation 

d’AQP4 chez ces souris mdxβgeo a pour conséquence une résistance à l’oedème., comme cela 

avait été déjà suggéré dans d’autres modèles murins déficients en AQP4 (Manley et al., 2000) 

ou en syntrophine (Amiry-Moghaddam et al., 2004). 

Chez la souris mdx, uniquement déficiente en Dp427, Frigeri et son équipe ont mis en 

évidence pour la première fois une déficience en AQP4 dans le muscle mais également au 

niveau du système nerveux central (Frigeri et al., 2001). Les causes de cette altération restent 

mal comprises puisque la Dp427 n’est pas supposée être exprimée dans les cellules gliales 

exprimant AQP4. Quelques années plus tard, le groupe de Nico a comparé l’immunomarquage 

de la Dp71 chez les souris WT versus mdx durant le développement de la BHE et à l’âge adulte. 

Ces études suggèrent qu’il y a une perturbation de l'expression de la Dp71 chez la souris mdx 

déficiente en Dp427, ce qui pourrait expliquer que la souris mdx présente des altérations 

d’AQP4 et de la BHE (Nico et al., 2004 ; Nico et al., 2010). Ceci pourrait aussi contribuer aux 

déficits comportementaux des souris mdx, mais cette hypothèse reste contreversée (Perronnet 

et al., 2012). En effet, ces travaux montrent une expression réduite au niveau endothélial de 

ZO-1, une altération ultrastructurale des jonctions serrées et une augmentation de la 

perméabilité de la BHE (Nico et al. 2003). Une inflammation cérébrale associée à ces anomalies 

de structure est également suggérée, vue l’augmentation du facteur VEGF et de son récepteur 

VEGFR2 (Nico et al., 2002) et la surexpression de métalloprotéinases MMP-2 et -9 dont on 

connait l’implication dans l’altération de la BHE associé à l’inflammation (Nico et al., 2006). 

Ce modèle mdx a donc lui aussi apporté des informations indirectes d’un rôle joué par la Dp71 

dans la glie périvasculaire et la BHE. 
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LA SOURIS DP71-NULL  

Sarig et Nudel en 1999 nous offrent le premier modèle murin knock-in, c’est-à-dire par 

l’insertion d’un gène chimère (celui de la β-galactosidase, cf. Figure 14) dans la région 

promotrice, empêchant spécifiquement et uniquement l’expression de la Dp71. Ce modèle nous 

permettra donc d’étudier le rôle spécifique de la Dp71 par des études comparatives des souris 

Dp71-null et WT.  

 

Figure 14- Schéma de l’insertion du gène de la beta-galactosidase dans le premier exon de 

la Dp71 pour empêcher son expression. Le premier exon de la Dp71 et son site d’initiation 

de la transcription est localisé dans l’intron entre les exons 62 et 63 du gène de la DMD (flèche). 

Les boites rectangulaires représentent les exons. Les parties en gris représentent les régions 5’ 

et 3’ non transcrites et la ligne continue représente les introns (pas à l’échelle). Les lignes 

brisées indiquent les deux épissages alternatifs : celui du transcrit initié par le promoteur de la 

Dp71 (ligne en gras, continue) et celui des transcrits initiés en amont (autres produits connus 

du gène DMD ; en gras pointillé). ATG, codon initiateur de la Dp71 chez la souris WT, TGA, 

le codon stop du gène chimérique de β-galactosidase-néomycine (β-géo). L’insertion du gène 

β-géo est décrite schématiquement au-dessous et indiquée par les lignes en pointillés. 

Caractérisation comportementale  

La première caractérisation du phénotype comportemental des souris Dp71-null a 

montré une réduction de l’exploration et du comportement de recherche de la nouveauté, un 

déficit de rétention de l’évitement passif et des déficiences de mémoire et d'apprentissage 

spatial hippocampe-dépendants (Daoud et al., 2008). Une étude comportementale à plus large 

spectre a permis d’encore mieux de caractériser le phénotype associé à la perte de Dp71, 

notamment des déficits de mémoire de travail. La souris Dp71-null présente une altération de 

la flexibilité comportementale dans deux apprentissages impliquant la mémoire spatiale, dans 
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la piscine de Morris et dans le labyrinthe radial dans des tâches d’inversion de règles. En plus 

de ces aspects, une anxiété exacerbée s’ajoute au profil phénotypique de ces souris (Delphine 

Le Verger, Master 2) ainsi qu’une réduction des performances dans l’apprentissage de stratégie 

motrices dépendantes du cervelet (Helleringer et al., 2018). En revanche, ces souris n’ont 

aucune déficience de motricité fine ou d’équilibre impliquant le cervelet, rappelons d’ailleurs à 

ce titre que la souris Dp71-null n’est pas myopathe car la Dp71 n’est pas exprimée dans les 

muscles squelettiques adultes. Pour expliquer ce phénotype comportemental, on suppose que 

la perte de Dp71 conduirait à une hyperexcitabilité neuronale et in fine aux déficits cognitifs 

observés. Deux hypothèses pourraient être à l’origine de cette hyperexcitabilité neuronale : (1) 

un dysfonctionnement au niveau des synapses glutamatergiques et/ou (2) une perturbation de 

l’homéostasie potassique due à une dysfonction gliale. En effet, on sait que la Dp71 s’exprime 

à la fois au niveau neuronal et glial, et ce, dans différentes structures du système nerveux 

central : dans les neurones de l’hippocampe, du cortex et du bulbe olfactif (Gorecki et Barnard, 

1995) mais également dans les astrocytes périvasculaires (Haenggi et al., 2004 ; Szabo et al., 

2004) et les cellules gliales de Müller de la rétine (Claudepierre et al., 2000b).  

Dans la rétine, ces souris Dp71-null possèdent aussi des anomalies, comme une 

hypersensibilité à l’ischémie et des anomalies de l’électrorétinogramme (ERG). Cet examen 

électrophysiologique utilisé notamment en ophtalmologie permet l’enregistrement de l’activité́ 

électrique des cellules excitables de la rétine en présence ou absence de lumière. En condition 

scotopique (i.e. d’adaptation à l’obscurité), l’équipe d’Alvaro Rendon de l’Institut de la Vision 

à Paris a mis en évidence une diminution de l’amplitude de l’onde b (Cia et al., 2014) et d’autres 

recherches à ce niveau ont été récemment effectuées dans notre laboratoire (Barboni et al., 

2020, IOVS, sous presse).  

Étude des fonctions neuronales et synaptiques   

Dans le gyrus denté de l’hippocampe, l’ARNm de la Dp71 est détecté au niveau 

neuronal (Górecki et Barnard, 1995), et la protéine a été détectée dans les zones postsynaptiques 

(Jancsik et Hajós, 1999). Notre équipe (Daoud et al., 2008) a été la première à démontrer la 

présence de la Dp71 associée aux récepteurs NMDA et AMPA dans les synapses excitatrices 

glutamatergiques. Or, chez les souris Dp71-null, la perte de Dp71 est à̀ l’origine d’une 

augmentation de la transmission glutamatergique associée à une réduction de la plasticité 

synaptique au niveau des neurones CA1 de l’hippocampe. Une réduction du nombre des 

synapses excitatrices est aussi observée, de même qu’une augmentation de leur taille (Daoud et 
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al., 2008). Des analyses de microscopie électronique ont aussi révélé chez la souris Dp71-null 

des changements significatifs de densité et de taille des vésicules présynaptiques dans les 

synapses glutamatergiques de l’hippocampe (Miranda et al., 2011).  

Dans le cortex, la balance excitation/inhibition est modifiée en faveur de l’excitation 

(Chaussenot el al., 2019). La perte de Dp71 affecte donc principalement la transmission 

glutamatergique qui est anormalement augmentée, et est associée à une réduction de la plasticité 

synaptique (LTP) dans le cortex préfrontal et dans l’hippocampe. Ces résultats suggèrent une 

hyperexcitabilité neuronale des réseaux cortico-hippocampiques 

Enfin dans le cervelet, on sait que les réseaux neuronaux cérébelleux sont impliqués 

dans les stratégies de navigation (Rochefort et al., 2013) et pourraient contribuer à certains 

déficits d’apprentissage spatial observés chez la souris Dp71-null. Afin d’expliquer ces déficits 

à un niveau moléculaire et synaptique, Romain Helleringer et en collaboration avec notre 

équipe avons exploré si la PSD-95, protéine d’échafaudage majeure de la synapse 

glutamatergique, était modifié dans les cellules de Purkinje du cervelet. L’analyse de la taille 

et de la distribution des clusters de PSD-95 chez la souris Dp71-null indique une plus grande 

proportion de petits clusters comparé aux souris WT, suggérant que la Dp71 participerait à 

l’organisation moléculaire des densités postsynaptiques. Ces observations corroborent celles 

des modifications de la force synaptique dans l’hippocampe, également observée au niveau de 

la synapse fibre grimpante/cellule de Purkinje du cervelet (CF/PC). En effet, des 

enregistrements électrophysiologiques de signaux EPSC (courants postsynaptiques excitateurs) 

émis par les récepteurs membranaires AMPA et NMDA à la synapse CF/PC de la souris Dp71-

null révèlent une augmentation de la force synaptique tandis que la LTP est diminué au niveau 

de cette synapse.  

En cohérence avec les résultats observés dans d’autres structures, telles que 

l’hippocampe et le cortex, il semblerait que l’augmentation de l’excitation neuronale et la 

diminution de la plasticité soient une caractéristique des structures cérébrales en l’absence de 

Dp71.  

 

Étude des fonctions gliales  

 

En dehors des neurones, dans lesquels la quantité de Dp71 reste relativement faible, la 

Dp71 est fortement exprimée au niveau glial, plus précisément au niveau des pieds des cellules 

gliales. Ceci a été montré au niveau des cellules gliales de Muller dans la rétine (Claudepierre 
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et al., 2000), des cellules gliales de Bergmann dans le cervelet et des astrocytes périvasculaires 

dans l’ensemble du cerveau (Haenggi et al., 2004).  

Dans la rétine, la Dp71 est majoritairement exprimée par la cellule gliale de Müller 

(Claudepierre et al., 1999 ; Mornet, et al., 2000) mais aussi dans les astrocytes (P6 et adulte) et 

les péricytes autour des vaisseaux rétiniens (Tadayoni et al., 2009). La localisation de la Dp71 

à l’aide des anticorps H4 et 5F3 au niveau des pieds et du soma des cellules gliales de Müller a 

permis de révéler respectivement deux groupes de Dp71, les Dp71 d et f. La localisation des 

Dp71e et de la Dp40 dans la rétine reste à élucider. L’expression des dystrophines dans la rétine 

humaine est comparable à la rétine de souris (Tadayoni et al., 2009). Chez la souris Dp71-null, 

on observe dans la rétine une délocalisation des canaux potassiques Kir4.1 le long des cellules 

gliales de Müller et une réduction de l’expression des canaux aquaporines AQP4 (Dalloz et al., 

2003). La dérégulation de l’homéostasie du potassium dans la rétine est à l’origine d’une 

hyperexcitabilité neuronale et d’une excitotoxicité liée à une réduction de la capture du 

glutamate par les cellules gliales de Müller. En effet, la perte de Kir4.1 induit une dépolarisation 

de la membrane de ces cellules en conséquence de la baisse des courants potassiques K+ (Kofuji 

et al., 2000 ; Kofuji et al., 2002).  

Dans les astrocytes périvasculaires de l’ensemble du système nerveux central, il semble 

que la perte de Dp71 perturbe le tamponnage extracellulaire du potassium K+ et l’homéostasie 

hydrique (Dalloz et al., 2003 ; Amiry-Moghaddam et al., 2004 ; Connors et al., 2004 ; Haenggi 

et al., 2006 ; Fort et al., 2008). La Dp71 est identifié comme la protéine permettant l’ancrage 

des canaux AQP4 mais une précision s’ajoute à ces résultats par l’équipe de Nicchia et al., 

2008. En effet, en étudiant pour la première fois la souris Dp71-null, et en la comparant à la 

fois aux souris WT mais aussi mdx3cv, Nicchia et son équipe mettent en évidence dans le 

cervelet un premier pool de canaux AQP4 dépendant de la Dp71, au niveau périvasculaire, ainsi 

qu’un second pool ne dépendant pas de la Dp71 dans la couche granulaire et la substance 

blanche du cervelet. Le premier pool Dp71-dépendant correspondant à des OAP de grande taille 

est altéré, c’est-à-dire que les isoformes d’AQP4 M1 et 23 qui composent l’OAP sont réduits 

alors que le second pool correspondant à un OAP de taille plus petite ne l’est pas. Les auteurs 

suggèrent que la Dp71 n’est pas nécessaire pour l’expression de certains pools d’AQP4 dans 

certaines sous-régions comme la couche granulaire (gcl) du cervelet, les pieds gliaux de la glia 

limitans externe et les cellules épendymaires. Dans cette étude, l’α-syntrophine est très 

fortement diminuée alors que le β-dystroglycane l’est légèrement. L’ancrage d’AQP4 à la 

membrane nécessite l’α–syntrophine, alors qu’au contraire la localisation membranaire de 

syntrophine ne dépend pas d’AQP4 (Nicchia et al., 2005).  
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Dans l’hypothalamus ou plus précisément l’axe hypothalamo-hypophysaire, le groupe 

de Latifa Dorbani-Mamine montre l’implication fonctionnelle de la Dp71. Sa localisation 

hypothalamique au niveau des pieds astrocytaires est nécessaire à la régulation de l’osmolalité 

plasmatique alors que, dans la neurohypophyse, elle est impliquée dans le contrôle de la 

sécrétion de vasopressine (Benabdesselam et al., 2010). 

 

Étude de la barrière vasculaire  

 

Des travaux menés à l’institut de la vision (Paris) ont permis de montrer que l'absence 

de Dp71 inhibe l'angiogenèse postnatale jusqu'à six jours après la naissance dans la rétine. 

Après P6, l’activité d’angiogenèse est plus élevée chez les souris Dp71-null, permettant un 

« rattrapage » de la vascularisation comparable aux souris sauvages à P12 (Tadayoni et al., 

2010).   

La dystrophine Dp71 joue un rôle clé dans le maintien de la barrière hémato-rétinienne 

BHR (Sene et al., 2009). Lors d’un décollement de rétine induit chez la souris C57BL/6, il est 

observé une délocalisation des canaux Kir4.1 et une baisse d’expression d’AQP4 et de Dp71 et 

une surexpression d’utrophine ne permettant pas de compenser la baisse de Dp71. Dans ces 

conditions de choc osmotique induits par le décollement de rétine, l’absence de Dp71 aggrave 

la pathophysiologie des cellules de Müller qui ne régulent plus efficacement les échanges d’eau, 

conduisant à un œdème cytotoxique, à une altération des courants potassiques et une 

augmentation drastique de la perméabilité de la BHR (Sene et al., 2009). 

Afin d’expliquer cette altération de la BHR, et dans la continuation du travail de Sene 

et al. (2009), B. El Mathari a mis en évidence le rôle de la Dp71 dans l’inflammation rétinienne 

et la dégénérescence des capillaires. En effet, l'absence de la Dp71 entraîne une augmentation 

de l'expression du VEGF, d’ICAM-1, une augmentation du nombre de leucocytes adhérents 

rétiniens et une dégénérescence accrue des capillaires, associée à une forte perméabilité 

vasculaire chez les souris Dp71-null (Mathari et al., 2015 ; Vacca et al., 2014).  

Dans la continuité de cette recherche, A. Giocanti-Auregan et al. (2016) ont exploré 

l’architecture du réseau astrocytaire rétinien et le développement vasculaire de la rétine. Ce 

dernier se trouve être perturbé et le nombre d’astrocytes diminuée dès P6 et jusqu’à l’âge adulte, 

ce qui pourrait être à l’origine d’un développement vasculaire retardé. A l’inverse, dans un 

modèle transitoire de rupture de la BHR in vivo, ne comportant ni ischémie ni injection de 

VEGF, il a été mis en évidence une diminution de l’expression de la Dp71 et d’AQP4, ainsi 
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qu’une délocalisation de Kir4.1 le long de la membrane des CGM. L’ensemble de ces anomalies 

ont été corrigés par injection intra-vitréenne de déxaméthasone (Siqueiros-Marquez et al., 2016) 

La suite de ces travaux sur le rôle de la Dp71 dans la rétine a consisté à tenter de restaurer 

l’expression de la Dp71 dans les cellules gliales de Müller chez les souris Dp71-null. Ceci a 

fait l’objet de la thèse d’Ophélie Vacca à l’institut de la vision (Paris) dans l’équipe d’A. 

Rendon. Ce groupe a utilisé un vecteur AAV recombinant comportant une capside ShH10 qui 

est un variant de l’AAV5 à spécificité gliale. Ce dernier comporte la séquence du gène de la 

Dp71 et de la GFP (expression bicistronique) afin de pouvoir suivre leur transduction. Les 

vecteurs AAV injectés dans l’humeur vitrée passent très mal la BHR. Mais dans le cas de la 

souris Dp71-null, les altérations de la matrice extracellulaire favorisent leur passage (Vacca et 

al., 2014), ce qui a aussi permis à l’AAV-ShH10 de transduire spécifiquement et efficacement 

les cellules gliales de Müller, et d’induire une forte ré-expression de la Dp71 dans la rétine des 

souris Dp71-null (Vacca et al., 2016). De plus, cette restauration de la Dp71 permet de restaurer 

la barrière hémato-rétinienne et de relocaliser les canaux AQP4 et Kir4.1, et permet aussi une 

résorption de l’œdème (Vacca et al., 2016).  

Ceci fournit une base importante pour le développement de nouvelles stratégies 

thérapeutiques pour les maladies dont la barrière hémato-rétinienne est endommagée, comme 

la rétinopathie diabétique, maladie liée à un œdème. L’adaptation d’un vecteur de ce type pour 

le cerveau a été récemment développée par O Vacca au cours de son stage postdoctoral dans 

notre équipe. Les AAV donnent des résultats prometteurs dans un nombre croissant d'essais 

cliniques (Bainbridge et al., 2008 ; Hauswirth et al., 2008 ; Maguire et al. ,2008) et sont 

également étudiés en recherche clinique pour traiter les dystrophies musculaires, la maladie de 

Parkinson et la maladie d'Alzheimer (Ginn et al., 2013).   

 

A la lumière de ces travaux, l’objectif de mon travail de thèse a été de caractériser les 

altérations moléculaires et cellulaires associées à la perte de Dp71 dans le cerveau. Mon modèle 

d’étude était la souris Dp71-null, afin d’identifier des altérations spécifiques d’une perte 

sélective de Dp71, sans l’influence d’autres dystrophines comme dans les modèles de type mdx. 

J’ai comparé les altérations présentes dans le cervelet et l’hippocampe, deux structures qui 

semblent impliquées dans la genèse de perturbations comportementales chez la souris Dp71-

null (Helleringer et al., 2018 ; Chaussenot et al., 2019). Ce travail a été effectué en étroite 

concertation et collaboration avec A Rendon (Institut de la Vision) et M Cohen-Salmon et AC 

Boulay (Collège de France). J’ai également participé à un projet collaboratif financé par l’ANR 

et l’AFM-Telethon, visant à identifier des perturbations physiologiques reflétant des altérations 
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de l’homéostasie hydrique et potassique et des fonctions de la BHE. Cette partie de projet 

impliquait une postdoctorante impliquée notamment dans des expériences visant à restaurer la 

Dp71 cérébrale avec des vecteurs AAV (O Vacca), un groupe d’électrophysiologistes de notre 

Institut, spécialistes des cellules gliales de Bergmann du cervelet (R Helleringer, H Daniel et 

M Galante), une ingénieure de recherche experte en IRM in vivo (C Sébrié), une ingénieure 

d’étude (C Izabelle) et la plateforme de microscopie électronique de l’I2BC (Gif-sur-Yvette). 

Les résultats de cette seconde partie de projet feront l’objet d’une publication en préparation 

qui décrira cette caractérisation pluridisciplinaire des phénotypes liés aux fonctions gliales de 

la Dp71, dont certains sont/seront utilisés pour évaluer l’efficacité d’un traitement par injection 

de vecteurs AAV pour ré-exprimer la Dp71 dans le cerveau. 
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I. ALTERATIONS MOLECULAIRES ASSOCIEES A LA 

PERTE DE DYSTROPHINE DP71 
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INTRODUCTION 

 

  L’hippocampe est une structure bilatérale de forme recourbée composée de la corne 

d’Ammon et du gyrus denté. Elle est organisée en sous-couches avec notamment deux couches 

neuronales, celle des cellules pyramidales des champs ammoniens (CA1-CA4) constituant la 

stratum pyramidale SP et des cellules granulaires du gyrus denté (GD). Au-dessus de la SP se 

trouve une couche nommée stratum oriens SO, qui contient les dendrites basales des neurones 

pyramidaux, et entre la SP et le GD, se succèdent les sous-couches stratum radiatum SR, 

contenant les dendrites apicales, stratum lacunosum moleculare SLM et stratum moleculare 

SM. La sous-couche SLM est formée de lacunosum par lesquels les artérioles entrent le long 

de la fissure hippocampique et se subdivisent ensuite en artérioles précapillaires et in fine en 

capillaires.   

 

Figure 15 - Organisation laminaire de l’hippocampe de souris. (A) Coupe transversale 

d’hippocampe. En vert sont représentés les astrocytes marqués par la GFAP et en rouge les 

neurones de la couche granulaire du gyrus denté marqué par NeuN qui se superposent au 

marqueur nucléaire DAPI (bleu) (B) Coupe transversale d’hippocampe gauche de souris. En 

noir sont représentés les neurones pyramidaux des champs ammoniens CA1-CA4 ainsi que les 

cellules granulaires du gyrus denté (DG). (C) Schéma représentatif des différentes sous-couches 

de l’hippocampe. En pointillé sont délimitées les sous-couches ainsi que les champs ammoniens 

de l’hippocampe. En gris, ce sont les neurones de la stratum pyramidale (SP) et de la stratum 

granulosum (SG).  F : Fornix, H : Hile, SO : stratum oriens, SR : stratum radiatum, SLM : 

stratum lacunosum moleculare, SM : stratum moleculare. 

 

 

 

A B C 
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Le cervelet, ou plus exactement le cortex cérébelleux, est aussi une structure laminaire 

qui comporte plusieurs couches distinctes : la couche moléculaire (externe) contenant 

l’arborisation dendritique des cellules de Purkinje et les prolongements gliaux des cellules de 

Bergmann qui forment par leurs pieds périvasculaires et la glia limitans externe ; la couche des 

cellules de Purkinje contenant aussi les corps cellulaires des cellules de Bergmann ; et la couche 

granulaire. Chacun des lobules du cervelet est espacé par de la substance blanche formant le 

centre médullaire du cervelet.  

 

 

Figure 16 - Organisation du cervelet.  (A) Coupe sagittale du cervelet où sont représentés les 

différents lobules et ses différentes sous-couches. wm : mattière blanche ; ml : couche 

moléculaire ; PCl : couche des cellules de Purkinje ; gcl : couche des cellules granulaires. (B) 

Coupe sagittale sur tranche d’un lobule de cervelet marqué par la GFAP en vert montrant les 

cellules gliales de Bergmann et ses prolongements radiaires dont les pieds forment la glia 

A 

B 

C 
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limitans. (C) Représentation schématique des sous-couches du cervelet. Cellule en bleu : 

Cellule granulaire et ses prolongements vers la couche moléculaire dont les fibres parallèles : 

cellule en rouge : cellule gliale de Bergmann ; cellule en vert : cellule de Purkinje et son arbre 

dendritique. 

 

Dans cette première partie de l’étude expérimentale, nous avons cherché à évaluer 

l’impact de la perte de Dp71 au niveau moléculaire dans le cervelet et l’hippocampe car ces 

deux régions cérébrales sont associées à des déficits cognitifs et neurophysiologiques 

hippocampe-dépendants (Daoud et al., 2008 ; Chaussenot et al., 2019) et cervelet-dépendants 

(Helleringer et al., 2018) chez la souris Dp71-null. Pour ce faire, nous avons évalué la 

distribution d’AQP4 et des protéines associées à la Dp71 par des analyses semi-quantitatives 

d’immunofluorescence avec double marquage glial et vasculaire des différentes cibles 

protéiques et leur analyse par imagerie confocale et/ou de de marquage immunogold en 

microscopie électronique. Nous avons comparé le profil d’expression de ces protéines dans les 

différentes couches du cervelet et de l’hippocampe, et pour aller plus loin, nous avons détaillé 

leur expression dans des préparations de vaisseaux purifiés du cerveau antérieur et triés en 

fonction de leur calibre : artérioles (≥ 30 µm de diamètre), artérioles précapillaires (10-30 µm 

de diamètre et capillaires (5-10 µm de diamètre). 

