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                                                             Avant-propos  
La plasticité neuronale est la capacité du système nerveux central à modifier les relations 

anatomiques et fonctionnelles entre les neurones afin de permettre l’adaptation de l’organisme aux 

modifications de l’environnement ou du milieu intérieur. Cette plasticité a été très étudiée et 

s’exprime par plusieurs aspects interdépendants comme : la plasticité synaptique, telle qu’elle est 

mise en évidence par des phénomènes de type LTP et LTD, la plasticité induite par des 

changements hormonaux tels que l’expression des neurotransmetteurs et de leurs récepteurs, et 

enfin une plasticité de type morphologique et structurale. Malgré l’avancement des connaissances, 

les interrelations entre ces diverses modes de plasticité restent encore mal connues. 

 

Le système hypothalamo-neurohypophysaire (le modèle de plasticité  utilisé  dans ce travail de 

thèse) est l’exemple d’une région extrêmement sensible aux changements physiologiques et 

hormonaux. Ce système subit des remaniements neurochimiques et morphologiques   remarquables 

associés à des stimuli physiologiques bien identifiés, tels que la déshydratation et l’allaitement. Ce 

système est constitué des noyaux hypothalamiques magnocellulaires supraoptique (NSO) et 

paraventricullaires (NPV), dont les neurones projettent dans la neurohypophyse où ils sécrètent 

deux neurohormones, l’ocytocine (OT)  impliquée  dans la parturition et la lactation (Richard et al. 

1991), et la vasopressine (AVP) qui participe à la régulation de l’équilibre hydrominéral et à la 

vasoconstriction (Ludwig, 1998). 

 

Le système hypothalamo-neurohypophysaire est principalement innervé par des afférences 

monoaminergiques, en particulier de type catécholaminergique. Bien que l’innervation 

noradrénergique soit la plus importante des innervations catécholaminergiques, son rôle sur la 

sécrétion et l’expression des neuropeptides AVP et OT dans les neurones magnocellulaires, ainsi 

que les mécanismes sous-jacents restent encore mal connus. Une voie directe ou indirecte pour son 

effet est encore discutée. 

 

Dans la première partie de l’introduction nous décrirons en détail le système hypothalamo-

neurohypophysaire, et dans la deuxième partie nous exposerons la biologie des neuropeptides 

sécrétés par ce système, l’AVP et l’OT. Enfin dans la troisième  partie nous nous focaliserons  sur 

les variations d’expression des neuropeptides (AVP, OT) au sein de ce système dans des modèles 

de plasticité neurochimique et structurale induite par afférences noradrénergiques. Puis nous 

exposerons notre hypothèse concernant les facteurs impliqués dans cette régulation en particulier le 

monoxyde d’azote (NO), et les métalloprotéinases MMP2 et  MMP9. 
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Le système hypothalamo-neurohypophysaire 
 

Le système hypothalamo-neurohypophysaire est constitué principalement de deux noyaux 

hypothalamiques pairs : les noyaux supraoptiques (NSO) et les noyaux paraventriculaires (NPV) 

ainsi que de leurs projections post-hypophysaires (figure 1).  

En effet les NSO et NPV ainsi que les noyaux accessoires (partie rétrochiasmatique des NSO, 

noyau de la commissure antérieure, région périventrivulaire) contiennent les péricaryons des 

neurones magnocellulaires dont les axones traversent la zone interne de l’éminence médiane et 

projettent vers le lobe nerveux de l’hypophyse au contact de capillaires fenêtrés qui rejoignent la 

circulation générale (Scharrer et Scharrer 1944). A ce niveau comme dans l’éminence médiane, les 

axones présentent des dilatations axonales volumineuses ou corps de Herring. Dans le lobe 

neurohypophysaire, l’ensemble de ces dilatations axonales cohabitent avec les pituicytes et 

constituent les sites de libération des granules neurosécrétoires par exocytose (Lederis, 1974). 

 

I. Les noyaux supraoptiques :  

Les noyaux supraoptiques sont situés de part et d’autre du chiasma optique. Ils sont constitués des 

péricaryons  des neurones magnocellulaires, des fibres, terminaisons axonales (dont nous 

définirons la nature plus loin), et de cellules gliales. Les neurones magnocellulaires sont 

caractérisés par des neurones de grand diamètre (20-40µm), et possèdent un à trois prolongements 

dendritiques dont la majorité s’étale ventralement dans une couche gliale formant alors un plexus 

susceptible de recevoir des afférences axoniques (Armstrong et al., 1982). Deux populations 

neuronales distinctes composent ces noyaux : l’une exprime l’ocytocine (OT) et l’autre la 

vasopressine (AVP). Les neurones ocytocinergiques sont répartis de façon antérodorsale tandis que 

les neurones vasopressinergiques sont préférentiellement répartis de façon postérieure et ventrale 

(figure 2A).  
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Figure 1: organisation de l’axe hypothalamo-neurohypophysaire (d’après Hatton, 
2002)                 
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II. Les noyaux paraventriculaires   

Les noyaux paraventriculaires sont situés de chaque côté du 3ème ventricule. La composition 

neuronale des NPV n’est pas aussi homogène que celle de NSO puisque dans les NPV cohabitent 

des neurones magnocellulaires et des neurones de plus petite taille, les neurones parvocellulaires 

(10-15µm). Les neurones magnocellulaires sont situés dans les parties médiane et latérale de ces 

noyaux. La partie médiane magnocellulaire contient principalement des neurones à AVP et la 

partie latérale des neurones à OT (figure 2B). Comme dans les NSO, les neurones magnocellulaires 

des NPV possèdent eux aussi un à trois prolongements dendritiques qui sont projetés ventralement 

vers le troisième ventricule. Tandis que les neurones magnocellulaires innervent surtout la 

posthypophyse (Alonso et Assenmacher, 1981), les neurones parvocellulaires innervent différentes 

régions extrahypothalamiques telles que les noyaux du raphé dorsal, du tractus solitaire, le noyau 

dorsal du vague ou la moelle épinière (Swanson et al., 1980 ; Swanson et Sawchenko 1983).  

D’autres neurones parvocellulaires de type endocrine innervent la zone externe de l’éminence 

médiane (Wiegand et Price, 1980) où ils déversent leur sécrétion dans le système- porte et 

modulent les sécrétions de l’antéhypophyse (Dierickx et al., 1976 ; Vandesande et al., 1977). Ces 

populations de neurones sont identifiées par la présence de deux neuropeptides, le CRH et le TRH 

(Brownstein et Mezey 1986). Ces neurones peuvent en plus exprimer d’autres neuropeptides 

comme la cholécystokinine, l’AVP, la neurotensine, l’enképhaline ou l’angiotensine (Sawchenko 

et Swanson 1985). 

 

 

III. Les afférences et efférences des NSO et NPV 

 

 1. Afférences catécholaminergiques 

 Les NSO et NPV reçoivent des nombreuses afférences qui permettent de moduler leur activité, et 

les afférences noradrénergiques constituent les afférences modulatrices majeures de ces noyaux. 

Elles sont  issues de la partie A1 de la région ventrolatérale du bulbe, A2 du noyau du tractus 

solitaire, et A6 du locus coeruleus ainsi que du complexe vagal dorsal (Cunningham et Sawchenko 

1988 ; Ginsbeg et al., 1994 ; Sawchenko et Swanson 1982). Cette innervation concerne 

majoritairement les neurones vasopressinergiques (Mc Neill et Skadek 1980)       
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Figure 2: Localisation des neurones à vasopressine et à ocytocines dans les NSO et NPV 
d’après  de (Hou-YU et al., 1986) 



                                                                                      Introduction                   

 6 

Il semble que le groupe A1 innerve principalement les neurones magnocellulaires du NPV 

ainsi que le NSO, alors que le groupe A2 innerve préférentiellement les neurones parvocellulaire 

du NPV (Cunningham et Sawchenko 1988). Les rôles de ces afférences seront évoqués 

ultérieurement. 

 

Par ailleurs, des fibres dopaminergiques issues de l’aire tegmentaire ventrale et des 

neurones des groupes A13 du système incerto-hypothalamique et A14 du système 

périventriculaire-préoptique contactent également le NPV et le NSO (Ijima et Ogawa 1981 ; 

Lindvall et al., 1984).    

 

2. Afférences sérotoninergiques 

Une innervation sérotoninergique modeste provenant des groupes B7, B8, B9 des noyaux 

de raphé concerne principalement les neurones magnocellulaires à OT (Sawchenko et al., 1983 ; 

Larsen et al., 1996). 

 

3. Afférences aminoacidergiques 

De nombreuses synapses contenant des acides aminés excitateurs comme le glutamate et 

l’aspartate entrent en contact avec les neurones magnocellulaires principalement au niveau de la 

lamina dendritique (Meeker et al., 1989 ; Van den Pol, 1991). Les fibres glutamatergiques 

proviennent probablement de l’hypothalamus dorso-latéral et représentent 25%  des synapses des 

neurones magnocellulaires. D’autre part, 50% des synapses des NSO sont constituées par des 

fibres GABAergiques provenant du noyau préoptique médian et de la zone périnucléaire des NPV 

(Tappaz et al., 1982 ; Renaud et al., 1993).    

 

4. Autres voies afférentes 

L’innervation cholinergique des NSO et NPV est très modérée et provient de 

l’hypothalamus latéral (Hatton et al., 1983 ; Takahashi et al., 1997 ; Takahashi et al., 2001a). 

 

Une innervation histaminergique provenant des noyaux tubéromammillaires et de l’aire 

supramammilaire contacte les neurones magnocellulaires vasopressinergiques et ocytocinergiques 

(Panula et al., 1984 ; Yang et Hatton 1994). De plus le NPV et le NSO reçoivent des informations 

directes du noyau suprachiasmatique et de la rétine (Buijs, 1996 ; Cui et al., 1997 ; Vrang et al., 

1997) qui participent avec la glande pinéale, à la régulation de l’activité cyclique du système 
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hypothalamo-hypophysaire (Windle et al., 1996). Enfin le NPV et le NSO sont les cibles 

d’afférences d’origine diverse dont l’aire préoptique, le septum, le noyau arqué et les bulbes 

olfactifs (Leng et al., 1988 ; Oldfield et al., 1985 ; Saphier et feldman 1987 ; Swanchenko et al., 

1983 ; Smithson et al., 1989 ; Thellier et al 1994). 

 

 

5. Efférences 

Les axones non myélinisés des neurones magnocellulaires des NSO et NPV forment le 

tractus hypothalamo-neurohypophysaire. Environ un tiers des fibres proviennent du NPV, elles 

atteignent les NSO pour ensuite allers vers l’éminence médiane interne. Les fibres des NSO, quant 

à elles, se projettent vers la ligne médiane pour rejoindre les fibres provenant des neurones 

magnocellulaires des NPV au niveau de l’éminence médiane interne. Toutes ces fibres axonales se 

terminent sur les vaisseaux fenêtrés de la posthypophyse où a lieu la sécrétion des peptides AVP et 

OT. Par ailleurs, des collatérales axoniques de neurones OT et VP situées dorsalement dans le 

NSO peuvent former des synapses avec des neurones de l’hypothalamus latéral (Mason et al., 

1984).      

 

 

IV. Biologie cellulaire des neurones endocrine 
Contrairement aux neurotransmetteurs conventionnels tels que l’acétylcholine, les acides 

aminés et les monoamines, qui sont synthétisés, recyclés, puis accumulés localement dans des 

petites vésicules au niveau de la terminaison nerveuse, les neuropeptides, tels que l’OT et l’AVP, 

présentent des mécanismes de biosynthèse et de sécrétion originaux. En effet, ils nécessitent une 

transcription, une traduction et un transport continu de protéines à partir des corps cellulaires. Ces 

protéines sont ensuite dirigées à partir de l’appareil de Golgi vers une voie de sécrétion régulée. 

Elles sont accumulées dans des grandes vésicules à cœur dense, où elles vont subir de nombreuses 

modifications post-traductionnelles pour acquérir leur forme active lors du transport axonal les 

conduisant jusqu’aux terminaisons nerveuses. Contrairement au cas des vésicules synaptiques 

claires, la sécrétion à partir des vésicules à cœur dense est rarement provoquée par un unique 

potentiel d’action ; elle requiert plutôt un train de potentiels d’action (Lundberg 1990 ; Gainer et 

al., 1994). Ces deux mécanismes de sécrétions peuvent cependant coexister au sein d’un même 

neurone (Kupfermann 1991).  
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Exon A Exon B Exon C 
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AVP-OT locus 

 pro-ARNm 

 
ARNm 

Modifications post-traductionnelles 
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NP-II GP OT NP-I AVP 

peptides 

Vasopressine Ocytocine 

Figure 3: Organisation des gènes AVP et OT. PS: peptide signal; NPI: Neurophysine I; NPII: 
Neurophysine II; GP: Glycopeptide. 
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Les gènes AVP et OT  sont localisées sur le même chromosome, à très peu de distance l’un 

d’autre et en position tête-bêche (voir Burbach et al., 2001).  Bien que l’organisation des exons soit 

simple, la région intergénique est plus complexe : elle présente de longues séquences d’éléments 

répétés, les LINEs (long interspersed repeated DNA elements). Cette région intergénique est 

nécessaire à l’expression in vitro des gènes AVP et OT car elle contient au moins quatre enhancers 

(Fields et al., 2003). Le gène de l’AVP code pour une pré-pro-hormone de 166 acides aminés 

constituée d’un peptide signal, rapidement clivé lors de la biosynthèse, de la séquence de l’AVP 

(comprenant 9 acides aminés reliés par un pont disulfure entre 1 et 6), et de la séquence de la 

neurophysine II, une protéine liant l’AVP et qui sera libérée avec elle au niveau des terminaisons 

nerveuses. La partie terminale de la pré-pro-AVP est un glycopeptide de 39 acides aminés dont la 

fonction reste encore inconnue (Poulain et Jard 1995). Le gène OT code de façon similaire pour un 

précurseur qui contient également une neurophysine, la neurophysine I. Cependant la prépro-

hormone de l’OT ne présente pas de glycopeptide. La structure primaire de l’OT ne diffère de celle 

de l’AVP que par deux acides aminés, en position 3 et 8. Le pont disulfure y est également présent. 

 

Les gènes AVP et OT sont constitués de trois exons dont le premier exon A, code pour le 

peptide signal, la neurohormone, les 3 acides aminés de transition et les 9 premiers acides aminés 

de la partie NH2-terminale de la neurophysine. L’exon B code pour une portion extrêmement 

conservée de la neurophysine (acides aminés 10 à 76). L’exon C du gène AVP code pour les 

derniers acides aminés de l’extrémité COOH-terminale de la neurophysine, pour un site de clivage 

monobasique et pour le glycopeptide de 39 acides aminés. En ce qui concerne  le gène OT, l’exon 

C ne code que pour la partie COOH-terminale de la neurophysine II (figure 3). 

 

Après la transcription des ARNm des prépro-hormones par les ribosomes du reticulum 

endoplasmique granuleux, les protéines-précurseurs résultantes subissent plusieurs étapes de 

maturation, en particulier l’élimination du peptide signal, la formation des ponts disulfures et pour 

l’AVP, les premières étapes de glycosylation. Elles passent  progressivement du reticulum à 

l’appareil de Golgi puis aux vésicules à cœur dense. Au cours de ce processus, les neurophysines 

serviraient de protéines-chaperonnes et permettraient l’adressage des neurohormones. Le clivage 

final du peptide et de la neurophysine a lieu dans  les vésicules qui contiennent des prohormones 

convertases (de type 1 /3 pour les neurones AVP et de type 5 pour les neurones OT) et des 

carboxypeptidases (de type H/E). L’expression de ces enzymes est régulée, en particulier au cours 

de la déshydratation, suggérant un niveau supplémentaire dans le contrôle de la sécrétion des 

neurohormones (Mahata et al., 1992). 
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Comme nous venons de le souligner, les vésicules à cœur dense jouent un rôle important 

dans la maturation de l’AVP et l’OT mais aussi dans leur transport et leur stockage, soit au niveau 

dendritique ou axonal, et enfin dans leur sécrétion. Les vésicules à cœur dense ont un diamètre de 

160 à 200 nm, avec un contenu riche en protéines et peptides, ce qui les rend opaque en 

microscopie électronique (Castel et al., 1984). Le pH intravésiculaire est de l’ordre de 5 à 6 et 

permet de stabiliser le contenu des vésicules, et en particulier l’association de l’AVP et de l’OT 

avec leur neurophysine. Après leur formation dans le système trans-golgien, les vésicules à cœur 

dense sont transportées de façon antérograde par le réseau de microtubules en utilisant des moteurs 

moléculaires de type kinésine. Les vésicules à cœur dense sont ensuite stockées au niveau de la 

post-hypophyse dans les terminaisons où elles sont mobilisées et sécrétées sous l’effet de potentiel 

d’action. Cependant on trouve aussi des vésicules à cœur dense dans les corps cellulaires et les 

dendrites, où elles peuvent être sécrétées de façon calcium-dépendante, notamment lors de la 

lactation (Ludwig, 1998). Les mécanismes moléculaires responsables de la sécrétion des peptides à 

partir des vésicules à cœur dense sont très proches de ceux qui libèrent les neurotransmetteurs 

depuis les petites vésicules synaptiques (Robinson et Martin, 1998). Pour la sécrétion des 

neurotransmetteurs, les vésicules doivent être attachées à la membrane à proximité des canaux 

calciques pour pouvoir libérer leur contenu (figure 4). 
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Figure 4 : Propriétés cellulaires et moléculaires d’un neurone peptidergique 
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Les neuropeptides du système hypothalamo-

neurohypophysaire 
Les neurones magnocellulaires du système hypothalamo-neurohypophysaire produisent et sécrètent 

deux hormones présentant de grandes analogies structurales : la vasopressine et l’ocytocine. Il 

s’agit en effet dans les deux cas de peptides de 9 acides aminés dont la structure générale est restée 

extrêmement conservée chez les Vertébrés. 

 

I. L’arginine vasopressine (AVP) 
 La vasopressine ou hormone antidiurétique est une hormone peptidique synthétisée 

principalement par les noyaux supraoptique et paraventriculaire de l’hypothalamus et libérée par 

l’hypophyse postérieure. 
 

1. Structure et biosynthèse de l’AVP 

L’AVP est un polypeptide comportant neuf acides aminés, dont les deux groupements 

cystéine sont reliés par un pont disulfure (figure 3). La structure peptidique de l’AVP a été 

déterminée par Du Vigneaud en 1953. Le gène de l’AVP est situé sur le chromosome 20 et il est 

constitué de trois exons et de deux introns (Sausville et al., 1985). 

 

Comme nous l’avons déjà souligné précédemment, la biosynthèse et la sécrétion des 

neuropeptides comme l’AVP contrairement à la majorité des neurotransmetteurs sont transcrits et 

traduits de manière constitutive (pour revue, Burbach et al., 2001). Chez l'homme, une pré-

prohormone contenant un peptide signal est synthétisée. Par la suite, le peptide signal est retiré de 

la préprohormone, permettant ainsi l’apparition de la prohormone qui comprend trois domaines : 

l’AVP, le domaine neurophysine I (région importante impliquée dans l’empaquetage de l’AVP 

dans des granules de sécrétion), et le domaine glycopeptide (Itoi et al., 2004). Le transport axonal 

de la prohormone vers la neurohypophyse nécessite environ trente minutes et dépend 

essentiellement de la neurophysine. Par la suite, la prohormone est libérée des domaines 

neurophysine I et glycopeptide qui permet l’apparition de la forme active de l’hormone, autrement 

dit l’AVP. L’AVP est alors libérée soit dans la circulation- porte par les neurones parvocellulaires, 



                                                                                      Introduction                   

 13 

soit dans la circulation sanguine par les neurones magnocellulaires. Lors d’une stimulation 

physiologique (déshydratation, lactation), seulement 10 à 20 % de la quantité de vasopressine 

accumulée dans la neurohypophyse est sécrétée dans la circulation sanguine (Sklar et Schrier  

1983).  
 