 

MÉTHODES 

 

Animaux 

 

Les souris transgéniques Dp71-KI (Sarig et al., 1999) ont été offertes par le Professeur 

David Yaffe (Weizmann Institute, Rehovot, Israël). Ces souris ont été construites par 

recombinaison homologue en remplaçant une grande partie du premier exon spécifique, site 

d’initiation de la transcription de la Dp71, et une petite partie du premier intron de la Dp71, par 

une séquence chimérique codant la protéine β-galactosidase-néomycine (β-geo). Cette 

manipulation inhibe spécifiquement l’expression de la Dp71 sans interférer avec les autres 

produits du gène dmd (Sarig et al., 1999). Les souris Dp71-null ont été croisées sur plus de dix 

générations avec des souris sauvages, mâles et femelles, sont sur fond génétique pur C57BL/6 

(Janvier Labs, France) par le Dr. Alvaro Rendon (Institut de la Vision, Paris, France) au CDTA 

(CNRS, Orléans, France). La production et le maintien de la lignée est réalisé par le croisement 

des souris mâles Dp71-null (XDp71/Y) avec des souris femelles sauvages (X/X) afin d’obtenir 



 77 

des femelles hétérozygotes (XDp71/X) que nous avons sélectionné pour un deuxième croisement 

avec des souris mâles sauvages (X/Y). Ainsi, au sein de la même portée, nous sélectionnons 

pour notre étude les souris mâles sauvages (X/Y) et Dp71-null (XDp71/Y). Tous les animaux ont 

été génotypés par analyse PCR des queues de souris et détection du gène β-galactosidase (β-

geo). Ils ont été maintenus durant un cycle jour-nuit de 12h (lumière à partir de 7h du matin) 

avec nourriture et eau ad libitum. Toutes les expériences ont été réalisées chez des souris adultes 

(2,5 à 5 mois) en respectant les règles en matière d’éthique (#D91-471-104) en conformité avec 

la directive européenne 2010/63/EU, le Comité National Français (87/848) et le Comité 

d’Ethique local (Paris Centre et Sud, #59). 

 

Anticorps utilisés en immunofluorescence 

 

 Des anticorps primaires polyclonaux produits chez le lapin ont été utilisés: H4 dirigé 

contre les exons 78-79 de la partie C-terminale de la dystrophine ; anti-β-dystroglycane 

(dilution 1:400; don de D. Mornet, Montpellier) ; l’anti-Aquaporin-4 AQP4 (dilution 1:200, 

Alomone labs, Israël) ; l’anti-Kir4.1 (dilution 1 :200, Alomone labs, Israël) ; l’anti-alpha-1 

syntrophine (dilution 1 :200, Alomone labs, Israël ); l’anti-pan-laminine (dilution 1 :200, 

Sigma) ; l’anti-zonula occludens-1  ZO-1 (dilution  1:400, Invitrogen, USA) ; l’anti-Glial 

Fibrillary Acidic Protein GFAP (dilution 1: 1000, Dako, Denmark) ; l’anti-utrophine (dilution 

1 :200 ; K7 don de D Mornet) ; et l’anti-alpha smooth muscle actin SMA (dilution 1 :200, 

Sigma). Des anticorps monoclonaux ont été utilisés : l’anti-GFAP produit chez la souris 

(dilution 1:500, Sigma) afin d’analyser le marquage astrocytaire et d’étudier l’éventuelle 

localisation des protéines cibles dans les pieds gliaux périvasculaires ; Dys1 dirigé contre la 

partie N-terminale de la dystrophine Dp427 (dilution 1:3). Les anticorps secondaires suivants 

ont été utilisés : goat anti-rabbit conjugué à la cyanine Cy3 (dilution 1:400, Jackson 

Immunoresearch, USA) et goat anti-mouse IgG H&L (dilution 1:400 Alexa Fluor® 647, 

Abcam). La lectine lycopersicon esculentum Dy-Light 488 (Vector laboratories), spécifique 

des N-acetyl-D-glucosamines et N-acetyl-polylactosamines (Kawashima et al., 1990 ; Porter et 

al., 1990), a été utilisée comme marquage endothélial afin de normaliser les quantifications 

ainsi que pour l’étude de la vascularisation. 
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Extraction ARN  

 

Douze souris vont servir pour l’extraction d’ARNm et de protéines (six souris WT et 

six souris Dp71-null). Après dislocation cervicale, les cerveaux sont prélevés. On isole le 

cervelet et l’hippocampe que l’on met directement dans un tampon fourni avec le kit 

d’extraction d’ARN et de protéines sur colonne (NucleoSpin RNA/Protein isolation, Macherey-

Nagel). Dans un premier temps, les échantillons sont broyés, homogénéisés et subissent une 

lyse cellulaire. Les lysats sont extraits avec des filtres NucleoSpin®. Après liaison de l’ADN 

et de l’ARN à la membrane de silice, l’échantillon est incubé dans la Dnase I pour purifier 

l’ARN. Quant à la purification des protéines, on réalise une précipitation à travers une colonne. 

Les protéines sont ensuite dissoutes dans du tampon de charge (PSB-TCEP).  

 

Évaluation de l’intégrité de l’ARN 

 

L’intégrité de l’ARN et sa concentration ont été déterminé au Nanodrop® et à 

l’Experion RNA StdSens ™ (BioRad). Le Nanodrop® est un spectrophotomètre pour des 

microvolumes. Nous avons utilisé cet appareil pour analyser l’intégrité de l’ARN en déposant 

1 μl d’ARN de chaque échantillon. On obtient une courbe d’absorption ARN avec un pic à 260 

nm (Figure 17), ce qui indique la présence d’ARN et permet de calculer sa concentration grâce 

à la loi de Beer-Lambert : C = (A x e)/b ; où c’est la concentration en ng/ml, A l’absorbance, e, 

le coefficient d’extinction molaire en ng/ml et b le trajet optique en mm. Pour l’ARN, le 

coefficient d’extinction généralement admis est de 40 ng/μl et le trajet optique utilisé est de 1.0 

mm.  
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Figure 17- Exemple de courbe d’absorption ARN au Nanodrop®. L’absorbance (unité 

arbitraire) est exprimée en fonction de la longueur d’onde (nm). Échantillon d’ARN de cortex 

de souris Dp71-null (des échantillons de cortex ont parfois servi pour mettre au point les 

méthodes en début de projet, mais cette région cérébrale n’a pas été étudiée en détails). 

 

 

Le Nanodrop® a l’avantage de nous informer sur d’éventuelles contaminations. Ainsi 

pour considérer que l’ARN est pur, le ratio 260/280 doit être entre 1.5 et 2. En effet, l’ARN 

absorbe à 260 nm. Si le ratio est inférieur à 2, cela peut indiquer la présence de protéines, de 

phénol ou d’autres contaminants qui absorbent à 280 nm (par exemple l’ADN). Des composants 

tels que l’EDTA (acide éthylène diamine tétraacétique), le réactif TRIzol® (Guanidinium 

thiocyanate‐phenol‐chloroform) utilisé pour l’extraction d’acides nucléiques ou la guanidine 

HCl ont une absorbance à 230 nm et peuvent également contaminer l’échantillon d’ARN, ce 

qui peut s’évaluer par le calcul du rapport 260/230 qui doit être entre 2 et 2.2. Cependant, ce 

type de contamination ne biaise pas significativement le calcul des concentrations en ARNm. 

 

L’Experion™ a été utilisé pour évaluer la présence éventuelle d’une dégradation d’ARN 

parmi nos échantillons système d’électrophorèse automatique sur puce L’analyse quantitative 

de l’expression des gènes repose sur l’utilisation d’ARN pur et intact. Le but est de déterminer 

le RQI (RNA quality indicator), qui est l’indicateur de l’intégrité de l’ARN qui doit 

normalement comprendre 95 % d’ARN ribosomaux et 5% d’ARNm. La proportion d’ARN 

ribosomal est non négligeable et nécessite donc d’être évaluée. L’expérion donne également la 

valeur d’absorbance à 260 nm et permet de confirmer le rapport 260/280. La première étape est 

la dénaturation des ARN : 1 μl d’ARN de chaque échantillon et 1 μl de marqueur de taille sont 

mis à 70°C au bain marie pendant 2 min. Ces échantillons sont ensuite refroidis dans la glace 

pilée pendant 5 min et centrifugés. La deuxième étape est la préparation des réactifs : 600 μl de 
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gel d’électrophorèse (G) est centrifugé à 1500g pendant 10 min puis 1 μl de marqueur (S) est 

ajouté à 65 μl de G pour constituer la solution GS (gel-marqueur). La troisième étape est celle 

du remplissage de la puce Experion RNA StdSens : 12 puits sont remplis par 1μl d’ARN et 5μl 

de tampon de charge, un puit par 5μl de tampon de charge et 1μl de marqueur de taille, deux 

puits par 9μl de solution gel-marqueur et un puit servant de rinçage par 9μl de G.  

 

On obtient après lancement de l’analyse par le logiciel Experion une courbe montrant 

un pic de faible amplitude correspondant à l’ARN 5s et deux grands pics correspondant au 18S 

et au 28S (Fig. 18 A). Le logiciel peut également construire une représentation de la migration 

des ARN pour chaque échantillon ce qui permet d’observer la présence distincte des bandes 5S, 

18S et 28S ainsi que les 8 bandes du marqueur de taille (Fig. 18 B). L’intégrité de l’ARN est 

évaluée par la quantification de l’aire sous les pics correspondants aux ARN ribosomaux. Un 

ratio 28S/18S proche de 2 est indicateur d’un ARN intact. Un algorithme prend ensuite en 

compte d’autres caractéristiques de la courbe et la compare à une série standardisée d’ARN 

dégradés. On obtient ainsi une valeur du RQI, (indicateur de l’intégrité de l’ARN) compris entre 

10 (ARN intact) et 1 (ARN fortement dégradé). 

                  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18- Courbe d’absorption d’ARN et gel d’électrophorèse obtenus par l’Experion. 

(A) Pics correspondants à l’ARN 5S, 18S et 28S (B) Gel d’électrophorèse avec un premier puit 

correspondant aux 8 bandes du marqueur de taille et les puits 1-12 montrant la migration des 

échantillons d’ARN avec les bandes 5S, 18S et 28S. L’échantillon d’ARN n°9 dégradé fait 

apparaitre une bande noire tout le long du gel. 
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RT-PCR  

 

L’ADNc est synthétisé grâce à l’enzyme iScript, une reverse transcriptase modifiée (kit 

iScript BioRad cDNA Synthesis), A partir des ARNs préalablement quantifiés (Nanodrop et 

Expérion) et dilués au 1/10e, de manière à obtenir une quantité de 0.5 μg/μl d’ARN dans un 

volume final de 13 μl. On ajoute à chaque échantillon 2 μl d’eau dénuée de nucléase 4 μl du 

mix de réaction 5X et 1 μl d’iScript. On lance ensuite le programme de transcription inverse 

suivant : 25°C 5 min, 42°C 30 min et 85°C 5 min sur le thermocycleur Mastercycler® personal 

eppendorf. 

 

PCR quantitative  

 

Principe 

 

La PCR quantitative permet une mesure en temps réel de la quantité d’ADN. Un couple 

d’amorces prédéfini permet d’amplifier une région spécifique de l’ARNm. Après dénaturation 

de l’ADNc et hybridation des amorces sur la séquence cible, un agent intercalant, le 

SYBR®Green, émet un signal fluorescent uniquement lorsqu’il s’incorpore dans l’ADN double 

brin, permettant de quantifier un signal qui est donc proportionnel à la quantité de produits 

amplifiés (amplicons). Un seuil de fluorescence est fixé et une fois que la quantité d’ADN 

permet au SYBR®Green de dépasser ce seuil, on détermine le signal seuil dénommé cycle seuil 

ou Ct (Cycle threshold), qui est proportionnel à la quantité d’ADNc initialement présent dans 

l’échantillon. Le Ct calculé est en fait inversement proportionnel au logarithme décimal du 

nombre de copies initiales. 

Le résultat d’une PCR en temps réel est représenté par une courbe sigmoïde. Dans la Fig. 19, 

chaque courbe correspond à un échantillon et représente la mesure du signal de fluorescence de 

cet échantillon au fil des cycles d’amplification (RFU, unité relative de fluorescence). Pour 

chaque courbe, le point d’intersection de la droite obtenue par régression linéaire avec le niveau 

seuil (signal seuil = 0 ; matérialisé par la ligne verte horizontale dans la figure 19) correspond 

au Ct. 
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Figure 19 - Courbe de 

fluorescence en fonction du 

nombre de cycles PCR 

pour le gène codant 

l’actine. L’analyse par 

régression linéaire montre 

que tous les échantillons ont 

un CT compris entre 22 et 24 

cycles. RFU : unité relative 

de fluorescence.  

 

La variation relative de l’expression des gènes d’intérêts est ensuite calculée et 

normalisée par rapport à trois gènes de référence, UBC (Ubiquitine C), HPRT1 (Hypoxanthine 

phosphoribosyltransférase 1) et PGM1 (Phosphoglucomutase 1), supposés montrer des niveaux 

d’expression invariants dans nos groupes expérimentaux (logiciel CFX ManagerTM). Nous 

avons vérifié qu’il n’existe pas de différence significative d’expression de ces gènes de 

référence entre nos deux génotypes. L’ensemble des échantillons est analysé en duplicata pour 

chaque gène cible et gène de référence. Les valeurs moyennées sont utilisées comme valeur de 

Ct. 

 

Choix des séquences des amorces 

 

Les amorces ont été prédéfinies en recherchant des séquences spécifiques des gènes 

d’intérêts (Tableau 1) et en veillant à ce que les séquences amplifiées répondent à plusieurs 

critères assurant une réaction de qPCR optimale (applications BLAST et OligoAnalyzer ; 

logiciel APE) : une taille d’amplicon de 100 à 200 pb, une température de fusion (Tm) comprise 

entre 55 et 60°C, une quantité de paires de bases GC > 50%, et un nombre minimal (<4) de 

structures en épingle à cheveux (hairpin). Ces critères permettent d’assurer une hybridation 

robuste et spécifique des amorces à la séquence cible. Le tableau ci-dessous montre les 

séquences sens et anti-sens choisies pour les 3 gènes de référence et pour l’ensemble des gènes 

d’intérêts de notre étude. Les gènes de référence UBC, PGM1 et HPRT1 ont été choisis suite à 

des expériences préliminaires car ils présentent des niveaux d’expression proches de nos gènes 

d’intérêt. 
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Tableau 1 - Séquences des amorces. Les séquences sens et anti-sens utilisées pour la qPCR 

sont indiquées pour les 3 gènes de référence (UBC, PGM1, HPRT1) et pour les gènes d’intérêt 

AQP4 et ZO-1.   

 

Protocole 

 

La qPCR a été réalisée avec l’appareil CFX96 Touch Real-Time PCR Detection System 

(Biorad). Les échantillons sont déposés dans des plaques de 96 puits. Dans chaque puit, on 

dépose une quantité d’ADNc correspondant à 0.50 μg/μl d’ARNm, 375 nM de chaque amorce 

(sens et anti-sens) et du SYBR Green Supermix 2X jusqu’à un volume final 20 μl par puit.  

Vu le nombre important de gènes cibles dans notre étude, nous avons choisi d’analyser 

simultanément tous les échantillons sur chaque plaque (12 souris x 3 régions cérébrales x 2 

duplicats = 72 puits ; 6 WT et 6 KO) pour chaque gène cible. Afin de pouvoir faire des 

comparaisons entre plaques, et surtout pour pouvoir normaliser les résultats par rapports aux 

mesures effectuées avec les 3 gènes de référence, deux échantillons « contrôles » identiques (1 

WT et 1 DP71-null ; amorces dirigées contre le gène UBC) ont été déposés sur chaque plaque 

en duplicat afin de servir de « calibrateur ». D’autres puits contrôles sont également présents 

sur chaque plaque (H2O, puits dans lequel l’ADNc est remplacé par de l’eau). Le protocole 

d’amplification utilisé, représenté par la figure 20 ci-dessous, est constitué d’une étape à 95°C 

pendant 3 min, puis de 40 cycles de 10s à 95°C en alternance avec des cycles de 30s à 59°C. 

Une dernière phase allant de 65°C à 95°C par incréments de 0.5°C est utilisée pour créer une 

courbe de fusion (melt curve) qui permet de s’assurer qu’un seul amplicon a été généré 

(figure 20).  

 

 

 

 

 Sens Antisens 

UBC 

PGM1 

HPRT1 

AQP4 

ZO-1 

5’GCAAGACCATCACCCTGGAC-3’ 

5’-GCATTTCTCAGGCATTGAGG-3’ 

5’-CCCAGCGTCGTGATTAGC-3’ 

5’-GGTAAGTGTGGACATTCCTGC-3’ 

5’-GGGCTCCTGGGTTTGGATTTG-3’ 

5’-GAGCCCTCCTTGTGCTTGTT-3’ 

5’-GGAGAGCAAGGTGAAGTTCG-3’ 

5’-ATCTTTGTTTTGCTCGGTGTGG-3’ 

5’-ATCTTTGTTTTGCTGGTGTGG-3’ 

5’-GCTACAGGAAAATGACCGAGTTGC-3’ 
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Figure 20 - Représentation schématique du protocole de qPCR.  

 

Spécificité et efficacité de la réaction de qPCR 

 

Afin de valider l’amorce utilisée pour l’amplification d’un gène d’intérêt, on doit 

répondre à plusieurs critères. Tout d’abord, on doit vérifier qu’il n’y a qu’un seul pic dans la 

courbe de fusion ce qui indique que l’amorce est spécifique de notre gène d’intérêt et ne 

s’hybride pas à une autre séquence non spécifique qui serait responsable d’un second pic 

(Exemple de courbe de fusion, Figure 21) On peut confirmer cette spécificité en faisant migrer 

sur gel les produits amplifiés au cours de la qPCR. Pour tous les échantillons, un seul pic de 

forte amplitude apparait au cours du gradient de température à l’origine de cette courbe de 

fusion obtenue avec une paire d’amorces spécifiques du gène d’intérêt ciblé. 

 

Figure 21- Exemple de 

courbe de fusion. 

Variation de 

fluorescence 

d(RFU)/dT en fonction 

de la température 

(°Celsius). RFU : unité 

relative de 

fluorescence ; dT : en 

fonction du nombre de 

cycle CT. 
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On peut ensuite vérifier qu’il existe une relation linéaire entre la concentration en ADNc 

d’un échantillon et le CT calculé à partir du signal fluorescent. On utilise pour cela 5 dilutions 

afin d’obtenir une courbe étalon en 5 points. Un coefficient de corrélation linéaire R2 supérieur 

à 0.985 et une pente comprise entre 3.3 et 3.7 indiquent des conditions optimales. Le 

pourcentage d’efficacité est également déduit de cette courbe et entre 95 et 105 %, et cette 

valeur est ensuite également prise en compte pour le calcul du CT. Une efficacité de 100 % 

signifie que la quantité du gène cible est doublée à chaque cycle. Toutes ces 

validations/vérifications ont été effectuées dans notre étude 

 

Calcul du Ct 

 

Le Ct (Cycle Threshold) correspond au point d’intersection la courbe PCR sigmoïde 

avec le seuil, déterminé par un modèle de régression non linéaire.  Le CT correspond au nombre 

de cycles d’amplification qui ont été nécessaires pour commencer à détecter la séquence d’ADN 

cible. Plus le Ct est élevé, moins l’ARN est présent car il faut plus de cycles pour détecter le 

signal fluorescent. Inversement si le Ct est faible, le gène est fortement exprimé.  

 

Le delta du Ct (ΔCt), correspond à la quantité relative d’ADNc cible pour un échantillon 

par rapport à un échantillon contrôle (ou calibrateur), est calculé selon la formule suivante 

(Instruction Manual ; BioRad, France) :   

ΔCt échantillon =  𝐸Ct contrôle −Ct échantillon 

Où : E = Efficacité de réaction calculé selon la formule (% d’efficacité x 0.01) +1 avec 100% 

d’efficacité =2 ; Ct contrôle = moyenne des Ct (duplicata) pour l’échantillon correspondant au 

gene contrôle ; Ct échantillon = moyenne des Ct (duplicata) pour l’échantillon correspondant à 

un gène d’intérêt. 

Le double delta Ct, noté ∆∆Ct, correspondant à la quantité relative du gène d’intérêt ∆Ct échantillon 

normalisée par rapport aux gènes de référence (ref1-3) est calculé selon la formule suivante : 

∆∆Ct échantillon = ∆Ct échantillon / (∆Ct réf 1 x ∆Ct réf 2 x ∆Ct réf 3) 1/3
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Immunofluorescence 

 

Préparation des tissus 

 

Après dislocation cervicale, les cerveaux de souris C57Bl6 et Dp71-null âgées de 3 mois 

ont été disséqués et recouverts de poudre de carboglace pilée pour une congélation douce sans 

fixation initiale. Ces cerveaux sont ensuite conservés à - 80°C. Des sections de 30 µm 

d’épaisseur d’hippocampe (coupe frontale) et de cervelet (coupe sagittale) sont réalisées au 

cryostat à -13°C sur des lames SuperFrost Plus (Roth, France) puis stockée à -80°C. Les tissus 

sont postfixés dans l’acétone-méthanol (1 :1, -20°C, 5min) juste avant chaque expérience 

d’immunomarquage (Daoud et al., 2008 ; Vaillend et al., 2010). 

 

Purification de vaisseaux sanguins cérébraux  

 

La méthode mécanique d’isolation des vaisseaux cérébraux (Boulay et al., 2015 journal 

of visual experiments jove) a été réalisé sur des souris sauvages et Dp71-null âgées de 4 à 7 

mois. Après dislocation cervicale, le cerveau disséqué est placé dans 20ml de tampon B1 (1.5 

ml HEPES 1M dans 150 ml de HBSS). Les cerveaux sont finement coupés au moyen de scalpels 

en petits morceaux d’environs 2 mm puis broyés à l’aide d’un homogénéisateur automatique 

équipé d’un rotor effectuant 400 tours/min. (Dounce homogenizer). L’homogénat est centrifugé 

à 2000g pendant 10 min à 4°C et le supernageant éliminé. Le culot restant est resuspendu dans 

10ml d’un second tampon B2 (3.6 g de Dextran dans 20ml de tampon B1) puis manuellement 

agité pendant 1 min et centrifugé à 3200g pendant 15 min à 4°C. La myéline forme une couche 

blanchâtre à la surface du supernageant. Après retrait de la myéline et du surnageant, le culot 

est resuspendu dans 1ml d’un tampon B3 (1 g de BSA dans 100 ml de B1) en faisant des va-et-

vient avec une pipette équipée d’un cône « low binding » (Corning® DeckWorks™ low binding 

tips, Sigma). L’homogénat de vaisseaux est ensuite filtré à travers un filtre de 100µm afin de 

retenir les vaisseaux de gros calibre alors que l’homogénat de microvaisseaux passant à travers 

le filtre est quant à lui filtré à travers un filtre de 20µm. Au final, les filtres sont immergés dans 

un bécher contenant du tampon B3. Les vaisseaux sont ensuite détachés en remuant le filtre à 

l’aide d’une pince dans la solution contenant le tampon B3. Ce dernier contenant les vaisseaux 

est versé dans un falcon et centrifugé à 2000 g à 4°C pendant 5 min. Les vaisseaux isolés sont 

ensuite immobilisés sur des lames SuperFrost Plus puis recouverts de Cell Tak (Corning) et 

fixés avec 4% de paraformaldéhyde pendant 15 m avant immunohistochimie. 
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Protocole d’immunofluorescence 

 

Les lames sont décongelées pendant 1-2 min à température ambiante, immergées dans 

une solution fixatrice d’acétone/méthanol (1:1) à -20°C pendant 10 minutes, puis dans une 

solution de blocage composée de 10% de sérum de chèvre (NGS : normal goat serum), 1% 

d’albumine de sérum bovin (BSA), 0.3% de Triton 100X dans un tampon phosphate salin (PBS) 

à 0.1M. Les tranches de tissu et les vaisseaux isolés sont lavés trois fois dans du PBS à 0,1M 

puis incubés pendant 60min dans une solution de blocage contenant 10% de sérum de chèvre 

(NGS : normal goat serum), 0.3% de Triton 100X et 1% d’albumine de sérum bovin (BSA). 

L’incubation dans cette solution de blocage pendant 1 h à température ambiante permet de 

saturer les sites antigéniques non spécifiques. On applique à la fois les anticorps primaires et la 

lectine fluorescente Dy-Light 488 (Vector laboratories) pendant une nuit à 4°C (dilué dans du 

PBS 0.1M, 5%NGS et 0.1% BSA). On réalise le lendemain 4 lavages de 15 min dans du PBS 

0.1M puis on incube pendant 1 h à température ambiante avec les anticorps secondaires (1:500) 

conjugués à l’Alexa fluor (Invitrogen, France) ou la Cyanine 3 (Jackson ImmunoResearch, 

USA). Après 4 derniers lavages de 10 min dans du PBS 0.1M, les lames sont montées sous 

lamelle avec un milieu contenant un marqueur nucléaire fluorescent bleu (405nm) (DAPI-

fluoromount-G®, Clinisciences, France). Les contrôles sont réalisés en omettant l’anticorps 

primaire, aucun marquage non spécifique résultant éventuellement de l’anticorps secondaire 

n’est observé.  

 

Analyses des images prises au microscope confocal 

 

L’acquisition des photos est réalisée avec un microscope confocal Zeiss LSM 700 pour 

visualiser la fluorescence à 555 nm, 488 nm, 647nm (ou 694nm pour anticorps secondaire anti-

rat) et 405nm pour le DAPI. L’enregistrement séquentiel avec les deux tubes photo-

multiplicateurs (PMT) des images des tranches immunomarquées est pris aux mêmes endroits 

et durant une même période d’exposition pour les deux génotypes.  

L’intensité du laser pour le signal d’excitation des anticorps secondaires et du DAPI est 

ajusté afin d’éviter une superposition des signaux des fluorochromes. Des empilements de 7 à 

15 images espacés de 300nm à 500nm sont importées utilisant les objectifs EC Plan-Neofluar. 

Toutes les images avec les mêmes paramètres d’acquisition entre souris WT et Dp71-null sont 

analysées avec ImageJ en utilisant la projection maximum intensity et quantifié par le logiciel 

ImageJ (Figure 22 ci-dessous).  
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Figure 22 – Méthode de quantification de l’immunofluorescence. Exemples d’images de 

souris WT et Dp71-null montrant en rouge l’immunofluorescence de la cible protéique, en noir 

et blanc la projection correspondante analysée par le logiciel ImageJ et en vert 

l’immunofluorescence de la lectine servant de normalisation pour la quantification. Les fenêtres 

rectangulaires (en jaune et rouge pointillé) de 13 125 µm2 représentent l’aire de fluorescence 

quantifiée. Un nombre de 3 fenêtres par sous-couches sur deux tranches par souris et 4 à 5 

souris par génotype (4 WT, 5 Dp71-null) ont été moyenné et normalisé à la quantité de lectine 

(vert) ainsi qu’à la valeur moyenne des WT. So : stratum oriens ; sr : stratum radiatum, sp : 

stratum pyramidale 

 

Microscopie électronique dans le cervelet 

 

Les souris sont anesthésiées par injection intrapéritonéale d’un mélange de kétamine 

(60mg/kg) et de domitor (1mg/kg) et 0,1ml d’héparine est injecté en intracardiaque avant 

perfusion (500 UI). Les souris sont ensuite perfusées en intracardiaque (7.5ml/min) avec 0,1M 

de tampon phosphate (PB) contenant de l’héparine (10 UI) pendant 30s et ensuite avec 60ml de 

solution fixatrice contenant 4% de PFA et 1,2% d’acide picrique dans 0,1M de PB (pH 7,3-

7,4). Les cerveaux sont extraits et postfixés dans 4% de PFA. Le cervelet est ensuite coupé en 

tranche sagittales de 300 µm d’épaisseur au vibratome (VT 1000 S, Leica, Vienne, Autriche). 

Les morceaux de lobules de cervelet sont disséqués sous stéréo-microscope (1-2mm, 5e et 6e 

lobule autour de la fissure primaire, latéral 1,68-0,84) (Paxinos and Franklin, 2001) et 

cryoprotégés par immersion dans des concentrations croissantes de glycérol (10, 20, 30%). Des 

sections rondes de 1mm de diamètre incluant la glia limitans, la couche moléculaire et celle des 
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cellules de Purkinje sont cryofixées à haute pression (EMPACT2, Leica). Les échantillons sont 

ensuite congelés dans du méthanol contenant 1% d’acétate d’uranyle à -90°C pendant 12h 

(AFS2, Leica) et enrobés dans de la résine (Lowicryl HM20 resin, EMS, #14345) à -45°C 

pendant 2 jours. Pour l’immunomarquage, des coupes de 70nm sont réalisées sur 

ultramicrotome à l’aide d’une lame en diamant avec un angle de 35°, et sont successivement 

mises pendant 5min dans un milieu contenant 0.5% de Tween-PBS pendant 5min, puis 10min 

dans 50mM de Glycine-PBS, 30 min dans une solutions de blocage (Aurion, #905.002), 10min 

dans 0,1% PBS-BSAc (Aurion, #900.099) et enfin à 4°C la nuit avec l’anticorps primaire 

polyclonal anti-AQP4 (ou Kir4.1) fabriqué chez le lapin (1:40 ; Alomone, Israel). Les sections 

sont ensuite lavées plusieurs fois dans du PBS-BSA-c et incubées 30 min à température 

ambiante avec l’anticorps secondaire F(ab’)2 anti-lapin fabriqué chez la chèvre et conjugué aux 

particules d’or de 10nm (Aurion). Les tranches sont ensuite rincées plusieurs fois dans du PBS 

et de l’eau ultrapure et contrastées avec de l’actétate d’uranyle (10min) et du citrate (5min). Les 

tranches contrôles sont obtenues en retirant l’anticorps secondaire. Les photographies obtenues 

par microscopie électronique à transmission sont réalisées en utilisant un objectif JEOL1400 à 

x7000, le microscope fonctionnant à 80kV et étant équipé d’une caméra digitale (Gatan Orius). 

Les expériences sont réalisées sur 2 souris de chaque génotype (3 fenêtres et au final 25 images 

par souris). Les quantifications sont faites manuellement par comptage des particules dorées 

localisés aux pieds des cellules de Bergmann le long des capillaires (n>10, et > 180 µm de 

longueur de membrane par génotype) et le long de la glia limitans externe (>140 µm de 

longueur de membrane par génotype). Les longueurs de membrane sont mesurées en utilisant 

le logiciel Fiji (https://fiji.sc/) afin d’exprimer le nombre de particules dorées par µm. 

 

Statistiques  

 

Les données individuelles sont représentées sur les graphes et exprimées en moyenne 

d’écart-type ± SEM. Les comparaisons statistiques entre génotypes ont été effectuées à l’aide 

du test non paramétrique du Mann-Whitney. Une différence ou une corrélation est considérée 

significative si p< 0.05. 

 

 

 

https://fiji.sc/
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RÉSULTATS 

 

Perte partielle d’AQP4 et de β-dystroglycane et perte totale d’α-

syntrophine dans le cervelet  

 

Les premières expériences ont consisté à évaluer la localisation de la dystrophine Dp71 

dans l’hippocampe et le cervelet. L’anticorps polyclonal H4 dirigé contre la partie C-terminale 

de la dystrophine révèle un fort marquage de la Dp71 le long des vaisseaux sanguins dans toutes 

les couches de l’hippocampe et des lobules du cervelet (Figure 23A). Cet immunomarquage est 

complètement absent chez les souris Dp71-null ce qui nous indique que ce marquage 

correspond spécifiquement à celui de la Dp71. Des images à haute résolution obtenues par 

microscopie confocale sur des sections de tissu marqué par H4, et par la lectine Lycopersicon 

esculentum couplée au FITC qui permet de visualiser les cellules endothéliales, confirment la 

localisation du côté abluminal des capillaires. En effet, sur des coupes longitudinales et 

transversales de vaisseaux, le marquage de la Dp71 (rouge) ne colocalise pas avec celui des 

glycans des cellules endothéliales marqués par la lectine (Figure 23B). Ce qui confirme que 

l’expression de la Dp71 est distribuée le long de la membrane des pieds des cellules 

macrogliales (Haenggi et al., 2004 ; Enger et al., 2012).  

 

Il y a des évidences que la Dp71 joue un rôle clé dans l’ancrage et la stabilisation des 

canaux AQP4 à la membrane des pieds des cellules gliales du système nerveux central (Dalloz 

et al., 2003 ; Haenggi et al., 2004 ; Nicchia et al., 2004 ; Enger et al., 2012). Dans une première 

expérience, nous avons analysé les niveaux d’expression d’ARNm d’AQP4 dans l’hippocampe 

et le cervelet. De manière intéressante, l’hippocampe présente une surexpression significative 

des ARNm codant pour AQP4 alors que le cervelet ne présente aucune différence significative 

(Figure 24). Bien que cette surexpression en ARNm ait déjà été observée dans la rétine des 

souris déficientes en Dp71(El Mathari et al., 2015 ; Vacca et al., 2016), nos résultats suggèrent 

une transcription en ARNm d’AQP4 différentiellement régulée dans l’hippocampe par rapport 

au cervelet, ce qui nous a amené à évaluer dans ces deux structures l’expression d’AQP4 et des 

protéines associées au complexe de la Dp71.  
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Figure 23. Localisation de la protéine Dp71. (A) Projection d’une superposition d’images 

(stack) obtenue par microscopie confocale montrant le marquage de la dystrophine Dp71 

(rouge) par l’anticorps H4 dans l’hippocampe et le cervelet des souris WT et Dp71-null. Ce 

marquage est distribué le long des vaisseaux sanguins dans toutes les couches de l’hippocampe 

et du cervelet ainsi que de la glia limitans des souris WT mais pas des souris Dp71-null. SP : 

stratum pyramidale, SR : stratum radiatum, SLM : stratum lacunosum moleculare, MCL : 

couche moléculaire, GL : Glia limitans, GCL : couche granulaire, WM : matière blanche. Barre 

d’échelle : 100 µm. (B) Superposition à fort grossissement (x63) du marquage de la Dp71 

(rouge), de la lectine (vert) et du DAPI (bleu). Vue longitudinale (panel du haut, barre d’échelle 

: 20µm) et transversale avec projections orthogonales en x/y (barre d’échelle : 10µm) ne 

montrant pas de colocalisation du marquage de la Dp1 et de la lectine, confirmant l’expression 

périvasculaire de la Dp71 et son absence chez la souris Dp71-null.  
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Figure 24 - Niveau d’expression de l’ARNm d’AQP4 dans l’hippocampe et le cervelet. 

Quantifications réalisées par qPCR et exprimé en pourcentage normalisé à la valeur moyenne 

des WT (n=5 souris par génotype, 3 réplicats par souris). La moyenne des groupes est 

représentée par une ligne horizontale alors que les valeurs individuelles sont représentées par 

des cercles. Nous pouvons remarquer la régulation différentielle entre l’hippocampe 

(surexpression) et le cervelet (inchangé) chez les souris Dp71-null comparé aux souris WT. 

L’astérisque (*) indique une différence significative p<0,05. 

 

L’expression d’AQP4 n’est pas détecté uniquement le long des capillaires et au niveau 

de la glia limitans du cervelet de souris WT mais également dans les astrocytes et ses 

prolongements de la couche granulaire (GCL) et de la matière blanche (WM). La perte de Dp71 

est associée à une forte diminution d’expression d’AQP4 le long des vaisseaux de la couche 

moléculaire (MCL). Cependant, au contraire des études qui ont mis en évidence une perte 

complète d’AQP4 dans la couche moléculaire (Nicchia et al., 2008 ; Enger et al., 2012), nos 

analyses d’images au confocal révèlent un marquage résiduel d’AQP4, qui a été estimé à 30% 

de celui du WT, ainsi qu’une expression résiduelle le long de la glia limitans alors que 

l’expression d’AQP4 dans la couche granulaire et la matière blanche est largement préservée. 

(Figure 25A ; Figure 25B ; Figure 26). Ces résultats suggèrent que la Dp71 est impliquée 

uniquement dans la distribution polarisée des canaux AQP4 à la membrane des pieds des 

cellules gliales alors que l’expression résiduelle dans les autres couches du cervelet semblent 

correspondre à une expression distincte d’un pool d’AQP4 indépendant de la Dp71 (Nicchia et 

al., 2008). 
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Figure 25 - Localisation des canaux AQP4 dans le cervelet. Projection d’une superposition 

d’images (stack) obtenue par microscopie confocale. En haut à gauche (A) AQP4 est détecté 

(rouge, barre d’échelle : 100 µm) dans toutes les couches du cervelet des souris WT avec un 

fort marquage périvasculaire dans la couche moléculaire et le long de la glial limitans (flèches). 

Chez la souris Dp71-null (en dessous), le marquage le long des capillaires de la couche 

moléculaire est drastiquement réduit même si un signal de plus faible intensité est toujours 

détecté dans certains capillaires (flèches) ; le marquage d’AQP4 est préservé dans la matière 

blanche et la GCL. Le marquage résiduel d’AQP4 au niveau périvasculaire est estimé par des 

analyses semi-quantitatives à 30% des niveaux du WT (histogramme, MCL). (B) Le marquage 

d’AQP4 est comparable entre les deux génotypes dans la couche granulaire ainsi que dans la 

matière blanche (barre d’échelle : 20 µm). La plupart de ce marquage ne colocalise pas avec la 

lectine (vert) suggérant une expression principalement dans les prolongements des astrocytes 

de la couche granulaire et dans les fibres de la matière blanche. MCL : couche moléculaire, 

GL : glia limitans, GCL : couche granulaire, WM : matière blanche. L’astérisque (*) indique 

une différence significative p<0,05. (n=4 WT et 5 Dp71-null) (C-D) Quantification des canaux 

AQP4 dans la couche moléculaire MCL du cervelet par microscopie électronique. 

Micrographes montrant le marquage immunogold d’AQP4 (flèches rouge) au niveau des 
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domaines membranaires des pieds des cellules de Bergmann entourant l’endothélium vasculaire 

de la couche moléculaire (C) et le long de la glia limitans externe (D). La densité des canaux 

AQP4 est exprimée en nombre de particules d’or par µm de membrane gliale périvasculaire 

(A : WT : 18 capillaires, 292 µm ; Dp71-null : 9 capillaires, 187 µm) et formant la glia limitans 

externe (B : WT : 213 µm ; Dp71-null : 149 µm) sur deux souris par génotype. Les tranches 

contrôles sans anticorps primaire sont utilisées afin d’évaluer le marquage non spécifique (Ctrl). 

Barre d’échelle : 500 nm. E : endothélium, L : lumière du capillaire, G : pied d’une cellule de 

Bergmann ; astérisque : lame basale. Données représentées en moyenne d’écart-type ± SEM ; 

les points représentent des données individuelles. Les astérisques (****) indiquent une 

différence significative p<0.001.  

 

Afin de caractériser plus précisément l’expression d’AQP4 et sa distribution dans les 

pieds des cellules de Bergmann, nous avons quantifié le marquage immunogold d’AQP4 par 

microscopie électronique (Figure 25C-D). Ce travail a été réalisé par Charlotte Izabelle (IE en 

CDD sur ce projet) avec la participation de Claire Boulogne à la plateforme de microscopie 

électronique de l’I2BC à Gif-sur-Yvette. La densité des particules d’immunogold a été 

normalisée par rapport à la longueur des membranes des pieds gliaux et le marquage non 

spécifique est minimal en absence d’anticorps primaire (histogramme 23C-D). Les canaux 

AQP4 sont détectés dans les pieds gliaux autour des capillaires (Figure 25C) et ceux formant 

la glia limitans (Figure 25D). La densité des canaux AQP4 est fortement réduite chez la souris 

Dp71-null à la fois autour des capillaires sanguins de la couche moléculaire et le long de la glia 

limitans. (Figure 25C-D). Le niveau d’expression d’AQP4 résiduel est estimé une fois encore 

à environs 30% de celui du WT ce qui conforte les résultats des analyses semi-quantitative des 

immunofluorescences réalisées précédemment. De plus, cela confirme l’implication de la Dp71 

dans la distribution d’AQP4 dans les pieds des cellules de Bergmann entourant les capillaires 

et formant la glia limitans.  
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Figure 26 - Localisation des canaux AQP4 dans la couche granulaire du cervelet. 

Projections d’images obtenue par microscopie confocale après un triple marquage d’AQP4 

(rouge, à gauche) de la GFAP (blanc, au milieu) et de la lectine (vert, superposition à droite). 

La superposition de ces trois signaux fluorescents montre un co-marquage d’AQP4, de la GFAP 

et de la lectine au niveau des régions périvasculaires dans les deux génotypes (flèches vertes) 

et un co-marquage d’AQP4 avec uniquement la GFAP (flèches bleues). Barre d’échelle : 20 

µm.      

 

L’homéostasie hydrique est également liée à l’homéostasie ionique notamment celle du 

potassium. Nous avons alors étudié l’expression du canal potassique par immunofluorescence 

(Figure 27A-B) et en microscopie électronique (Figure 27C-D). Nos résultats 

d’immunofluorescence montrent une expression des canaux Kir4.1 dans les cellules de 

Bergmann du cervelet dans le corps cellulaire, les prolongements radiaux qui projettent 

jusqu’au niveau de la glia limitans pour les deux génotypes (Figure 27A-B). Cependant, la 

quantification à partir des images en microscopie confocale des canaux Kir4.1 (données non 

montrées) n’est pas assez résolutive en raison de son expression ponctiforme et continue le long 

de la cellule de Bergmann. Nous avons donc utilisé la microscopie électronique (Travail 

effectué par Charlotte Izabelle, IE-CDD, à la plateforme de l’I2BC de Gif sur Yvette) qui 

s’avère être un outil plus fin : en effet, nos résultats montrent une nette diminution du marquage 

des particules immunogold de Kir4.1 aussi bien au niveau des pieds des cellules gliales 

entourant les microvaisseaux de la couche moléculaire (Histogramme, figure 27C) que ceux 

bordent la glia limitans externe du cervelet (Histogramme, figure 27D) chez les souris Dp71-

null comparés aux souris WT. Cela suggère que la Dp71 participe aussi bien à l’ancrage des 

canaux Kir4.1 que des canaux AQP4 à la membrane gliale des cellules de Bergmann. Une de 

ses fonctions principales étant le tamponnage potassique par la recapture du potassium 

WT 

Dp71-null 



 96 

extracellulaire, nous avons aussi exploré l’impact fonctionnel de la perte de la Dp71 sur 

l’homéostasie potassique. Ainsi ces analyses en immunofluorescence et en microscopie 

électronique ont été complétées par des études électrophysiologiques effectuées en 

collaboration avec Micaela Galante qui a montré que le tamponnage du K+ extracellulaire est 

ralenti chez la souris Dp71-null suite à une activation neuronale, Et que ceci affecte les 

propriétés d’activation des neurones de Purkinje. Mes images d’immunofluorescence et la 

microscopie électronique complèteront l’étude électrophysiologique dans un manuscrit en 

cours de préparation (Helleringer et al.). 

 

 

Figure 27 - Quantification de l’expression des canaux Kir4.1 par immunofluorescence et 

microscopie électronique. (A-B) Immunofluorescence des canaux Kir4.1 dans les cellules de 

Bergmann est détecté dans le soma, les prolongements radiaux et le long de la glia limitans 

dans les deux génotypes, notons que l’expression de Kir4.1 est moins intense le long de la glia 

limitans chez les souris Dp71-null comparé aux WT (flèches). Barré d’échelle : 100 µm. 

Marquage immunogold des canaux Kir4.1 (flèches rouges) au niveau des domaines gliaux 

entourant l’endothélium vasculaire (C) et le long de la glia limitans (D). La densité des canaux 

Kir4.1 est exprimée par le nombre de points noirs (flèches rouges) par µm de membrane gliale 

(C; WT: 13 capillaires, 191 µm; Dp71-null: 17 capillaires, 277 µm) and glia limitans (D; WT: 

112 µm; Dp71-null: 140 µm) dans deux souris par génotype. Tranches contrôle sans anticorps 

primaire ont été utilisé pour évaluer le marquage non spécifique. Barre d’échelle, 200 nm. E: 
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endothélium; L: lumière du capillaire; G: pied d’une cellule gliale de Bergmann; astérisque: 

lame basale. Données représenté en moyenne d’écart-type ± SEM; les points sont des données 

individuelles. Les astérisques (****) indiquent une statistique significative lorsque P < 0.0001 

avec le test Mann-Whitney. 

 

 

Parce que la distribution correcte d’AQP4 et Kir4.1 dans les pieds gliaux dépend aussi 

de l’expression d’autres protéines associées à la dystrophine, nous avons quantifié l’expression 

du β-dystroglycane (Figure 28A) et de l’α-syntrophine (Figure 28B) dans la couche moléculaire 

de souris WT. Ces deux protéines montrent un pattern d’expression similaire à la Dp71 à la fois 

dans les régions périvasculaires et le long de la glia limitans. En revanche, chez la souris Dp71-

null, l’expression du β-dystroglycane est réduit de 50% alors que l’α-syntrophine est quasiment 

absent. Ceci confirme que la perte de la Dp71 altère différentiellement l’expression des 

protéines associés à la Dp71 (Nicchia et al., 2008) ce qui pourrait participer en partie au 

maintien de l’expression d’AQP4 résiduelle dans les domaines périvasculaire.  

 

 

Figure 28 - Localisation de protéines associées à la Dp71 dans le cervelet.  

(A) L’immunomarquage du β-

dystroglycane (β-DG), distribué 

autour des capillaires et le long de 

la glia limitans est diminué de 50% 

chez les souris Dp71-null. Barre 

d’échelle : 80 µm. (B) 

L’immunomarquage de l’α-

syntrophine (α-SYN), distribué 

autour des capillaires et le long de 

la glia limitans chez les souris WT 

est totalement absent des souris 

Dp71-null. Barre d’échelle : 100 

µm. MCL : couche moléculaire, 

GL : glia limitans, GCL : couche 

granulaire, WM : matière blanche. 

Les astérisques (**) indiquent une 

différence significative p<0.01, 

n=4 WT et 5 Dp71-null).  
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Perte partielle d’AQP4 et de β -dystroglycane et perte totale d’α -

syntrophine dans l’hippocampe 

 

Nous avons ensuite analysé l’expression des protéines associées à la Dp71 dans 

l’hippocampe (Figure 29), une autre structure cérébrale dans laquelle les altérations liées à la 

Dp71 contribueraient à la genèse des déficits cognitifs observés chez la souris Dp71-null 

(Daoud et al., 2008 ; Chaussenot et al., 2019). Nous avons trouvé que l’expression résiduelle 

d’AQP4 et des DAPS est également un trait caractéristique de l’hippocampe. Une expression 

résiduelle d’AQP4 (Figure 29A) et de β-dystroglycane (Figure 29B) a été mis en évidence 

autour des capillaires alors que l’α-syntrophine est pratiquement indétectable dans toutes les 

couches de l’hippocampe (Figure 29C). De manière intéressante, alors que l’expression 

résiduelle d’AQP4 et du β-dystroglycane est estimée à moins de 50% dans les couches 

dendritiques de la stratum oriens (SO) et de la stratum radiatum (SR) des souris Dp71-null, les 

niveaux d’expression sont comparables à ceux des WT dans la stratum lacunosum moleculare 

(SLM). Une forte expression d’AQP4 dans la SLM, non restreinte aux régions périvasculaires, 

a déjà été rapportée par d’autres auteurs (Hubbard et al., 2015). Cependant, une des 

particularités de la SLM comparé aux autres couches de l’hippocampe est la présence 

d’artérioles de large diamètre et d’artérioles précapillaires. Nos résultats montrent ici une claire 

diminution de l’expression d’AQP4 et de β-dystroglycane autour des capillaires de l’ensemble 

des couches de l’hippocampe. Cependant, nous observons un intense marquage d’AQP4 et de 

β-dystroglycane autour des artérioles et des artérioles précapillaires dispersées le long de la 

fissure hippocampique entre la SLM et le gyrus denté, suggérant que la perte de Dp71 n’affecte 

pas la polarisation d’AQP4 à ce niveau spécifique. 

 



 99 

 

Figure 29 - Localisation des protéines associées à la Dp71 dans l’hippocampe. (A-C) 

L’immunomarquage d’AQP4 (A), du β-dystroglycane (B) et de l’α-syntrophine (C) est 

distribué autour des capillaires (flèches) et des artérioles (têtes de flèche). Les histogrammes 

montrent que l’expression d’AQP4 et de β-dystroglycane sont significativement réduits chez 

les souris Dp71-null (barre noire) comparé aux WT (barre blanche) dans les couches SO et SR 

alors qu’aucune différence n’est observée dans les couches SLM, où une expression résiduelle 

d’AQP4 et de β-dystroglycane est mise en évidence autour des artérioles présentes le long de 

la fissure hippocampique (têtes de flèche). L’expression d’α-syntrophine est totalement absente 

des souris Dp71-null dans toutes les couches de l’hippocampe (C). SO : stratum oriens, SP : 

stratum pyramidale, SR : stratum radiatum, SLM : stratum lacunosum moleculare. 

L’astérisque (*) indique une différence significative p<0,05, n=4 WT et 5 Dp71-null. Barre 

d’échelle : 50 µm.   
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Vaisseaux du cerveau antérieur : artérioles versus capillaires 

 

L’analyse de l’expression d’AQP4 et de β-dystroglycane sur vaisseaux isolés extrait du 

cerveau antérieur confirment leur expression au niveau périvasculaire de l’ensemble des 

artérioles des souris WT (Figure 30). J’ai réalisé ce travail grâce à une collaboration qui s’est 

développé au cours de ma thèse avec l’équipe de Martine Cohen-Salmon au collège de France 

à Paris, ce qui m’a permis d’être formé à cette technique. Chez les souris Dp71-null, à la fois 

les artérioles (diamètre ≥ 30 µm) et les artérioles précapillaires (10-30 µm) possèdent une 

expression résiduelle d’AQP4 et de β-dystroglycane caractérisée par un marquage ponctiforme 

autour des vaisseaux, comparé au marquage continu que l’on observe chez la souris WT. Ainsi, 

une altération de la distribution spatiale d’AQP4 et de β-dystroglycane est associée à la 

réduction de leur expression, même dans les artérioles. Ces résultats soulignent l’importance 

du rôle de la Dp71 dans l’adressage, le clustering et la polarisation de ces protéines à la 

membrane des pieds astrocytaires.  

 

Figure 30 – Localisation des protéines associées à la Dp71 sur vaisseaux isolés du cerveau 

antérieur. L’immunomarquage pour AQP4 (gauche, rouge) ou le β-dystroglycane (droite, 

rouge) a été analysé sur artérioles précapillaires isolés (10-30 µm de diamètre) et/ou artérioles 

(≥ 30 µm de diamètre) et sur capillaires (5-10 µm de diamètre). Un marquage endothélial par 

la lectine (vert) et nucléaire par le DAPI (bleu) ont aussi été réalisé. L’immunomarquage 

d’AQP4 et du β-DG ne se superpose pas à celui de la lectine sur les artérioles capillaires et 

précapillaires, ce qui confirme leur expression au niveau des domaines périvasculaires. 