2. Les différents statuts de médiateurs de l’AVP 

Les populations de neurones produisant l’AVP sont localisées majoritairement dans 

l’hypothalamus. Dans cette région, l’AVP provient essentiellement des neurones magnocellulaires 

neurosécrétoires des NSO et NPV (Swanson et Sawchenko 1983), ainsi que des neurones 

parvocellulaires du NPV et du noyau suprachiasmatique (NSC) (Card et al., 1988 ; Card et Moore 

1984 ; Van Leeuwen et Caffé 1983).  

 

L’AVP provenant des neurones magnocellulaires excerce un rôle de neurohormone. Elle est 

transportée par la voie axonale qui passe par la zone interne de l’éminence médiane, et arrive au 

lobe nerveux de l’hypophyse (Hatton, 1990 ; Swanson et Sawchenko 1983), elle est alors sécrétée 

dans la circulation générale pour moduler l’activité de certains organes, comme le rein (Boersma et 

Van Leeuwen 1994 ; Falke 1991). 

 

L’AVP présente également une fonction de neurotransmetteur, dans ce cas le peptide 

provient essentiellement des neurones parvocellulaires du NPV (Whitnall et al., 1987). L’AVP est 

transportée par les axones de ces neurones jusqu’à la zone externe de l’éminence médiane et est 

libérée par le système porte hypothalamo-antéhypophysaire afin de moduler la sécrétion 

hypophysaire de l’ACTH (hormone adrénocorticotrope) lors d’une situation de stress (Aguilera, 

1994 ; Antoni, 1993). 

 

3. Récepteurs et rôles physiologiques de l’AVP      

3. 1. Récepteurs 

Les récepteurs de l’AVP (V1a, V1b et V2), appartiennent à la superfamille des récepteurs 

couplés aux protéines G (pour revue, Barberis et al., 1998 ; Burbach et al., 2001).  

 

a) le récepteur V1a   

        Ce récepteur couplé à une protéine G active les phospholipases C, D et A2 déclenchant ainsi 

l’hydrolyse du PIP2 en seconds messagers, l’IP3 et le DAG. Cela entraîne une augmentation de la 
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concentration intracellulaire du calcium responsable de la vasoconstriction (Briley et al., 1994 ; 

Chandrashekhar et al., 2003 ; Goldsmith et Gheorghiade, 2005). Ce récepteur est exprimé en 

particulier par les cellules du foie, des reins, et des muscles lisses entourant les vaisseaux sanguins 

(Lolait et al., 1992 ; Ostrowski et al., 1993). Il présente également une localisation cérébrale, 

notamment dans les cortex frontal et piriforme, les noyaux olfactifs antérieurs et postérieurs, 

l’hippocampe, l’amygdale, le septum, l’hypothalamus latéral, les noyaux paraventriculaire, 

suprachiasmatique, ventro-médian, le dorso-médian, et noyau arqué, la glande pinéale, le noyau de 

tractus solitaire et le cervelet (Szot et al., 1994). 

 

b) le récepteur V1b 

L’activation de ce récepteur induit une augmentation de la concentration cytosolique en 

calcium suite à la stimulation de la phospholipase C. Ce récepteur est essentiellement synthétisé  

par les cellules corticotropes du lobe antérieur de l’hypophyse et il est responsable de la régulation 

de l’axe corticotrope (Robert et Clauser 2005). Il est synthétisé dans le cerveau, en particulier par 

les neurones vasopressinergiques du NSO et le NSC, les bulbes olfactifs, le cortex piriforme, 

l’hippocampe et la substance noire, ainsi que dans les tissus périphériques tels que les reins, le 

thymus, les poumons, l’utérus et les glandes mammaires (Hernando et al., 2001 ; Hurbin et al., 

1998 ;  Lolait et al., 1995 ; Vaccari et al., 1998, Robert et Clauser, 2005).   

 

c) le récepteur V2  

 Ce récepteur est couplé à une protéine Gs, dont l’activation induit une production d’AMPc suite à 

l’activation de l’adénylate cyclase (Orloff et Handler 1967, Goldsmith et Gheorghiade 2005 ; 

Robert et Clauser 2005). Ce récepteur est exclusivement exprimé dans les reins chez le rat adulte 

(Lolait et al., 1995 ; Ostrowski et al., 1992). Par contre l’ARNm de ce récepteur est détecté dans le 

cerveau de rat nouveau né jusqu’à la deuxième semaine post-natale (Hirasawa et al., 1994). 

 

3. 2. Implications physiologiques 

a) l’équilibre hydrominéral 

Le rôle biologique le plus important de l’AVP est la régulation de l’excrétion de l’eau par le 

néphron. Ce mécanisme dépend des concentrations plasmatiques en AVP, et donc de son taux de 

synthèse et de libération par les neurones magnocellulaires (Schrier, 1985). Ce processus se produit 

principalement dans des cellules du tube collecteur d’urine où la réabsorption de l’eau est induite 

après une liaison de l’AVP à son récepteur de type V2 situé au pôle basolatéral des cellules du tube 
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collecteur (Orloff et Handler 1967). La stimulation de ce récepteur  par l’AVP provoque une 

augmentation de l’AMPc qui à son tour conduit à la translocation des canaux hydriques, les 

aquaporines, vers la membrane apicale de ces cellules, permettant la réabsorption de l’eau (Robert 

et Clauser 2005). 

 

b) la vasoconstriction    

Lors d’une hémorragie, la diminution du volume sanguin entraîne une augmentation de la 

concentration plasmatique d’AVP qui provoque une vasoconstriction via l’activation  des 

récepteurs V1a et V1b présents sur les muscles lisses des parois vasculaires et une atténuation de 

l’hypotension (Thibonnier et Clauser 1996 ; Lohmeier, 2003 ; Den Ouden et Meinders, 2005). 

Cependant l’AVP ne semble pas intervenir dans la maintien de la pression artérielle (Hirsch et al., 

1993). 

 

c) la régulation corticotrope  

L’AVP libéré dans le système porte hypothalamo-antéhypophysaire par les neurones 

parvocellulaires du NPV lors d’un stress, contribue avec le corticotrope releasing hormone (CRH) 

à la sécrétion d’adrenocotticotropin hormone (ACTH) par les cellules corticotropes de 

l’adénohypophyse via le récepteur V1b (Antoni, 1993 ; Laszlo et al., 2001 ; Itoi et al., 2004). Par 

ailleurs, l’AVP libérée par les neurones magnocellulaires pourrait  également être impliquée dans 

le contrôle de la libération d’ACTH  en agissant sur l’hypothalamus et augmenter la synthèse et la 

libération du CRH (Antoni, 1993 ; Raff, 1993; Lohmeier, 2003).  

 

d) autres implications physiologiques 

En plus de ces effets classiques, l’AVP exerce d’autres effets. Il joue un rôle dans la 

régulation des rythmes circadiens tant par son action locale que par son rôle médiateur de 

l’information circadienne du NSC qui est la principale horloge circadienne chez les Mammifères 

via les récepteurs V1 (Ingram et al., 1996). De plus, l’AVP favorise l’apprentissage et la 

mémorisation, intervient dans les comportements sexuel et social, et  la dépression (Scantamburlo 

et al., 2001 ; Swaab et al., 2005 ; Ring, 2005 ; Debiec, 2005 ; Ogier et al., 2006),  
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4. Facteurs de régulation de la synthèse et de la sécrétion d’AVP       

      

 4. 1. La stimulation osmotique 

La stimulation osmotique par privation d’eau ou par boisson d’eau salée entraîne une 

augmentation des ARNm codant pour l’AVP dans les NSO et NPV, ainsi qu’une  augmentation de 

sa libération dans le sang (Landgraf et al., 1988, Lightman et Young 1987; Uhl et al., 1985 ; 

Verbalis et al., 1991 ; Meister et al., 1990 ; Kondo et al., 2004).  Une administration 

intrapéritoneale d’une solution saline hypertonique induit l’activation électrique des neurones 

vasopressinergiques, ainsi qu’une augmentation du niveaux des ARNm. Cette activation se 

manifeste par l’expression de c-fos dans les neurones magnocellulaires du NSO et du NPV 

(Ciosek, 2002 ; Pirnik et al., 2004).  

 

Après quelques heures d’une stimulation osmotique, l’activité transcriptionnelle du gène 

codant l’AVP dans les neurones magnocellulaires est significativement augmentée (Carter et 

Murphy 1990 ; Kakiya et al., 2000). D’autre part, la queue poly (A) des ARNm codant l’AVP 

s’allonge de 250 à 400 résidus. Cet allongement consécutif à la stimulation osmotique aurait pour 

effet de stabiliser l’ARNm et ainsi d’augmenter sa demi-vie et par conséquent la traduction de 

l’AVP (Zeevi et al., 1982 ; Carrazana et al., 1988 ; Carter et Muephy 1991). De plus, les neurones 

AVP augmentent leur activité électrique, qui est phasique et asynchrone, il en résulte une libération 

soutenue d’AVP dans la circulation générale. Enfin, une stimulation osmotique est associée à une 

forte augmentation des niveaux des ARNm codant pour l’AVP dans le lobe nerveux de 

l’hypophyse, sans aucune modification de leur queue poly (A) par rapport à une situation contrôle 

chez le rat et la souris (Murphy et al., 1989). Au contraire, dans les cas d’hypo-osmolarité, la 

synthèse et la libération d’AVP est fortement diminuée (pour revue, Antunes-Rodrigues et al., 

2004). 

 

4. 2. Les monoamines 

Parmi les afférences aux noyaux magnocellulaires, les afférences de type monoaminergique 

ont une place particulière. Nous avons déjà évoqué les afférences catécholaminergiques issues du 

tronc cérébral et du bulbe rachidien et qui se terminent principalement sur les neurones à AVP. De 

nombreuses études ont montré que la noradrénaline (NA) libérée par ces terminaisons, exerce un 

effet stimulateur sur la libération d’AVP par les neurones magnocellulaires par le biais des 
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récepteurs � -1 adrénergiques. Cependant, pour des concentrations élevées en NA, on constate une 

inhibition de la libération de l’hormone par l’intermédiaire des récepteurs  � -2 et � - adrénergiques 

(Armstrong et al., 1986 ; Brooks et al., 1986 ; Day et al., 1985 ; Leibowitz et al., 1990 ; Randale et 

al., 1986 ; Shioda et al., 1997 ; Willoughby et al., 1987 ; Yamashita et al., 1987).  

 

La première voie est mise en jeu dans les cas d’hypo-volémie modérée et implique essentiellement 

les groupes noradrénergiques A1 et A2 (Day et Sibbald 1989 ; Raby et Renaud 1989). Par contre, 

lors d’une chute importante de la pression artérielle ou d’une hémorragie, l’inhibition des 

barorécepteurs de la crosse aortique et l’activation des chémorécepteurs des corpuscules 

carotidiens stimulent les neurones magnocelullaires  vasopressinergiques via un réseau 

polysynaptique incluant le groupe noradrénergique A6 (Bissett et Chowdrey 1988 ; Jhamandas et 

al., 1989).    

       

L’étude menée par Vacher et al., (2002) a montré que la NA augmente l’expression et la synthèse 

de l’AVP dans les neurones magnocellulaires chez la souris. Par ailleurs, il été démontré que 

l’injection de la NA dans le NPV ne modifie pas la synthèse d’AVP dans les neurones 

parvocellulaires du NPV alors qu’elle est associée à une augmentation de la synthèse de CRH 

(pour revue, Itoi et al., 2004). Cet effet pourrait être dû à un feed back négatif par la corticostérone 

qui est particulièrement puissant sur le gène de l’AVP (Helmreich et al., 2001).  

 

Il existe aussi un contrôle sérotoninergique issu des groupes B7, B8 et B9 sur la synthèse et 

la libération de l’AVP. Plusieurs travaux ont montré que la sérotonine (5-HT) pouvait moduler 

l’activité des neurones magnocellulaires vasopressinergiques. En effet il été montré que la 5-HT a 

un effet stimulateur sur l’expression et la synthèse de l’AVP (Vacher et al., 2002, Vacher et al., 

2003). L’administration de pCPA (un inhibiteur de la 5-HT),  diminue l’expression de l’AVP dans 

des noyaux NSO et NPV (Vacher et al., 2002). Des multiples récepteurs de la 5-HT ont été mis en 

évidence dans ces noyaux : 5-HT1A, 5-HT1B ; 5-HT2A, 5-HT2C, 5-HT5A, et 5-HT7 (Belenky et 

Paicard 2001 ; Duncan et al., 2000 ; Oliver et al., 2000, Pikard et al., 1999).   
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4. 3. Autres facteurs de régulation 

        L’innervation cholinergique provient pour l’essentiel de l’hypothalamus latéral (Hatton et al., 

1983). Des études in vitro et in vivo  ont monté que l’acétylcholine stimule la sécrétion de l’AVP 

par les neurones magnocellulaires (Sladek et al., 1977 ; Clarke et al., 1978 ; Takahashi et al., 1994 ; 

Takahashi et al., 1996; Takahashi et al., 2001a, 2001b). 

 

Par ailleurs, une innervation histaminergique originaire des noyaux mamillaires peut stimuler les 

neurones vasopressinergisues par les récepteurs H1 (Knigge et al., 1999 ; Yang et Hatton 1994). 

Ainsi Knigge et al. (1999) ont montré que l’administration intracérébroventriculaire d’histamine 

induit l’expression de c-fos dans les neurones vasopressinergiques et stimule l’expression d’AVP 

(Kjaer et al., 1994a, 1994b). Un rôle physiologique des projections histaminergiques a été mis en 

évidence  sur la régulation de la sécrétion de l’AVP en réponse à la déshydration, puisque le 

blocage du système histaminergique inhibe la réponse de l’AVP à la déshydratation (Kjaer et al., 

1994a ; Schagen et al., 1996 ; Kjaer et al., 1995 ; Knigge et al., 1999). 

 

Les fibres dopaminergiques provenant de l’aire tegmentaire ventrale (Iijima et al., 1981), de la 

région des groupes A13 et A14 (Lindvall et al., 1984), ont un effet activateur sur les neurones 

vasopressinergiques et sur la libération du peptide (Bridges et al., 1976 ; Mason, 1983). 

 

Enfin, les glucocorticoïdes ont un effet inhibiteur sur la transcription d’AVP (Davis et al., 1986 ; 

Schilling et al., 1991). Ce mécanisme prend place dans un ensemble de la boucle de feed-back 

négative entre les glandes surrénales qui produisent les glucocorticoïdes et l’axe hypothalamo-

anthéhypophysaire qui sécrète l’ACTH. Il semble que les récepteurs aux glucocorticoïdes ne sont 

pas seulement présents sur les neurones vasopressinergiques parvocellulaires mais aussi sur les 

neurones magnocellulaires (Berghorn et al., 1995, Itoi et al., 2004). Cela pourrait expliquer 

l’hypersécrétion d’AVP chez des patients souffrant d’hypofonctionnement hypophysaire entraînant 

une inhibition chronique des glucocorticoïdes (Oelkers 1989 ; Olchovsky et al., 2005).   
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II. L’ocytocine (OT)   

1. Nature et structure 

En 1906, Dale mit en évidence que la contraction de l’utérus est induite in vivo et in vitro, 

par un extrait de lobe postérieur d’hypophyse. La substance active a été dénommée par la suite 

ocytocine.   
 Ce sont aux travaux des équipes de Du Vigneaud, qui a reçu le prix Nobel en 1955, qu’on doit 

l’essentiel des connaissances actuelles sur les structures peptidiques des hormones 

neurohypophysaires (Du Vigneaud 1953a ; 1953b). L’OT est un neuropeptide d’un poids 

moléculaire d’environ 1000 Da, dont l’extrémité est formée par une boucle de 6 acides aminés 

refermée sur elle-même par un pont disulfure (S-S) entre deux cystéines, à  laquelle s’ajoute une 

queue de trois acides aminés à l’extrémité C-terminale (pour revue Gimpl et Fahrenholz, 2001) 

(figure 3). 

 

L’OT a une structure très voisine de celle de la vasopressine puisque les différences ne portent que 

sur deux acides aminés. Le gène de l’OT est situé sur le même chromosome que celui de l’AVP. 

 

2. Biosynthèse et sécrétion  

L’OT est synthétisée de manière équivalente à l’AVP. Comme nous l’avons signalé 

précédemment, elle est synthétisée dans les neurones hypothalamiques sous forme d’un précurseur 

nommé pré-pro-ocytocine. Ce précurseur possède à la suite du peptide signal, deux domaines 

correspondant respectivement à l’OT, et à un polypeptide associé : la neurophysine 1, dont l’OT se 

détache pendant la migration axonale des grains de sécrétion vers les terminaisons du lobe nerveux 

(Burbach et al., 2001 ; Lipschitz  et al. 2005). L’arrivée des potentiels d’action induit une 

dépolarisation membranaire qui provoque un influx de calcium déclenchant la libération d’OT par 

les terminaisons dans la circulation sanguine (figure 4). 
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3. Récepteur et rôles biologiques 

 3. 1. Récepteur 

  Les multiples fonctions hormonales et nerveuses de l’OT sont assurées par son récepteur unique 

OTR. Kimura et al., (1992) a pour la première fois cloné l’ADN codant pour l’OTR chez l’homme. 

Ce récepteur appartient à la famille des récepteurs à sept domaines transmembranaires couplés aux 

protéines G (Barbaris et al., 1998 ; Gimpl et Fahrenholz 2001). Ce récepteur n’est pas spécifique 

de l’OT parce qu’il présente une affinité similaire pour l’AVP (Kiss et Mikkelsen 2005). 

L’activation de ce récepteur induit une augmentation de calcium (Ca+2) cytosolique consécutive à 

la stimulation de la phospholipase C (Marc et al., 1986 ; Gimpl et Fahrenholz 2001). Ce récepteur 

est exprimé dans l’utérus, les glandes mammaires (Kimura et al., 1992 ; Rozen et al., 1995), les 

reins, le cœur, le thymus, le pancréas ( Kiss et Mikkelsen 2005), et le système nerveux central 

(Yoshimura et al., 1993). La distribution cérébrale de ce récepteur varie selon les espèces. Chez le 

rat, on le trouve en particulier dans l’hippocampe, le NSC, l’hypothalamus, le système limbique, la 

moelle épinière, la partie compacte de la substance noire, le cortex piriforme et le noyau rouge 

(Vaccari et al., 1998 ; Gimpl et Fahrenholz 2001). 

 

3. 2. Rôles physiologiques    

 a) la reproduction 

L’OT est synthétisée par de nombreuses structures qui sont directement liées aux fonctions 

de reproduction. En effet, ce peptide règle divers aspects physiologiques et comportementaux de la 

fonction reproduction, ainsi que le maintien de la parturition, l’initiation de la lactation et l’éjection 

du lait. Lors de la parturition, le myomètre utérin augmente très fortement son expression d’OTR et 

l’OT est libérée de façon importante par la post-hypophyse. Associée aux prostaglandines, elle 

provoque des contractions puissantes et l’expulsion du nouveau-né (Burbach et al., 2001). 

 

Lors de la lactation, l’implication de l’OT est double puisqu’elle permet d’une part 

l’éjection du lait en stimulant la contraction des cellules myoépithéliales des canaux galactophores 

entourant les alvéoles des glandes mammaires (Samson et al., 1986; Leng et al., 2005) et d’autre 

part elle agit sur la production du lait en stimulant la libération de la  prolactine (Lipschitz et al., 

2005). Le rôle de l’OT a été récemment réexaminé car des souris transgéniques dépourvue d’OT 

sont viables et fertiles, et elles présentent des comportements maternels normaux (Young et al., 

1996 ; Russell et al., 2003). Cependant elles sont incapables d’allaiter leur portée. Ainsi, ces 

résultats indiquent que l’OT jouerait un rôle crucial dans l’éjection du lait mais pas dans la 
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parturition. Cependant, de nombreuses études sont en faveur d’une action de l’OT, et les 

traitements ocytocinergiques sont efficaces pour le déclenchement de l’accouchement. Enfin, 

l’administration d’antagonistes OT retardent la délivrance (Antonijevic et al., 1995).  

 

L’OT est impliquée dans la régulation de certains comportements sexuels. Dans ce cas l’OT 

n’agit pas en tant que neurohormone mais elle agit en tant que neurotransmetteur. L’OT participe à 

certains aspects de la fonction reproductrice chez la femelle comme le cycle ovarien, le 

comportement sexuel concernant notamment la posture de lordose chez la femelle et la copulation 

chez les mâles (Argiolas et al., 1988). De plus, chez le mâle, l’innervation ocytocinergique 

provenant des neurones parvocellulaires du NPV projettent en dehors de l’hypothalamus, 

notamment dans la moelle épinière à partir de laquelle des voies nerveuses périphériques et 

autonomes innervent le corps caverneux du pénis. Une fois qu’ils sont activés, les neurones 

secrètent l’OT qui facilite l’érection du pénis et la copulation (Giuliano et Rampin 2000 ; Argiolas 

et Melis., 2004 ; Leng et al., 2005 ; Kita et al 2006).    

 

b)  l’équilibre hydrominéral    

Bien que l’OT soit impliquée majoritairement dans la reproduction, elle exerce également 

des effets stimulants sur la natriurèse (Verbalis et al., 1991 ; Ozaki et al., 2004). L’OT exerce son 

effet via les récepteurs OTR présents sur les cellules de la macula densa et du tube proximal du 

néphron, et dont l’expression est sensible aux oestrogènes (Breton et al., 1996 ; Ostrowski et Lolait 

1995 ; Ostrowski et al., 1995).  

 

c) autres rôle physiologiques 

En plus des ces effets classiques, l’OT assure d’autres fonctions telles que la stimulation de 

la sécrétion de la prolactine, de la LH, de l’ACTH ; ainsi l’OT est impliqué dans le comportement 

maternel et social, les émotions, le stress, l’anxiété, l’apprentissage, la mémoire, et la dépression 

(McCarthy et al. 1996 ; Evans, 1997 ; Scantamburlo et al., 2001 ; Choleris et al., 2003 ;  Swaab et 

al., 2005 ; Leng et al., 2005 ; Debiec, 2005 ).  
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4. Régulation physiologique de la synthèse et de la sécrétion de  l’OT 

      

4. 1. La reproduction 

Durant la grossesse, la parturition et l’allaitement il se produit des modifications très 

marquées de l’expression et de la sécrétion de l’OT.  

 

Pendant la grossesse, l’OT est accumulée dans les neurones magnocellulaires grâce à trois 

facteurs : la polyadénylation des ARNm, l’augmentation de l’expression du peptide et l’inhibition 

de la libération de l’hormone (Zingg et al., 1989 ; Crowley et al., 1993 ; Van Tol et al., 1988 ; 

Zingg et Leferbvre 1988; Douglas et al., 1993 ; Leng et al., 1999).  

 

L’OT est massivement libérée au moment de la parturition. Cette libération est due à une 

augmentation de la production de prostaglandines par l’utérus. Les prostaglandines provoquent une 

chute de la production de la progestérone, qui a pour conséquence une augmentation de 

l’expression des OTR dans l’utérus et des contractions des cellules du myomètre (Leng et al., 

2005). Le signal de l’utérus contracté est transmis via les nerfs vague et pelvien. Ces voies sont 

reliées au noyau du tractus solitaire, dans lequel les cellules A2 noradrénergiques projettent 

directement sur les neurones ocytocinergiques (Douglas et al., 2001). Durant la parturition, la NA 

libérée dans les NSO dépolarise les neurones ocytocinergiques via le récepteur � 1-

noradrénergique, induisant la libération de l’OT. Ainsi un « feedback-positif» est établi entre 

l’utérus contracté et les neurones ocytocinergiques  (Leng et al., 2005).   

 

Au cours de la gestation, l’activité électrique des neurones ocytocinergiques augmente 

progressivement. La parturition est également accompagnée d’une augmentation de l’activité 

électrique de ces neurones qui commence environ quinze minutes avant les contractions 

abdominales. Chaque forte contraction puis l’expulsion de fœtus ou du placenta sont précédées par 

une décharge à haute fréquence de ces neurones. Pendant la lactation, les neurones 

ocytocinergiques réagissent toutes les cinq à quinze minutes à une tétée continue, par une décharge 

de potentiels d’action à haute fréquence. Cette décharge répétitive est responsable d’une libération 

massive d’OT qui provoque quelques secondes plus tard la contraction des cellules myoépithéliales 

des glandes mammaires et l’éjection du lait. Pendant la lactation, l’activité des neurones 

ocytocinergiques est synchrone non seulement dans chaque noyau, mais aussi entre les quatre 
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noyaux magnocellulaires (Lincoln et Wakerley, 1975 ; Belin et Moos, 1986 ; Theodosis, 2002 ; 

Lipschitz et al., 2005 ; Leng et al., 2005).  

 

 

4. 2. La stimulation osmotique    

Chez les Mammifères, l’OT fonctionne avec l’AVP dans le contrôle de l’osmolalité 

plasmatique. Les neurones ocytocinergiques tout comme les neurones AVP présentent des 

caractéristiques osmoresptrices. L’hyperosmolalité induit une activation électrique des neurones 

ocytocinergiques. L’OT secrétée en réponse à l’hyperosmolalité agit avec l’AVP au niveau du rein 

et stimule la natriurèse (Verbalis et al., 1991 ; Ozaki et al., 2004). Une administration 

intrapéritonéale de solution saline hypertonique induit l’activation des neurones ocytocinergiques, 

qui se manifeste par l’augmentation d’expression de c-fos dans le NSO et NPV (Pirnik et al., 

2004). Elle induit également une augmentation des niveaux des ARNm codant pour l’OT dans les 

NSO et NPV, ainsi qu’une augmentation de la sécrétion de l’hormone dans le sang (Burbach et al., 

1984 ; Lightman et Young 1987 ; Meister et al., 1990 ; Zingg et et al., 1986 ; Verbalis et al., 1991 ; 

Bourque et Chakfe, 2000 ; Bourque et al., 2002).  Une hyperosmolalité  chronique augmente le 

nombre de neurones co-exprimant l’AVP et l’OT (Kiyama et Emson 1990). De plus la queue poly 

(A) des ARNm-OT s’allonge de quelques centaines de résidus (Carter et Murphy 1989 ; Carter et 

Murphy 1991). En revanche, l’hypo-osmolalité n’a en aucun effet sur le niveau et la taille des 

ARNm OT (Svane et al., 1995).  

 

4. 3. Les monoamines   

 a) la noradrénaline  

 La NA exerce un effet différent sur l’activation des neurones ocytocinergiques suivant sa 

concentration, ce qui est probablement lié à la mise en jeu des récepteurs différents. En effet, la NA 

semble stimuler la libération d’OT par le biais du récepteur � 1-adrénergique (Randle et al., 1986 ; 

Yamashita et al., 1987). Cependant, la NA est également capable d’inhiber la libération de l’OT 

via des récepteurs � -adrénergiques  (Willems et al., 1999).  

 

Par ailleurs, l’activation des neurones ocytonergiques par la NA a été mise en évidence pendant la 

parturition et le réflexe d’éjection du lait lors de la tétée, via le groupe A2 du NTS (Buller et Day 

1996 ; Luckman, 1995 ; Onaka et al., 1995 ; Rinaman et al., 1995 ;  Theodosis, 2002 ; Russell et 
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al., 2003 ; Theodosis et al., 2004). Et enfin, la NA stimule l’expression et la synthèse de l’OT dans 

les noyaux NSO et NPV chez la souris (Vacher et al., 2002). 

 

b) la sérotonine  

De même que pour l’AVP, la 5-HT semble activer la libération d’OT dans la circulation 

générale. Un étude pharmacologique a rapporté que la 5-HT induit la sécrétion de l’OT via de 

récepteur 5-HT2A (Saydoff et al., 1991). Par ailleurs, un effet activateur de la 5-HT sur 

l’expression et la synthèse  de l’OT dans le NSO et le NPV a été montré puisque l’administration 

de pCPA (inhibiteur de la 5-HT) est associée à une diminution des niveaux d’OT et de son ARNm 

dans ces structures (Vacher et al., 2002).  

 

4. 4. Autres facteurs 

Il existe de nombreuses évidences de l’effet stimulateur de l’acétylcholine (ACh) sur la 

sécrétion d’OT chez les animaux allaitants ou non allaitants. En effet, l’ACh active la libération 

d’OT via des récepteurs présents sur les neurones magnocellulaires (Rotter et al., 1984).  

 

Par ailleurs, des projections histaminergiques directes  provenant des corps mammillaires peuvent 

inhiber les neurones ocytocinergiques via les récepteurs H2 (Yang et Hatton 1994). Cependant 

l’administration intracérébroventriculaire d’histamine stimule l’expression d’OT (Kjaer et al., 

1994b, c ; Kjaer et al., 1995). Ainsi, la déplétion centrale en histamine supprime l’augmentation de 

la concentration plasmatique d’OT en réponse à la lactation et à la déshydratation (Schagen et al., 

1996 ; Kjaer et al., 1995). Les projections histaminergiques pourraient également être impliquées 

lors de la parturition (Luckman et Larsen., 1997) et de la lactation (Schagen et al., 1996).  

 

L’OT libérée localement par les corps cellulaires et les dendrites pourrait être impliquée dans 

réorganisation structurale des neurones ocytocynergiques et dans les mécanismes liés  à la 

synchronisation et la régulation de la sécrétion du peptide (Pow et Morris 1989 ; Ludwig et al., 

1996 ; Ludwig 1998; Leng et al., 2005). 
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III. Neuropeptides et protéines co-localisées 
          Les neurones magnocellulaires vasopressinergiques et ocytocinergiques co-expriment 

différents  peptides dont les niveaux d’expression peuvent varier selon les conditions 

physiologiques ou expérimentales. Des études morphologiques utilisant l’immunohistochimie et 

l’hybridation in situ ont montré que la dynorphine, le neuropeptide Y, le VIP et l’angiotensine II 

sont exprimés dans les neurones vasopressinergiques, tandis que le CRH, la cholécystokinine 

(CCK), la thyrotropin releasing hormone (TRH) et l’endothéline-1 sont préférentiellement 

exprimés dans les neurones ocytocinergiques. Par ailleurs, la galanine, la forme neuronale de la 

nitric oxyde synthase (nNOS), et les enképhalines sont co-exprimés dans les deux types de 

neurones ocytocinergiques et vasopressinergiques (Xiao et al., 2005). Il a été suggéré que ces 

neuropeptides ont des effets modulateurs sur la sécrétion de l’AVP et de l’OT (Meister, 1993). Des 

études immunohistochimiques ont montré que les enképhalines et la dynorphine A étaient 

contenues dans les mêmes grains de sécrétion que l’AVP (Whitnall et al., 1983). De même, la 

dynorphine A pourrait inhiber sélectivement la sécrétion d’OT au niveau de la neurohypophyse 

(Bondy et al., 1988 ; Kiss and Mikkelsen, 2005). Le TRH quant à lui semble être un facteur 

stimulateur pour la sécrétion de l’AVP et l’OT dans les conditions normales de l’équilibre 

hydrominéral mais un facteur inhibiteur dans des conditions de stimulation osmotique (Ciosek 

2002). 

 

Quant à galanine, elle stimule la CCK dans les neurones OT, qui à son tour stimule la libération de 

l’AVP et l’OT (Bondy et al., 1989). Cependant, l’effet de la galanine sur la libération de l’OT et 

l’AVP semble être essentiellement inhibiteur (Landry et al., 1995 ; Gundlach et al., 2001), tandis 

que dans des conditions de déshydratation par boisson d’eau salée, la galanine induit une 

augmentation de niveau de l’AVP et l’OT dans l’hypothalamus et la neurohypophyse (Cisowska-

Maciejewska et Ciosek, 2005).  
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La plasticité neurochimique et structurale du système 

hypothalamo-neurohypophysaire 
 

Le système hypothalamo-neurohypohysaire est considéré comme un système 

particulièrement intéressant pour étudier la plasticité. En effet, ce système subit un remarquable 

changement à la fois neurochimique et morphologique lors de stimulations physiologiques telles 

que la déshydratation, la parturition et la lactation.   

 

I. La plasticité neurochimique       

Lors de stimulations physiologiques ou pharmacologiques des neurones magnocellulaires, 

l’expression des neuropeptides co-exprimés avec l’AVP et l’OT est profondément modifiée. En 

effet, des nouveaux neuropeptides, des enzymes de biosynthèse des neurotransmetteurs sont 

exprimés de novo, ce qui contribue en quelque sorte à modifier le langage du neurone. Une telle 

plasticité neurochimique a été mise en évidence pour la première fois lors de l’ontogenèse avec 

l’acquisition du phénotype cholinergique ou noradrénergique des neurones végétatifs de la crête 

neurale en fonction de leur environnement (Le Douarin, 1980). Cette plasticité a depuis été étendue 

à la vie adulte, en particulier grâce à l’étude du système hypothalamo-neurohypophysaire (Calas et 

al., 1994). Dans les neurones magnocellulaires, cette plasticité neurochimique est observée lors de 

la déshydratation, la parturition, la lactation, au cours du vieillissement et dans quelques modèles 

génétiques, tels que le rat Brattleboro et le rat Zucker. 

 

Du point de vue des neuropeptides, on remarque une modification de l’expression d’AVP et 

d’OT dans les neurones magnocellulaires, par exemple : de 1 à 2% de neurones magnocellulaires 

co-expriment l’AVP et l’OT en situation contrôle, cependant on passe à 17% au deuxième jour de 

l’allaitement (Mezey et Kiss 1991). Par ailleurs, on observe une augmentation de l’expression de 

certains neuropeptides tels que la dynorphine dans les neurones AVP au cours de la déshydratation 

(Sherman et al., 1986), et l’expression de nouveaux neuropeptides comme la galanine dans les 

neurones OT au cours de l’allaitement (Landry et al., 1997). Enfin, une expression de la tyrosine 

hydroxylase (TH) est observée dans les neurones AVP. Cependant, cette TH ne conduit pas à la 

synthèse de catécholamines et son rôle reste à déterminer (Young et al., 1987 ; Marsais et Calas 

1999 ; Marsais et al., 2002).  
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Enfin, certaines régulations post-traductionnelles exercées sur l’expression de l’AVP et de l’OT  

lors des stimulations de l’axe hypothalamo-neurohypophysaire, peuvent être classées dans la 

catégorie de la plasticité neurochimique. Ainsi, lors d’une déshydratation, la longueur de la queue 

poly (A) des ARNm codant l’AVP et l’OT augmente très rapidement. Par contre les ARNm des 

neuropeptides co-exprimés ne sont pas affectés (Carrazana et al., 1988).  

 

II. La plasticité structurale  

La plasticité de l’hypothalamus neuroendocrine ne se limite pas à des aspects 

neurochimique mais s’accompagne d’un remodelage structural, mettant en jeu à la fois les 

neurones magnocellulaires, les interneurones, les terminaisons des afférences des noyaux 

magnocellualaires et les cellules gliales (Hatton, 1997 ; El Majdoubi et al., 2000 ; Oliet et al., 

2004).  

 

1. Plasticité neuronale 

Au cours de la lactation, les neurones ocytocinergiques subissent des modifications 

morphologiques qui augmentent le nombre de synapses qui les contactent. Ces modifications 

apparaissent dès les premières heures de stimulation et réversent lorsque la stimulation cesse. La 

manifestation la plus visible de cette plasticité synaptique est le changement du nombre de 

synapses qui contactent simultanément plusieurs éléments post-synaptiques dans le NSO. Ces 

synapses dénommées partagées sont observées entre des soma adjacents, entre des soma et des 

dendrites ou entre des dendrites adjacentes (Theodosis et al., 1986, Theodosis, 2002 ; Theodosis et 

al., 2004). L’analyse ultrastructurale des synapses partagées a démontré qu’il s’agissait 

principalement de synapses entre des interneurones, GABAergiques et glutamatergiques, et les 

neurones OT. Les afférences noradrénergiques sont aussi concernées par ce phénomène 

(Michaloudi et al., 1997 ; Theodosis et al., 2004).  

 

Au cours de la déshydratation, le système hypothalamo-neurohypophysaire est le siège 

d’une plasticité similaire qui affecte non seulement les neurones OT, mais aussi les neurones AVP 

(Marzban et al., 1992 ; Miyata et al., 1994 ; Hatton, 1997). Les réarrangements neuronaux 

s’accompagnent d’une augmentation de la libération du glutamate et du GABA et d’une 

modification de l’expression de leurs récepteurs, i.e les récepteurs glutamatergiques NMDA, 

mGluRIII et les récepteurs GABAA (Tasker et al., 2002).  
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Au cours de la déshydratation les neurones ocytocinergiques modifient également leurs appositions 

somatiques, alors que  les neurones vasopressinergiques augmentent uniquement de taille 

(Theodosis et Poulain 1993, Theodosis, 2002).  

   

Le remodelage synaptique s’accompagne d’une augmentation de la taille des neurones 

(Theodosis et Poulain, 1993). Ce remodelage pourrait avoir un effet spécifique qui pourrait 

modifier l’activité électrique, en particulier durant la lactation et plus généralement lors de la 

stimulation de l’axe hypothalamo-neurohypophysaire. En effet, les neurones magnocellulaires ont 

une activité électrique à basse fréquence à l’état de repos. En condition de stimulation du système 

osmotique ou cardiovasculaire, les neurones AVP augmentent leur activité électrique, qui est 

phasique et asynchrone, il en résulte une libération soutenue d’AVP dans la circulation générale. 

L’activité électrique des neurones OT, quant à elle, augmente également (Hussy, 2002 ; Theodosis 

et al., 2006). Cependant, dans le cas de la parturition et de la lactation, les neurones OT se mettent 

à décharger de façon couplée et sous forme de bouffées de potentiel d’action à haute fréquence, 

induisant une libération pulsatile d’OT (Theodosis, 2002). L’absence d’apposition somatique pour 

les neurones AVP peut s’expliquer par le fait que ces neurones, lorsqu’ils sont activés, déchargent 

de façon asynchrone. Un couplage structural entre les somas n’est donc pas nécessaire. 

  

2. Plasticité gliale 

Durant des stimulations physiologiques chroniques, la couverture gliale est également 

modifiée : les pieds astrocytaires séparant les corps cellulaires ocytocinergiques se rétractent, 

permettant l’apposition de leurs membranes. Une des principales fonctions de l’astrocyte est de 

capter et de dégrader le glutamate et le GABA libérés lors de la transmission synaptique. La 

rétraction gliale a donc pour effet de diminuer le retrait du glutamate et du GABA des fentes 

synaptiques et augmente ainsi l’effet des terminaisons glutamatergiques et GABAergiques sur les 

neurones OT. Les astrocytes régulent également la concentration des neurotransmetteurs. Il a été 

montré que durant la lactation, la transmission synaptique dans le NSO est diminuée en 

comparaison aux rates vierges (Oliet et al., 2001). Ce phénomène s’explique par la diminution de 

la recapture du glutamate due à la rétraction des pieds astrocytaires apposés aux synapses. De plus, 

les astrocytes interviennent dans l’homéostasie de la concentration extracellulaire en ions. En effet, 

après le passage de l’influx nerveux, les astrocytes assurent le retrait des ions K+. Ainsi la 

rétraction astrocytaire provoquée lors de la lactation entraîne une augmentation de la concentration 

extracellulaire des ions K+ et augmente par conséquent l’excitabilité neuronale. La rétraction gliale 

dans le NSO s’accompagne d’une diminution spécifique et réversible de la GFAP. Une diminution 
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de l'épaisseur de la glia limitante ventrale et une réorientation des prolongements astrocytaires qui 

deviennent perpendiculaires à la surface du cerveau sont observées (Salm, 2000). De plus, la 

rétractation des processus astrocytaires facilite l'action paracrine des neuropeptides libérés par un 

neurone sur ses voisins, ainsi que sur les terminaisons. Enfin, les astrocytes synthétisent et libèrent 

la taurine (un gliotransmetteur inhibiteur) qui inhibe l’activité des neurones magnocellulaires, via 

les récepteurs Glycine et GABAA, et dont le rôle dans la signalisation de l’osmorégulation a été 

démontré (Hussy et al., 1997 ; Hussy et al., 2000 ; Hussy et al., 2001 ; Oliet, 2002 ; Theodosis, 

2002). Ainsi, une fois encore, la diminution de la couverture gliale a pour conséquence 

d’augmenter l’excitabilité des neurones magnocellulaires (Langle et al., 2002). 