L’analyse sur vaisseaux isolés de souris Dp71-null confirment l’expression résiduelle 

caractérisée par l’immunomarquage ponctiforme suggérant une altération de la distribution 
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polarisée le long de la membrane périvasculaire des pieds astrocytaires. Barre d’échelle : 15 

µm (grossissement x40).     

 

Afin de déterminer la localisation subcellulaire de l’expression résiduelle d’AQP4 dans 

les artérioles précapillaires de la région SLM de l’hippocampe, un triple marquage a été réalisé 

sur des tranches d’hippocampe utilisant les anticorps anti-AQP4, le marqueur glial GFAP et la 

lectine endothéliale (Figure 31A). Chez les souris WT et Dp71-null, le marquage d’AQP4 se 

superpose à celui de la GFAP, ce qui montre que l’expression normale de même que résiduelle 

d’AQP4 est localisée dans les pieds astrocytaires faisant contact et entourant les artérioles 

précapillaires. 

Nous avons ensuite utilisé l’anticorps H4 dirigé contre la partie C-terminale des 

dystrophines mettant en évidence une expression des dystrophines à la fois dans les domaines 

GFAP-positifs et lectine-positifs (Figure 31B). Chez la souris WT, la plupart du marquage était 

GFAP-positif alors que chez la souris Dp71-null un marquage lectine-positif est clairement 

détecté suggérant la présence à cet endroit d’autres dystrophines cérébrales, telles que la Dp427 

ou la Dp140. De plus, le marquage de la dystrophine au niveau des domaines GFAP-positifs se 

révèle être de type ponctiforme chez la souris Dp71-null. Ceci suggère que l’une des 

dystrophines contribuerait aussi l’adressage au niveau des pieds astrocytaires faisant face aux 

artérioles précapillaires (Barnea et al., 1990 ; Chelly et al., 1990 ; Lidov et al., 1995), même en 

l’absence de la Dp71. L’expression de β-dystroglycane (Figure 31C) et d’utrophines (31D) est 

également détectée au niveau glial autour des artérioles précapillaires des souris WT et Dp71-

null). Seule une partie du marquage reconnu par l’anticorps anti-utrophine pan-spécifique se 

superpose à celui de la lectine suggérant que certaines utrophines pourraient être exprimées au 

niveau endothélial et/ou glial autour des artérioles précapillaires ce qui est en accord avec des 

études qui montrent la localisation de la forme longue de l’utrophine dans les cellules 

endothéliales (Knussel et al., 2000). Cependant, au niveau des capillaires sur tranche (Figure 

31D, vaisseaux de petits calibre) et sur capillaires isolés (non montré), la superposition du 

marquage de l’utrophine avec celui de la lectine n’est pas clairement mis en évidence sur les 

capillaires isolés du fait de leur diamètre de petite taille. De plus, comme notre anticorps anti-

utrophine dirigé contre la partie C-terminale (Perronnet et al., 2012) reconnait plusieurs 

desdifférentes formes d’utrophines, ces dernières peuvent être exprimé différemment au niveau 

glial. Les utrophines sont également détectées au niveau des artérioles précapillaires isolées 

extrait du cerveau antérieur avec le même anticorps ne montrant pas d’altération d’expression 

chez la souris Dp71-null (Figure 31E). Sur vaisseaux isolés, la présence de certaines 
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dystrophines a été confirmée dans les artérioles précapillaires des souris Dp71-null mais pas au 

niveau des capillaires (Figure 31F). Ainsi, si une autre dystrophine participe à l’expression 

résiduelle d’AQP4 autour des artérioles, cela n’explique pas l’expression résiduelle observée 

au niveau des capillaires. 

 

Figure 31 - Localisation des dystrophines et des protéines associées ou reliées à la Dp71 

sur tranches et vaisseaux isolés du cerveau antérieur. (A-B-C) Sections transversales 

d’artérioles (diamètre ≥ 30µm) sur tranche d’hippocampe (CA1). Immunomarquage d’AQP4 

(A), des dystrophines (B), du β-dystroglycane (C) et des utrophines (D) sont en rouge, la lectine 

en vert (A-D), la GFAP en blanc (A-B). La flèche en B indique le marquage par la GFAP autour 

des artérioles chez la souris Dp71-null. (E-F) Immunomarquage des utrophines et des 
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dystrophines sur artérioles précapillaires isolées (10-30 µm) et capillaires (5-10 µm) et DAPI 

en bleu. Barre d’échelle : 10 µm pour A-C (zoom x63) ou 15 µm pour D-E (objectif x40).  

Afin de déterminer la localisation subcellulaire de l’expression résiduelle d’AQP4, de 

β-dystroglycane et l’α1-syntrophine dans les capillaires de l’hippocampe, un triple marquage a 

été réalisé sur des tranches d’hippocampe utilisant les anticorps anti-AQP4, anti-β-DG, anti- 

α1-syntrophine avec le marqueur glial GFAP et la lectine endothéliale (Figure 32). Nos résultats 

ont montré et confirmé la réduction de l’expression d’AQP4 et de β-dystroglycane et l’absence 

d’expression de l’α1-syntrophine chez les souris Dp71-null comparé aux WT. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 32. Localisation subcellulaire des protéines associées à la Dp71 au niveau des 

capillaires cérébraux.  Coupes transversales montrant le double marquage des capillaires du 

cervelet et de l’hippocampe par les anticorps primaires dirigés contre AQP4, le β-dystroglycane 

et l’α1-syntrophine (rouge). Les cellules endothéliales vasculaires sont marquées par la lectine 

(vert), et le DAPI (bleu) est utilisé comme marqueur nucléaire. Les images obtenues au 

microscope confocale sont prises avec l’objectif x63 (zoom 1.5). Barre d’échelle : 5 µm. 
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Afin d’évaluer la présence d’autres dystrophines qui pourraient contribuer à certains 

mécanismes compensatoires dans l’hippocampe, nous avons utilisé notre anticorps H4 anti-

dystrophines en Western-blots. Cette expérience a été réalisée par Ophélie Vacca (postdoc). 

Nous avons réalisé une quantification de l’expression des niveaux de dystrophines (Dp427, 

Dp140 et Dp71) dans l’hippocampe des souris WT et Dp71-null. Comme attendu, la Dp71 n’est 

pas exprimée mais une surexpression de la forme longue Dp427 est détecté chez la souris Dp71-

null (Figure 33A). Nous avons ensuite utilisé l’anticorps monoclonal Dys1 dirigé contre la 

partie N-terminale spécifique de la Dp427. Dans les tranches d’hippocampe, nous confirmons 

que l’expression neuronale de la Dp427 est caractérisée par un marquage ponctiforme des 

neurones pyramidaux des champs CA1-3 alors qu’elle est absente des capillaires (donnée non 

montrée). Au niveau vasculaire, un marquage Dys1-positif est uniquement trouvé sur les 

vaisseaux de large diamètre de la SLM, suggérant que la Dp427 est exprimé dans les artérioles 

suggérant une localisation au niveau des muscles lisses plutôt qu’au niveau glial ou endothélial 

(Figure 33B). et/ou artérioles précapillaires. De manière intéressante, nous pouvons observer 

un marquage Dys1-positif exactement situé entre celui de la GFAP et de la lectine sur coupe 

transversale, suggérant une localisation au niveau des muscles lisses plutôt qu’au niveau glial 

ou endothélial (Figure 33B).  

 

Afin de confirmer cette hypothèse, nous avons réalisé un triple marquage de la Dp427, 

des muscles lisses avec l’α-SMA et des cellules endothéliales avec la lectine. Comme nous 

pouvons l’observer sur la figure 33C, l’anticorps anti-α-SMA ne marque que les artérioles 

précapillaires de large diamètre alors que celles de plus petit diamètre et les capillaires sont 

uniquement lectine-positives. De même l’immunomarquage de la Dp427 est restreint aux 

artérioles précapillaires de large diamètre. Ceci est confirmé sur artérioles isolées par la 

superposition de Dys1 avec l’α-SMA et non avec la lectine (Figure 33D). Ainsi, l’expression 

de la Dp427 est restreinte aux muscles lisses des artérioles. Pour cette raison, le marquage glial 

persistant autour des artérioles chez la souris Dp71-null ne peut pas correspondre à la Dp427, 

et il s’agirait donc de la Dp140. 
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Figure 33 – Localisation de la dystrophine Dp427 dans les différents éléments vasculaires. 

(A) Western blots montrant l’expression des dystrophines (Dp427, Dp140, Dp71) rapporté à 

l’expression de la protéine contrôle β-actine chez les souris WT et Dp71-null (n=6 par 

génotype). L’histogramme montrent que l’expression de la Dp427 est significativement 

augmentée chez la souris Dp71-null comparé au WT. (B) Immunomarquage de la Dp427 

(blanc), de la GFAP (rouge) et de la lectine (vert) dans les artérioles (diamètre ≥ 30µm) de la 

SLM de l’hippocampe. (C) Les images en haut montrent le double marquage des artérioles 

précapillaires et des capillaires (astérisque, sur images de gauche) par l’α-SMA et la lectine. 

Notons que la superposition des deux marquages (jaune-orange) est seulement présente au 

niveau des vaisseaux de large diamètre (i.e. artérioles). Sur les mêmes vaisseaux, les images en 

bas montrent le marquage de la Dp427 (blanc) détecté sur les artérioles précapillaires de large 

diamètre et non sur celles de plus petit diamètre (flèches) ou sur les capillaires (astérisques). 

(D) Détection de l’α-SMA des muscles lisses (rouge), de la Dp427 (blanc) et de la lectine (vert) 

sur artérioles isolés. Notons que la Dp427 et l’α-SMA sont localisés dans le même 

compartiment vasculaire sans se superposer au marquage de la lectine (flèche). Barre d’échelle : 

10 µm en A (zoom x63), 15 µm en B et 20 µm en C (objectif x40).       
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CONCLUSION 

 

En conclusion, nous mettons en évidence une réduction partielle mais importante (70%) 

de la distribution polarisée des canaux AQP4 des pieds gliaux adjacents aux capillaires du 

cervelet et de l’hippocampe associée à une réduction de β-dystroglycane (>50%) et une perte 

complète d’α1-syntrophine. Ceci ne dépend pas de compensation par d’autres dystrophines 

cérébrales et cela est confirmé sur vaisseaux isolés et extraits du cerveau antérieur. Nous avons 

également identifié un pool d’AQP4 indépendant de la Dp71 dans des couches spécifiques de 

l’hippocampe et du cervelet. L’expression d’AQP4 est préservée au niveau des artérioles 

précapillaires le long de la fissure hippocampique. Nous avons détecté d’autres dystrophines 

autour des artérioles, la Dp427 au niveau des muscles lisses et la Dp140 dans certains domaines 

gliaux, qui pourraient avoir un rôle protecteur chez la souris Dp71-null. L’absence de l’α1-

syntrophine et la réduction de la distribution polarisée d’AQP4 au niveau des pieds astrocytaires 

pourraient altérer l’homéostasie hydrique et fonctions de la barrière hémato-encéphalique et 

contribuer aux déficits cognitifs et de plasticité synaptique chez la souris Dp71-null.   
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II. IMPACT CELLULAIRE ET FONCTIONNEL DE LA 

PERTE DE DYSTROPHINE DP71  
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INTRODUCTION 

 

Après avoir évalué l’impact de la perte de Dp71 au niveau moléculaire, nous allons à 

présent étudier les conséquences au niveau de mécanismes physiologiques qui mettent en jeu 

les cellules gliales, en se posant les questions suivantes : Est-ce que la perte d’AQP4 a une 

incidence sur l’homéostasie hydrique cérébrale ? Comment la perturbation des échanges d’eau 

se traduit-elle au niveau de la morphologie des cellules astrocytaires ? Et est-ce que l’absence 

de Dp71 a pour conséquence une altération du réseau vasculaire et des jonctions de la barrière 

hémato-encéphalique ? Pour répondre à ces questions, nous avons utilisé dans un premier temps 

différentes techniques d’analyse en conditions basales : celle de la déshydratation des cerveaux 

afin d’évaluer par un calcul indirect le contenu en eau du cerveau ; de l’imagerie cérébrale in 

vivo par IRM, pour mettre en évidence la présence ou non d’œdème cérébral ; et celle de la 

microscopie électronique qui nous a permis de mesurer la taille des pieds périvasculaires des 

cellules gliales de Bergmann. Dans un second temps, nous avons testé dans des conditions non 

basales, si des modifications de l’homéostasie hydrique étaient observées entre les souris Dp71-

null et WT. Enfin, nous avons évalué l’état d’intégrité glio-vasculaire par des techniques 

d’analyse semi-quantitative de l’arbre vasculaire et d’immunofluorescences des protéines de 

jonctions. 

 

MÉTHODES 

 

Contenu hydrique cérébral 

 

Des souris adultes (4-6 mois) ont été sacrifiés par dislocation cervicale et leurs cerveaux 

rapidement pesés. Afin d’analyser séparément les différentes régions d’intérêt, nous avons 

procédé à la dissection du cervelet, de l’hippocampe et du cortex pariétal. Chaque échantillon 

a été pesé de manière à obtenir la masse humide (masse de l’échantillon avant déshydratation) 

puis ont été soumis au refroidissement par azote liquide et stocké à -80°C. Un total de n= 6 

souris ont été utilisé pour déshydrater les différents échantillons par le moyen d’un centrifugeur 

à une température de 80 °C, une pression de 1000 mbar et ce pendant 24h. (Savant SpeedVac 

Concentrator). Les échantillons sont à nouveau pesés afin de mesurer la masse sèche qui 

correspond à la masse de l’échantillon après déshydratation. Le pourcentage de contenance en 
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eau du cerveau a été ensuite calculé comme suit : (masse humide − masse sèche) × 100 / (masse 

humide). 

 

Imagerie par résonance magnétique (IRM) 

 

Les souris sont anesthésiées sous isoflurane (induction 2% ; débit 0.8% dans 50% d’O2 

et 50% de N2O) et restent sous surveillance grâce à l’acquisition des paramètres respiratoires. 

Leurs corps est maintenu sur un dispositif chauffant à une température de 37°C.  Les mesures 

sont réalisées avec un aimant horizontal à 7 Tesla (Oxford, UK) conduit par Paravision (Bruker, 

Wissembourg, France) et équipé avec un appareil à gradient de 300mT/m (diamètre interne ID= 

90 mm, Brucker). Pour l’expérience d’IRM, l’animal est introduit dans un dispositif adapté à 

sa taille. Les images sont acquises parallèlement (coronal) à l’axe antéro-postérieur du cerveau. 

Le cerveau de la souris est positionné en repérant les images des écho-gradients dans les trois 

directions orthogonales.   

Le signal de résonance magnétique provient en IRM des noyaux d’hydrogène (protons). 

Les séquences d’IRM de diffusion apportent des informations non disponibles avec les 

séquences d’IRM conventionnelles. En effet, elles permettent d’évaluer le mouvement des 

molécules d’eau qui peut être modifié en cas de processus pathologique. L’eau étant le 

constituant majoritaire des tissus biologiques, ce sont les protons des molécules d’eau qui 

contribuent majoritairement au signal. C’est donc essentiellement la diffusion des molécules 

d’eau qui est observée par l’IRM de diffusion. L'intensité du signal dépend des paramètres 

physiques magnétiques propres à chaque tissu. Ces paramètres appelés temps de relaxation 

correspondent à la période de retour à l'équilibre (relaxation) des atomes d'hydrogène après leur 

excitation (résonance) par l'onde de radiofréquence. Pour chaque tissu, il existe deux types de 

temps de relaxation, le T1 et le T2 qui vont influencer l'intensité du signal obtenu. T1 est le taux 

de relaxation longitudinale du vecteur de magnétisation d’un tissu, reflétant le temps nécessaire 

pour les spins de ses protons H+ de se réaligner avec le champ magnétique principal ; il reflète 

le rapport entre l’eau et lipides présents dans les tissus. Le T2 est le temps de relaxation 

transverse ; il reflète la quantité d’eau dans le milieu extracellulaire. Le degré de mobilité des 

molécules d’eau est caractérisé par un facteur appelé coefficient de diffusion apparent ou ADC 

(apparent diffusion coefficient). L’ADC augmente si la mobilité des molécules d’eau 

extracellulaire est élevée. En revanche, l’ADC diminue si les cellules gonflent ce qui peut être 

le signe d’un œdème intracellulaire ou d’une tumeur.  
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Hyponatrémie   

 

L’induction d’un œdème chez la souris se fait par voie intrapéritonéale (i.p.) au moyen 

d’une injection d’hormone hyponatrémiante, la vasopressine 8-deamino-arginine, qui empêche 

l’élimination normale de l’eau par les reins. Les souris sont pesées, anesthésiées (kétamine1000 

=0,12ml ; Domitor = 0,24ml, NaCl = 1,64ml pour un volume total de 2ml), puis subissent une 

injection en i.p. de vasopressine (0,3 µg/kg) et d’une solution d’eau distillée et en quantité de 

15% du poids corporel (volume injecté de 4,5ml pour une souris de 30g). Un dispositif mesurant 

la fréquence respiratoire et cardiaque est placé sur le buste de l’animal et permet de surveiller 

son état et le temps de « survie » avant le décès de l’animal du fait d’un œdème fatal induit 

l’hyponatrémie. 

 

RÉSULTATS 

 

1. Gonflement (swelling) des cellules gliales 

 

Afin d’évaluer l’impact de la perte de Dp71 sur la morphologie astrocytaire, nous avons 

réalisé une quantification de l’expression dans l’hippocampe de la GFAP qui marque les 

astrocytes et leur prolongements astrocytaires. La GFAP n’étant pas présente dans tous les 

astrocytes, nous avons utilisé un autre marqueur astrocytaire nommé aldh1l1 qui est une 

enzyme (Zhang et al., 2014) dont l’expression permet de caractériser le corps cellulaire des 

astrocytes. Pour ce faire, des souris ont été modifiées génétiquement afin de coupler le gène de 

la GFP avec celui du promoteur glial du gène ALDH1L1. L’expression d’aldh1l1 est donc 

reflétée par celle de la GFP.  

 

Dans l’hippocampe, nous mettons en évidence pour les deux génotypes un marquage de 

la GFAP dans les astrocytes et ses prolongements de toutes les couches excepté les couches 

neuronales du CA1 marqués par un astérisque ou du gyrus denté. Nous pouvons également 

noter dans la SLM la présence d’astrocytes entourant les artérioles de la fissure hippocampique. 

En revanche, chez la souris Dp71-null, dans la stratum radiatum nos résultats montrent une 

augmentation significative de la surface de tissu marqué par l’anticorps anti-GFAP (Figure 

34A). Ce résultat est de même observé avec le marqueur aldh1l1 couplé à la GFP (Figure 34B). 

AlDh1l1 marque un peu moins les prolongements des astrocytes et plutôt le soma, en 

comparaison avec GFAP, mais là aussi le marquage est plus présent chez la souris Dp71-null 

* 

* 
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que chez la WT. Bien que le nombre d’astrocytes n’ait pas été estimé, nos observations à plus 

fort grossissement (Figure 34C-D) montrent un marquage plus intense de l’ensemble des 

prolongements et soma des astrocytes, suggérant une hypertrophie astrocytaire susceptible de 

refléter la présence d’astrocytes réactifs. 

Figure 34 – Expression de la GFAP et d’aldh1l1-GFP dans les différentes couches de 

l’hippocampe.  (A) L’expression de la GFAP (rouge) est localisée dans les astocytes de 

l’ensemble de l’hippocampe des souris WT et Dp71-null. Une expression plus importante est 

observée dans les astrocytes de la stratum radiatum (SR), n=3, *p= 0,042< 0,05 Mann-Whitney. 

L’astérisque (*) sur la figure indique les neurones CA1. Les points noirs sont des données 

individuelles (B) L’expression de aldh1l1 est restreinte aux corps cellulaires des astrocytes et 

montrent un marquage plus important dans les astrocytes de la même couche SR de 

l’hippocampe, n=3, *p=0,02< 0,05. (C) Zoom de l’expression de la GFAP (D) et de aldh1l1 

dans la fenêtre (jaune) au niveau de la stratum radiatum (SR). Barre d’échelle : 150 µm (A-B), 

40 µm (C-D). 

 

 

Évaluation de l’épaisseur des pieds gliaux par microscopie électronique 

De manière plus fine, nous avons mesuré sur des images de microscopie électronique 

l’épaisseur des pieds gliaux sur des microéchantillons de cervelet de souris WT comparé au 

souris Dp71-null (Figure 35). Nous observons sur des mesures prises sur une longueur de 150 

µm de glial limitans et de même qu’autour des capillaires de la couche moléculaire, une 
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épaisseur plus importante des pieds gliaux en l’absence de Dp71 ce qui suggère encore une fois 

un gonflement ou œdème cytotoxique qui pourrait être lié à une accumulation d’eau 

intracellulaire. 

 

Figure 35 – Épaisseur des pieds des cellules gliales de Bergmann entourant les capillaires 

de la couche moléculaire et bordant la glia limitans du cervelet. Les images en A et B sont 

issues d’une souris WT et illustrent la méthode d’analyse quantitative : Les mesures ont été 

prises sur 150 µm de longueur de glia limitans (A) et sur 21 capillaires et deux souris par 

génotypes (B). Les quantifications (histogrammes à droite) mettent en évidence une épaisseur 

des pieds plus importante en l’absence de Dp71. Le Fold Change correspond aux valeurs 

normalisées par rapport à la valeur moyenne des WT. Les astérisques (**) et (****) indiquent 

respectivement une différence significative p< 0,01et p < 0,0001. Barre d’échelle : 2 µm. 

 

 

 

2. Quantité d’eau basale dans le cerveau  

 

Dans une première expérience, nous avons extrait des échantillons de cervelet, de cortex 

et d’hippocampe et les avons soumis à une déshydratation pendant 24h (Figure 36A). Le 

pourcentage d’eau normalement contenu dans le cerveau des souris est en moyenne de 80%, ce 

qui était attendu pour les souris WT. Nos résultats montrent que le calcul permettant de déduire 

le pourcentage d’eau des différents échantillons des souris contrôles est en cohérence avec ce 

chiffre et que les souris déficientes en Dp71 ne montrent pas de différence de contenu en eau 
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dans les trois régions testées. Nous avons également vérifié le poids des cerveaux et des 

animaux qui de même ne présentent pas de différence (Figure 36B).   

 

 

Figure 36 – Évaluation de la contenance en eau du cerveau par déshydratation. (A) 

Contenu en eau du cervelet, du cortex et de l’hippocampe chez les souris Dp71-null comparées 

aux WT et calculé comme suit : (wet mass − dry mass) × 100 / (wet mass) après 24 h de 

déshydratation des échantillons. (B) Poids des cerveaux et des souris Dp71-null comparés aux 

WT. Effectifs : n=8 WT et 13 Dp71-null. 

 

 

Dans une seconde expérience, afin d’évaluer de manière plus précise l’impact de 

l’absence de Dp71 sur le contenu en eau cérébral, nous avons préalablement anesthésié les 

souris et les avons placées dans un dispositif pour une imagerie par résonnance magnétique 

dans des conditions basales (Figure 37). Aucune variation volumétrique significative n’a été 

détecté pour l’ensemble des structures cérébrales étudiées dans une analyse d’IRM structurale 

préliminaire (C.Vaillend et C.Sébrié, données non publiées). Nous avons ainsi mesuré les 

différents paramètres T1, T2 et l’ADC (coefficient de diffusion apparent) au niveau de plusieurs 

structures cérébrales telles que le cortex, l’hippocampe, le thalamus et le cervelet. Une 

augmentation d’ADC et/ou de T2 pourrait être le signe d’une augmentation d’eau 

extracellulaire, ou d’une nécrose cellulaire augmentant le volume extracellulaire, et à l’inverse 

une diminution d’ADC et/ou de T1, d’un œdème cellulaire et une réduction du volume 
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extracellulaire. Dans ces conditions basales, nous n’observons pas de différence significative 

ni de T1, de T2 et d’ADC entre les souris WT et Dp71-null que ce soit dans le cortex, 

l’hippocampe, le cervelet et autres régions.  

 

 

Figure 37- Évaluation de la contenance en eau du cerveau par IRM in vivo. Les mesures 

en conditions basale des paramètre T1, T2 et ADC ne montrent pas de différences significatives 

entre les souris WT et Dp71-null. T1 est le taux de relaxation longitudinale et T2 est le temps 

de relaxation transverse. L’ADC est le coefficient de diffusion apparent. Colonne blanche : WT 

Colonne noire : Dp71-null. Muscle et langue ont aussi été analysés en tant que contrôles. A 

droite des graphes :  exemple d’images illustratives d’IRM (T1, T2, ADC) sur lesquelles on 

peut observer notamment l’hippocampe dorsal et les ventricules cérébraux et localiser les 

régions plus ou moins riches en eau, en blanc sur une image brute (T1) et en rouge sur les 

images illustrant une cartographie de la densité d’eau en code couleurs (T2, ADC). 
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3. Formation d’un œdème cérébral induit par une intoxication 

hydrique  

Une expérience réalisée en collaboration avec O. Vacca (postdoctorante) et Catherine 

Sébrié (Ingénieure de Recherche à l’IR4M à Orsay), et avec la participation de Charlotte 

Izabelle, a consisté à induire un œdème par intoxication hydrique des souris après injection 

d’une solution hyponatrémiante. Nos résultats ont révélé sur la courbe de survie un délai de 10 

min entre le décès de la première souris WT et de la première Dp71-null et de 31 min entre la 

dernière souris WT et Dp71-null (Figure 38A). 