 

 

III. Contrôle noradrénergique de la plasticité neuroendocrine  

Comme nous l’avons déjà mentionné, les afférences noradrénergiques constituent les 

afférences modulatrices majeures du système hypothalamo-neurohypophysaire. Ces afférences 

monoaminergiques sont impliquées dans la régulation de la plasticité neurochimique et structurale 

de ce système. Des études immunohistochimiques et d’hybridation in situ montrent que les  

terminaisons noradrénergiques stimulent l’expression et la libération de l’AVP et de l’OT dans les 

noyaux NPV et NSO (Vacher et al. 2002). Cependant, les mécanismes précis de cette régulation ne 

sont pas encore bien élucidés. En effet, plusieurs facteurs moléculaires et/ou cellulaires pourraient 

être impliqués dans cette régulation.  

 

En effet, la NA pourrait agir directement par le biais de ses récepteurs qui sont exprimés dans les 

noyaux magnocellulaires. Une action indirecte de la NA peut être envisageable ; elle impliquerait 

des interactions cellulaires qui permettraient de relayer ou de régler l’effet de la NA sur 

l’expression de l’AVP et de l’OT par les neurones magnocellulaires. Ces effets indirects peuvent 

notamment impliquer des molécules telles que le glutamate, le GABA, le NO et les molécules de la 

matrice extracellulaire (MEC). 

 

 

 

1. Voie glutamatergique de l’innervation noradrénergique  

 Des études pharmacologiques et électrophysiologique ont montré que le glutamate  est un 

neurotransmetteur excitateur important dans l’hypothalamus (Meeker et al., 1993; Van den Pol et 
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al., 1990). Le glutamate agit via les récepteurs ionotropique NMDA et non NMDA (AMPA), et qui 

sont exprimés sur les neurones magnocellulaires (Al-Ghoul et al., 1997 ; Armstrong et al., 

1997 ;Gribkoff, 1991 ; Hattori et al., 1998). Daftary et ces collègues (1998) ont suggéré l’existence 

d’interneurones glutamatergiques relayant le contrôle noradrénergique de la libération d’AVP et 

d’OT par les neurones magnocellulaires de l’hypothalamus, via le récepteur � -1 adrénergique. Par 

ailleurs, il semble que la NA puisse régler la libération de glutamate dans les NSO et NPV en 

agissant sur les terminaisons pré-synaptiques via des récepteurs pré-synaptiques α-1 et α-2 

(Boudaba et Tasker 2003). 

 

Les synapses glutamatergiques représentent 25% des synapses impliquant les neurones 

magnocellulaires vasopressinergiques et ocytocinergiques en condition normale (El Majdoubi et 

al., 1996 ;  El Majdoubi et al., 1997 ; Meeker et al., 1993; Theodosis, 2002). Cette proportion 

augmente chez les femelles allaitantes pour atteindre la valeur de 30% dans le NSO (Stern et al., 

2000). Les niveaux de glutamate augmentent fortement dans le NSO juste avant la parturition et 

diminuent  avant la fin de l’accouchement (Herbison et al., 1997). De plus, l’injection 

intracérébroventriculaire d’un antagoniste de récepteur glutamatergique inhibe le réflexe d’OT 

pendant la tétée (Parker et Crowley 1993). Ces variations sont parallèles à celles des niveaux de 

NA dans le NSO et d’OT dans le sang (Herbison et al., 1997 ; Theodosis 2002). Par ailleurs, les 

deux systèmes apparaissent très importants pour le réflexe d’éjection du lait en réponse à la tétée 

(Parker et Crowley 1993). Ainsi une augmentation parallèle du nombre de synapses au glutamate 

et à la NA sur les neurones OT a été mis en évidence pendant la lactation (El Majdoubi et al., 

1996 ; Michloudi et al., 1997). Chez la rate allaitante la sécrétion de l’OT peut être stimulée par un 

agoniste du récepteur � -adrénergique ou un agoniste du récepteur AMPA. Enfin, l’utilisation d’un 

antagoniste contre l’un ou l’autre récepteur (récepteur noradrénergique ou Glutamatergique) 

bloque la libération de l’OT.  

 

En ce qui concerne la déshydratation, il a été mis en évidence une augmentation parallèle de 

nombre des synapses glutamatergiques et noradrénergiques  (Meeker et al., 1994 ; Di et Tasker, 

2004).   

 

2. Voie GABAergique de l’innervation noradrénergique     

 Le GABA est le neurotransmetteur inhibiteur prédominant dans l’hypothalamus : 

approximativement  40% de synapses sont des synapses GABAergiques (El Majdoubi et al., 2000 ; 
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Oliet et Piet 2004) et ce pourcentage augmente chez la femelle allaitante (Theodosis et al., 1995. El 

Majdoubi et al., 1997). Un effet indirect de la NA sur l’activité des neurones vasopressinergiques 

et ocytocinergiques via les neurones GABAergiques a été mis en évidence. En premier lieu, Wang 

et ses collègues (1998) ont montré que la NA pouvait inhiber la libération de GABA dans le NSO 

via les récepteurs α2-adrénergiques. Une telle interaction entre les deux neurotransmetteurs a été 

aussi mise en évidence d’une part, dans l’hypothalamus médio-basal en cas d’hypoglycémie 

(Beverly et al., 2001), et d’autre part, dans le NSO durant la déshydratation chronique (Di et 

Tasker, 2004).   

 

Par ailleurs, l’implication de ce neurotransmetteur dans l’inhibition de l’activité des 

neurones magnocellulaires a été largement démontrée (pour revue, Renaud et Bourque 1991). Il été 

suggéré que le GABA pouvait inhiber la libération d’AVP et d’OT par les neurones 

magnocelluaires (Poulain et Wakerley 1982). L’action du GABA implique des récepteurs post-

synaptiques GABAA et pré-synaptiques GABAB. Des injections intracérébroventriculaires ou des 

microinfusions directes au niveau du NSO, de muscimol (agoniste) et de bicuculine (antagoniste), 

des récepteurs GABAA  inhibent l’activité basale des neurones vasopressinergiques et 

ocytocinergiques et le réflexe d’éjection du lait lors de la tétée (Moos 1995 ; Voisin et al., 1995). 

Ces récepteurs sont exprimés par les neurones AVP et OT du NSO et NPV (Fenelon et al., 1995). 

Du plus, les récepteurs GABAB sont localisés au niveau des terminaisons glutamatergiques et 

GABAergiques du NSO et ces récepteurs pourraient être impliqués à la fois dans l’excitation 

glutamatergique et l’inhibition GABAergique sur les neurones magnocellulaires (Ibrahim et al., 

1998 ; Kombian et al., 1996).   

 

3. Implication  du monoxyde d’azote (NO)  

Dans ce travail, nous avons plus particulièrement porté notre attention tout d’abord sur 

l’implication du NO dans la voie de signalisation de la régulation d’AVP et OT par la NA, car cette 

voie est stimulée à la fois par le glutamate et la NA et modulée par le GABA (Srisawat et al., 2000, 

Grange-Messent et al., 2004). De plus, le NO joue un rôle important dans le contrôle de l’activité 

des neurones magnocellulaires (Kadekaro, 2004).  
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Le monoxyde d’azote 
 
II. Le monoxyde d’azote (NO) : synthèse et mécanisme d’action   
    

Le NO est un neuromédiateur gazeux inorganique de demi-vie très courte (6-30s) capable 

de diffuser à travers la membrane des cellules. Le NO possède des propriétés de messager inter- et 

intracellulaire (Bredt et Snyder 1992 ; Lowenstein et Snyder 1992). Il est produit par des NO 

synthases (NOS) à partir de L-arginine et d’oxygène et cette réaction utilise un co-substrat : le 

Nicotinamide-Adénine Dinucléotide- Phosphate (NADPH) (Moncada and all., 1991; Knowles and 

Moncada 1994; Moncada et Higgs 1993). La NOS catalysant cette réaction existe sous trois 

isoformes : neuronale (nNOS), endothéliale (eNOS) et inductible (iNOS). Chacune de ces trois 

isoformes possède ses propres caractéristiques en terme de distribution cellulaire et mode de 

fonctionnement. Les formes neuronale et endothéliale, respectivement localisées dans les 

neurones et les cellules endothéliales, sont constitutives et calcium-dépendantes (Moncada et al., 

1991 ; Knowles et Moncada, 1994. Gotti et al., 2005), tandis que la iNOS est exprimée dans de 

nombreux types cellulaires tels que les macrophages, les neutrophiles, ainsi que dans les cellules 

gliales et les neurones, et son activation est calcium-indépendante (Knowles et Moncada, 1994 ; 

Murphy et al., 1993 ; Kilbourn et Belloni 1990 ; Olivenza et al., 2000).   

 

Les trois isoformes de la NOS possèdent des domaines de liaison à son co-substrat le 

NADPH et également un domaine de liaison pour la calmoduline. La liaison de la calmoduline à 

l’enzyme, essentielle pour son activité, est induite par le calcium pour les NOS constitutives. Les 

nNOS et eNOS produisent du NO de manière intermittente lors d’une augmentation de la 

concentration en calcium intracellulaire. La iNOS est normalement absente dans les cellules mais 

son activité est induite par certains stimuli comme les endotoxines et les cytokines. L’activité 

catalytique de la iNOS n’est pas dépendante du calcium car l’enzyme est liée à la calmoduline de 

manière stable, et par conséquent cette enzyme est continuellement activée et produit une large 

quantité de NO lorsqu’elle est exprimée (Nathan, 1997). Le NO atteint ses cibles cellulaires en 

diffusant dans l’environnement proche à une distance maximale de quelques centaines de microns 

(De Vente et al., 1998).  

 

Contrairement aux neurotransmetteurs, le NO n’est pas stocké dans des vésicules synaptiques, ni 

libéré par exocytose, mais diffuse rapidement à travers les membranes, franchit l’espace 

interneuronal et pénètre dans les cellules voisines. Dans le système nerveux central, le NO opère 
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principalement en activant une enzyme largement distribuée, la guanylate cyclase soluble (GCs) 

(Murphy, 2000). Le NO est capable de se lier au site hémique de la GCs induisant un changement 

de la conformation de l’enzyme qui active son  activité catalytique,  conduisant à une  production 

de GMPc dans le cytosol (Knowles et al., 1989 ; Murad, 1994 ; Pfeilschifter, 2000), (Figure 5). 
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II. Rôles biologiques du NO    

Les caractéristiques chimiques générales du NO lui confèrent une grande versatilité dans les 

systèmes biologiques. Le NO peut agir soit comme une molécule régulatrice, soit comme une 

molécule toxique (Bishop et Anderson 2005). 

 

A faible concentration, dans des conditions normales non pathologiques, le NO pourrait  

être impliqué dans les effets produits par les acides aminés excitateurs tels que le glutamate. En 

effet dans le système nerveux central, le NO dont la production est déclenchée par l’augmentation 

du calcium cytosolique qui suit l’activation des récepteurs au glutamate, pourrait jouer un rôle dans 

l’apprentissage et la mémoire (Christopherson et Bredt 1997). L’inhibition de la synthèse du NO 

empêche l’apparition de la potentialisation à long terme, observée dans l’hippocampe, et celle de la 

dépression à long terme dans le cervelet (Schuman et Madison 1994 ;  Shibuki et Okada 1991). 

Outre ses éventuelles fonctions dans la régulation des synapses excitatrices du SNC, le NO semble 

participer à des nombreuses autres actions parmi lesquelles, par exemple : l’établissement des 

connections neuronales au cours du développement embryonnaire (synaptogenèse des projections 

rétino-tectales) et la modulation de la libération de certaines hormones hypothalamo-hypophysaires 

(pour revue voir Szabo, 1996).  

 

Lorsque le NO est produit en forte quantité dans des conditions pathologiques, il pourrait 

jouer alors un rôle clef dans les mécanismes d’excitoxicité. L’effet neurotoxique est associé à une 

activation prolongée des récepteurs du glutamate, et en effet, l’accumulation intracellulaire de 

calcium conduit à l’activation de plusieurs enzymes dont la NOS. Le NO en forte quantité est 

associé à diverses pathologies telles que : l’ischémie cérébrale, l’impuissance sexuelle masculine, 

la maladie de Parkinson, la Chorée de Huntington, la sclérose latérale amphyotrophique, le choc 

septique et certains cancers (Christopherson et Bredt, 1997 ; Brenman et al., 1995 ; Moro et al., 

2004). 

 

 

III. Implication du NO dans la biologie cellulaire des noyaux magnocellulaires  

La détection immunohistochimique des NOS et l’utilisation de l’activité NADPH-

diaphorase associée à la NOS sont à l’origine de plusieurs travaux montrant que les NOS sont 

largement distribuées dans le système nerveux central (Bredt et al., 1990 ; Vincent et Kimura 

1992). En particulier, la nNOS est fortement exprimée dans les neurones magnocellulaires 
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vasopressinergiques et ocytocinergiques des NPV et NSO (Arevalo et al., 1992 ; Bredt et al., 1991; 

Miyagawa et al., 1994 ; Hatakeyama et al., 1996 ; Gonzalez-Hernandez et al., 2006 ; Yu et al., 

2006). Par ailleurs, les neurones magnocellulaires des NPV et NSO sont riches en sous-unités �  1 

et � 1 de la sGC, qui sont fortement synthétisées dans ces noyaux (Furuyama et al., 1993 ; 

Koesling et Friebe 1999 ; Koesling et al., 2004 ; Kadekaro, 2004). Les stimulations osmotiques 

telles que la déshydratation ou la prise de boisson salée sont associées à une augmentation de 

l’expression et de l’activité de NOS par les neurones magnocellulaires ainsi qu’une augmentation 

de l’activité de NADPH-diaphorase (Kadowaki et al., 1994 ; Villar et al., 1994 ; Ueta et al., 1995). 

Ainsi, l’activité de la NOS augmente par les mêmes stimuli que l’expression d’AVP et OT (Villar 

et al., 1994). Plusieurs études ont démontré la participation de NO dans des activités 

neurosécrétoires, cependant, il existe toujours une controverse au sujet de la modulation nitrergique 

de l’expression d’AVP et d'OT. 
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La matrice extracellulaire et les métalloprotéinases 
Dans le SNC, les interactions des cellules neuronales et gliales avec la matrice 

extracellulaire (MEC) permettent la migration cellulaire, la différenciation, le guidage axonal, la 

formation des synapses et la stabilité du réseau neuronal (Reichardt et Tomaselli, 1991 ; Wright et 

al., 2002). La MEC est un dépôt de diverses molécules sécrétées et immobilisées en dehors de la 

cellule. Elle est composée de collagènes, des glycoprotéines non-collagéniques et des 

protéoglycans comme la fibronectine, la laminine, la ténascine, le phosphocane, le brevicane, et le 

collagène de type IV (Fields et Itoh 1996 ; Goldbrunner et al., 1998. Wright et al., 2002). 

 

Les protéines de la MEC peuvent interagir entre elles, mais aussi avec des molécules 

d’adhérence comme la NCAM (neural cell adhesion molecule) ou des facteurs de croissance. Les 

principaux récepteurs des molécules de la MEC sont les intégrines (Hemler, 1990). Il s’agit d’une 

famille de protéines transmembranaires composée de deux sous-unités, α et β, qui possèdent des 

sites de liaisons pour les différentes molécules de la MEC (Stupack et Cheresh 2002). Les 

intégrines permettent d’établir un lien moléculaire entre le cytosquelette et la MEC, et stabilisent 

ainsi l’adhérence cellule-matrice (Martin et al., 2002). 

 

La protéolyse de la MEC induit un remodelage de ce réseau extracellulaire, l’élimination ou 

l’assemblage de ses composants, la libération de fragments bioactifs et de facteurs de croissances 

(Nagase et Woessner, 1999). La libération de ces molécules permet à la cellule de répondre 

rapidement aux changements de son micro-environnement, comme cela est le cas lors de la néo-

vascularisation et de la réparation tissulaire (Change et Werb 2001). Les protéases intervenant dans 

le remodelage de la MEC sont les métalloprotéinases (MMPs, Van den Steen et al., 2001).  

 

Dans le système hypothalamo-hypophysaire, les neurones et les cellules gliales 

maintiennent une expression d’un certain nombre de molécules dites « juvéniles » qui favorisent 

des changements morphologiques, dont les molécules de la MEC (Theodosis et al., 2004). Comme 

nous le soulignions précédemment, les MMPs régulent la fonction de ces molécules et dans ce 

contexte l’une des questions à laquelle nous souhaitons répondre est de déterminer si ces enzymes 

peuvent participer à la plasticité du système hypothalamo-post hypophysaire. 

 

Les MMPs sont des enzymes de dégradation, zinc-dépendantes, sécrétées ou membranaires, 

capables de cliver soit les constituants de la MEC, soit des molécules solubles ou membranaires 
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impliquées dans la transmission des signaux intercellulaires tels que, les cytokines, les 

chimiokines, les facteurs trophiques, les protéines d’adhésion et différents récepteurs. Les MMPs 

se répartissent en 4 grandes sous-familles, dont : les collagénases, qui clivent les fibres collagènes, 

les gélatinases, les stromélysines (MMP3), et des MMP spécifiques d’un type de membrane (TM-

MMP), (Campbell et Pagenstecher, 1999 ; Rivera et al., 2004), (tableau 1). L’activité des MMPs 

est inhibée par des antagonistes endogènes appelés TIMP (tissu inhibitor of metalloproteinases) 
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Tableau 1 : Classification des métalloprotéinases 
 
Sous-groupes  MMP  Autre appellation  Substrats  

Gélatinases  MMP-2  Gélatinase A  Collagène IV, V, VII, X,  

  72 kDa Gélatinase  gélatine  

 MMP-9  Gélatinase B  Fibronectine, élastine  

  92 kDa Gélatinase  Collagène IV, V, gélatine  

Collagénases MMP-1  Collagénase interstitielle  Collagène I,II,III,VII,X,  

  Collagénase fibroblastique  MMP-5, entactine  

  
MMP-8  Collagénase neutrophilique 

PMNL Collagénase  

Collagène I, II  

 MMP-13  Collagénase-3  Collagène I  

Stromélysines  MMP-3  Stromélysine-1  Coll III,IV,IX,X, Gélatine,  

  Transine-1  Laminine, Fibronectine  

   Elastine, Caséine  

 MMP-7  PUMP-1, Matrilysine  
Caséine, Fibronectine, 
Gélatine  

 MMP-10  Stromélysine-2  Collagène II,IV,V,  

  Transine-2  Fibronectine, Gélatine  

 MMP-11  Stromélysine-3  Collagène IV  

 MMP-12  Métalloélastase  Elastine, Fibronectine  

Liaisons  MMP-14  MT1-MMP, MMP-X1  MMP-2  

membranaires  MMP-15  MT2-MMP   

 MMP-16  MT3-MMP  MMP-2  

 MMP-17  MT4-MMP  MMP-2  
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I. Structure et régulation de l’activité des MMPs 

Les MMP forment une famille structurellement homologue. Toutes ces enzymes ont en 

commun trois domaines, le pro-peptide, le domaine catalytique, et le domaine hemopexine-like C-

terminal, qui se lie au domaine catalytique par une région flexible dénommé l’hinge region (Yong 

et al., 1998; Wright et al., 2002). En général les MMPs contiennent un peptide signal.  

 

 

 

     

Figure 6 : structure des MMPs   d’après de (Wright et al., 2002).                                                                                                       

 

La régulation de l’activité des MMPs est strictement contrôlée à trois niveaux : la 

transcription du gène, l’activation de la pro-enzyme et l’activité des inhibiteurs des MMP, les 

TIMP (Sternlicht et Werb, 2001 ; Yong et al., 2001; Wright et Harding, 2004). La plupart des 

MMPs ne sont pas exprimées de manière constitutive. En effet, leur transcription est stimulée par 

différentes molécules telles que les cytokines inflammatoires, les facteurs de croissance, les 

chémokines, les oncogènes, mais également par des interactions de type cellule-cellule ou cellules-

MEC (Yong, 1999 ; Nagase et Woessner 1999).  

 

La modification post-traductionnelle constitue le deuxième niveau de régulation. La plupart 

des MMPs sont exprimée sous forme zymogène, qui correspond à la forme inactive de l’enzyme. 

Cette forme présente un résidu cystéine localisé dans la région pro-peptide, qui lie l’ion zinc de la 

région catalytique (Figure 6). De nombreux facteurs incluant notamment la cascade plasminogène-

plasmine ainsi que certaines MMPs permettent de rompre l’interaction entre le résidu cystéine et 

l’ion zinc. Ce processus appelé le « cystein switch » provoque la suppression du pro-peptide et 

ainsi l’activation des MMPs (Nagase, 1997, Strenlicht et Werb 2001).  

 

Enfin, le troisième niveau de régulation des MMPs est constitué par l’interaction de la 

forme active ou inactive des MMPs avec leurs inhibiteurs, les TIMP (tissue inhibitor of 

metalloproteinases) qui sont au nombre de quatre TIMP (1, 2, 3, et 4),  Ils inhibent l’activité des 
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MMPs en se liant au domaine  catalytique soit de la forme zymogène soit de la forme active 

(Edwards, 2000 ; Woessner et Nagasse 2000).  

 

 

II. Fonction des MMPs 

En plus des protéines de la MEC telles que le collagène et la fibrine, les MMPs peuvent 

cliver et dégrader des chémiokines, des facteurs de croissance, des récepteurs des facteurs de 

croissance, des molécules d’adhérence et des médiateurs apoptotiques (Quaranta, 2000).     

 

Les MMPs sont impliquées dans de nombreux processus biologiques qui sont considérés 

comme bénéfiques tels que l’angiogenèse, l’implantation du blastocyte, l’ovulation et la 

cicatrisation des blessures (pour revue, Ennis et Matrisian, 1994 ; Kahari et Saarialho-Kere 1997 ; 

Yong et al., 1998 ; Wright et Harding, 2004). Les MMPs  sont aussi impliquées dans la croissance 

dendro-axonique et la plasticité neuronale. Par exemple, elles participent à la croissance neuritique, 

à l’axogenèse, au guidage des cônes de croissance dans l’environnement matriciel, au cours du 

développement ou dans la plasticité réactive (Rivera et al., 2004). De plus, les MMPs peuvent 

jouer un  rôle protecteur lorsqu’elles modifient l’activité biologique de molécules qui engagent les 

cellules dans des voies apoptotiques. A ce titre, les effets neurotoxiques du peptide � -amyloïde 

peuvent être inhibés ou potentialisés selon que le ligand de Fas (FasL), qui induit la mort cellulaire 

par apoptose après l’interaction avec Fas, est clivé ou non par des MMPs (Ethell et al., 2002). 

 

Malgré cela, les MMPs sont aussi impliquées dans des nombreuses maladies du système 

nerveux central telles que la maladie d’Alzheimer (Gottschall et Deb, 1996 ; Lim et al., 1997 ; 

Yoshiyama et al., 2000 ; Crocker et al., 2004) et la sclérose en plaque (Rosenberg, 2002 ; Sobel, 

1998 ; Vos et al., 2003 ; Yong et al., 1998). Plusieurs évidences indiquent que les MMPs sont 

essentielles à l’invasion tumorale (Goldbrunner et al., 1998 ; Kaczmarek et al., 2002 ; Fang et al., 

2003). Les MMPs sont aussi activées lors du stress induit par les ultraviolets  (Yang et al., 2002), et 

en cas de traumatismes cérébraux, ou d’ischémie cérébrale (Lo et al., 2002 ; Muir et al., 2002 ; 

Yong et al., 1998, 2001 ; Zhang et al., 2003).  
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III. Les inhibiteurs tissulaires des MMPs (TIMP) 

Comme nous l’avons souligné précédemment, les MMPs sont inhibées par les TIMP, qui 

sont des glycoprotéines. TIMP-1, TIMP-2 et TIMP-4 sont secrétées, alors que TIMP-3 est associée 

à la MEC par un glycosaminoglycane (Yu et al., 2000, Crocker et al., 2004). L’activité inhibitrice 

des TIMPs est liée à leur extrémité N-terminale (Kai et al., 2002), (Tableau 2). 

 

IV. Les MMPs dans le SNC intact et lésé 

Le cerveau adulte intact exprime faiblement les MMPs (Yong et al., 2001). Néanmoins on 

détecte certaines d’entre elles dont les MMP2 et MMP9  (Vecil et al., 2000 ; Vaillant et al., 1999; 

Szklarczyk et al., 2002). En effet, deux structures cérébrales, l’hippocampe et le cervelet, 

expriment fortement les MMPs. L’ARNm et la protéine MMP9 sont détectés dans les neurones 

pyramidaux de l’hippocampe et du gyrus denté chez l’homme (Backstrom et al., 1996). Par 

ailleurs, Szklarczyk et al. (2002) ont montré que l’expression de la MMP2 dans l’hippocampe est 

essentiellement d’origine gliale contrairement à la MMP9. Il a été montré que la MMP2 est 

exprimée en grande quantité par les cellules de Purkinje et les neurones granulaires du cervelet de 

rat adulte alors que l’expression de la MMP9 est plus restreinte dans ces cellules (Vaillant et al., 

1999). En revanche, dans le cervelet de rat âgé de 15 jours, âge auquel une forte synaptogenèse est 

encore observée, on détecte une forte expression de la MMP9 (Vaillant et al., 1999).   

 

On observe une augmentation de l’expression de l’ARNm et de la protéine MMP9 lors de 

lésions excitotoxiques induites par le kaïnate dans la couche dendritique et les corps cellulaires des 

neurones du gyrus dentate (Szklarczyk et al., 2002). Après des lésions mécaniques de cerveau et de 

la moelle épinière, les MMP2 et MMP9 sont exprimées et notamment produites par les cellules 

microgliales et les astrocytes (Jaworski, 2000 ; Duchossoy et al., 2001 ; Muir et al., 2002). 

L’ensemble de ces résultats suggère que l’augmentation de l’expression des MMPs pourrait être 

impliquée dans la plasticité du SNC qui se manifeste de manière physiologique ou pathologique. 

  

Bien que la localisation et l'expression de MMP2 et de MMP9 soient bien démontrées dans 

l’hippocampe et le cervelet, jusqu'ici aucune étude n’a démontré la présence de ces protéines dans 

le système hypothalamo-neurohypophysaire. Par la mesure où ce système subit des plasticités aussi 

bien neurochimiques que structurales, cela nous a donc conduit à déterminer si la MMP2 et la 

MMP9 peuvent être impliquées dans la plasticité de l’axe hypothalamus-neurohypophysaire  

régulée par la noradrénaline.    
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Tableau 2 : Caractéristique des TIMP chez les Mammifères 

 
 Pois moléculaire 

(kDa) 
Localisation extracellulaire 

TIMP-1 28.5 secrétée 
TIMP-2 21 secrétée 
TIMP-3 24 membranaire 
TIMP-4 23 secrétée 
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I. But du travail 

 Les résultats obtenus par notre équipe et par d’autres groupes montrent que les  

terminaisons noradrénergiques stimulent l’expression, et la libération de la vasopressine et de 

l’ocytocine dans les noyaux NPV et NSO. Mais les mécanismes précis de cette régulation ne sont 

pas encore bien élucidés. En effet, plusieurs facteurs moléculaires ou cellulaires pourraient être 

impliqués dans cette régulation. 
 

Le contrôle de la NA sur l’expression des peptides de l’hypothalamus neuroendocrine 

(AVP et OT) peut s’exercer par l’intermédiaire de ses récepteurs présents dans le NSO. Cependant, 

les afférences ne contactent pas seulement les neurones peptidergiques eux-mêmes mais 

interagissent avec les autres populations cellulaires présentes dans ces noyaux, en particulier des 

interneurones glutamatergiques et GABAergiques. Ainsi, dans le NSO, plusieurs études ont montré 

que l’effet de la NA pouvait s’exercer à la fois directement mais aussi indirectement sur les 

neurones AVP et OT (Vacher et al. 2003).  

 

Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés au monoxyde d’azote (NO). Les études de 

la distribution de la nNOS dans le système nerveux central ont montré que celle–ci est exprimée 

dans les neurones AVP et OT des NSO et NPV chez le rat et que son activité est influencée par le 

GABA et le glutamate environnant (Srisawat et al., 2000). De plus, notre équipe a démontré que la 

NA augmente l’expression et l’activité de NOS  chez le rat (Grange-Messent et al., 2004). Par ce 

fait, le NO pourrait être une des voies de signalisation impliquées dans la régulation exercée par la 

NA. La première partie de ce travail a été consacrée à la question suivante : Le NO est-il impliqué 

dans la voie de régulation noradrénergique de l’expression de l’AVP et de l’OT ? 

 

La plasticité de l’hypothalamus neuroendocrine ne se limite pas à des aspects 

neurochimiques mais s’accompagne d’un remodelage structural, mettant en jeu à la fois les cellules 

gliales environnantes, la matrice extracellulaire et les molécules d’adhésion. Une étude de notre 

équipe montre un remaniement astrocytaire sous l’effet des afférences monoaminergiques. Les 

résultats suggèrent que les monoamines sont capables de modifier le cytosquelette des astrocytes 

dans le NSO et le NPV. Elles pourraient agir directement via leurs récepteurs présents à la surface 

des astrocytes, ou pourraient également agir de manière indirecte, puisque l’activité des astrocytes 

peut aussi être modulée par les interneurones, glutamatergiques et GABAergiques, et par le NO 

(Vacher et al., 2003).  
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            Ces changements morphologiques des noyaux magnocellulaires apparaissant lors des 

stimulations physiologiques ne se limitent pas aux astrocytes et aux neurones mais affectent 

également la matrice extracellulaire permettant les réarrangements et la cohésion des cellules entre 

elles. La matrice extracellulaire n’exerce pas seulement un rôle morphologique mais aussi un rôle 

fonctionnel : par exemple, les métalloprotéinases, enzymes réglant l’activité biologique des 

molécules de la matrice, peuvent dégrader les neuropeptides, notamment la galanine (Jureus et al., 

1998) et les protéines membranaire comme le � -dystroglycane (Kaczmarek et al. 2002 ; Zhong et 

al., 2006). D’autre part elles interagissent avec des facteurs trophiques, indispensables à la survie 

neuronale ou à la morphogenèse. De tels phénomènes se produisent au cours du développement du 

système nerveux central.  

 

En se basant sur ces informations, nous avons recherché: Si les MMPs sont impliquées 

dans la plasticité structurale durant la plasticité induite par la NA dans le NSO  

 

 

II. Modèles et techniques utilisés  

 1. Modèle expérimental 

 Le modèle expérimental utilisé est un modèle ex-vivo de tranches d’hypothalamus maintenues en 

survie dans différentes conditions pharmacologiques. Cette méthode permet de contrôler 

l’environnement en ions, en neurotransmetteurs ou en hormones des cellules étudiées tout en 

préservant les interactions cellulaires locales (réseaux neuronaux, interactions neurones-glie).   

 

Des tranches coronales d’hypothalamus de 400µm d’épaisseur contenant les NSO sont 

maintenues en survie dans une chambre d’incubation pendant quelques heures (Figure 7). Ces 

tranches sont obtenues à partir des souris mâles C3H âgées de 6 semaines. Ces tranches ont subi 

des traitements pharmacologiques pendant 1h ou 4h en présence de noradrénaline (NA 10-4M), de 

L-arginine methyl ester (L-NAME 3µM, inhibiteur de NO), de sodium nitroprusside (SNP 0.1mM, 

donneur de NO), d’EGTA (1mM, chélateur du Ca+2), ou de phénanthroline (1mM, inhibiteur des 

MMPs). 
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Composition du liquide cérébro-spinal artificiel (Shoji et al., 1991): 
NaCl 117mM; KCl 4,7mM; NaH2PO4 1,2mM; NaHCO3 25mM; CaCl2, 2H2O 2,5mM; MgCl2, 6H2O 1,2mM; 
glucose 10mM. 

O2 95% 
CO2 5% 

Sortie des fluides  
 
 
Sortie des fluides 

Piège à bulle 

Élément chauffant 

Sonde contrôlant 
la température 

 
Entrée des 
fluides 

Figure 7: Schéma de la chambre d’incubation pour le Figure 7: Schéma de la chambre d’incubation pour le 

maintien des tranches de cerveau en surviemaintien des tranches de cerveau en survie   

Tranches 
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2. Techniques : 

2. 1. Immunohistochimie   

Les marqueurs neurochimiques ont été détectés par simple ou double immunofluorescence. 

Cette technique repose sur la reconnaissance des molécules endogènes que l’on cherche à détecter 

par des anticorps spécifiques dits premiers anticorps. Les complexes immuns ainsi formés sont mis 

en évidence par des anticorps secondaires dirigés contre les immunoglobulines de l’espèce ayant 

produit les premiers anticorps. Nous avons utilisé deux types d’anticorps secondaires : des 

anticorps couplés de manière covalente à des marqueurs fluorescents (FITC ou CY3), ou des 

anticorps biotinylés. L’emploi de ces derniers permet d’amplifier le signal immunohistochimique 

et ils sont révélés par leur liaison avec une streptavidine fluorescente. Les complexes formés sont 

observés à l’aide d’un microscope à fluorescence. 

 

2. 2. Dosages immunoenzymatiques (EIA) 

Les dosages EIA appartiennent à la famille des dosages par compétition. Ils nécessitent la 

mise en jeu de trois composants : un anticorps, un antigène marqué (traceur), et un antigène non 

marqué (qui est celui dont on recherche la concentration). Le traceur et l’antigène non marqué sont 

capables de se lier aux mêmes sites anticorps et de ce fait, peuvent entrer en compétition si la 

concentration des sites anticorps est limitée. Les traceurs sont couplés à une enzyme, l’acétyle 

choline estérase (AChE), et cette enzyme est détectée avec le réactif d’Ellman, constitué 

d’acétylthiocholine, un pseudo substrat de l’AChE, et de DTNB (acide 5,5 

dithiobisnitrobenzoïque). L’hydrolyse de l’acétylthiocholine, catalysée par l’AChE, induit la 

production de thiocholine qui réagit avec le DTNB oxydé et entraîne la formation de DTNB réduit. 

Ce dernier est un chromophore soluble qui absorbe fortement dans les longueurs d’onde visibles 

(414nm) en produisant une couleur jaune.  

 

Après décapitation, les cerveaux sont prélevés immédiatement, et des coupes épaisses 

d’hypothalamus (400µm) sont préparées à l’aide d’un vibroslice. Après les traitements 

pharmacologiques, les NSO bilatéraux sont prélevés, à l’aide d’une aiguille creuse de 200µm de  

diamètre. La fraction peptidique des échantillons est extraite, les surnageants sont séchés à l’aide 

d’un Speed Vac puis les résidus secs sont repris dans un approprié (tampon EIA). La concentration 

en protéines pour chaque échantillon est déterminée par le dosage des  protéines totales.  

Pour déterminer les contenus en AVP et OT par dosage EIA, les anticorps anti-AVP et anti-

OT de lapin sont dilués respectivement au 1/5000, 1/10000 (Vacher et al., 2002). La phase solide 
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est réalisée dans des plaques de 96 puits, recouvertes d’anticorps monoclonaux de souris anti-IgG 

de lapin permettant de fixer les anticorps anti-AVP ou anti-OT. Chacune des solutions composant 

la phase liquide (peptide standard, échantillon, traceur, et antisérum de lapin dirigé contre l’OT et 

l’AVP) est ajoutée dans les puits. Après incubation pendant une nuit  à 4°C, l’activité enzymatique 

des complexes liés à la phase solide est révélée par addition de réactif d’Ellman.  

 

2. 3. Histochimie de la NADPH-diaphorase  

 Cette technique histochimique permet de localiser spécifiquement les structures qui 

présentent une activité NOS constitutive dans le système nerveux central. Le principe est que les 

NOS contitutives sont associées à la NADPH-diaphorase pour recycler le NADPH et cette enzyme 

est utilisée comme marqueur histochimique. Cette méthode peut se pratiquer sur des tissus fixés, 

car l’activité de l’enzyme est protégée de la fixation. La détection de l’activité NADPH-diaphorase 

est réalisée à l’aide d’un substrat chromogène, le Nitro Bleu de Tétrazolium (NBT) qui forme un 

précipité de formazan bleu après réduction par la NADPH-diaphorase. 

 

2. 4. Zymographie in situ 

Cette technique histochimique permet de déterminer l’activité gélatinase des MMPs. La 

technique est basée sur l’utilisation d’un kit (EnzChek kit) qui contient de la gélatine (DQ gelatin), 

conjuguée à la fluorescéine quenchée. La technique consiste à appliquer ce substrat de gélatine sur 

des tissus frais. Le substrat est efficacement digéré par les plupart des gélatinases et collagénases et 

libére un peptide fortement fluorescent. L’augmentation de fluorescence est proportionnelle à 

l’activité protéolytique.   
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                                     Article 1 

Les données actuelles indiquent que les afférences noradrénergiques n’ont pas uniquement 

une action directe sur les neurones AVP et OT. En effet, elles établissent des contacts avec d’autres 

populations cellulaires notamment les interneurones glutamatergiques et GABAergiques, ce qui 

suggère l’existence d’un mode d’action indirect de la NA pour la libération des neurohormones 

AVP et OT. 

 

Plusieurs facteurs peuvent être impliqués dans cette régulation, l’un d’entre eux est le 

monoxyde d’azote (NO) auquel nous nous sommes intéressés dans cette étude. En effet, le NO 

module l’activité des neurones AVP et OT dans le NSO (Yang et Hatton, 1999 ; Srisawat et al., 

2000). De plus, la distribution de la nNOS dans le SNC est localisée dans les neurones AVP et OT 

des NSO chez le rat. Récemment, notre équipe a mis en évidence que la NA augmente l’expression 

et l’activité de la nNOS et de la iNOS chez le rat (Grange-Messent et al., 2004). L’ensemble de ces 

résultats suggère que le NO pourrait intervenir dans la voie de signalisation déclenchée par la NA 

et permettre la libération d’AVP et OT par le NSO. Ainsi, j’ai donc entrepris de vérifier cette 

hypothèse dans la première partie de mon travail de thèse.  