 

Figure 38 – Profil de courbe de survie suite à une intoxication hydrique par hyponatrémie. 

(A) Profil de la courbe de survie des souris WT et Dp71-null après induction d’œdème par 

hyponatrémie. La courbe rouge est celles des souris Dp71-null et la bleue des souris WT. Un 

écart entre les deux courbes est observé (B) Le temps de survie avant le décès est 

significativement plus important chez les souris Dp71-null qui montrent une résistance à 

l’œdème. L’astérisque (*) indique une différence significative p<0,05, n=20 WT et 20 Dp71-

null. (C) Pourcentage de souris ayant un ADC supérieur à 60% de la valeur initiale (avant 

hyponatrémie) au cours de l’expérience d’intoxication à l’eau. 
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La courbe de survie montre clairement une plus forte résistance à l’œdème caractérisé 

par un temps de survie significativement plus important chez les souris Dp71-null (Figure 38B). 

La courbe de l’ADC suit la courbe de survie (Figure 38C). L’amélioration de la survie chez les 

souris Dp71-null a été estimée à 28%. 

 

Intégrité de la barrière hémato-encéphalique 

 

En microscopie électronique, l’étude de la structure de la jonction serrée ne montre pas 

de différences ou de rupture visible de la BHE, mais nous n’avons étudié que le cervelet avec 

cette méthode (Figure 39B). 

 

Figure 39 - Niveau d’expression de l’ARNm de ZO-1 par PCR quantitative et exemples 

d’images de l’état des jonctions serrées par microscopie électronique. (A) L’expression du 

gène codant la protéine ZO-1 est surexprimée dans l’hippocampe des souris Dp71-null mais 

pas dans le cortex ni le cervelet. La moyenne des groupes est représentée par une ligne 

horizontale alors que les valeurs individuelles sont représentées par des cercles (cercles noirs : 

souris Dp71-null, cercles blancs : souris WT). L’astérisque (*) indique une différence 

significative p < 0, 05. (B) Image en microscopie électronique à transmission d’une jonction 

serrée sur un capillaire du cervelet chez une souris WT et une souris Dp71-null. Nous observons 

la lumière du capillaire (L) entourée des cellules endothéliales composées de jonctions serrées 

(TJ ; indiqués par des flèches blanches) qui forment des points noirs continus et séparent les 

deux cellules endothéliales. Le pied glial (G) apposé au capillaire est séparé par la lame basale 

(BL). L : lumière du vaisseau sanguin, TJ : jonction serrée, BL : lame basale, G : pied glial.  

 

 Une première expérience afin d’évaluer l’intégrité de la barrière hémato-encéphalique 

(BHE) a été d’étudier l’expression de ZO-1 des jonctions serrées par PCR quantitative (Figure 
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39A). Nos résultats mettent en évidence une surexpression de l’ARNm de ZO-1 dans 

l’hippocampe. Pour aller plus loin, l’état d’intégrité des vaisseaux et de la lame basale a été 

étudié sur tissu par immunofluorescence et analyse semi-quantitative d’images confocales. 

L’immunofluorescence de la protéine ZO-1 et de l’occludine montrent un marquage fin par un 

trait continu qui délimite les jonctions serrées entre les cellules endothéliales dont celui de 

l’occludine est moins intense que ZO-1. Tandis que la claudine-5 montre un marquage plus 

diffus le long des vaisseaux. Ces protéines ont été quantifiées sur tranches d’hippocampe 

(région SR) et nous n’avons pas mis en évidence d’altération visible du marquage entre souris 

WT et Dp71-null (Figures 40 A-B). 

 

 

Figure 40 – Expression de protéines de jonction serrées et de la lame basale sur tissus et 

vaisseaux isolés. (A) Images prises au microscope confocale (objectif x40, zoom 0,5) de 

l’immunofluorescence des protéines de jonctions de haut en bas de ZO-1, occludine, claudine-

5 et de la pan-laminine (en rouge) sur capillaires de la région stratum radiatum de l’hippocampe 

dont aucune altération (B, histogrammes de quantification) n'est mise en évidence entre souris 

WT et Dp71-null, n= 4 WT et 5 Dp71-null. Barre d’échelle : 30 µm. (C) Mêmes 

immunofluorescences sur capillaires isolés extrait du cerveau antérieur, n=4-5 vaisseaux de 

chaque génotype. Occl : Occludine, Cld-5 : claudine-5, Pan-lam : pan-laminine Barre 

d’échelle :15 µm. 
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Ces résultats ont été confirmés sur vaisseaux isolés extraits du cerveau antérieur, ou on ne voit 

pas de différence évidente au niveau quantitatif ni au niveau de la distribution spatiale au niveau 

qualitatif entre les génotypes (Figure 40C). Nous n’avons donc pas à ce niveau d’altération des 

jonctions serrées. Pour ce qui concerne les protéines de la lame basale, l’anticorps pan-

spécifique anti-laminine reconnait toutes les isoformes de laminines mais ne met pas non plus 

en évidence d’altération de l’expression des laminines de la matrice extracellulaire (Figure 

40D-F). 

 

Enfin, nous avons exploré les jonctions adhérentes dont l’une des composantes 

principales au sein des cellules endothéliales du cerveau est la VE-cadhérine. De même que 

précédemment, nous avons analysé par immunofluorescence et imagerie confocale sur tissu et 

capillaires isolés l’expression de la VE-cadhérine. Nous avons pu constater qu’en normalisant 

par rapport à la quantité de vaisseaux (lectine), que le marquage de la VE-cadhérine n’était pas 

uniforme chez les souris Dp71-null comparé aux WT. En effet, certaines portions de capillaires 

de la stratum radiatum de l’hippocampe présentaient une expression moindre en VE-cadhérine 

(Figure 41A, flèches). Ainsi, une altération des jonctions adhérentes mais non des jonctions 

serrées est mise en évidence en absence de Dp71. Sur vaisseaux isolés, nous observons de même 

une réduction de l’expression de VE-cadhérine sur certaines portions de vaisseaux mais le 

nombre de vaisseaux étant peu élevé, nous n’avons pas d’analyse quantitative (Figure 41C).  
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Figure 41 - Expression de la VE-cadhérine des jonctions adhérentes. (A) 

Immunofluorescence détectant la VE-cadhérine (rouge) et la lectine (vert) au niveau des 

capillaires sur tranche d’hippocampe (stratum radiatum) de souris WT (haut, gauche) et Dp71-

null (bas, gauche : exemple où le marquage VE-cadhérine suit celui de la lectine ; A droite, 

deux exemples ou des portions de vaisseaux ne présentent pas de marquage VE-cadhérine, 

indiqués par des flèches). Barre d’échelle : 30 µm. (B) Quantification de l’expression de VE-

cadhérine sur tranche d’hippocampe montant une diminution significative en l’absence de 

Dp71, n=2 WT et 3 Dp71-null. (C) Immunofluorescence de la VE-cadhérine (rouge) et de la 

lectine (vert) sur vaisseaux isolés de souris WT et Dp71-null, n= 4 vaisseaux. La flèche indique 

une portion où l’expression de VE-cadhérine est très faible. Barre d’échelle : 15 µm. 
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Afin de déterminer si la perte de Dp71 a des conséquences au niveau de l’arbre 

vasculaire, nous avons utilisé un logiciel (Angiotool) permettant de quantifier la surface 

occupée par les vaisseaux dans le tissu, leur nombre et leur longueur. Sur nos tranches 

d’hippocampe, nous avons quantifié le marquage de la lectine endothéliale et n’avons pas mis 

en évidence d’altération du réseau vasculaire (Figure 42). 

 

 

Figure 42 - Analyse par angiotool du réseau vasculaire marqué par la lectine endothéliale.  

(A) Immnuofluorescene du marqueur endothélial (vert) montrant le réseau vasculaire sur un 

plan 2D dans l’ensemble de l’hippocampe d’une souris WT et Dp71-null. SLM : stratum 

lacunosum moleculare, SR : stratum radiatum. (B) Analyse de la microvasculature de 

l’hippocampe par angiotool avec les tracés en rouge mesurant la longueur et le pourcentage 

d’aire occupé par les vaisseaux et représenté par les histogrammes (C). Barre d’échelle : 150 

µm en (A) 50 µm en (B). 

 

 

 

 

SR SR 

Angiotool  
A B C 

WT 

Lectine 

(hippocampe) 

% WT 
Longueur de 
vaisseau Dp71- 

null 

% WT 

% aire de 
vaisseau 

SR 

SR 

SLM 

SLM 



 121 

CONCLUSION 

 

 En condition basale, nous n’avons pas détecté de modifications du contenu en eau 

cérébral ni d’accumulation d’eau extracellulaire ou intracellulaire sur la base de l’analyse de 

plusieurs paramètres d’IRM in vivo en l’absence de Dp71. En revanche, par une analyse plus 

fine en microscopie électronique, nous observons que l’épaisseur des pieds des cellules gliales 

de Bergmann du cervelet est plus importante chez la souris Dp71-null comparativement aux 

WT, ce qui met en évidence la présence d’un œdème de type cytotoxique. De même, dans 

l’hippocampe, les analyses d’immunofluorescence révèlent une quantité de GFAP plus élevée 

dans la couche stratum radiatum en l’absence de Dp71, suggérant aussi un gonflement des 

astrocytes. Nous mettons en évidence après induction d’œdème par intoxication hydrique 

couplée à l’administration de vasopressine hyponatrémiante, que la survie des souris Dp71-null 

est plus importante que celle des souris WT, ce qui confère un rôle protecteur de la Dp71 vis-

à-vis de l’œdème, du fait d’une réduction des échanges d’eau de la vascularisation vers le 

parenchyme. D’autres expériences effectuées en collaboration avec Micaela Galante dans notre 

Institut (Partenaire de l’ANR DysTher coordonnée par C Vaillend de 2014 à 2018), ont utilisé 

des approches électrophysiologiques permettant d’évaluer le volume du milieu extracellulaire 

et ses variations après activation neuronale par optogénétique. Ces expériences complètent ce 

travail en renforçant nos conclusions sur la présence d’œdème des cellules gliales. Le travail de 

postdoctorat d’Ophélie Vacca dans notre équipe montre l’absence d’altération majeure de la 

perméabilité, suggérant que les jonctions serrées ne sont pas altérées, ce que j’ai confirmé par 

mes analyses semi-quantitatives des marqueurs d’intégrité des jonctions serrées. Certaines 

petites molécules passent cependant plus facilement la BHE chez les souris Dp71-null, ce qui 

l’altération d’autres mécanismes de transports, peut-être du fait d’une altération de la lame 

basale ou d’autres types de jonctions. J’ai observé l’altération d’une des protéines des jonctions 

adherens, la VE-cadhérine ce qui pourrait en effet affecter de manière minime et non drastique 

la perméabilité de la BHE. Ce travail collaboratif donnera lieu à une publication qui est en cours 

de préparation (Vacca et al.). 
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Les premières études sur la souris Dp71-null ont confirmé la localisation de la Dp71 

dans les pieds des cellules gliales, tel que les cellules gliales de Müller de la rétine (Dalloz et 

al., 2003) et les cellules de Bergmann du cervelet (Nicchia et al., 2008a). Dans notre étude, 

nous avons confirmé l’expression de la Dp71 le long des capillaires de la couche moléculaire 

(MCL) et de la glia limitans du cervelet c’est-à-dire dans les pieds des cellules de Bergmann. 

De manière similaire, nous avons mis en évidence la localisation subcellulaire de la Dp71 dans 

les pieds des astrocytes périvasculaires de l’hippocampe. Le marquage de la Dp71 ne se 

superpose pas à celui de la lectine endothéliale, ce qui confirme sa localisation à la membrane 

du pied astrocytaire faisant face aux cellules endothéliales. 

 

Nous avons commencé notre étude en analysant l’impact moléculaire de la perte de 

Dp71 dans le cervelet, révélant une expression résiduelle d’AQP4 dans la couche granulaire 

(gcl) et la matière blanche, dans lesquels nous ne détectons aucune dystrophine au moyen de 

notre anticorps anti-dystrophine pan-spécifique. Ces résultats sont en accord avec une étude 

précédente (Nicchia et al., 2008) chez le même modèle de souris, démontrant que la perte de 

Dp71 impacte en premier lieu l’expression d’AQP4 et ses deux isoformes majeures impliquées 

dans la formation d’OAP (orthogonal arrays of particules) dans le cervelet, AQP4-M1 et AQP4-

M23. En revanche, des pools d’AQP4 indépendants de la Dp71 formant des OAPs de plus 

petites tailles dans les couches granulaires (gcl) et la matière blanche du cervelet ne sont pas 

altérés. Nos résultats ont confirmé que les pools d’AQP4 indépendants de la Dp71 sont 

maintenus dans la gcl et la matière blanche, et que le marquage AQP4 se superpose en partie à 

celui de la GFAP dans la gcl, correspondant à un certain type d’astrocytes composant la couche 

granulaire appelé « velate astrocyte » (Nicchia et al., 2008). 

 Par contre, l’expression d’AQP4 est fortement réduite dans la MCL le long des 

capillaires, mais il reste une expression résiduelle d’environ 30%. Nous avons utilisé des 

approches semi-quantitatives afin d’estimer le taux d’expression résiduelle d’AQP4 dans les 

pieds gliaux périvasculaires le long des vaisseaux du cervelet à la fois par analyse d’imagerie 

confocale de l’immunofluorescence d’AQP4 et par analyse du marquage immunogold d’AQP4 

par microscopie électronique. Les deux méthodes montrent une réduction de 30% de 

l’expression des canaux AQP4, ce qui démontrent que la perte de l’expression polarisée des 

canaux AQP4 dans les cellules gliales de Bergmann est partielle. Nous observons également 

dans la même structure, une perte partielle de l’expression du canal potassique Kir4.1, moins 

drastique que pour AQP4 (réduction de 30-40%). 
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Dans l’hippocampe, des analyses par imagerie confocale montrent dans les couches 

stratum oriens et stratum radiatum une réduction importante d’AQP4, avec là aussi une 

expression résiduelle de 30 %, au niveau de la membrane des pieds des astrocytes 

périvasculaires de la région CA1 de l’hippocampe. L’expression polarisée d’AQP4 semble 

donc aussi partiellement préservée dans les astrocytes périvasculaires du cerveau antérieur. 

Ceci a été confirmé par notre étude sur vaisseaux isolés à partir d’échantillons de cerveau 

antérieur, qui montre une expression résiduelle d’AQP4 caractérisée par un marquage 

ponctiforme le long des capillaires de souris Dp71-null au lieu d’un marquage continu chez les 

souris WT. 

  

Dans ces mêmes régions de l’hippocampe et du cervelet, nous pouvons observer une 

expression résiduelle du β-dystroglycane de 50 à 60 % le long des capillaires alors que celle de 

l’α1-syntrophine est absente. L’altération de la distribution de β-dystroglycane et d’AQP4 

renforce l’hypothèse que la Dp71 est la protéine principalement responsable de la stabilisation 

du complexe DAPC et de l’ancrage d’AQP4 à la membrane des pieds périvasculaires (Neely et 

al., 2001 ; Amiry-Moghaddam et al., 2004). Mais la Dp71 semble être également requise pour 

l’expression de l’α1-syntrophine via l’interaction entre les domaines PDZ des deux protéines 

(Adams et al., 2017) ainsi que pour déterminer la taille des OAP à l’interface glio-vasculaire 

(Hoddevik et al., 2017). Il a été suggéré qu’une réduction proportionnelle d’AQP4 et d’α1-

syntrophine a lieu chez la souris Dp71-null (Nicchia et al., 2008a) or dans notre étude, l’α -

syntrophine n’est pas détectée du tout alors qu’on met en évidence une expression d’AQP4 

résiduelle de 30%. D’autres protéines du complexe DAPC sont aussi impliquées dans 

l’adressage d’AQP4 et la formation d’OAP, tel que le β-dystroglycane (Noël et al., 2011) dont 

l’expression est partiellement diminuée dans notre modèle, l’α-dystrobrévine (Bragg et al., 

2010 ; Lien et al., 2012) ou l’AQPex (Palazzo et al., 2019). Nos résultats montrent que la perte 

de Dp71 altère différemment l’expression des DAPs dont certaines peuvent contribuer au 

maintien de l’expression d’AQP4 au niveau des membranes des astrocytes périvasculaires. Il 

est possible que l’α1-syntrophine soit spécifiquement associée au complexe de la Dp71 alors 

que d’autres DAPs, notamment le dystroglycane, ont une expression plus ubiquitaire et peuvent 

interagir avec d’autres dystrophines et avec les utrophines. Les utrophines, paralogues des 

dystrophines, pourraient être aussi impliquées. Cependant, leur expression est plutôt au niveau 

des neurones et des cellules endothéliales mais n’a pas été montrée au niveau des cellules gliales 

qui contactent les capillaires (Knussel et al., 2000 ; Haenggi et al., 2004 ; Perronnet et Vaillend, 

2010 ; Perronnet et al., 2012). Dans notre étude nous n’avons pas pu montrer leur expression 
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au contact des capillaires. Dans tous les cas, aucun marquage de la dystrophine n’as été mis en 

évidence ni dans les capillaires isolés du cerveau antérieur, ni dans les capillaires analysés sur 

tranches de tissu, suggérant que d’autre dystrophines ne pourraient pas compenser la perte de 

Dp71 dans l’ancrage de l’AQP4 résiduel mis en évidence au niveau périvasculaire.  

 

De manière intéressante, nous avons mis en évidence que l’expression relative d’AQP4 

et de β-dystroglycane n’est pas modifiée entre souris WT et Dp71-null dans la stratum 

lacunosum moleculare (SLM), même si l’α1-syntrophine est absente de cette couche. La SLM 

est une couche spécifique dans laquelle se trouve la fissure hippocampique contenant les 

artérioles de large diamètre et séparant les couches dendritiques du CA1 et du gyrus denté. Une 

expression hétérogène d’AQP4 a été mise en évidence dans du cerveau, au sein des sous-régions 

laminaires de certaines structures. En particulier dans l’hippocampe, où l’expression d’AQP4 

est la plus diffuse et importante dans la SLM en comparaison aux autres couches où AQP4 n’est 

distribué que le long des vaisseaux (Hubbard et al., 2015). Nous avons observé un intense 

marquage autour des vaisseaux de large diamètre, correspondant aux artérioles pénétrantes et à 

leurs subdivisions en artérioles précapillaires, dont on sait qu’elles sont présentes le long de la 

fissure hippocampique de la SLM. Ceci a été confirmé par nos expériences sur artérioles et 

artérioles précapillaires isolées, où chez la souris Dp71-null, le marquage d’AQP4 le long des 

artérioles est discontinu au lieu d’être continu comme chez la souris WT. Sur tranches 

d’hippocampe, nous précisons que cette expression d’AQP4 est gliale puisqu’elle se situe aux 

endroits où la GFAP est présente et entoure les artérioles de gros diamètre, ce qui indique que 

l’AQP4 est gliale au niveau des artérioles. 

Nous avons également mis en évidence que l’utrophine peut être exprimée aussi bien au 

niveau des cellules endothéliales que des régions gliales de ces artérioles, suggérant une 

potentielle implication des utrophines dans l’expression résiduelle d’AQP4. De manière 

intéressante, la dystrophine est aussi détectée dans ces domaines aussi bien gliaux que dans 

l’espace entre le pied astrocytaire et la cellule endothéliale de l’artériole, même chez la souris 

Dp71. 

L’expression de la dystrophine Dp427 dans la cellule endothéliale était déjà mise en 

évidence dans les muscles squelettiques (Palladino et al., 2013). Nous démontrons ici que le 

marquage observé entre la glie et les vaisseaux correspond à celui de la Dp427 dans les muscles 

lisses localisés autour des vaisseaux de large diamètre, telles que les artérioles et le segment 

initial des artérioles précapillaires (Rauch et al., 2012). L’expression de la Dp427 localisée dans 

le muscle lisse pourrait jouer un rôle protecteur en réponse à certains accidents vasculaires 
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(Rauch et al., 2012), et la surexpression de la Dp427 mise en évidence par western blot pourrait 

refléter une compensation de la perte de Dp71 au niveau des artérioles. En effet, le muscle lisse 

des artérioles est important pour la régulation du flux et de la pression sanguine dans l’ensemble 

de l’arbre vasculaire cérébral (Hill et al., 2015 ; Yoshida et al., 2005). 

 

 Dans notre étude, la Dp427 n’était pas détectée dans les cellules endothéliales en 

utilisant un anticorps spécifique monoclonal alors que l’utilisation d’un anticorps polyclonal 

dirigé contre la partie C-terminale de toutes les dystrophines révèle la présence d’un marquage 

endothélial également présent chez la souris Dp71-null. Ce marquage se retrouve à la fois au 

niveau des domaines lectine-positif et GFAP-positif entourant les artérioles de la SLM de 

l’hippocampe. Ces observations suggèrent qu’une dystrophine autre que la Dp71 ou la Dp427 

est exprimée au niveau des cellules gliales et endothéliales entourant les artérioles 

précapillaires. Étant donné que la Dp260 et la Dp116 sont exprimées à d’autres niveaux, la 

rétine ou le système nerveux périphérique, le candidat le plus probable serait la Dp140. Son 

expression est mise en évidence durant le développement embryonnaire et à de plus faibles 

niveaux dans le cerveau adulte (Morris et al., 1995 ; Soutou et al., 2019), mais l’étude de son 

expression cellulaire n’est pas encore très claire. Cependant, une étude met en évidence 

l’expression de la Dp140 dans les vaisseaux du cerveau adulte (Lidov et al., 1995), de plus, il 

est clairement établi que la Dp140 peut présenter une expression ectopique dans les structures 

du cerveau adulte de la souris Dp71-null (Benabdesselam et al., 2010 ; 2012).  

 

Nous avons regroupé ces résultats dans le tableau 2 ci-dessous afin d’effectuer une 

comparaison des altérations moléculaires dans les deux structures cérébrales, ses sous-couches 

et sous types cellulaires. Nous avons mis en évidence une altération partielle de l’AQP4 et du 

β-dystroglycane et totale d’α1-syntrophine dans les deux structures étudiées, cervelet et 

hippocampe (cadrants verts, Tableau. 2). Dans chacune de ces structures, des différences en 

fonction du sous-type cellulaire ont été observées. En effet, indépendamment des structures, la 

perte de Dp71 altère l’expression d’AQP4 au niveau des astrocytes périvasculaires qui 

entourent les capillaires et spécifiquement dans le cervelet au niveau des cellules gliales de 

Bergmann en contact avec les capillaires et le LCR. En revanche, au niveau des astrocytes de 

type « velate » de la couche granulaire du cervelet ou des astrocytes entourant les artérioles de 

l’hippocampe, l’expression d’AQP4 reste préservée (cadrants rouges, Tableau 2). Dans 

l’hippocampe, il y a donc une différence majeure en ce qui concerne l’expression d’AQP4 et 

β-DG en fonction du type de vaisseau (cadrant jaune, Tableau 2) et/ou d’astrocyte en contact 
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avec ce dernier, notamment dans une région spécifique de l’hippocampe (SLM) où pénètrent 

les artérioles précapillaires. A cet endroit, des candidats protéiques (Dp427 et utrophine) 

détectés au niveau des artérioles ont été testés afin d’expliquer la présence d’AQP4 résiduel en 

l’absence de Dp71. Ni la Dp427 (muscle lisse) ni l’utrophine (endothéliale) ne compensent la 

Dp71 au niveau des pieds astrocytaires, en revanche la Dp140 pourrait être impliquée dans 

l’adressage et/ou clustering des canaux AQP4 au niveau des pieds des astrocytes en contact 

avec les artérioles de la SLM. 

 

 

Tableau 2 – Comparaison des altérations moléculaires dans les deux structures 

cérébrales, leurs sous-couches et sous types cellulaires.  

 

 

Notre seconde étude qui porte sur l’impact fonctionnel de la perte de Dp71 nous a 

permis de mettre en évidence par microscopie électronique une augmentation de l’épaisseur des 

pieds gliaux entourant les capillaires et bordant la glia limitans externe du cervelet. Ceci reflète 

vraisemblablement une augmentation d’eau intracellulaire dans les pieds en l’absence de Dp71, 

mais ceci n’est pas perceptible lorsqu’on analyse les quantités d’eau dans le cerveau par des 

méthodes de déshydratation ou avec plusieurs paramètres d’IRM in vivo. Des études suggèrent 

que du fait de la diminution des canaux AQP4 polarisés au niveau de la membrane des pieds 

périvasculaires et de la déficience du clustering en OAP des canaux AQP4, le flux d’eau entre 

la vascularisation et le parenchyme cérébral serait diminué (Amiry-Moghaddam et al., 2003a). 
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L’isoforme M23 permet un meilleur transport d’eau que l’isoforme M1 (Silberstein et al., 

2004), et par conséquent, le rapport M1/M23 des isoformes d’AQP4 pouvant être modifié par 

l’absence de Dp71 (Nicchia et al., 2008), l’eau ne peut pas être rapidement évacuée, et elle 

s’accumulerait et conduirait à une hypertrophie des pieds gliaux. La perte partielle des canaux 

Kir4.1 polarisés a sans doute également un impact sur l’homéostasie hydrique et le tamponnage 

du potassium, puisque ces deux mécanismes sont en partie fonctionnellement couplés 

(Nagelhus et al., 1999 ; Kofuji et al., 2000 ; Dalloz et al., 2003 ; Chever et al., 2010). 

 

Dans ce travail de thèse nous montrons que cette altération de l’homéostasie hydrique 

se concrétise tout d’abord par un gonflement des pieds des cellules de Bergmann du cervelet 

(microscopie électronique) et des astrocytes de l’hippocampe où des analyses 

d’immunofluorescence ont révélé une immunoréactivité plus forte de GFAP et AlDH1L1 dans 

la stratum radiatum en l’absence de Dp71. Des expériences complémentaires 

d’électrophysiologie effectuée par nos collaborateurs (M Galante, Neuro-PSI, non publié) 

montrent une diminution de l’espace extracellulaire dans le cervelet, ce qui confirme nos 

résultats suggérant une hypertrophie gliale en l’absence de Dp71. 

On peut supposer également que la perte partielle d’AQP4 perturbe les mouvements 

d’eau du système vasculaire vers le parenchyme. Dans les conditions non basales, après 

intoxication hydrique, les souris Dp71-null présentent une courbe de survie qui montre une plus 

forte résistance à l’œdème associée à une diminution de l’ADC moins importante que les souris 

WT, car un plus grand nombre de souris Dp71-null possèdent un ADC supérieur à 60% de la 

valeur basale (avant l’intoxication à l’eau). Comment les souris Dp71-null possédant moins de 

canaux AQP4 peuvent-elles être plus résistante à l’œdème ? Ce résultat contre-intuitif de 

premier abord s’explique par le fait que les mouvements d’eau au travers des canaux AQP4 

entre la circulation sanguine et le parenchyme cérébral sont bidirectionnels (Figure 43). En lien 

avec cette hypothèse, un nouveau concept découvert par l’équipe de Maiken Nedergaard (Iliff 

et al., 2012), propose l'existence d'un système spécifique de clairance des déchets produits 

par les neurones dans le liquide interstitiel vers le LCR puis le réseau veineux, qu'elle nomme 

système "glymphatique" car médié par la glie et qui s’apparente au système lymphatique.   
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Figure 43 – Modèle hypothétique de clairance des solutés interstitiels médiée par les 

canaux AQP4. Mise en évidence de la diffusion bidirectionnelle du flux hydrique au travers 

des canaux AQP4 permettant une évacuation des solutés interstitiels du tissu vers la circulation 

sanguine (Figure modifiée provenant de Iliff et al., 2012).  

 

L’altération de l’homéostasie hydrique que nous avons mise en évidence ne semble 

cependant pas impacter la perméabilité vasculaire et se restreint au niveau de la cellule gliale. 

En effet, le travail de postdoctorat d’Ophélie Vacca montre que nous n’observons pas d’œdème 

vasogénique dont les caractéristiques sont l’altération des jonctions serrées (ZO-1, claudine-5 

et occludine) ni de fuite de molécules de taille assez importante au travers de la barrière hémato-

encéphalique. En revanche, certaines petites molécules peuvent passer plus facilement la BHE 

chez les souris Dp71-null. Mes analyses semi-quantitatives des marqueurs d’intégrité des 

jonctions serrées n’ont montré aucune altération de ces dernières mais j’ai observé l’altération 

de la VE-cadhérine, protéine des jonctions adhérentes, qui pourrait affecter la perméabilité de 

la BHE de façon moins importante ou spécifiquement le transport de certaines molécules 

(Vacca et al., en préparation) via des mécanismes de phosphorylation de la VE-cadhérine 

(Dejana et al., 2008 ; Gavard et al., 2014). Par ailleurs, d’autres mécanismes, comme l’altération 

de la lame basale, pourraient aussi être mis en cause. Cependant, nos résultats 

d’immunofluorescence sur l’expression des laminines, protéines extracellulaires liées au 

complexe des dystrophines et composant la lame basale, ne mettent pas en évidence 

d’altérations à ce niveau. 
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 Nous avons regroupé ces résultats concernant la souris Dp71-null et les avons comparé 

à d’autres modèles de souris déficientes en protéines associées à la dystrophine dans le tableau 

3 ci-dessous. 

 

Tableau 3 – Comparaison des altérations moléculaires et fonctionnelles des modèles KO-

DAPs et Dp71-null. 

 

Les modèles de souris qui présentent une altération majeure de la barrière hémato-

encéphalique associée à un swelling (gonflement) des astrocytes sont ceux possédant une 

altération de la dystrobrévine (α-DB) ou de la laminine (α2-lam) (Menezes et al.2014 ; Lien et 

al., 2012).  Les modèles KO-AQP4 et KO-α-syntrophine ne présentent quant à eux qu’un 

swelling des astrocytes sans aucun signe d’altération de la BHE. Le point commun de 

l’ensemble des modèles est que ceux qui présentent un swelling des astrocytes sont 

systématiquement associés à une diminution de l’AQP4. Notre modèle de souris Dp71-null ne 

possède pas une absence totale mais partielle d’AQP4 et de dystroglycane et cependant une 

absence totale de syntrophine. Ainsi, la souris Dp71-null partage totalement le trait 

caractéristique du swelling astrocytaire avec la KO-syntrophine et ne partage que partiellement 

le phénotype des modèles KO-α2-laminine et KO- α -dystrobrévine (Menezes et al.2014 ; Lien 

et al., 2012). En effet, la caractéristique de fuite de la BHE qui est beaucoup moins drastique 

ne concerne que des molécules de petite taille dans notre modèle. Peut-être que dans ces 

modèles dont la barrière est largement altérée, à la fois le transport au travers de la cellule 

endothéliale dit transcellulaire (pour des molécules > à 3nm comme l’albumine) et celui au 

travers des jonctions endothéliales dit paracellulaire (< à 3nm : ions, glucose) sont affectés. 



 131 

Tandis que seul le transport paracellulaire via la VE-cadhérine serait altéré en l’absence de 

Dp71. Cependant, dans la rétine des souris Dp71-null, la barrière hémato-rétinienne (BHR) est 

compromise. En effet, l’albumine passe beaucoup plus facilement la BHR en l’absence de Dp71 

(Sene et al., 2009). On peut se demander pourquoi la perte de Dp71 dans la cellule gliale de 

Müller de la rétine altère la perméabilité de la BHR, tandis que dans le cerveau la BHE n’est 

pas considérablement affectée. Bien que la BHR ait des propriétés similaires à celle de la BHE, 

leur perméabilité peut être différente dans certaines circonstances (Toda et al., 2011 ; Lightman 

et al., 1987). Par ailleurs, les isoformes de la Dp71 sont en proportion différente dans le cerveau 

comparativement à la rétine. En effet, la Dp71f est majoritaire dans la rétine alors que la Dp71d 

prédomine dans le cerveau, mais on ne sait pas si ces différentes isoformes jouent des rôles 

différents dans ces tissus et/ou peuvent plus facilement être compensées par d’autres protéines 

au cours du développement. La BHE pourrait être moins fragile que la BHR du fait de 

compensations différentes. Dans la rétine, des phénomènes inflammatoires ont été mis en 

évidence chez la souris Dp71-null, qui participent vraisemblablement aux altérations 

vasculaires observées (El Mathari et al., 2015 ; Giocanti-Auregan et al., 2016), mais ces aspects 

de la pathologie n’ont pas été étudiés dans le cerveau. Cette question que soulève notre étude 

reste à étudier et pourrait faire l’objet d’expériences futures.  

 

Dans des conditions non basales, quand nous avons perturbé le système physiologique 

normal des souris, nous observons des altérations qui renforcent nos conclusions sur la présence 

d’œdème des cellules gliales. D’une part, des expériences réalisées en collaboration avec 

O.Vacca  mettent en évidence que l’induction d’œdème par intoxication hydrique couplée à 

l’administration de vasopressine hyponatrémiante est protecteur pour les souris Dp71-null, sans 

doute du fait de la réduction des échanges d’eau entre le réseau vasculaire et le parenchyme 

cérébral. La Dp71 aurait donc un rôle facilitateur dans les échanges d’eau via la stabilisation et 

la polarisation des aquaporines AQP4 en OAP à la membrane des pieds gliaux périvasculaires. 

D’autre part, des approches électrophysiologiques réalisées par Micaela Galante dans l’équipe 

d’Hervé Daniel (Neuro-Psi, Orsay) dans le cadre du projet ANR collaboratif coordonné par 

C.Vaillend, ont permis d’évaluer le volume du milieu extracellulaire après activation neuronale 

par optogénétique, apportant un argument supplémentaire en faveur de l’importance de la Dp71 

dans la régulation du volume cellulaire. 

 

En résumé, la perte de la Dp71 est associée à une forte réduction de la distribution des 

canaux AQP4 dans les pieds gliaux périvasculaires du cervelet et de l’hippocampe. Cependant, 
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il subsiste une expression résiduelle d’AQP4 (de 30%) et de β-dystroglycane (>40%) au niveau 

des pieds autour des capillaires, ne dépendant pas de mécanismes compensatoires impliquant 

les dystrophines. En revanche, au niveau des artérioles précapillaires de l’hippocampe de la 

souris Dp71-null, l’expression de la Dp427 localisée dans le muscle lisse peut jouer un rôle 

protecteur en réponse à un endommagement de la circulation sanguine (Rauch et al., 2012), le 

muscle lisse des artérioles étant important pour la régulation du flux sanguin cérébral (Hill et 

al., 2015 ; Yoshida et al., 2005). Enfin, la Dp140 et l’utrophine peuvent potentiellement 

contribuer au maintien de l’expression résiduelle d’AQP4 au niveau des pieds astrocytaires des 

artérioles de la SLM. La perte partielle d’AQP4, et donc de son clustering en OAP à la 

membrane des pieds astrocytaires, conduit à une diminution des échanges d’eau et de potassium 

avec pour conséquence un œdème cytotoxique. Ce dernier est caractérisé par un gonflement 

des pieds gliaux périvasculaires et une altération mineure de la perméabilité vasculaire pour de 

petites molécules, probablement parceque la VE-cadhérine, protéine des jonctions adhérentes, 

est réduite en l’absence de Dp71.  

 

Par ailleurs, des études suggèrent que l’AQP4 joue un rôle central dans les processus de 

mémoire (Skucas et al., 2011 ; Fan et al., 2013). Nous avons donc comparé dans le Tableau 4 

les déficits neurophysiologiques et comportementaux des modèles KO-AQP4 et Dp71-null. On 

peut observer des similitudes dans les deux modèles caractérisés par une réduction de la 

clairance du potassium et de la plasticité synaptique (LTP) dans l’hippocampe (Fan et al., 2013 ; 

Yang et al., 2013 ; Li et al., 2012) ainsi qu’une réduction de la mémoire de reconnaissance 

spatiale (Sharfman et Binder, 2013) et de l’apprentissage spatial en piscine de Morris (Skucas 

et al., 2011). En revanche, l’augmentation de la transmission glutamatergique basale et l’anxiété 

observées dans notre modèle Dp71-null ne sont pas retrouvés chez le KO-AQP4. De plus, ce 

dernier présente une altération de la mémoire de peur hippocampe et amygdale dépendant alors 

que la perte de Dp71 n’est pas associée à ces déficits.  

Les différences comportementales et neurophysiologiques observées entre les deux 

modèles peuvent s’expliquer par le fait que l’AQP4 n’est pas totalement absent mais reste 

exprimé de manière résiduelle comme cela a été décrit précédemment.  D’autre part, ces déficits 

mnésiques peuvent être la conséquence d’une altération différente de l’homéostasie potassique 

entre ces modèles. Enfin, la part de contribution neuronale ou gliale dans les déficits cognitifs 

n’étant pas aisée à discriminer en raison des limites imposées par notre modèle de souris, la 

Dp71 neuronale pourrait aussi participer aux différences. 

 



 133 

       

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 4 - Comparaison des modèles KO-AQP4 et Dp71-null : plasticité synaptique, 

mémoire et apprentissage spatial. 

 

La perte de l’expression polarisée d’AQP4 dans les cellules gliales est un symptôme 

majeur et communément partagé par de nombreuses pathologies telles que les 

dystroglycanopathies, l’épilepsie (Eid et al., 2005), la maladie d’Alzheimer (Yang et al., 2011) 

et les accidents vasculaires cérébraux (Frydenlund et al., 2006). Notre modèle de souris 

déficient en Dp71 apporte des données nouvelles et intéressantes qui permettent d’avancer dans 

une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires à l’origine des altérations de 

l’expression d’AQP4 et de certaines protéines du complexe DAPC. Ainsi, la souris Dp71-null 

qui partage certaines caractéristiques sans pour autant ressembler à un modèle complètement 

déficient en AQP4 s’approche plutôt du modèle déficient en α-syntrophine dont le rôle est 

déterminant pour les fonctions gliovasculaires. La souris Dp71-null serait donc un modèle utile 

afin de comprendre les bases de l’homéostasie hydrique et du flux d’eau bidirectionnel entre le 

parenchyme cérébral et la circulation sanguine (Amiry-Moghaddam et al., 2003a). De plus, ce 

modèle est intéressant pour l’étude de l’homéostasie potassique (Amiry-Moghaddam, 2003b), 

des facteurs conduisant à l’œdème cytotoxique (Amiry-Moghaddam et al., 2004 ; 

Papadopoulos et Verkman, 2005 ; Hoddevik et al., 2017) et de la fonction de la barrière hémato-

encéphalique (Wolburg-Buchholz et al., 2009 ; Fukuda and Badaut, 2012 ; Vacca et al., 2014). 

Des études ultérieures seront déterminantes pour élucider les mécanismes participant aux 

déficits cognitifs et neurophysiologiques associés à la perte de la Dp71 dans la DMD.   
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Dans les cas les plus sévères de déficience intellectuelle associée à la dystrophie 

musculaire de Duchenne (DMD), l’ensemble des dystrophines (Dp71 inclue) sont absentes 

(Daoud et al., 2009), alors que la perte de Dp71 seule peut induire une déficience intellectuelle 

sans dystrophie musculaire associée (Brouwer et al., 2014). L’expression abondante de la Dp71 

à l’interface gliovasculaire dans le cerveau adulte suggère qu’une altération de la fonction gliale 

pourrait contribuer à la déficience intellectuelle (Ricotti et al., 2011). 

Des études convergentes mettent en évidence que la perte de Dp71 diminue l’adressage 

et/ou la polarisation des aquaporines AQP4 au niveau de la membrane des pieds gliaux 

entourant les capillaires, ce qui induit des altérations de l’homéostasie hydrique et ionique 

cérébrale, de la perméabilité vasculaire, de la plasticité synaptique et des fonctions cognitives 

(Amiry-Moghaddam et al., 2010 ; Szu et al., 2016 ; Hubbard et al., 2018). Comme expliqué 

plus haut, des études restent à mener pour déterminer l’impact possible de ces altérations sur la 

perméabilité vasculaire et l’angiogenèse. Notre modèle congénital de souris Dp71-null présente 

ses limites et il sera difficile de déterminer si la Dp71 gliale est responsable des déficits 

mentionnés précédemment, du fait de la présence de la Dp71 en plus faible quantité dans les 

neurones, ou de la présence d’isoformes spécifiques de Dp71 dans les synapses (Dp71f, Dp40). 

Des altérations neuronales/synaptiques participent donc sans doute aussi aux déficits cognitifs 

liés à la perte de Dp71. Cependant, d’autres modèles d’étude pourraient être développés afin de 

tester : (1) Une souris knock-out conditionnelle privée uniquement de la Dp71 gliale afin 

d’étudier le comportement et la plasticité synaptique dans ces conditions pathophysiologiques 

spécifiques ; (2) Des ARN interférents pouvant être administrés à des souris WT afin de réduire 

spécifiquement l’expression de la Dp71 chez l’adulte, puis, de même, analyser leur phénotype 

comportemental et leur plasticité synaptique ; (3) Ré-exprimer la Dp71 via l’injection d’un 

vecteur dont le sérotype est spécifique de la glie ou via un promoteur glial. Nous pourrions 

également envisager d’induire la ré-expression d’isoformes spécifiques de Dp71. Ces dernières 

options correspondent aux nouveaux projets que nous avons commencé dans l’équipe. En effet, 

O.Vacca a déjà expérimenté l’injection intravitréenne de vecteurs AAV qui pénètrent bien dans 

la rétine des souris Dp71-null. En effet, les laminines composant la lame basale sont altérées et 

facilitent le passage du vecteur AAV au travers de la barrière hémato-rétinienne (Vacca et al., 

2014). Elle a montré une restauration de la localisation d’AQP4 dans les pieds des cellules 

gliales de Müller ainsi qu’une récupération de la fonction de la barrière hémato-rétinienne qui 

était altéré (Vacca et al., 2016). Des approches similaires ont été développées dans le cerveau 

(postdoc d’O. Vacca), qui permettront d’évaluer la faisabilité d’une approche de thérapie 

génique pour restaurer les fonctions de la Dp71. 



 136 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANNEXES 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 137 

Partial disruption of the molecular scaffold anchoring 

AQP4 channels in brain glial endfeet of Dp71-null mice 
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ABSTRACT 

Intellectual disability in Duchenne muscular dystrophy was associated with the loss of Dp71, 

the main dystrophin-gene product in the adult brain. Dp71 shows major expression in 

perivascular glial endfeet, suggesting dysfunctional glial mechanisms contribute to cognitive 

dysfunctions. In the present study we investigated the main molecular alterations induced by a 

selective loss of Dp71 in mice. Using semi-quantitative immunogold analyses in electron 

microscopy and/or immunofluorescence (IF) and confocal image analyses in tissue sections, 

we demonstrate a drastic but partial reduction (70%) of the polarized distribution of AQP4 

channels in macroglial endfeet adjacent to capillaries in cerebellum and hippocampus, with a 

reduction of β-dystroglycan (>50%) and complete loss of α1-syntrophin. This did not depend 

on compensation by other brain dystrophins and was confirmed in a preparation of purified 

forebrain capillaries. We also identified Dp71-independent pools of AQP4 channels in specific 
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laminar regions. AQP4 expression was also preserved in precapillary arterioles along the 

hippocampal fissure. We detected other dystrophins in arterioles, including Dp427 in smooth 

muscle and Dp140 in glial endfeet, which might protect them against injuries. In Dp71-null 

mice the absence of α1-syntrophin and reduced AQP4 polarized distribution in macroglial 

endfeet may likely alter water homeostasis and blood-brain barrier functions and contribute to 

synaptic and cognitive defects. 

 

INTRODUCTION 

Duchenne muscular dystrophy (DMD) is a common and lethal X-linked neuromuscular 

syndrome caused by mutations in the dmd gene that encodes the dystrophin proteins (Dps). 

DMD is associated with variable degrees of intellectual and behavioral disabilities, depending 

on the position of the mutations that may lead to the cumulative loss of several brain dystrophins 

normally produced from distinct and independent internal promoters in a cell-specific manner 

(Desguerre et al., 2009). The main brain dystrophins are named Dp427, Dp140 and Dp71, due 

to their different molecular weights (427, 140 and 71kDa), but they contain a common C-

terminal domain interacting with the dystrophin-associated protein complex (DAPC) that 

bridges proteins of the extracellular matrix to the actin cytoskeleton and cytosolic signaling 

proteins. The loss of Dp71 is a pivotal aggravating factor for cognitive status in DMD (Daoud 

et al., 2009), more frequently associated with intellectual disability and comorbid diagnosis of 

neuropsychiatric disturbances such as autism-spectrum disorders (Ricotti et al., 2016). Recent 

studies in mice with a selective loss of Dp71 (Dp71-null mice) unveiled presence of specific 

cognitive and executive dysfunctions associated with unbalanced neuronal network excitability 

and impaired plasticity in various brain structures involved in cognitive processes (Daoud et 

al., 2008; Helleringer et al., 2018; Chaussenot et al., 2019). However, the molecular and cellular 

mechanisms underlying Dp71-dependent brain dysfunctions are still poorly understood. 

Dp71 is the most abundant dmd-gene product in the adult brain. It has been detected in 

cultured astrocytes and neurons, in the perivascular glial endfeet of brain astrocytes and retinal 

Müller cells, and in distinct subcellular domains of neurons, including nucleus and synapses. 

Multiple roles have been suggested for Dp71, including in cell cycle, cell differentiation, 

nuclear and membrane architecture, synaptic structure and function, and ion homeostasis by 

anchoring potassium and water channels in glial cells (Perronnet and Vaillend, 2010; Tadayoni 

et al., 2012; for reviews). Moreover, a range of alternatively spliced Dp71 isoforms have been 

identified in the central nervous system (CNS) (Austin et al., 2000; Aragon et al., 2018); they 
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might play distinct roles in this variety of cellular processes, yet their precise cellular 

distribution and how they are regulated is still unclear. Nonetheless, we recently showed that a 

subgroup of Dp71 isoforms, the Dp71d group (in which exon 78 is not spliced out), constitutes 

the majority of the Dp71 isoforms (around 80%) in the adult brain (Aragon et al., 2018). 

Importantly, most of the antibodies directed against the C-terminal part of dystrophins only 

recognize this group of Dp71 isoforms, which appears to have a selective expression in 

perivascular glial endfeet in the adult brain (Haenggi et al., 2005; Nicchia et al., 2008a; Enger 

et al., 2012). 

In glial cells, Dp71 interacts with specific components of the DAPC, notably with β-

dystroglycan, a key transmembrane component of the dystroglycan subcomplex that links the 

DAPC to extracellular laminins, and with α-dystrobrevin and α-syntrophin that have a role in 

regulating the clustering and distribution of potassium (Kir4.1) and water (AQP4) channels at 

the glial endfeet membrane (Tadayoni et al., 2012). The loss of Dp71 is expected to alter brain 

ion and water homeostasis considerably (Amiry-Moghaddam et al., 2004; Kofuji and Newman, 

2004). This is supported by several studies that evidenced retinal defects in Dp71-null mice, 

showing that the selective deficiency of Dp71 in Müller glial cells is associated with a 

delocalization of AQP4 and Kir4.1 channels in perivascular endfeet, altered potassium 

buffering, defective osmoregulation, increased blood-retinal barrier permeability and 

sensitivity to edema (Dalloz et al., 2003; Sene et al., 2009; Vacca et al., 2016). Importantly, 

AQP4 is exclusively expressed in glia and was recently associated with language-associated 

learning in humans (Woo et al., 2018), while its loss in mice induces phenotypes reminiscent 

to those we previously reported in Dp71-null mice (Daoud et al., 2008; Chaussenot et al., 2019), 

such as impaired hippocampal synaptic plasticity and spatial learning deficits (Hubbard et al., 

2018). Therefore, it seems likely that altered AQP4 distribution in glial cells contributes to the 

cognitive deficits associated with Dp71 loss of function in DMD. 

In the present study, we estimated the distribution of AQP4 and dystrophin-associated 

proteins in Dp71-null mice by means of semi-quantitative immunogold analyses in electron 

microscopic preparations and/or immunofluorescence techniques with double labelling of glial 

and vascular elements followed by semi-quantitative confocal image analyses. We compared 

expression profiles in distinct layers of cerebellum and hippocampus, two structures that have 

been associated with cognitive deficits in this mouse model, and we further detailed 

immunofluorescence reactivity in arterioles, precapillary arterioles and capillaries purified from 

forebrain extracts. Our study demonstrates the presence of Dp71-independent pools of AQP4 
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in selective cerebellar and hippocampal layers and in specific vascular elements, as well as 

residual expression in glial endfeet surrounding capillaries and forming limiting membranes, 

highlighting the specificity of this mouse model and extending our understanding of the 

molecular alterations induced by Dp71 deficiency in brain tissues. 

 

MATERIALS AND METHODS 

 

Animals 

Dp71-null breeders were kindly provided by Pr David Yaffe (Weizmann Institute of Science, 

Rehovot, Israel), who originally produced this mouse line by homologous recombination, by 

replacing most of the first and unique exon and a small part of the first intron of Dp71 with the 

promoterless gene encoding a β-Gal-neomycin resistance chimeric protein. This specifically 

abolished expression of Dp71 without interfering with other dmd-gene products (Sarig et al., 

1999). Dp71-null mice were backcrossed for >10 generations to C57BL/6JRj mice (Janvier 

Labs, France) by Dr Alvaro Rendon (Institut de la Vision, Paris, France) at CDTA (CNRS, 

Orléans, France). Production and maintenance was undertaken in our facility by crossing 

heterozygous females with C57BL/6JRj males to generate Dp71-null and littermate control 

males (WT). Genotypes were determined by PCR analysis of tail DNA. Animals were kept 

under a 12 h light-dark cycle (light on 7.00 am) with food and water ad libitum. Brain tissues 

were collected in adult mice (2.5-5 mo) following guidelines of mouse facility (agreement 

#D91-471-104) in compliance with European Directive 2010/63/EU, French National 

Committee (87/848) and local Ethics Committee (Paris Centre et Sud, #59). 