 

A l’aide un modèle ex-vivo nous avons déterminé l’effet de la NA sur l’expression de 

l’AVP et l’OT et la place du NO dans cette régulation. Ce modèle nous permis dans un premier 

temps  de valider notre modèle ex-vivo chez la souris en vérifiant par EIA que la NA induit une 

augmentation de l’expression l’AVP et l’OT sur des tranches d’hypothalamus contenant les  NSO 

et incubées pendant 1h ou 4h avec la NA. Dans un deuxième temps, par analyses 

immunohistochimiques,  nous avons observé l’expression de nNOS et iNOS dans des nombreuses 

cellules du NSO. Leurs expressions sont augmentées remarquablement après l’incubation avec la 

NA 1h ou 4h. Cependant, aucune détection de l’eNOS n’a été observée. L’activité NADPH-

diaphorase a également augmentée dans les neurones magnocellulaires après l’incubation avec la 

NA. Ces résultats nous ont permis de constater un effet positif exerceé par la NA sur l’expression 

de la nNOS et iNOS. Afin d’identifier les cellules exprimant la nNOS et la iNOS, nous avons 

réalisé une étude par double marquage immunohistochimique en utilisant des marqueurs cellulaires 

tels que OT, AVP et GFAP. Nos résultats montrent que les deux isoformes sont exprimées 

strictement dans des neurones magnocellulaires et pas dans les astrocytes. Ainsi, les deux 

isoformes nNOS et iNOS sont exprimés dans les neurones OT, tandis que, l’isoforme iNOS est 

exprimée seulement dans les neurones AVP. Nous avons observé de plus que, en présence de la 
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NA, le nombre de cellules qui expriment à la fois l’OT et la nNOS ou la iNOS, et l’AVP et la 

iNOS augmente. 

 

Afin d’évaluer la contribution de NO dans la voie de signalisation de la NA, des traitements 

pharmacologiques par le L-NAME (L-arginine méthyle ester, NO inhibiteur), le SNP (sodium 

nitroprusside, NO donner) et la NA associée au L-NAME a été alors effectué. Les résultats 

montrent que la présence de SNP induit une augmentation des contenus d’AVP et qu’en présence 

de L-NAME l’effet stimulateur de NA a été supprimé. En ce qui concerne OT la présence de L-

NAME n’a pas affecté l’effet stimulateur de NA sur OT.  

 

Enfin, pour préciser la source du NO impliqué dans la régulation d’AVP induite par la NA, 

un traitement par l’EGTA (1 mM un bloqueur de l’activité nNOS) a été utilisé. Les résultats 

montrent qu’en présence d’EGTA le contenu de l’AVP est réduit 50%, ce qui suggère que le NO 

impliqué dans la régulation d’AVP provient à la fois de l’activité de la nNOS et de la iNOS.  Ces  

résultats nous ont permis de montrer que le NO est un médiateur dans la voie de régulation 

d’AVP par NA mais pas dans la voie de régulation d’OT par NA. 
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Abstract 
 
Noradrenalin (NA) regulates the expression of arginine-vasopressin (AVP) and oxytocin (OT) by 

magnocellular neurons in the supraoptic nucleus (SON) of the hypothamalus. Nitric oxide (NO) 

may be one of the factors involved in the NA signaling pathway regulating AVP and OT 

expression. To test this possibility, we used an ex-vivo experimental model of mouse hypothalamus 

slices. An increase in AVP and OT levels in the SON were detected by immuno-histochemistry 

and immunoenzyme assays after one hour and four hours incubations with NA (10-4 M). There was 

also an increase in the expression and activity of nNOS and iNOS in the SON as assessed by 

immunohistochemical and histoenzymological analysis of NADPH-diaphorase, whereas eNOS 

was undetectable. To specify the role of NO, the slices were treated with NA and L-arginine 

methyl ester (L-NAME, an NOS inhibitor, 3µM). This treatment for 1hr abolished the NA-induced 

increase in AVP. Treatment with sodium nitroprusside (SNP, an NO donor, 0.1mM) increased 

AVP levels confirming that NO regulates AVP expression. Addition of 1 mM EGTA during the 

incubation with NA reduced by an half the AVP increase, indicating that both nNOS and iNOS 

activities are implicated in the regulation. A 1 hr treatment with L-NAME did not prevent the 

increase in OT induced by NA; similarly treatment with SNP had no effect. These findings show 

that NO is involved in the regulation of AVP expression by NA, and that NA control of OT 

expression is independent of NO. 

 

Keywords 

Vasopressin, noradrenalin, nitric oxide, supraoptic nucleus, brain slices 
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Introduction  
 

The neurohypophyseal hormones, arginine, vasopressin (AVP) and oxytocin (OT), are 

mainly produced by the magnocellular neurosecretory neurons of supraoptic nucleus (SON) and 

paraventricular nucleus (PVN) of the hypothalamus. These neuropeptides are transported to the 

axonal terminals in the posterior pituitary from where they are released into blood circulation 

(Poulain and Wakerley, 1982). Plasmatic AVP regulates the extracellular fluid balance, and OT 

triggers the contraction of the smooth muscle fibers of the uterine and the mammary glands 

(Cunningham and Sawchenko, 1991 ; Richard et al. 1991; Lundwig 1998). 

The synthesis and the release of AVP and OT by the PVN and SON are stimulated by 

increased plasma osmolality (Sherman et al., 1986 ; Meister et al., 1990 ; Amaya et al., 1999), 

hypovolemia (Stricker and Verbalis, 1986 ; Huang et al., 2001), suckling stimuli (Grosvenor and 

Mena, 1982 ; Zingg and Lefebvre, 1988), parturition (Douglas et al., 1998) and stress (Plotsky, 

1987). Morphological data have shown that the PVN and the SON are the main hypothalamic 

targets of the brainstem cell groups A1/A2 and A6 (Sawchenko and Swanson, 1982). 

Electrophysiological and pharmacological studies implicate this noradrenergic input in the release 

of AVP and OT, in particular when an increased hormone level is necessary (Willoughby et al., 

1987; Faull  et al., 1993; Saydoff et al., 1996; Bealer and Crowley, 1998). Noradrenergic control of 

AVP and OT is not limited to the neurohypophysis, but extends to the whole hypothalamo-

neurohypophyseal complex: Vacher and her co-workers (2002) demonstrated that AVP and OT 

expression in mice hypothalamus in vivo can be positively regulated by noradrenalin (NA). NA 

could act directly on magnocellular neurons via noradrenergic receptors which are expressed in the 

SON (Randle et al., 1986 ; Shioda et al., 1997). However, the neurochemical identity of the cells 

expressing the noradrenergic receptors has not been determined. Thus, it is possible that indirect 

pathways are involved, for example activation of the glutamatergic or GABAergic interneurons 

within the SON (Daftary et al., 1998; Wang et al., 1998; Boudaba et al., 2003). 
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Nitric oxide (NO) is of particular interest as it modulates the release of AVP and OT by 

magnocellular neurons (Kadowaki et al., 1994; Srisawat et al., 2000). NO is a free reactive gas, 

that acts as an intercellular messenger, and is synthesized from L-arginine by the action of nitric 

oxide synthase (NOS). Three isoforms of NOS have been identified, and all  require reduced 

nicotinamide adenine dinucleotide phosphate (NADPH) as the electron donor. The neuronal and 

the endothelial isoforms (nNOS, eNOS respectively) are constitutive and calcium-dependent. The 

inducible isoform (iNOS) is calcium-independent and is induced by cytokines (Moncada et al., 

1991; Knowles and Moncada 1994). In the rat, nNOS and iNOS isoforms are expressed in the AVP 

and OT neurons of the SON (Bredt et al., 1990 ; Grange-Messent et al., 2004) and their expression 

and activity are regulated by NA (Grange-Messent et al., 2004). It is thus possible that NO is one 

of the factors regulating AVP and OT expression by NA. To test this, we established an ex-vivo 

experimental model based on mouse hypothalamic slices. The AVP and OT levels were measured 

after pharmacologically treating the slices with NA; experiments were performed in the presence 

and absence of L-NAME which blocks NOS activity. We thereby characterized the cells 

expressing nNOS and iNOS in the mouse SON. Our results showed that NO is a factor in the NA-

signaling pathway for the regulation of AVP expression, and that OT expression was independent 

of NO levels. 
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Material and Methods 

1. Animals 

Six week-old adult male C3H/HeJ mice (Janvier, Saint-Berthevin-France), weighing 20-

25g, were used. They were housed under controlled conditions. The mice had free access to food 

and water. They were anesthetized and killed in accordance with the French and European legal 

requirements (Decree 87-848, 86/609/ECC). Groups of 3 rats for immunohistochemistry and 

histoenzymolgy experiments and of 5 rats for EIA were constituted. All of the experiments were 

independently repeated 3 times. 

 

2. Slice preparation 

After deep anesthesia with pentobarbital (25mg/kg), mice brains were quickly removed and 

immersed in cooled artificial cerebrospinal fluid (aCSF) consisting of (in mM): 117 Nacl, 4.7 KCl, 

1.2 NaH2PO4, 25 NaHCO3, 2.5 CaCl2, 1.2 MgCl2, 10 glucose. Coronal hypothalamic slices were 

cut with a vibroslice. Using the optic chiasma as a landmark, one 400µm thick section  including 

SON was selected, transferred to a brain slice chamber system and equilibrated for one hour in 

aCSF before exposure to pharmacological test conditions. After incubation, slices were processed 

for immunohistochemistry, histoenzymology, and enzyme immunoassay. 

 

3. Drug application 

After equilibration, slices were incubated for 1 or 4 hr with 10-4 M noradrenaline (NA) 

(Daftary and al., 1998) (Sigma, St. Louis, MO) dissolved with 0.01% ascorbic acid in aCSF. 

Control slices were incubated as above, with 0.01% ascorbic acid-aCSF. Other slices were 

incubated with 3µM nitro L-arginine methyl ester (L-NAME; Sigma, St. Louis, MO), 0.1mM 

sodium nitroprusside (SNP; Sigma, St. Louis, MO), L-NAME+NA (3µM and 10-4 M respectively) 
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and EGTA + NA (1mM and 10-4 M respectively) for 1hr, all dissolved in 0.01% ascorbic acid-

aCSF. 

 

4. Immunohistochemistry and histoenzymology  

At the end of the pharmacological treatments, slices were fixed overnight at 4°C with 4% 

paraformaldehyde in 0.1M phosphate buffer (pH 7.4), then cryo-protected by incubation in 20% 

sucrose for 48 hr and frozen at -30°C in isopentane. Serial coronal sections (20µm thick) including 

the SON were selected. 

 

4.1 AVP, OT, nNOS, and iNOS immunohistochemistary 

a- Single immunohistochemistry 

Sections were incubated with 0.05M phosphate-buffered saline (PBS) pH 7.4, containing 

1% bovine serum albumin (BSA) and 0.1% Triton X-100 to block non-specific binding sites, and 

then with rabbit antiserum against AVP (1:5000), OT (1:2000) (gifts from Dr. G. Alonso, 1988), 

mouse monoclonal IgG anti-nNOS (1:500; Sigma, St. Louis, MO) or mouse monoclonal IgG anti-

iNOS (1:1000; Sigma, St Louis, MO). The immune complexes were revealed with biotinylated 

anti-rabbit IgG antibodies (1:250 in PBS/BSA) for AVP and OT, and with biotinylated anti-mouse 

IgG antibodies (1:250; Vector laboratories, Burlingame, USA) for nNOS and iNOS.  The sections 

were then incubated with Streptavidin-Cy3 conjugate (1:250; Sigma, St Louis, MO), and examined 

under a confocal microscope. 

b- Double immunohistochemistry  

Other sections were set aside for double-labeling experiments with polyclonal anti-OT, 

anti-AVP and anti-glial fibrillary acidic protein (GFAP). This technique, similar to that described 

above, was modified as follows : the first incubation included both mouse anti-nNOS or iNOS 

monoclonals (1:500, 1:1000 dilution) and rabbit anti-AVP, OT or GFAP (1:5000, 1:2000 and 



                                               Résultats   

 59 

1:500 respectively; Dako, Carpinteria, CA). Bound antibodies were revealed with secondary 

antibodies : anti-rabbit IgG-Cy3 conjugate (1:200 dilution in PBS ; Sigma, St Louis, MO) and anti-

mouse IgG fluorescein isothiocyanate (FITC) conjugate (1:200 dilution in PBS; Vector 

Laboratories, Burlingame, USA). Double-fluorescent cells were identified under a confocal 

microscope. 

 

4.2 Histoenzymology of NADPH-diaphorase  

NADPH-diaphorase staining was performed as described by Scherer-Singler et al. (1983), 

by incubation of the slide-mounted sections with 1mM reduced-β-NADPH, 0.2mM nitroblue 

tetrazolium, 0.1M Tris-HCl (pH 7.2), and 0.2% Triton X-100 for 1hr at 37°C. After rinsing in a 

bath of Tris-HCl, the sections were observed under a light microscope (Leiz, Wetzlar, Germany). 

 

5. AVP and OT immunoassay 

AVP and OT levels (treated and control groups) were assessed by enzyme immunoassays 

(EIA) in the SON samples of C3H/HeJ mice as previously described (Vacher et al., 2002). After 

pharmacological treatments with NA, L-NAME, L-NAME+NA, and SNP, we extracted the 

bilateral SON with a 200 µm-internal diameter needle. Peptides were extracted from the samples ; 

the resulting supernatants were dried in a speed vacuum and the dry residues were dissolved in EIA 

buffer (0.1M potassium buffer, pH 7.4, 0.15M NaCl, 0.1% BSA, and 0.01% sodium azide). The 

protein concentration of each sample was determined by using the Coomassie Plus Protein Assay 

Reagent kit (Pierce, Bezons, France). Enzymatic competitive immunoassays were used to assess 

AVP and OT levels in the extracted samples (Pradelles et al., 1985). The rabbit anti-AVP and anti-

OT antisera (the same ones as used for immunohistochemistry) were diluted 1:50000 and 1:10000, 

respectively. We performed solid-phase EIA in 96-well microtiter plates (Immunoplate Maxisorp; 

Nunc, Roskilde, Denmark), and we added various reactants (peptide standard, sample, enzymatic 
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tracer, and diluted rabbit antiserum) to the plates. After an 18hr incubation at 4°C, the enzymatic 

activity of the solid phase-bound immunological complex was detected by the addition of Ellman’s 

medium. The absorbance of each well was measured at 414 nm. The sensitivity of the assay was 

determined from the ratio of binding in the absence of competitor (B) to the concentration of 

unlabeled peptide resulting in a 50% decrease in binding (B0). The AVP and OT concentrations in 

the samples were calculated from the standard curves and were standardized to the total amount of 

protein.  

 

6. Statistical Analysis 

Values reported are mean percentages of the control value ± standard error of the mean 

(SEM). We compared groups using one-way analysis of variance (ANOVA) and Scheffe’s test, 

and differences were considered significant if p < 0.05. 
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Results 

1- Effect of NA on OT and AVP levels  

Oxcytocin immunoreactive (OT-IR) cell bodies in control mice occupied the dorsal portion 

of the SON (fig. 1A). We observed two kinds of OT-IR fibers: a) long fibers emerging from the 

SON, b) shorter fibers limited to the SON. After incubation with noradrenalin (NA 10-4 M) for 

either 1hr or 4hr, more OT-IR neurons were found. The perikarya and the fibers were stained more 

intensely in the NA-treated slices than in the control slices (fig. 1B). EIA confirmed higher levels 

of OT in the SON of slices treated with NA for 1hr than the control samples (167 ± 6.5% vs 100 ± 

3.4% ; * p < 0.05) and 4hr (186 ± 3.7% vs 103 ± 3.9% ; * p < 0.05) (fig. 4A).  

Vasopressin immunoreactivity (AVP-IR) was observed in numerous cells in the ventral and 

lateral part of the SON (fig. 1C). As for OT, two kinds of AVP-IR fibers were observed : long 

fibers emerging from the SON, and shorter fibers limited to the SON. After incubating the slices 

with NA, for either 1 or 4hr, we observed more AVP-IR neurons and they were more intensely 

labeled than the control at the same time point. There were more fibers projecting from the SON 

and these were more strongly labeled in the slices treated with NA than in control slices (fig. 1D). 

EIA confirmed the higher AVP levels in the incubated slices with NA for 1hr (262 ± 3.6% vs 100 ± 

7.9% ; * p < 0,05) or 4hr (261 ± 6% vs 127 ± 11% ; * p < 0,05) (fig. 4C). 

 

2- Effect of NA on nNOS and iNOS levels and distribution 

nNOS expression was detected in the dorsal part of the SON (fig. 1E). After incubation 

with NA for 1hr or 4hr, the number of stained cells was greater than in the control samples, but 

they remained confined to the dorsal part of the SON (fig. 1F). nNOS-IR was distributed 

throughout the whole cell perikaria and also extended into some of the fibers. The treatment with 

NA resulted in higher NADPH-diaphorase activity than in control slices (fig. 1E, F inserts). 
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The iNOS isoform was found in the ventral part of the SON (fig. 1G). After incubation with 

NA for 1 or 4hr, more cells containing iNOS-IR were observed (fig. 1H). iNOS-IR was only found 

in the perinuclear area and none of the fibers were positive for iNOS-IR. 

 

3- Identification of nNOS and iNOS expressing cells  

To identify the cell types expressing nNOS and iNOS, a double immunohistochemistry 

experiment was performed with OT, AVP and GFAP antibodies. 

There was no co-localization of nNOS and AVP in the SON in the control (fig. 2A, and 

insert): nNOS-IR was only detected in OT-positive neurons and all of the OT neurons were 

double-stained (fig. 2C and insert). After incubation with NA for  4hr, the nNOS-IR was still 

restricted to OT neurons (fig 2B, D). The number of double-stained neurons was higher than in the 

control and very few neurons expressed only OT (fig. 2D). We found similar results after a 1hr 

incubation with NA (data not shown). 

Most iNOS-IR was detected within the perinuclear area of all of the AVP positive neurons 

in the control (fig. 2E and insert). Few cells were double-stained for iNOS and OT (fig. 2G and 

insert). After incubation with NA for 4hr, there were more AVP-positive neurons than in the 

control, and they all expressed iNOS (fig 2F). We observed an extensive co-localization of iNOS 

and OT, with few OT neurons not expressing iNOS (fig. 2H and insert). 

Double labeling of iNOS or nNOS with GFAP, demonstrated that iNOS (fig. 3) and nNOS 

(data no shown) were not expressed in astrosytes but were exclusively expressed in the 

magnocellular neurons. 

 

4- Involvement of NO in the NA signalling pathway 

To determine the role of NO in the NA regulation of OT and AVP levels in the SON, the 

neuropeptides were assayed by EIA. EIAs were performed on samples incubated with 10-4 M of 
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NA for 1 hr in the presence or absence of 3µM of L-NAME, an inhibitor of NOS activity. 

Treatments with L-NAME alone and SNP 0.1mM (an NO donor) were used as controls. 

The presence of L-NAME for one hour did not prevent the increase of OT levels induced 

by NA (195 ± 12.4% in the presence of L-NAME and 167 ± 6.5% in its absence ; * p < 0.05) from 

the control value (100 ± 20.8%) in the SON (fig. 4B). In negative control experiments without NA, 

the inhibition of NOS activity with L-NAME (63 ± 18.3 %) and the treatment with SNP (128 ± 

13.7 %) did not significantly change OT levels from the control values.  

The same experiments were carried out for AVP. The presence for 1 hr of L-NAME (101 ± 

2.8 %) abolished the increase in AVP level induced by NA. In contrast, the NO donor SNP 

increased AVP levels (258 ± 9.8% vs 100 ± 7.9% for the control; * p < 0.05) (fig. 4D). The 

presence of L-NAME alone did not modify the level of AVP (96 ± 8.5 %). 

To precise nNOS and iNOS implication in the control of AVP level, the nNOS activity  

blocker EGTA was added in the incubation bath. The presence of EGTA for one hour reduced the 

increase of AVP levels induced by NA (176 ± 18,2 % in the presence of EGTA and 262 ± 3,6 % in 

its absence ; * p < 0,05) from the control value (100 ± 7,9 %) in the SON (fig 4C). 
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Discussion 

Since noradrenalin regulates the expression of AVP, OT, and NOS (Vacher et al., 2002 ; 

Grange-Messent et al., 2004), we investigated here the relationships between NA and NO in the 

regulation of OT and AVP expression in the SON. 