 

Real-time quantitative RT-PCR 

Following cervical dislocation, the hippocampus and cerebellar vermis were dissected out and 

total RNA was extracted following manufacturer’s instruction using the NucleoSpin RNA 

isolation kit (Macherey-Nagel, Invitrogen). The integrity of RNA was evaluated by Nanodrop® 

2000c (ThermoFischer) and Experion RNA StdSens ™ (BioRad). The cDNA was synthesized 

using the Reverse Transcriptase iScript kit (BioRad) from samples diluted 1:10 to obtain 0.5 

µg/µl of RNA in a final volume of 13 µl (2 µl nuclease-free water, 4 µl reaction mix 5X, 1 µl 

iScript). RT-PCR was run with a Mastercycler personal® thermocycler (Eppendorf) as follows: 

25°C for 5 min, 42°C for 30 min and 85°C for 5 min. The qPCR was performed with triplicate 

samples and three calibrating housekeeping genes (HPRT1, UBC and PGM1). Quantities of 
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cDNA corresponding to 0.5 µg per µl of mRNA were added to the SYBR Green Master Mix 

(BioRad) with 375 nM of each primer to a final volume of 20 µl, and then placed into a CFX96 

Touch Real-Time PCR Detection System (Biorad) at 95 °C for 3 min, followed by 40 cycles at 

95 °C for 10 s and 60 °C for 1 min. For relative comparison, the Ct values of real-time PCR 

results were analyzed using the ΔΔCt method. Primers designed using the A Plasmid Editor 

software (Sun Microsystem, USA) are detailed in Supplementary Table S1. 

 

Antibodies and cell immunomarkers 

The rabbit polyclonal IgG antibodies were: H4 directed against exons 78-79 of the C-terminus 

dystrophin (1:400), LG5 anti-β-dystroglycan (1:400) and K7 anti-utrophin (1:200) (gift from 

D. Mornet, Montpellier), anti-Aquaporin-4 (AQP4 300-314) and anti-alpha-1 syntrophin 

(1:200; Alomone labs, Israël), anti-alpha smooth muscle actin (anti-SMA; 1:200; Sigma) and 

anti-Glial Fibrillary Acidic Protein (anti-GFAP; 1:1000, Dako, Denmark). The mouse 

monoclonal antibodies were: Anti-GFAP (1:500, Sigma-Aldrich) and anti-Dp427 N-terminal 

NCL-Dys1 (diluted 1/3; Leica Biosystem). The secondary antibodies were: goat anti-rabbit 

conjugated to Cy3 (diluted 1:400, Jackson Immunoresearch, USA) and goat anti-mouse IgG 

H&L (diluted 1:400 Alexa Fluor® 647, Abcam). The Lycopersicon esculentum lectin Dy-Light 

488 (1/100, Vector laboratories), specific of N-acetyl-D-glucosamin and N-acetyl-

polylactosamine oligomers (Kawashima et al., 1990; Porter et al., 1990), was used as an 

endothelial marker to study the vascularization and as a control for normalization of 

immunofluorescence quantifications. 

 

Western blots 

Following cervical dislocation, the hippocampus was dissected out and frozen in liquid nitrogen 

with ceramic beads (MO Bio kit, Qiagen). Samples were homogenized by centrifugation 

(6800g, 20s, 2-3 times) in a RIPA-SDS lysis buffer with Halt protease inhibitor cocktail (1X). 

Protein content was quantified using the PierceTM BCA protein assay kit (Life Technologies, 

France). Proteins (50 µg) were separated on NuPAGE® Tris-Acetate 4–12% gradient gels 

(Invitrogen) at 150V for 1h15 and electrotransferred (30V, 1h) onto polyvinylidene difluoride 

membranes (PVDF; Millipore, USA). PVDF membranes were blocked for 1h at RT in 

PierceTM Milk Blocking buffer (Life Technologies, France) and then incubated overnight at 

4°C in the same blocking buffer with the primary pan-specific polyclonal antibodies directed 

against dystrophins (H4, 1:5000). Membranes were then washed and incubated for 1h RT with 

a goat anti-rabbit secondary antibody conjugated to horseradish peroxidase (Jackson 
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Immunoresearch laboratories). A monoclonal anti-β-actin antibody  (1/15000, Sigma-Aldrich) 

was used as loading controls to normalize expression levels in each sample. 

Chemiluminescence was performed using ECL plus Western blotting detection system (GE 

Healthcare, Germany) and gels were analysed using a C-Digit Li-Cor scanner and Image Studio 

software. 

 

Immunofluorescence studies 

Preparation of tissue sections 

Brains were dissected out following cervical dislocation, fresh frozen in powdered dry ice. 

Sagittal cerebellar sections (formalin fixed: 12 μm thick; fresh-frozen: 30µm thick) were cut in 

a cryostat and collected on SuperFrost Plus glass slides (Roth, France) and stored at -80°C. 

Tissue sections were postfixed in acetone-methanol (1:1, -20°C, 5 min) before 

immunochemistry, as previously described (Daoud et al., 2009; Vaillend et al., 2010). 

 

Isolation of brain vessels  

Mechanical purification of brain vessels from 7-month-old mice was performed as described in 

Boulay AC, 2015. Brains were placed in 20 ml of buffer B1 (1.5 ml of HEPES 1M to 150 ml 

of HBSS). Then, using two scalpels, brains were manually cut in small pieces (~2 mm). Brain 

tissue were homogenized with an automatized Dounce homogenizer performing 20 strokes at 

400 rpm. The homogenate was transferred to centrifugation at 2,000 g for 10 min at 4°C and 

the supernatant was removed. The pellet remained was resuspended in 10 ml of a second buffer 

B2 (3.6 g of Dextran to 20 ml of B1), vigorously shaked for 1 min and centrifuged at 3,200 g 

for 15 min at 4°C. Myelin form a white layer at the surface of the supernatant. After discarding 

myelin with supernatant, the pellet was resuspended in 1 ml of a third buffer B3 (1 g of BSA to 

100 ml of B1) by pipetting up and down with low-bindings tips. The vessel preparation was 

filtered onto a 100 µm-mesh filter to preferentially retain larger vessels while the flow-through 

containing microvessels is filtered on a 20 µm-mesh filter as above. At least, the filters were 

immersed in a beaker containing the B3 solution. The vessels were detached from the filter and 

then poured in a plastic tube to centrifugation at 2,000 g for 5 min at 4°C. Purified brain vessels 

were immobilized on a glass slide coated with Cell Tak (Corning) and fixed with 4% 

Paraformaldehyde for 15 min before immunocytochemistry. 
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Immunochemistry 

Briefly, tissue sections and purified vessels were washed 3 times in 0.1 M phosphate-buffered 

saline (PBS), incubated for 45 min in a blocking solution containing 10% normal goat serum, 

0.3% Triton X-100, and 1% bovine serum albumin, then overnight at 4°C with the primary 

antibodies and Lycopersicon esculentum lectin Dy-Light 488 (Vector laboratories). They were 

then washed, incubated 1h at RT with secondary antibodies (1:500) conjugated to Alexa fluor 

(Invitrogen, France) or Cyanine 3 (Jackson ImmunoResearch, USA) and coverslipped using a 

medium containing an instant-blue nuclear probe fluorescing (405 nm) compound (DAPI 

Fluoromount-G, Clinisciences, France). No staining was observed when primary antibody was 

omitted. 

 

Confocal image analyses. 

Images were collected using a laser scanning confocal microscope LSM 700 (Zeiss) at 555 nm, 

488 nm, 647 nm (or 694 nm for anti-rat secondary antibody) and 405 nm for DAPI. Sequential 

dual-channel recording of multi-labelled sections were taken at equivalent locations and 

exposure times in both genotypes and the intensity of the excitation lines for secondary 

antibodies and DAPI was adjusted to avoid cross-excitation of the fluorochromes. For 

quantification, stacks of images (106.7µm x 106.7µm) spaced by 300 nm were imported using 

EC Plan-Neofluar x40 objectives and taken with constant settings (1024 x 1024 px; 313nm/px 

resolution). Images were processed with ImageJ using a maximum intensity projection of all 

the z-stack images and were then Z projected. The fluorescence area was quantified with the 

ImageJ software and a total tissue surface of 39 375 µm2 per mouse was sampled. Relative 

expression of the target proteins expressed along the walls of blood vessels was normalized to 

that of the endothelial marker lectin, i.e. as a parameter reflecting the vascular density in each 

image. 

 

Immunogold electron microscopy 

 

Mice were deeply anesthetized by intraperitoneal injection of a ketamine (60mg/kg) / domitor 

(1mg/kg) mix and received intracardiac injection of 0.1ml heparin (500 UI). They were then 

intracardially perfused (7.5ml/min) with a 0.1M phosphate buffer (PB) containing heparin (10 

UI) for 30s and then with 60ml of a fixative solution containing 4% PFA and 1.2% picric acid 

in 0.1 M PB (pH 7.3-7.4). Brains were removed from skull and postfixed overnight in 4% PFA. 

The cerebellum was then cut as 300µm-thick sagittal slabs with a vibrating microtome (VT 
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1000 S, Leica, Vienna, Austria). Pieces of cerebellar lobules were dissected under 

stereomicroscope (1-2mm, 5th-6th lobules around primary fissure, lateral 1.68-0.84) (Paxinos 

and Franklin 2001) and cryoprotected by immersion in graded concentrations of glycerol (10, 

20, 30 %). Punches of tissue section (1 mm in diameter) including glia limitans, molecular cell 

and Purkinje cell layers were cryofixed by High Pressure Freezing (EMPACT2, Leica). The 

samples were then processed and sectioned as previously described (Puwarawuttipanit et al., 

2006), briefly: a freeze-substitution in 1% uranyl acetate in methanol at -90°C for 12h (AFS2, 

Leica) and embedding in Lowicryl HM20 resin (EMS, #14345) at -45°C for 2 days. For 

immunolabeling, 70nm-sections cut with a 35° diamond knife were floated successively 5 min 

in 0.5% Tween-PBS, 10min in 50mM Glycine-PBS, 30min in Blocking solution (Aurion, 

#905.002), 10min in 0.1% BSAc_PBS (Aurion, #900.099) and incubated overnight at 4°C in 

the rabbit polyclonal anti-AQP4 primary antibody (1:40; Alomone, Israel). The sections were 

then washed several times in PBS-BSA-c and incubated 30 min RT with a 1:20 dilution of a 

goat F(ab')2 anti-rabbit secondary antibody conjugated to 10-nm gold particles (Aurion). They 

were rinsed several times in PBS and ultrapure water and contrasted with uranyl acetate (10 

min) and lead citrate (5 min). Control sections were obtained by omitting the primary antibody. 

Transmission Electron microscopic micrographs were obtained at 7000x using a JEOL1400 

microscope operating at 80 kV and equipped with a digital camera (Gatan Orius). Experiments 

were conducted in 2 mice of each genotype (3 grids and at least 25 images per mouse). 

Quantification was obtained by manually counting the gold beads located at the glial endfeet 

membranes along cross-sectional capillaries (n>10 capillaries, and > 180µm membrane length 

per genotype) and glia limitans (>140 µm membrane length per genotype). Membrane lengths 

were measured using the Fiji software (https://fiji.sc/) by boundary tracing of membranes from 

mosaic images in order to express counts as the number of gold beads per µm. 

 

Statistics 

Data are expressed as means ± SEM. Semi-quantitative changes are shown as fold changes in 

comparison with WT mice. Genotype effects were evaluated by Mann-Whitney nonparametric 

tests considering P-values <0.05 as statistically significant.  
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RESULTS 

 

Figure 1 

 

The H4 polyclonal antibody directed against the C-terminal part of dystrophins revealed a 

strong immunoreactivity (IR) along the walls of blood vessels in all layers of hippocampus and 

cerebellar lobules in WT mice, as well as in the glial foot processes under the pia mater (glia 

limitans, GL) in the cerebellum (Fig. 1A). This labelling was completely absent in tissue 

sections from Dp71-null mice, indicating that it selectively corresponded to Dp71 expression. 

High-resolution confocal images taken at higher magnification in tissue sections double-stained 

with H4 antibody and Lycopersicon esculentum lectin, a marker of mouse vascular 

endothelium, confirmed that Dp71-IR surrounded the abluminal side of the capillaries. No 

overlap between the two IR signals was detected in WT mice (Fig. 1B). This confirms that 

Dp71 expression is distributed along the membrane of perivascular astrocyte endfeet, as 

previously demonstrated by others (Haengy et al., 2004; 2006; Enger et al., 2012). 

There are converging evidence that Dp71 plays a key role in anchoring and/or stabilizing AQP4 

channels at the membrane of glial cell endfeet in the central nervous system (Dalloz et al., 2003; 

Haenggi et al., 2004; Nicchia et al., 2004; Enger et al., 2012). In a first experiment we analysed 

the expression levels of AQP4 mRNA in both hippocampus and cerebellum using qRT-PCR 

(Fig. 1C). Interestingly, this revealed that the AQP4 mRNA was upregulated in hippocampus 

while its level of expression was unchanged in the cerebellum. Although AQP4 mRNA 

upregulation has been previously reported in the retina of Dp71-null mice (El Mathari et al., 

2015; Vacca et al., 2016), our present result suggested that AQP4 transcription is differently 

regulated in hippocampus and cerebellum in Dp71-null mice, which prompted us to investigate 

expression of AQP4 and other Dp71-related proteins in these two main brain structures. 

 

Figure 2 

 

Using immunofluorescence techniques and confocal image analyses, we first characterized the 

expression of aquaporin-4 channels (AQP4) in cerebellar sections from WT and Dp71-null 

mice. As shown in Fig. 2 A, in WT mice AQP4 was not only detected along the walls of 

capillaries and GL, but also in astroglial processes in the granular cell layer (GCL) (see details 

in Supplementary Fig. S1) and in the White Matter (WM). The glial cell subtype present in the 

MCL is the Bergmann glial cell, which radial processes pass through the MCL to form the glia 
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limitans and the glial-vascular interface around capillaries. The anti-AQP4 antibody strongly 

stained the walls of capillaries in MCL and the glia limitans, suggesting a selective expression 

of AQP4 with Dp71 at the glial endfeet of Bergmann glial cells. In Dp71-null mice, the loss of 

Dp71 was associated with a strong downregulation of the AQP4 protein along the walls of 

capillaries in the molecular cell layer (MCL). However, our confocal image analysis revealed 

a residual expression along blood vessels in the MCL, which was estimated about 30% of WT 

levels by our semi-quantitative analysis. It likely corresponded to a glial expression since it did 

not appear to show overlap with lectin in high magnification images of capillary’s transversal 

planes (Supplementary Fig. S2). There was also a residual expression along the glia limitans, 

while the expression levels of AQP4 was largely preserved in the GCL and WM in Dp71-null 

mice (Fig. 2B; Supplementary Fig. S1). This suggests that Dp71 is only involved in the 

polarized distribution of AQP4 channels at the membrane of perivascular glial endfeet. The 

residual expression in other cerebellar layers and cell types likely corresponded to expression 

of a distinct Dp71-independent pool of AQP4, as suggested by others (Nicchia et al., 2008a). 

To further characterize AQP4 expression and distribution in the endfeet of Bergmann glial cells, 

we quantified AQP4 immunogold labelling in transmission electron microscopy (TEM) 

micrographs (Fig. 2 C-D). The density of immunogold beads was normalized to the length of 

the sampled glial-endfeet membranes and non-specific binding was minimal when the primary 

antibody was omitted (histograms in Fig. 2 C-D). AQP4 channels were observed in the endfeet 

surrounding capillaries (Fig. 2C) and forming the glia limitans (Fig. 2D). The density of AQP4 

channels was significantly decreased in glial endfeet of Dp71-null mice for both capillaries and 

glia limitans (Fig. 2 C-D). The level of residual expression of AQP4 was again estimated about 

30% of WT levels, which further supported the reliability of the semi-quantitative analysis in 

our immunofluorescence study. Moreover, this confirms Dp71 implication in AQP4 

distribution in Bergmann glial endfeet surrounding blood vessels and forming the glia limitans. 

 

Figure 3 

 

Because the correct distribution of AQP4 in perivascular astrocytes has also been shown to 

depend on expression of other dystrophin-associated proteins (DAPs), we also quantified 

expression of the transmembrane β-dystroglycan (Fig. 3A) and cytosolic α-syntrophin (Fig. 

3B), two main components of the dystrophin-associated protein complex interacting with 

extracellular-matrix and intracellular signaling proteins, respectively. Both DAPs showed a 

Dp71-like expression pattern in the perivascular regions and along the glia limitans in WT mice. 
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In Dp71-null mice, the expression of β-dystroglycan was reduced by about 50-60% while α-

syntrophin was virtually absent (Fig. 3 A-B; Supplementary Fig. S2). This confirms that Dp71 

loss differently alters the expression of distinct DAPs (Nicchia et al., 2008a), which might in 

part contribute to maintain a residual expression of AQP4 in perivascular domains. 

 

Figure 4 

 

We then analyzed expression of Dp71-associated proteins in the hippocampus (Fig. 4), another 

brain structure in which Dp71-dependent alterations likely contribute to the genesis of cognitive 

deficits in Dp71-null mice (Daoud et al., 2008; Chaussenot et al., 2019). Alike in cerebellum, 

AQP4 IR was strongly reduced along the walls of capillaries in all hippocampal layers (Fig. 

4A). While AQP4 mRNA was overexpressed in hippocampal extracts (see Fig. 1C), AQP4 IR 

was clearly reduced by >50% in hippocampal SO and SR (Fig. 4A). Residual expression of 

AQP4 (Fig. 4A) and β-dystroglycan (Fig. 4B) in Dp71-null mice was demonstrated in 

perivascular domains of capillaries, while α-syntrophin was almost undetectable in all 

hippocampal layers (Fig. 4C; Supplementary Fig. S2). Interestingly, while the residual 

expressions of AQP4 and β-dystroglycan in Dp71-null mice were estimated <50% in dendritic 

layers of stratum oriens (SO) and stratum radiatum (SR), their expression levels were 

comparable to WT levels in the stratum lacunosum moleculare (SLM). High expression of 

AQP4 in the SLM, not restricted to perivascular regions, has been previously reported (Hubbard 

et al., 2015). However, one particularity of the SLM, compared to the other hippocampal layers, 

is the presence of large-diameter arterioles and precapillary arterioles. In this hippocampal 

layer, there was a clear downregulation of AQP4 and β-dystroglycan along the walls of 

capillaries, as in the other hippocampal layers. But in marked contrast, there was an intense IR 

for AQP4 and β-dystroglycan surrounding the arterioles and precapillary arterioles that are 

scattered along the hippocampal fissure between the SLM and the dentate gyrus. This suggests 

that the loss of Dp71 did not affect AQP4 polarization in these specific large-diameter vascular 

elements in the hippocampal SLM. 

 

Figure 5 

 

Analysis of AQP4 and β-dystroglycan in purified forebrain precapillary arterioles and arterioles 

confirmed their expression in face of lectin-positive vascular walls in WT mice (Fig. 5). In 

Dp71-null mice, both precapillary arterioles and capillaries displayed a residual expression of 
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AQP4 and β-dystroglycan, which was characterized by a punctate IR along vascular walls 

compared to the continuous IR seen in vessels from WT mice. Hence, the reduced expression 

of AQP4 and β-dystroglycan in Dp71-null mice was associated with their altered spatial 

distribution, thus highlighting the major role of Dp71 in the polarized clustering of these 

proteins at the glial endfeet membrane. 

 

Figure 6 

 

Triple immunofluorescence staining was then performed in hippocampal tissue sections using 

the anti-AQP4 antibody, an anti-GFAP glial marker and the endothelial marker, lectin, to 

further determine the subcellular residual expression of AQP4 in precapillary arterioles of the 

hippocampal SLM region (Fig. 6A). In both WT and Dp71-null mice, AQP4-IR overlapped 

GFAP-IR, thus indicating that both normal and residual expression of AQP4 was at the 

membrane of glial endfeet contacting precapillary arterioles. Using the H4 antibody directed 

against the C-terminal part of dystrophins revealed expression of dystrophin products in both 

GFAP-positive and lectin-positive domains (Fig. 6B). In WT mice, most of dystrophin-IR was 

in GFAP-positive elements surrounding the arterioles. In Dp71-null mice, dystrophin-IR was 

clearly present in lectin-positive domains, suggesting the presence of another brain dystrophin-

gene product, such as Dp427 or Dp140. There was also a punctate expression of dystrophin IR 

in GFAP-positive domains in Dp71-null mice. This suggests that one of these dystrophins could 

also contribute to AQP4 clustering or polarization in glial elements contacting precapillary 

arterioles (Barnea et al., 1990; Chelly et al., 1990; Lidov et al., 1995), even in the absence of 

Dp71. Expression of β-dystroglycan (Fig. 6C) and utrophins (Fig. 6D) were also found 

surrounding precapillary arterioles in both WT and Dp71-null mice. Only one part of the 

staining obtained using our pan-specific antibody recognizing all utrophin-gene products 

overlapped with lectin, suggesting that some utrophin-gene products could be expressed in 

endothelial and/or glial compartments around precapillary arterioles. In capillaries of tissue 

sections (small vessels in Fig. 6D) and purified vessels (not shown), however, the two markers 

seemed to overlap, and due to their small diameter it was not possible to conclude on a possible 

expression of utrophins in glial endfeet surrounding capillaries. Utrophins were also detected 

in purified forebrain precapillary arterioles with the same antibody, without showing any 

obvious alteration of their expression in Dp71-null mice (Fig. 6E). This antibody can detect all 

utrophin-gene products, as it is directed against the C-terminal part of the protein common to 

all utrophins (Perronnet et al., 2012). Therefore, we cannot rule out that distinct utrophins were 
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expressed in glial and vascular elements, as well as in arterioles versus capillaries. The presence 

of some dystrophin-IR was also clearly confirmed along the walls of purified precapillary 

arterioles from Dp71-null mice, but not in their capillaries (Fig. 6F). Hence, if another 

dystrophin participates to the residual AQP4 clustering surrounding precapillary arterioles in 

Dp71-null mice, this may not explain its residual expression in capillaries. 

 

Figure 7 

 

To further determine the presence of other dystrophins that may contribute to some 

compensatory mechanisms in hippocampus, we used our pan-specific anti-dystrophin antibody 

in Western blots. We performed a semi-quantitative evaluation of dystrophins expression levels 

(Dp427, Dp140, Dp71) in the hippocampus of WT and Dp71-null mice. As expected Dp71 was 

not expressed in the transgenic mouse, but more surprisingly we detected a significant 

overexpression of the full-length dystrophin, Dp427, in the Dp71-null mice (Fig. 7A). We then 

used the monoclonal DYS1 antibody directed against the N-terminal part of the full-length 

dystrophin in immunofluorescence assays, to determine a putative compensatory expression of 

Dp427 in vascular elements. In hippocampal tissue sections, we confirmed that Dp427 has a 

neuronal expression characterized by punctate staining in synapses of CA1-3 pyramidal 

neurons, while it was absent in the capillaries (not shown). A vascular Dys1-positive staining 

was only found in the large-diameter vascular elements scattered within the SLM, suggesting 

that Dp427 was expressed in arterioles and/or precapillary arterioles. Interestingly, there was a 

main staining located between GFAP-positive and lectin-positive domains, suggesting 

expression in smooth muscle rather than glial or endothelial structures (Fig. 7B). To further 

confirm this hypothesis, we used triple staining of Dp427, alpha-smooth muscle actin (α-SMA) 

and lectin. As shown in Fig. 7C, the anti-α-SMA antibody only labelled the larger segments of 

precapillary arterioles in hippocampal tissue sections, not the smaller lectin-positive 

precapillary arterioles and capillaries. Likewise, Dp427-IR was only found surrounding large-

diameter arterioles but not in other lectin-positive vascular elements. This was confirmed by 

showing a full overlap of DYS1-IR and α-SMA-IR in purified arterioles in both WT and Dp71-

null mice, while the DYS1-IR showed no overlap with endothelial lectin (Fig. 7D). Hence, the 

vascular expression of Dp427 was restricted to arterioles containing smooth-muscle. The 

dystrophin-gene product detected in GFAP-positive cellular elements (Fig. 6B) may therefore 

correspond to the expression of Dp140. 
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DISCUSSION 

The most severe cases of intellectual disability (ID) in DMD occur when all dystrophins 

including Dp71 are missing (Daoud et al., 2009), yet it was also reported that a selective loss 

of Dp71 function can induce ID without muscular dystrophy (Brouwer et al., 2014). The major 

expression of Dp71 at the glial-vascular interface in the adult brain suggests that a dysfunctional 

glial mechanism contributes to ID in this syndrome (Ricotti et al., 2011). Converging evidence 

indicate that the loss of Dp71 impairs the clustering of aquaporin (AQP4) water channels in the 

glial endfeet adjacent to capillaries, which may induce critical alterations in water and ion brain 

homeostasis, vascular permeability, synaptic plasticity and cognitive functions (Amiry-

Moghaddam et al., 2010; Hubbard et al., 2018). In the present study, we used the Dp71-null 

mouse to characterize the altered distribution of AQP4 channels in two main brain structures 

that have been associated with cognitive and neurophysiological defects in this mouse, the 

cerebellum (Helleringer et al., 2018) and the hippocampus (Daoud et al., 2008; Chaussenot et 

al., 2019). We found there is a residual expression of AQP4 in selective layers of these brain 

structures and in specific gliovascular elements, thus highlighting that the loss of Dp71 cannot 

fully recapitulate the glial and vascular alterations reported in AQP4-KO mice. 