First, we adapted our rat ex vivo model of NA-treated hypothalamic slices for mice 

(Grange-Messent et al., 2004). Our immunohistochemical and EIA results confirm that NA 

enhances the in vivo expression of AVP and OT in the mouse (Willoughby et al., 1987; Bealer and 

Crowley 1998; Vacher et al., 2002). The catecholaminergic input is the major monoaminergic 

afferent in the SON and PVN. Noradrenergic afferents make up about 10% of all synapses on 

magnocellular neurons, but they are also in close proximity with SON interneurons (Michaloudi et 

al., 1997). Therefore, NA may act directly or indirectly on magnocellular neurons (Randle et al., 

1986; Wang et al., 1998; Di and Tasker, 2004). Among the many factors that may be involved in 

the noradrenergic pathway, NO may have a role in the regulation of OT and AVP, because NOS 

expression and activity have been demonstrated to increase under NA stimulation of the SON in 

the rat (Grange-Messent et al, 2004). 

NO is an important signaling molecule that regulates various physiological functions, 

including the neuroendocrine system (Nelson et al., 1997) and the release of hypothalamic 

neuropeptides, including OT and AVP (Kadowaki et al., 1994 ; Srisawat et al., 2000 ; Kadekaro, 

2004). The analysis of the NO cellular targets in the mouse SON by Vacher and her co-workers 

(2003) has suggested that NO could regulate the release of OT and AVP indirectly by modulating 

the activity of the magnocellular neuron afferents. 

Three distinct isoforms of NOS have been identified : nNOS (neuronal NOS), iNOS 

(inducible NOS) and eNOS (endothelial NOS). We first analyzed the presence of these three 

isoforms in the SON : only nNOS and iNOS were detected by immunohistochemistry. We were 
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not able to discriminate a staining for eNOS from the background (data not shown), indicating that 

nNOS and iNOS are the major isoforms expressed in the magnocellular nuclei. 

Using a specific antibody for nNOS, we confirmed that nNOS is exclusively present in OT 

neurons, and not in AVP neurons, in the mouse (Bredt et al., 1991 ; Arevalo et al., 1992 ; 

Hatakeyama et al., 1996 ; Vacher et al., 2003). This is different from the rat where nNOS is found 

in both types of neurons (Grange-Messent et al., 2004 ; Xiao et al., 2005 ; Gonzalez-Hernandez et 

al., 2006). We observed, after incubation with NA, an increase in the number of neurons labeled 

for nNOS, and also in NOS activity visualized by NADPH-diaphorase histochemistry. nNOS 

activity is calcium-dependent, so it is possible that NA activates the SON α1-noradrenergic 

receptors, leading to an increase in intracellular free calcium. The free calcium may then combine 

reversibly with calmodulin to activate nNOS expression and activity (Canteros et al., 1996; 

Daftary et al., 1998). Glutamatergic interneurons may also have a role, as NO production is related 

to the activation of NMDA receptors (Bains and Ferguson, 1997). 

Co-detection with OT, AVP or GFAP showed that cells expressing the iNOS isoform were 

not astrocytes, but cells corresponding to both OT and AVP magnocellular neurons, as in rats 

(Grange-Messent et al., 2004). The increase in iNOS expression in magnocellular neurons after 

NA treatment suggests that iNOS expression may be controlled by non-inflammatory and non-

immunological signals. This unusual expression of iNOS in neurons may be related to the plastic 

properties of the hypothalamo-neurohypophyseal complex which undergoe neurochemical and 

structural modifications under physiological stimuli, including dehydration and lactation. This kind 

of physiological plasticity may share common mechanisms, particularly the involvement of the 

nitrergic pathway, with the plasticity that occurs during neuroprotection and regeneration 

processes. This view is strengthened by the observation of chemokine expression in 

vasopressinergic neurons under dehydration (Callewaere et al., 2006). 
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To determine if NO is involved in the NA regulation of OT and AVP expression, we used 

an NOS inhibitor, L-NAME. The increase in AVP levels induced by NA was abolished in the 

presence of 3µM of L-NAME, consistent with the participation of NO in the action of NA. 

Incubation with 0.1 mM of SNP, an NO donor , increased the AVP level, confirming that NO 

stimulates AVP expression. Yamaguchi and Hama (2003) showed that adding SNP to the 

anteroventral third ventricular region (AV3V) initiated basal AVP secretion in conscious rats. 

Under normovolemic and isosmotic conditions, NO inhibits the basal release of AVP from the 

neurohypophyseal system. However, when plasma osmolality increases during dehydration and 

osmotic stimulation, the inhibitory influence of NO on AVP secretion is removed (Kadekaro and 

Summy-Long, 2000). Our results are consistent with the dehydration signal being mediated by 

noradrenergic afferents from the peripheral organs to the hypothalamus. Under hyperosmotic 

conditions, NA activates NOS expression and activity in the magnocellular neurons via a 

mechanism which still needs to be understood. Addition of 1 mM EGTA to block nNOS activity 

during the incubation with NA reduced the increase in AVP levels by an half suggesting that nNOS 

and iNOS are both implicated in AVP induction. The nitric oxide produced diffuses into the 

extracellular space and increases AVP expression by an autocrine or paracrine pathway; this is 

independent of a cGMP signal (Vacher et al., 2003) and of activation of glutamatergic interneurons 

(Day, 1990). It has been proposed that NO may exert its action via protein s-nitrosylation (Terrell, 

2003). 

 

By contrast, the presence of L-NAME in the NA bath did not affect NA stimulation of OT. 

Thus, NO is not involved in the NA regulation of OT expression. Incubation with SNP had no 

effect on OT levels, confirming that OT expression pathways are independent of NO. This is 

consistent with the absence of variation of OT expression in iNOS and nNOS knock-out mice 

(Nomura et al., 2005). This also confirms that the NO targets in the SON are not the magnocellular 
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neurons themselves, but the surrounding terminals and glial cells (Vacher et al., 2003). As NO is 

able to control OT levels in plasma (for review, see Kadekaro, 2004 and Calka, 2006), we propose 

that NO preferentially affects OT release by the neurohypophyseal terminals rather than OT 

expression in the SON cell bodies. This type of difference in the anatomic site of regulation has 

already been demonstrated for estrogens (Langle et al., 2002).  

 

Our results show that NO is produced by both OT and AVP neurons by nNOS and/or 

iNOS. NO participates in the NA signaling pathway of AVP expression, but not in OT expression 

in the SON. As previously described, NO acts differentially on OT and AVP, having a facilitatory 

effect on AVP in response to hypernatremia (Ventura et al., 2005). The control of AVP expression 

by the noradrenergic afferents has been extensively studied but the underlying mechanisms remain 

to be established. It has been suggested that the regulation could be mediated in vivo by ATP, 

which is co-released with NA (Kapoor and Sladek, 2000) because P2X5 receptors are expressed on 

AVP neurons (Xiang et al., 2006). However, our ex vivo results demonstrate that NA, in the 

absence of any co-transmitter, is able to regulate the AVP levels in the SON perhaps by activation 

of an NO- mediated s-nitrosylation of proteins. 
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Legends 

Figure 1: Immunohistochemical detection of OT (A, B), AVP (C, D), nNOS (E, F), iNOS (G, H) 

and histoenzymatic detection of NADPH diaphorase (E, F inserts) in the SON in brain slices from 

C3H mice incubated for 1hr with (B, D, F, H) or without (A, C, E, G are controls) 10-4  M NA. 

OT, AVP, nNOS and iNOS immunoreactivity was higher in slices incubated with NA than in 

control slices. OC, optic chiasma, scale bar = 100µm, insert scale bar = 25µm. 

 

Figure 2 : Confocal laser microscopy of coronal sections of mice brain slices double-

immunolabeled for nNOS (A, B ,C, D), and iNOS (E, F, G, H) with AVP or OT (A, C, E, G : 

control slices ; B, D, F, H : slices incubated with NA 10-4 M). Green fluorescence reveals iNOS or 

nNOS immunoreactivity , and red fluorescence OT or AVP immunoreactivity. Co-localization 

appears yellow on the merged projection of twenty successive 1 µm-thick sections. 

In the control, double immunolabeling for nNOS and AVP showed no co-localization (A) although 

nNOS and OT colocalized (C). Double immunolabeling revealed co-localizations between iNOS 

and both AVP (E) and OT (G). The number of magnocellular neurons which coexpress nNOS and 

OT (D), and which coexpress iNOS and AVP (F) or OT (H) are greater than the number in control 

slices. OC: optic chiasma, Scale bar = 100µm. Inserts  show boxed areas, scale bar = 50 µm 

 

Figure 3 : Double immunostaining of iNOS and GFAP in the SON from control C3H mice. The 

double immunostaining showed no colocalization between GFAP (A) and iNOS (B). OC, optic 

chiasma, Scale bar = 100µm. 

Figure 4 : Levels of OT (A, B) and AVP (C, D) determined by enzyme immunoassay in the SON 

from brain slices after control incubation or bath application of either 10-4 M NA for 1hr or 4hr, 

3µM L-NAME for 1 hr, 3µM L-NAME + 10-4 M NA for 1 hr, 1mM SNP for 1 hr, or 1 mM EGTA 
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+ 10-4 M NA for 1hr. Data reported are mean percentages of the 1hr control  ± standard error of the 

mean (SEM). * p < 0.05 as compared with control groups with a one-way ANOVA. 
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Article 2 
Les changements morphologiques observés dans les noyaux magnocellulaires lors des 

stimulations physiologiques ne se limitent pas uniquement aux astrocytes et aux neurones, mais 

affectent également la MEC et les molécules d’adhésion induisant des réarrangements cellulaires et 

par conséquence des modifications de la cohésion des cellules entre elles. Des études récentes ont  

suggére que la sécrétion de protéases induisant la protéolyse des protéines de la MEC pourrait 

fournir un mécanisme par lequel les prologements neuronaux remodèlent leurs connections  

synaptiques. Ces protéases sont ainsi considérées comme de bons candidats impliqués dans 

l'induction de la plasticité structurale de l'hypothalamus neuroendocrine (Miyata et al., 2005 ; 

Theodosis et al., 2004).  

 

Les métalloprotéinases (MMPs) sont des endopeptidases zinc-dépendantes qui sont 

capables de dégrader des protéines de la MEC (Murphy et al., 1999 ; Seiki, 1999).  Parmi les 

MMP, deux membres du sous-groupe des gélatinases, la MMP2 et la MMP9, sont activés lors de 

maladies cérébrovasculaires (Fatar et al., 2005 ; Liu et al., 2005). Néanmoins, l'information sur le 

rôle de MMP2 et MMP9 dans la plasticité reste à préciser (Szklarczyk et al., 2002), malgré l'étude 

récente de Nagy et al., (2006) qui a montré l'importance de la MMP9 dans la plasticité synaptique 

de l’hippocampe de rat se produisant lors des processus d’apprentissage et de mémorisation. La 

présence de la MMP2 et de la MMP9 a été également détectée dans l'hypothalamus de souris 

(Khuth et al, 2001). De plus, dans le contexte particulier du système hypothalamo-

neurohypophysaire, Miyata et al., (2005) ont suggéré que les MMPs, pourraient être impliquées 

dans la plasticité structurale du NSO. 

 

Ces données nous ont incités à rechercher si la MMP2 et la MMP9 sont impliquées dans les 

processus de la plasticité induite par la noradrénaline dans le NSO. 

  

Nous avons utilisé le modèle ex-vivo de tranches d’hypothalamus contenant les NSO utilisé 

précédemment, et les tranches ont été traitées pendant 4h avec la NA à une concentration de 10-4M. 

Nous avons alors réalisé des analyses immunohistochimiques des MMPs. L’expression de la 

MMP2 et de la MMP9 a été observée dans nombreuses cellules du NSO. Après 4h d’incubation 

avec la NA, leur expression est augmentée significativement. Des expériences de zymographie in 

situ ont montré que la NA induit une augmentation de l’activité protéolytique des enzymes MMP2 

et la MMP9 dans les neurones magnocellulaires. Afin d’identifier la nature des cellules exprimant 
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la MMP2 et la MMP9, nous avons réalisé une étude par double marquage immunohistochimique 

en utilisant des marqueurs cellulaires tels que OT, AVP et GFAP. Nos résultats montrent que les 

cellules exprimant ces gélatinases sont les neurones vassopressinergiques, ocytocinergiques, ainsi 

que les astrocytes.  

 

Pour déterminer l’implication de la MMP2 et la MMP9 dans le mécanisme de régulation de 

l’AVP et l’OT par la NA, nous avons traité les tranches d’hypothalamus avec un inhibiteur des 

MMPs, la phénanthroline (1mM) seule ou combinée avec la NA (10-4M). Les résultats montrent 

que l’application de la phénanthroline seule ou combinée avec la NA induit une diminution de 

l’expression de l’AVP et l’OT. Ces résultats nous ont permis de montrer que la MMP2 et la 

MMP9 sont exprimées dans les neurones AVP, OT et les astrocytes du NSO. Leur expression et 

leur activité sont augmentées sous l’effet de la NA. Enfin, le blocage de leur activité diminue 

l’effet de la NA sur l’expression de l’AVP et de l’OT, suggérant un mécanisme reliant la 

plasticité neurochimique et la plasticité structurale du NSO. 
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Abstract 

 

Magnocellular neurons of the hypothalamic supraoptic nuclei (SON) are involved in the synthesis 

and release of two major neuropeptides: oxytocin (OT) and arginine-vassopressin (AVP). 

Neurochemical plasticity in this system is induced by physiological conditions such as lactation, 

parturition and dehydration, and may be accompanied by reversible structural plasticity affecting 

neurons, astrocytes and the extracellular matrix (ECM). The noradrenergic system plays a critical 

role in triggering this chemical plasticity associated with structural plasticity. Matrix 

metalloproteinases (MMPs) are good candidates for involvement in the ECM remodelling 

observed in structural plasticity. We investigated the possible regulation of the two gelatinases, 

MMP2 and MMP9, by noradrenaline (NA) in the mouse neuroendocrine hypothalamus. We looked 

for the presence, location and activity of MMP2 and MMP9 in the SON, using an ex vivo 

experimental model of mouse hypothalamic slices incubated for 4 h with 10−4 m NA. We showed 

that: (i) immunoreactivity for MMP2 and MMP9 was detected not only in AVP-positive and OT-

positive magnocellular neurons, but also in astrocyte processes in control and NA-treated slices; 

(ii) the number of MMP2- and MMP9-positive cells increased after incubation with NA; (iii) 

MMP2 and MMP9 displayed markedly higher levels of gelatinolytic activity after NA treatment. 

These results suggest that both MMP2 and MMP9 are regulated by NA, and could therefore also 

be involved in structural plasticity within the SON.
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Introduction 

Arginine-vasopressin (AVP) and oxytocin (OT) are neuropeptides synthesised by the magnocellular neurons 

of the hypothalamo-neurohypophysial system. AVP is involved in regulating water-mineral metabolism, 

whereas OT is involved in regulating parturition and the ejection of milk (Sofroniew, 1985). Variations in 

the production and release of AVP and OT occurring during these physiological conditions are described as 

neurochemical plasticity. 

We have described an increase in OT and AVP expression in the mouse hypothalamus in response to 

noradrenaline (NA) in vivo (Vacher et al., 2002), consistent with published electrophysiological and 

pharmacological data (Willoughby et al., 1987; Shioda & Nakai, 1992; Shioda et al., 1997; Onaka et al., 

1995, Bealer & Crowley, 1998).  

Neurochemical plasticity in the SON is accompanied by reversible structural plasticity affecting astrocytes, 

cell adhesion molecules and the extracellular matrix (ECM) (Miyata et al., 1994; Modney & Hatton, 1989; 

Hawrylak et al., 1998; Piet et al., 2004). Interactions between neural cells and the ECM are affected by 

changes in both neural cell surface receptors and the molecules constituting the ECM. Thus, the release of 

proteases inducing the proteolysis of ECM proteins may facilitate the remodelling of synaptic connections 

by neuronal processes (Pittman et al., 1989; Benson et al., 2000; Shiosaka & Yoshida, 2000; Dityatev & 

Schachner, 2003). These molecules are considered to be good candidates for involvement in the induction of 

structural plasticity in the neuroendocrine hypothalamus (Miyata et al., 2005; Theodosis et al., 2004).  

Members of the matrix metalloproteinase (MMP) family have been considered as candidates for 

involvement in ECM remodelling. MMPs are zinc-dependent endopeptidases that degrade all kinds of 

extracellular matrix proteins (reviewed by Murphy et al., 1999; Seiki, 1999). Several studies have focused 

attention on the potential role of MMPs in the neuroplasticity and neuropathology of the brain (reviewed by 

Mun-Bryce & Rosenberg, 1998; Rivera & Khrestchatisky, 1999; Yong et al., 2001, Wright & Harding, 

2004). Two members of the gelatinase subgroup of MMPs, MMP2 and MMP9, are activated in 

cerebrovascular diseases (Fatar et al., 2005; Liu et al., 2005). However, little is known about the role of 

MMP2 and MMP9 in neural plasticity (Szklarczyk et al., 2002). A recent study by Nagy et al. (2006) 

demonstrated the fundamental importance of MMP9 function for modulating rat hippocampal synaptic 
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plasticity during learning and memory. MMP2 and MMP9 have also been detected in the mouse 

hypothalamus (Khuth et al., 2001). These data suggested a possible role for MMP2 and MMP9 in 

noradrenaline-induced chemical plasticity in the hypothalamic SON.  

 

Materials and methods 

 Animals 

We used six-week-old, adult male C3H/HeJ mice (Janvier, Saint-Berthevin, France) weighing 20 to 25g. 

These mice were housed under controlled conditions, with 12 h of light and 12 h of darkness and a 

temperature of 20±2°C.  The mice had free access to food and water. They were anaesthetised and killed in 

accordance with French and European legal requirements (Decree 87-848, 86/609/ECC). 

 

Slice preparation 

        Mice were placed under deep anaesthesia with pentobarbital (25 mg/kg) and decapitated. Their brains 

were quickly removed and immersed in cooled artificial cerebrospinal fluid (aCSF) containing 117 mM 

NaCl, 4.7 mM KCl, 1.2 mM NaH2PO4, 25 mM NaHCO3, 2.5 mM CaCl2.2H2O, 1.2 mM MgCl2.6H2O, 10 

mM glucose. Coronal hypothalamic slices (400 µm) were cut on a vibrating microtome. For each brain, 

slices including the SON were selected and transferred to a brain slice chamber system, in which they were 

allowed to equilibrate for 1 h in aCSF before exposure to pharmacological conditions. After incubation with 

drugs, slices were processed for immunohistochemistry and histoenzymology. 

 

 Drug application 

At the end of the one-hour equilibration period, brain slices were incubated with noradrenaline (NA) 

(Sigma, St. Louis, MO) at a final concentration of 10-4 M (Daftary et al., 1998) for 4 h. Some slices were 

incubated with the broad-spectrum metalloproteinase inhibitor phenanthroline monohydrate (1 mM, Sigma, 

Rivera et al., 2002) or with NA plus phenanthroline (1 mM, 10-4 M respectively) for 4 h. All drugs were 

dissolved in 0.01% ascorbic acid in aCSF. 

Control slices obtained from other mice were incubated similarly, for 5 h, with 0.01% ascorbic acid in aCSF 

only. 
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Immunohistochemistry  

    At the end of pharmacological treatment, slices were fixed by incubation overnight at 4°C in 4% 

paraformaldehyde in 0.1 M phosphate buffer (pH 7.4). They were then cryoprotected by incubation in 20% 

sucrose for 48 h and frozen. Serial coronal sections (20 µm) were cut from the frozen tissue, and successive 

sections including the SON were mounted on gelatin-coated slides. Sections from experimental and control 

groups were processed under the same conditions. 