The link between Dp71 and AQP4 channels in brain glial cells was originally investigated using 

pan-specific anti-dystrophin antibodies in mouse models lacking several dystrophin-gene 

products, such as the mdx3cv mouse, leaving some uncertainty regarding the specific impact 

of Dp71 loss on expression and distribution of Dp71-associated proteins (e.g., Haenggi et al., 

2004; Nicchia et al., 2008b, Enger et al., 2012). Indeed, the lack of other dystrophins may also 

alter glial and endothelial structure and function. This is supported by the presence of a 

downregulation of AQP4 and increased vascular permeability in the Dp427-deficient mdx 

mouse (Nico et al., 2003), yet the underlying pathophysiological mechanisms are still unclear 

and perhaps indirect in this DMD mouse model (Nico et al., 2006). In the mdx3cv mouse, which 

is expected to lack all dystrophins, several studies pointed to the presence of low-level residual 

expression of dystrophin (Li et al., 2008; 2010) and upregulation of utrophin paralogues 

(Culligan et al., 2001), which might participate to compensatory mechanisms (e.g., Vaillend 

and Ungerer, 1999). Pioneer studies in the Dp71-null mouse however confirmed localization of 

Dp71 in the endfeet of radial glial cells, such as the Müller glial cells in the retina (Dalloz et 

al., 2003) and in the Bergmann glial cells in the cerebellum (Nicchia et al., 2008a). In the present 

study, we confirmed the expression of Dp71 along the walls of capillaries in the molecular cell 

layer (MCL) and along the glia limitans of the cerebellum, i.e. in the endfeet of Bergmann glial 

cells. We further demonstrate a similar subcellular localization in the perivascular astrocyte 
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endfeet in the hippocampal formation. Dp71 immunostaining did not overlap with the 

endothelial marker lectin, thus confirming its localization at the membrane of glial endfeet in 

face of vascular endothelial cells. 

In the cerebellum, there was a residual expression of AQP4 in the granular cell layer (gcl) and 

in the white matter, in which no dystrophin could be detected in WT mice with our pan-specific 

antibody. This is in agreement with a previous study performed in the same mouse model 

(Nicchia et al., 2008a), demonstrating that Dp71 deficiency primarily impacts expression of the 

two main AQP4 isoforms involved in the formation of large orthogonal arrays of particules 

(OAPs) in the cerebellum, AQP4-M1 and AQP4-M23, while Dp71-independent pools of AQP4 

composing smaller OAPs in specific cerebellar layers were unaffected. Here our quantifications 

confirmed that the Dp71-independent pool of AQP4 is fully maintained in gcl and white matter, 

with partial overlapping of AQP4 IR with GFAP-positive processes in gcl, likely corresponding 

to velate astrocytes (Nicchia et al., 2008). 

Importantly, even if AQP4 expression was drastically reduced along capillaries in the MCL, it 

was not completely abolished by the loss of Dp71. We used semi-quantitative approaches to 

estimate the amount of residual AQP4 expression in perivascular glial endfeet, either with 

confocal image analyses of AQP4 IR along vascular walls in cerebellar sections, or with 

electron microscopic analyses of immunogold labelling of AQP4 channels at the glial endfoot 

membrane contacting the basal lamina surrounding capillaries. Both methods detected a 30% 

residual expression of AQP4 channels, thus demonstrating a partial loss of AQP4 polarized 

expression in cerebellar Bergmann glial cells. Likewise, confocal image analyses revealed a 

30-40% residual expression of AQP4 in astrocyte endfeet adjacent to capillaries in the dendritic 

areas of the CA1 hippocampal subfield (stratum oriens and stratum radiatum). AQP4 polarized 

expression was thus partially preserved in perivascular astrocytes of this forebrain structure. 

This was confirmed by our study of forebrain purified vessels, which showed a residual 

expression of AQP4 characterized by punctate staining along the walls of capillaries as 

compared to the continuous staining found in vessels from WT mice. 

In the same cerebellar and hippocampal layers that showed a 30% residual expression of AQP4, 

the β-dystroglycan IR was reduced by about 50-60% along capillaries, while that of α1-

syntrophin was undetectable. The alteration of β-dystroglycan and AQP4 distribution support 

the current hypothesis that Dp71 is the main dystrophin responsible for anchoring AQP4 and 

assembling the DAPC at the membrane of brain perivascular glial endfeet (Neely et al., 2001; 

Amiry-Moghaddam et al., 2004). Most strikingly, Dp71 appears to be required for α1-

syntrophin expression and distribution in the glial endfeet. The α1-syntrophin isoform is a major 
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determinant of OAP size at the glial-vascular interface (Hoddevik et al., 2017), owing to the 

critical interactions between the PDZ domains of these two proteins (Adams et al., 2001). It has 

been suggested that a parallel reduction in AQP4 and α-syntrophin occurs at the perivascular 

level in mice lacking Dp71 (Nicchia et al., 2008a). However, this was not found in the present 

study, as α1-syntrophin was undetectable while AQP4 showed a 30% residual expression. Other 

proteins interacting with the DAPC have been involved in the clustering of AQP4 and formation 

of OAPs, such as β-dystroglycan (Noell et al., 2011), which expression is only partly affected 

in Dp71-null mice, α-dystrobrevin (Bragg et al., 2010; Lien et al., 2012) or AQPex (Palazzo et 

al., 2019). Our present results show that Dp71 loss differently alters the expression of distinct 

DAPs, some of which might contribute to maintain a residual expression of AQP4 in 

perivascular domains. We show the presence of some dystrophin paralogs, such as utrophins, 

in hippocampal capillaries, which might participate to putative compensation, yet it is rather 

believed that utrophin-gene products are expressed in endothelial cells forming the capillaries, 

not in the perivascular glial cell endfeet (Knuesel et al., 2000; Haenggi et al., 2004; Perronnet 

and Vaillend, 2010; Perronnet et al., 2012). In any cases, no dystrophin IR was detected in 

purified forebrain capillaries nor in capillaries analyzed in tissue sections, suggesting that other 

dystrophins did not compensate for Dp71 loss to maintain residual AQP4 expression in 

perivascular domains. 

Interestingly, we found that the relative expression levels of AQP4 and β-dystroglycan in the 

stratum lacunosum moleculare (SLM) were comparable between Dp71-null and WT mice, 

even though α1-syntrophin was also absent of this layer. The SLM is a specific layer of the 

hippocampus that contains the hippocampal fissure separating the dendritic layers of CA1 and 

dentate gyrus. Heterogeneous expression of AQP4 in brain tissue parenchyma and neuropil of 

selective laminar regions was reported by others, particularly in the SLM where AQP4 shows 

its highest hippocampal levels, in marked contrast with the uniformly distributed staining along 

blood vessels throughout the hippocampus (Hubbard et al., 2015). Besides the diffuse AQP4 

staining in this layer, we noticed an intense staining for AQP4 around large-diameter blood 

vessels, likely corresponding to arterioles and precapillary arterioles, which are known to be 

scattered along the hippocampal fissure in the SLM. This was confirmed in our preparations of 

purified forebrain arterioles and precapillary arterioles, yet the spatial distribution along the 

walls of arterioles was characterized by discontinued marking in Dp71-null mice compared to 

the continuous staining in WT mice. In hippocampal tissue sections of both WT and Dp71-null 

mice, AQP4 IR was in GFAP-positive domains surrounding these large-diameter vessels, 

indicating a glial expression. We also showed that some utrophin-gene products could be 
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expressed in endothelial as well as glial compartments surrounding arterioles, suggesting a 

putative involvement in AQP4 residual expression. Importantly, dystrophin expression was also 

detected in these domains, as well as in other cellular domains between the vessel subluminal 

region and GFAP-positive glial endfeet. We demonstrated that this latter staining corresponded 

to expression of the full-length Dp427 dystrophin in the smooth muscles of arterioles and in the 

largest segments of precapillary arterioles, as suggested earlier (Rauch et al., 2012). 

Expression of a dystrophin-gene product in endothelial cells within skeletal muscles has been 

previously suggested (Palladino et al., 2013). In the present study, Dp427 was not detected in 

brain endothelial cells using a specific monoclonal antibody, while an IR signal was found 

using a polyclonal antibody directed against the C-terminal of dystrophins. Staining with this 

latter antibody was also detected in Dp71-null mice, in both lectin-positive cells and as punctate 

IR in GFAP-positive elements, around arterioles of the hippocampal SLM. This suggests that 

another brain dystrophin, not Dp71 or Dp427, was expressed in endothelial cells and glial enfeet 

around precapillary arterioles. Since Dp260 and Dp116 are expressed in retina and peripheral 

nerve, respectively, it follows that the most likely candidate is Dp140. Dp140 has a strong 

expression during embryonic development and is expressed at low levels in adult brain tissues 

(Morris et al., 1995; Soutou et al., 2019). Its cellular distribution is still unclear but it has been 

detected in brain blood vessels in a seminal study (Lidov et al., 1995). Moreover, it was 

previously reported that Dp140 could show ectopic induction in adult brain structures of Dp71-

null mice (Benabdesselam et al., 2010; 2012). 

In summary, a selective deficiency in Dp71 was associated with a drastic reduction of the 

polarized distribution of AQP4 channels in perivascular glial endfeet in both cerebellum and 

hippocampus. Nevertheless, there was a residual expression of AQP4 (around 30%) and β-

dystroglycan (>40%) in dystrophin-negative glial endfeet surrounding capillaries, which 

therefore did not depend on compensatory mechanisms involving other dystrophin-gene 

products. In contrast, we also show that hippocampal precapillary arterioles of Dp71-null mice 

express Dp427 in vascular smooth muscle, which may likely protect arterioles against injuries 

(Rauch et al., 2012), while Dp140 and some putative utrophin-gene product may likely 

contribute to the partial maintenance of AQP4 channels in arteriole-associated glial endfeet. 

A loss of the polarized expression of AQP4 in macroglial cells is a feature of several pathologies 

beyond dystrophinopathies, including epilepsia (Eid et al., 2005), Alzheimer’s disease (Yang 

et al., 2011) and ischemic strokes (Frydenlund et al., 2006). A better understanding of the 

molecular mechanisms underlying defects in AQP4 polarized distribution in macroglial cells is 

therefore important for a range of clinical conditions. The present mouse model may provide 
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new interesting outcome measures caused by partial AQP4 delocalization. Although the Dp71-

null mouse clearly cannot recapitulate the phenotypes displayed by AQP4 full knock-out 

models, it has a complete loss of α-syntrophin, a major determinant of gliovascular functions. 

This mouse model may therefore be useful to understand the basis of bidirectional water flow 

between blood and brain (Amiry-Moghaddam et al., 2003a), potassium homeostasis (Amiry-

Moghaddam, 2003b), risk factors for cytotoxic edema (Amiry-Moghaddam et al., 2004 ; 

Papadopoulos et Verkman, 2005 ; Hoddevik et al., 2017) and blood-brain barrier function 

(Wolburg-Buchholz et al., 2009; Fukuda and Badaut, 2012 ; Vacca et al., 2014). Future studies 

will determine whether such altered mechanisms participate to the neurophysiological and 

cognitive disturbances associated with Dp71 loss in DMD. 
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Fig. 1. Localization of Dp71 in hippocampus and cerebellum and its deficiency in 
Dp71-null mice. (A) Representative image-stack projections obtained by confocal laser 
scanning microscopy, showing dystrophin-IR revealed by the H4 anti-dystrophin 
antibody in hippocampus and cerebellum of WT and Dp71-null mice. IR was distributed 
along the walls of capillaries in all layers of hippocampal Hamon’s horn and cerebellar 
vermis, as well as along the cerebellar glia limitans (GL) in WT mice, but not in Dp71-
null mice, indicating it selectively reflected Dp71 expression. SP: stratum pyramidale, 
SR: stratum radiatum, SLM: stratum lacunosum moleculare, MCL: molecular cell layer, 
GL: Glia limitans, GCL: granular cell layer, WM: white matter. Scale bars: 100 µm. (B) 
Merged triple immunofluorescence staining of Dp71 (red), endothelial marker lectin 
(green) and nuclear marker DAPI (blue) at high magnification (x63). Both longitudinal 
(top panel, scale bar: 20µm) and transversal views with x/y orthogonal projections 
(below, scale bar: 10µm) showed no overlap between Dp71-IR and lectin, confirming 
Dp71 expression in perivascular domains and its absence in Dp71-null mice. (C) 
Expression level of AQP4 channel mRNA quantified by qRT-PCR and expressed as per 
cent of WT mean level of expression (n=5 mice per genotype, 3 replicates per mouse). 
Group means are represented by a horizontal line while individual values are shown as 
circles. Note the different regulation in hippocampus (overexpressed) and cerebellum 
(unchanged) in Dp71-null mice compared to expression levels in WT littermate mice. 
*p<0.05. 
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Fig. 2. Immunolocalisation of AQP4 channels in cerebellum of WT and Dp71-null mice.
Representative image-stack projections obtained by confocal laser scanning microscopy. (A) AQP4-

IR (red, scale bars: 100µm) in all layers of the cerebellar vermis in WT mice, with strong
perivascular signal in the MCL and along the GL (arrows). In Dp71-null mice, AQP4-IR along the
walls of capillaries of the MCL was drastically reduced, yet a low-intensity signal was still detectable
in some capillaries (arrows); AQP4-IR was apparently preserved in WM and GCL. The residual IR in
perivascular domains of the MCL in Dp71-null mice was estimated 30% of WT levels by semi-

quantitative analysis (histogram, MCL). (B) AQP4-IR was comparable in both genotypes in the GCL
and WM (scale bars: 20µm). Most of the IR showed no overlap with lectin (green), suggesting a
main expression in astroglial processes in the GCL and in fibres of the WM. MCL: molecular cell
layer, GL: Glia limitans, GCL: granular cell layer, WM: white matter. *p<0.05, significantly different
from WT levels, n= 4 WT and 5 Dp71-null mice. (C-D) Quantification of AQP4 channels in the

cerebellar MCL by immunogold electron microscopy. Sample micrographs show AQP4 immunogold
labelling (red arrows) in macroglial membrane domains surrounding the vascular endothelium in
the molecular cell layer (C) and along the glia limitans (D). The density of AQP4 channels is
expressed as the number of beads per µm of glial membrane in perivascular membranes (A; WT: 18
capillaries, 292 µm; Dp71-null: 9 capillaries, 187 µm) and glia limitans (B; WT: 213 µm; Dp71-null:

149 µm) in 2 mice per genotype. Control sections without primary antibody were used to evaluate
non-specific labelling (Ctrl). Scale bars, 500 nm. E: endothelium; L: capillary lumen; G: glial endfoot;
asterisk: basal lamina. Data as means ± SEM; dots are individual data. ****p<0.0001, significantly
different from WT.
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Supplementary Fig. S1. Immunolocalisation of AQP4 channels in granule cell layer of cerebellum. 
Representative image-stack projections obtained by confocal laser scanning microscopy following triple 
fluorescent staining of AQP4 (red, left panels), GFAP (white, middle panels) and lectin (green, merged in 
right panels). The merged IR signals shows co-localization of the 3 markers in perivascular regions in both 
genotypes (green arrows) and partial co-localization of AQP4-IR with GFAP-IR (blue arrows). Scale bars: 
20µm. 
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Fig. 3. Immunolocalisation of Dp71-associated proteins in cerebellum. (A) The IR 
for β-dystroglycan (β-DG), distributed along walls of capillaries and along the GL, 
was reduced by about 50% in Dp71-null mice. Scale bars: 80µm. (B) The IR for α-
syntrophin (α-SYN) distributed along walls of capillaries and along the GL in WT 
mice, was completely absent in Dp71-null mice. Scale bars: 100µm. MCL: 
molecular cell layer, GL: Glia limitans, GCL: granular cell layer, WM: white matter. 
**p<0.01, significantly different from WT levels, n= 4 WT and 5 Dp71-null mice. 
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Fig. 4. Immunolocalisation of Dp71-associated proteins in hippocampus. (A-C) The IR for AQP4 (A), 
β-dystroglycan (B) and α-syntrophin (C) was distributed in perivascular domains surrounding 
capillaries (arrows) and arterioles (arrowheads). Histograms show that expression of AQP4 and β-
dystroglycan were significantly reduced in Dp71-null mice (black bars) compared to WT (white bars) 
in SO and SR layers, but not in the SLM, likely due to the residual expression seen in Dp71-null mice 
surrounding arterioles along the hippocampal fissure (arrowheads). The α-Syntrophin-IR was 
completely absent in Dp71-null mice in all layers (C). SO: stratum oriens, SP: stratum pyramidale, SR: 
stratum radiatum, SLM: stratum lacunosum moleculare. *p<0.05, significantly different from WT 
levels, Mann-Whitney U tests, n= 4 WT and 5 Dp71-null mice. Scale bars: 50µm. 
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Supplementary Fig. S2. Subcellular localization of Dp71-associated proteins in brain capillaries. 
Transversal planes showing double labelling of capillaries from cerebellum and hippocampus, as 
indicated. IR obtained with primary antibodies directed against AQP4, β-dystroglycan and α1-
syntrophin. Vascular endothelial cells were labelled with lectin (green) and DAPI (blue) was used 
as nuclear stain. Confocal images were taken with a 63X objective (Zoom 1.5). Scale bar: 5µm. 
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Fig. 5. Immunolocalisation of AQP4 and β-
dystroglycan in purified forebrain blood 
vessels. IR for AQP4 (top panel, red) or β-
dystroglycan (β-DG, bottom panel, red) was 
analysed in purified precapillary arterioles (10-
30µm in diameter) and/or arterioles (≥30µm in 
diameter) (left panels)  and in capillaries (right 
panels; 5-10µm in diameter). Multiple staining 
with the endothelial marker lectin (green) and 
nuclei (DAPI, blue) were also performed. 
AQP4- and β-DG-IR did not overlap with lectin 
in precapillary arterioles and arterioles, thus 
confirming expression in perivascular 
domains. Analyses in blood vessels from Dp71-
null mice confirmed residual expression 
characterized by punctate IR suggesting 
altered polarized distribution along the 
membrane of perivascular astrocyte endfeet. 
Scale bars: 15µm (40X objective). 
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Fig. 6. Dystrophins and associated/related proteins in hippocampal SLM arterioles and in purified 
forebrain blood vessels. (A-D) Transversal sections of arterioles (diameter: ≥30µm) in hippocampal 
(CA1) tissue sections, showing IR for AQP4 (A), dystrophins (B), β-dystroglycan (C) and utrophins (D) 
in red, lectin in green (A-D), and GFAP in white (A-B). The arrow in B shows dystrophin IR in GFAP-
positive elements surrounding arterioles in Dp71-null mice. (E-F) IR for utrophins (E) and dystrophins 
(F) in purified precapillary arterioles (10-30µm in diameter) and/or capillaries (5-10µm in diameter), 
as indicated; nuclei are stained in blue by DAPI. Scale bars: 10µm in A-C, 25µm in D, 15µm in E-F. 
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Fig. 7. Immunolocalisation of Dp427 dystrophin in the vascular compartment. (A) 
Western blots showing expression of dystrophins (Dp427, Dp140, Dp71) and reporter 
protein β-actin in WT and Dp71-null mice (n=6 per genotype). The histogram shows that 
Dp427 was significantly overexpressed in Dp71-null mice compared to WT. (B)  Detection 
of Dp427 (white), GFAP (red) and lectin staining (green) in arterioles (diameter: ≥30µm) 
of the hippocampal stratum lacunosum moleculare (SLM). (C) The upper panels show 
double labelling of arterioles, precapillary arterioles and capillaries (asterisk in upper left 
image) with smooth-muscle marker α-SMA (red) and lectine (green) in a hippocampal 
tissue section. Note that overlapping IR (yellow-orange) is only present in large diameter 
vascular elements (i.e., arterioles and initial segment of precapillary arterioles). The 
lower panels show Dp427 IR in the same vessels; IR was restricted to the large-diameter 
precapillary arterioles (white), not in smaller precapillary arterioles (arrows) or 
capillaries (asterisk). (D) Detection of the smooth-muscle marker α-SMA (red), Dp427 
(white) and lectin (green) in purified arterioles. Note that Dp427 and α-SMA IR is 
localized in the same vascular subdomains but does not overlap with the IR of 
endothelial marker lectin (arrow). Scale bars: 10µm in A (63X zoom), 15µm in B and 
20µm in C (40X objective). 
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Title:  Dystrophin Dp71 gliovascular function: Molecular and functional alterations of a mouse model lacking 

dystrophin Dp71  

Keywords:  Dystrophin, Dp71, Duchenne muscular dystrophy, intellectual disability, astrocyte, macroglial 

cells, blood-brain barrier, aquaporin 4 channel 

Abstract: Intellectual disability in Duchenne 

muscular dystrophy patients was associated with the 

loss of Dp71, the main dmd gene product in the adult 

brain. Dp71 is a core component of a macromolecular 

complex involved in the anchoring of ionic channels 

(AQP4, Kir4.1) in perivascular glial endfeet, 

suggesting that a dysfunctional glial mechanism 

could contribute to cognitive dysfunctions. In our 

study, we characterized the molecular alterations 

present in macroglial and vascular domains due to the 

selective loss of Dp71 in Dp71-null mice. First, using 

semi-quantitative immunogold analyses in electron 

microscopy and/or immunofluorescence  and 

confocal image analyses in tissue sections, we 

demonstrate the presence of a drastic but partial 

reduction (70%) of the polarized distribution of 

AQP4 channels in the glial cell endfeet that 

surroundcapillaries in cerebellum and hippocampus, 

along with a reduction of β-dystroglycan (>50%) and 

complete loss of  

α1-syntrophin. Residual expression of AQP4 in 

capillaries did not depend on compensation by other 

brain dystrophins but could involve paralogue 

proteins. In contrast, expression of AQP4 in large-

diameter vessels (precapillary arterioles) is totally 

preserved in hippocampus. Our results suggest the 

involvement of another dystrophin at the glial and 

endothelial levels, the Dp140, and that of Dp427 in 

the smooth muscle of large vessels. In a second part 

of this thesis work, a collaborative study allowed us 

to demonstrate presence of glial-endfeet edema and 

moderate alterations of the blood-brain barrier 

integrity. In all, these results suggest that in Dp71-

null mice the absence of α1-syntrophin and reduction 

of polarized distribution of AQP4 channels in glial 

endfeet alters water homeostasis and certain 

functions of the vascular barrier, which might 

contribute to the synaptic and cognitive defects 

reported in this model. 

 
 

Titre :   Rôle gliovasculaire de la dystrophine Dp71 : Altérations moléculaires et fonctionnelles chez un modèle 

murin déficient en Dp71 

Mots-clés :  Dystrophine, Dp71, dystrophie musculaire de Duchenne, déficience intellectuelle, astrocyte, 

cellules macrogliales, barrière hématoencéphalique, canal aquaporine 4. 

 

Abstract :  La déficience intellectuelle chez les 

patients atteints de myopathie de Duchenne a été 

associée à la perte de dystrophine Dp71, produit du 

gène dmd le plus abondant dans le cerveau adulte. La 

Dp71 est exprimée au cœur d’un complexe 

macromoléculaire impliqué dans l’ancrage de 

canaux ioniques (AQP4, Kir4.1) au niveau des pieds 

des cellules gliales périvasculaires, ce qui suggère 

qu’une altération de la fonction gliale pourrait 

contribuer aux déficits cognitifs. Dans notre étude, 

nous avons caractérisé les altérations moléculaires 

présentes au niveau macroglial et vasculaire du fait 

de la perte sélective de Dp71 chez la souris Dp71-

null. Dans un premier temps, au moyen d’analyses 

semi-quantitatives par microscopie électronique 

et/ou par immunofluorescence et microscopie 

confocale sur sections de tissu, nous démontrons la 

présence d’une réduction drastique mais partielle 

(70%) de l’expression polarisée des canaux AQP4 au 

niveau des pieds des cellules gliales entourant les 

capillaires du cervelet et de l’hippocampe, avec une 

réduction du β-dystroglycane (>50%) et une perte 

totale d’α1-syntrophine.  

 

L’expression résiduelle d’AQP4 dans les capillaires 

n’est pas liée à une compensation par d’autres 

dystrophines mais pourrait impliquer des protéines 

paralogues. Par contre, l’expression d’AQP4 autour 

des vaisseaux de gros calibres (artérioles 

précapillaires) est totalement préservée dans 

l’hippocampe. Nos résultats suggèrent l’implication 

d’une autre dystrophine au niveau glial et 

endothelial, la Dp140, et de la Dp427 au niveau des 

muscles lisses de ces gros vaisseaux. Dans une 

seconde partie de ce travail de thèse, une étude 

collaborative a permis de mettre en évidence un 

oedème des pieds des cellules gliales et des 

altérations modérées de l’intégrité de la barrière 

hémato-encéphalique. L’ensemble de ces résultats 

suggère que chez la souris Dp71-null, l’absence 

d’α1-syntrophine et la réduction de la distribution 

polarisée des canaux AQP4 au niveau des pieds des 

cellules gliales altère l’homéostasie hydrique et 

certaines fonctions de la barrière vasculaire, ce qui 

pourrait contribuer aux déficits synaptiques et 

cognitifs décrits dans ce modèle.  
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