 

Simple immunohistochemistry:  

- Detection of MMP-2 and MMP-9   

Sections were rinsed for one hour at room temperature (RT) with 0.05M phosphate-buffered saline 

(PBS) pH 7.4, containing 1% bovine serum albumin (BSA) and 0.3% Triton X-100. Sections were 

incubated overnight at RT with rabbit antiserum against MMP-2 or MMP-9 (1:100, 1:1000 respectively, 

TEBU, Santa Cruz, USA), in a humid chamber. They were then rinsed three times, for 10 min each, with 

PBS/ BSA, and incubated for 2 h at RT with biotinylated anti-rabbit IgG antibody (1:250 in PBS/BSA) 

(Vector Laboratories, Burlingame, USA). Sections were washed three times, for 10 min each, with 0.05 M 

PBS, and incubated for 2 h at RT with streptavidin-CY3 conjugate (1:250; Sigma. They were then washed 

for 10 min with 0.05 M PBS and mounted in Mowiol (Calbiochem- Novabiochem Corporation, La Jolla, 

CA). Sections were examined under a Zeiss epifluorescence microscope (Axiovert 200M, AxioCam RMm). 

 

- Detection of OT and AVP  

         Non-specific binding sites were blocked by incubating the sections for 1 h with 0.05 M PBS 

pH 7.4 supplemented with 1% bovine serum albumin (BSA) and 0.1% Triton X-100. Sections were 

incubated overnight with rabbit antiserum against AVP or OT (1:5000, 1:2000 respectively, a gift from Dr. 

G. Alonso; Alonso, 1998). They were washed three times in 0.05 M PBS, and immune complexes were 

detected by incubation with biotinylated anti-rabbit IgG antibody (1:250 in PBS/BSA) followed by 

streptavidin-Cy3 conjugate (1:250; Sigma), for 2 h. Sections were examined under a Zeiss epifluorescence 

microscope (Axiovert 200M, AxioCam MRm).  
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 Double immunohistochemistry 

Other sections were reserved for double-labelling experiments with polyclonal antibodies against 

OT, AVP or GFAP. Double immunohistochemical staining for OT, AVP or GFAP was carried out as 

follows. Sections were first subjected to simple immunohistochemical staining for  MMP-2 or MMP-9, 

these molecules being detected by incubation with biotinylated anti-rabbit IgG antibody followed by 

streptavidin-CY3 conjugate, as described above. They were then postfixed by incubation for 30 minutes in 

4% paraformaldehyde in 0.1M phosphate buffer (pH 7.4). The sections were rinsed and incubated overnight 

at RT with rabbit IgG anti-OT (1:5000) or anti-AVP, (1:2000) (gift from Dr. G. Alonso, Alonso, 1998) or 

anti-GFAP (1:500; Dako, Carpinteria, CA) antibody. Sections were washed in PBS and the bound primary 

antibodies were detected by incubation for 1 h at RT with FITC-conjugated anti-rabbit IgG secondary 

antibodies. We checked the specificity of the double–immunofluorescence staining using two polyclonal 

primary antibodies, by carrying out experiments in which one of the two primary antibodies — anti-MMP2 

or anti-AVP, anti-MMP2 or anti-OT, anti-MMP9 or anti-AVP and anti-MMP9 or anti-OT — was omitted. 

Fluorescent cells were identified with a Zeiss epifluorescence microscope (Axiovert 200M, AxioCam 

MRm).  

 

In situ zymography 

In situ zymography was carried out on sections for the detection of gelatinase proteolytic activity in cells, as 

described by Oh et al. (1999). This procedure was modified so as to make it possible to use it on our ex vivo 

acute model of mouse hypothalamus slices. Fresh, unfixed SON-containing slices were rapidly frozen and 

cut into 20 µm sections, which were mounted on aminoalkylsilane-treated slides. Control and treated fresh 

sections were incubated for 4 h, at 37°C with reaction buffer at pH 7.6 (50 mM Tris-HCl, pH 7.5, 5 mM 

CaCl2, and 0.03% sodium azide) supplemented with 50 µg/ml quenched fluorescein-labelled DQ gelatin 

(EnzCheck gelatinase/collagenase assay, Molecular Probes) and 0.2% agarose, in a moist dark chamber. 

The sections were washed with 0.05M PBS, pH 7.4 and distilled water, mounted in Mowiol and covered 

with a coverslip. A fluorescent signal appeared only after enzymatic cleavage of DQ gelatin, revealing local 
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net gelatinase activity on the sections. The specificity of the reaction was demonstrated, using the broad-

spectrum metalloproteinase inhibitor, phenanthroline monohydrate (100 to 500 µg/ml). 

 

Confocal microscopy 
 

Double-immunolabelling experiments were visualized by confocal laser-scanning microscopy with 

a Leica TCS NT system (Leica Microsystems, Heidelberg, Germany). An argon-krypton laser was 

used to excite the fluorochromes at 488 nm (FITC) and at 568 nm (Cy-3). The FITC and the Cy-3 

fluorescences were selected by a 550–555-nm and a 580–700-nm long-pass filter, respectively. 

Cross-over fluorescence was negligible. Each optical section (1 µm) was averaged four times. 

Pictures were the projection of 20 successive optical sections into one image. Colocalization of the 

two fluorescent markers was visualized as yellow in the combined pictures. 

 

 

Cell counting and statistical analysis 
 

To carry out a semiquantitative determination of the number of cell bodies positive for 

immunofluorescence in the SON for NA-treated and control slices, we used six–eight micrographs 

of SON at the same level for each experimental and control group. These measurements were 

followed by statistical analysis. All data are represented as the mean ± SEM. Statistical analysis 

was performed by using descriptive statistics and a non-parametric Mann–Whitney test for 

independent samples. P < 0.05 was considered to represent a statistically significant difference. 
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Results 

Immunoreactivity for MMP9 and MMP2 was stronger in the SON of noradrenaline-treated 

hypothalamic slices  

Immunoreactivity for both MMP9 and MMP2 was observed in many cells of the SON (Fig. 1A–

D). In control slices, a weak fluorescent signal was detected for MMP9 (Fig. 1A), restricted to the 

perinuclear area. In contrast, MMP2 immunoreactivity (Fig. 1C) was more intense in control slices, 

encompassing the entire perikaryon. After the incubation of slices for 4 h with NA, MMP9-positive 

(Fig. 1B) and MMP2-positive (Fig. 1D) perikarya were more numerous than in the control slices 

(Fig. 1A and C): 18.3 ± 0.3 vs 33.7 ± 0.4 and 17.3 ± 0.3 vs 40.3 ± 0.4, respectively (Fig. 6A). The 

entire SON was labelled. 

Identification of cells containing MMP9 or MMP2 in the SON 

We identified MMP-containing cells in the SON by carrying out double-immunohistochemical 

staining with OT, AVP and GFAP antibodies. As previously reported for the mouse SON 

(Maolood et al., 2007), immunoreactivity for OT (Figs 2B and 3B) and AVP (Figs 2E and 3E) was 

found to have increased after 4 h of incubation with NA (control data not shown). 

The OT-immunoreactive cell bodies were located primarily in the dorsal part of the SON (Fig. 2B), 

whereas AVP-immunoreactive neurons were located primarily in the ventral portion of the SON 

(Fig. 2E). MMP9 was detected in OT-positive neurons (Fig. 2C). The few OT-negative cells 

labelled for MMP9 also contained AVP, and AVP-immunoreactive cells also contained MMP9 

(Fig. 2F). MMP9 immunoreactivity was also detected in the GFAP-positive astrocytic processes of 

the glial limitans (Fig. 2I). MMP2 immunoreactivity was observed in both OT-positive (Fig. 3C) 

and AVP-positive neurons (Fig. 3F), and was also detected in the external glial limitans and in 

some astrocytic processes (Fig. 3I). 
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The gelatinolytic activity of MMP-9 and MMP-2 was enhanced in the SON of noradrelaline-treated 

hypothalamic slices 

We determined the histological distribution of the gelatinolytic activity of MMP9 and MMP2, and 
assessed possible modifications to this activity during NA-induced chemical plasticity in the mouse 
SON using in situ zymography on ex vivo brain slices. Slices of the hypothalamus were incubated 
with gelatin substrate, which is efficiently digested by MMPs. The observed fluorescence was 
proportional to MMP proteolytic activity. In control and treated slices, gelatinolytic activity was 
observed mostly in the dorsal and ventral parts of the SON (Fig. 4). No other cells in the 
parenchyma displayed fluorescence. A weak fluorescent signal was detected in control slices 
(Fig. 4A), and the number of fluorescent cells and the intensity of their fluorescence were clearly 
greater in slices treated with NA for 4 h (Fig. 4B): 18.1 ± 0.4 vs 39.5 ± 0.4 (Fig. 6A). The 
distribution of these fluorescent cells corresponded to that of AVP and OT magnocellular neurons 
and astrocytes. Fluorescence was abolished by incubation with phenanthroline (Fig. 4C). 
 
Inhibition of the activity of MMP-2 and MMP-9 affects immunoreactivity for AVP and OT  
 

We assessed the involvement of MMP2 and MMP9 in the increase in AVP and OT levels 

reflecting chemical plasticity by carrying out experiments on sections treated with 1 mm 

phenanthroline (MMP inhibitor), or with a mixture of phenanthroline and NA (1 mm and 10−4 m, 

respectively) for 4 h. 

OT-immunoreactive cell bodies occupied the dorsal portion of the SON in control slices (Fig. 5A), 

whereas AVT immunoreactivity was observed in numerous cells located in the ventral and lateral 

parts of the SON (Fig. 5D). 

Incubation with phenanthroline or phenanthroline plus NA decreased the number of AVP-

containing neurons: 21.2 ± 0.2 for control vs 12.8 ± 0.4 for phenanthroline-incubated SON 

(Figs 5D–F and 6B). In the same manner, the number of OT-immunopositive cells in the SON was 

decreased after phenanthroline- and phenanthroline plus NA-treated SON: 21.1 ± 1.8 for control vs 

12.5 ± 0.8 for phenanthroline-treated SON and 8.5 ± 1.1 for phenanthroline plus NA-treated SON 

(Figs 5A–C and 6C). 
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Discussion 

Chemical plasticity, as revealed by changes in AVP and OT expression in endocrine magnocellular 

neurons, has been established in the Tg8 transgenic mouse model (Vacher et al., 2002), raising 

questions about the possible involvement of NA, the main monoaminergic input in the SON. We 

have also confirmed the involvement of NA in the regulation of AVP and OT expression in an ex 

vivo experimental model of mouse hypothalamic slices (Maolood et al., 2007). In the study 

reported here, we investigated the distribution and the possible regulation of the gelatinases MMP2 

and MMP9 following NA stimulation in the mouse SON. We used our ex vivo model of 

hypothalamic slices incubated with 10−4 m NA for 4 h. This concentration was chosen based on 

previous studies carried out on brain slices, in which incubation in a bath of 10−4 m NA induced an 

optimal magnocellular neuron response (Daftary et al., 1998; Grange-Messent et al., 2004). We 

also tried incubating the slices with NA for 1 h, but no significant change in immunoreactivity or 

enzymatic activity was observed for the MMPs tested. We therefore present here only the 

significant results obtained after incubation with NA for 4 h. We focused on the SON, because 

these nuclei are known to display marked structural plasticity under chronic physiological 

stimulation, such as dehydration and lactation (Hawrylak et al., 1998; Langle et al., 2002; Oliet, 

2002; Theodosis et al., 2006). They also have a highly homogeneous cellular structure, being 

composed exclusively of magnocellular neurons and glial cells, whereas the paraventricular 

nucleus also includes parvocellular neurons. 

We demonstrated that MMP9 and MMP2 were present in magnocellular neurons and astrocytes of 

the mouse SON, and that the activity of these enzymes was upregulated by NA. 

Immunohistochemistry demonstrated the presence of both MMP9 and MMP2 in the mouse SON 

under normal conditions (in the absence of NA treatment). These MMPs were distributed within 

magnocellular neurons and astrocytes. Double-labelling experiments showed that MMP9 and 

MMP2 colocalized with OT and AVP magnocellular neurons and, to a lesser degree, with 
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astrocytes identified on the basis of the presence of the specific astrocytic intermediate filament 

protein, GFAP. This result is consistent with the findings of a previous study describing the 

distribution and expression of MMP2 and MMP9 in neurons and astrocytes of the rat hippocampus 

(Szklarczyk et al., 2002). In addition, the upregulation of MMP9 protein matches also the massive 

upregulation of MMP9 transcripts observed in the rat SON following dehydration (Hindmarch 

et al., 2006). Neuronal MMP9 appeared to be concentrated in the perinuclear compartment of 

neuronal cell bodies, whereas MMP2 was distributed throughout the perikaryon. Actually, very 

few data concerning the presence of gelatinases in the SON and their involvement in its plasticity 

have been described in the literature to our knowledge. 

Our results showed that MMP9 and MMP2 are involved in the expression of OT and AVP, the two 

major hormones synthesized by magnocellular neurons. These two gelatinases could participate in 

the molecular mechanism responsible for variations in the production and release of AVP and OT 

occurring during some physiological conditions, such as lactation, parturition and dehydration, 

which remains not totally elucidated. 

Four hours of NA treatment increased the number of MMP9- and MMP2-containing cells. This 

increase in the number of immunoreactive cells coincided with an increase of the number of cells 

expressing a gelatinolytic activity. The effect of NA was abolished in the presence of the broad-

spectrum MMP inhibitor, phenanthroline. Our results suggest that both MMP9 and MMP2 could 

be involved in triggering structural plasticity during NA-induced chemical plasticity in the mouse 

neuroendocrine hypothalamus. Indeed, these endopeptidases may be activated and regulated 

directly or indirectly by NA, and thus could trigger the proteolysis of some of the ECM molecules 

present in the surroundings of magnocellular neurons. This hypothesis is supported by the 

observations of Briest et al. (2003), who described the role of MMPs, and MMP2 in particular, in 

the NA-induced remodelling of the ECM of rat hearts. In rat hearts, NA induces left ventricle 

hypertrophy (Barth et al., 2000), which is accompanied by ECM remodelling, with high levels of 
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collagen I and III mRNA, and high levels of MMP2 activity (Briest et al., 2001). However, the 

brain ECM is markedly different from that in other organs. The extracellular space between 

neurons in adult brains has no basal lamina and does not seem to contain such classical MMP-

sensitive ECM proteins as laminins and collagens (Sugita et al., 2001). However, MMP targets are 

available in the brain. Dystroglycan, which links the ECM and the cortical cellular cytoskeleton, is 

a particularly interesting potential physiological target molecule for MMP activity (probably 

MMP2 or MMP9, see Yamada et al., 2001). Previous studies show that β-dystroglycan can be 

partially degraded by MMP2 and MMP9 (Kaczmarek et al., 2002; Zhong et al., 2006). In addition, 

the intracellular domain of β-dystroglycan is in touch with neuronal nitric oxide synthase (nNOS; 

Grady et al., 1999). As nNOS is present in the SON of mice and rats (Vacher et al., 2003; Grange-

Messent et al., 2004) and is upregulated by NA (Grange-Messent et al., 2004), we can hypothesize 

that the activation of MMP2 and MMP9 by NA could be mediated by NO. Our results provide the 

first evidence that MMP9 and MMP2 could play a role in the NA signalling pathway involved in 

the structural plasticity associated with chemical plasticity in the mouse hypothalamo-

neurohypophysealsystem. 

 

Abbreviations 

aCSF, artificial cerebrospinal fluid; AVP, arginine-vasopressin; BSA, bovine serum albumin; Cy-

3, cyanine-3; ECM, extracellular matrix; FITC, fluorescein isothiocyanate; GFAP, glial fibrillary 

acidic protein; MMP, matrix metalloproteinase; NA, noradrenaline; nNOS, neuronal nitric oxide 

synthase; OT, oxytocin; PBS, phosphate-buffered saline; RT, room temperature; SON, supraoptic 

nucleus.
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Legends 

Figure 1: 

Fig. 1. Immunofluorescent detection of matrix metalloproteinases; MMP9 (A, B) and MMP2 (C, 

D) in the SON from hypothalamus slices incubated for 4 h with 10−4 m NA. (A and C) Control 

experiment. Incubation with NA increased the number of immunoreactive cells for MMP9 and 

MMP2 (B and D). OC, optic chiasma. 

Figure 2: 

(A–I) Immunolabelled sections from the SON included in slices incubated in the presence of 

10−4 m NA. Matrix metalloproteinase; MMP9 was colocalized not only with oxytocin (OT)-

positive neurons (C, inset) and arginine-vasopressin (AVP)-positive cells (F, inset), but also with 

some astrocytic processes (I). Colocalization of MMP9 and glial fibrillary acidic protein (GFAP) in 

astrocytes is showed on detailed single 1-µm-thick optical sections (I, small insert). Colocalization 

is shown in yellow on the merged projection (C, F, I). Insets show boxed areas. OC, optic chiasma. 

Scale bar: 20 µm. 

Figure 3:  

Immunolabelled sections from the SON included in slices incubated in the presence of 10-4 M NA. 

Colocalization is shown in yellow on the merged projection (C, F, I). MMP2 was colocalized not only with 

OT-positive neurons (C, inset) and AVP-positive cells (F, inset), but also with some astrocytic processes (I, 

inset). Insets show boxed areas. OC: optic chiasma, Scale bar= 20 µm. 

 
 
Figure 4: 

 Fluorescence micrographs of hypothalamus slices showing in situ zymography (A, B) in the SON, 

in control slices (A) and after incubation for 4 h with NA (B). NA treatment increased the intensity 

of fluorescence and the number of reactive cells, indicating an increase in gelatinolytic activity in 

the SON of NA-treated hypothalamic slices. Gelatinase activity was abolished by phenanthroline 

(C). OC, optic chiasma. Scale bar: 20 µm. 
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Figure 5 : 

Immunohistochemical detection of OT (A–C) and AVP (D–F) in the SON included in slices 

incubated in the presence of 1 mm phenanthroline (B, E) or 1 mm phenanthroline plus 10−4 m NA 

(C, F). Phenanthroline or phenanthroline plus NA treatment decreased the numbers of OT- and 

AVP-containing neurons (B, C and E, F, respectively) compared with control (A, D). OC, optic 

chiasma. Scale bar: 20 µm. 

 

Figure 6: 

 Quantitative determination of the number of cells immunopositive for matrix metalloproteinase 

(MMP)2, MMP9 and cells displaying gelatinolytic activity (A) in control and noradrenaline (NA)-

treated SON. Incubation with phenanthroline or phenanthroline plus NA decreased the number of 

cell bodies expressing arginine-vasopressin (AVP) (B) or oxytocin (OT) (C). *P < 0.05. 
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Des travaux précédents de notre équipe (Vacher et al., 2002) nous ont permis de proposer 

deux voies de régulation de l’AVP et de l’OT par la NA, une voie directe via des récepteurs 

spécifiques aux deux hormones présents sur les neurones magnocellulaires, et une voie indirecte où 

la NA exerce son effet par l’intermédiaire d’interneurones gulatamatergique ou GABAnergiques 

(Wang et al., 1998 ; Theodosis, 2002). Ainsi, plusieurs facteurs  cellulaires ou moléculaires 

pourraient être impliqués dans cette régulation, notamment le NO, les molécules de la MEC ou les 

astrocytes. Cependant, jusqu’à présent, les mécanismes précis de cette régulation ne sont pas 

élucidés.  

Ce  travail que nous avons entrepris dans la continuité de ces observations, avait pour but 

de déterminer les facteurs qui seraient impliqués dans la voie indirecte de régulation de l’AVP et 

de l’OT par la NA. Nous avons ici démontré que le NO est un des facteurs impliqué dans la 

régulation de l’expression l’AVP mais pas dans celle de l’OT. 

 

La deuxième partie de ce travail montre que les enzymes réglant la composition de la MEC 

pourraient également être impliquées dans les mécanismes de la régulation exercée par la NA. 

 

 

 II. Régulation de l’expression de l’AVP et de l’OT par la NA dans le NSO      

  

  Le système hypothalamo-neurohypophysaire est un modèle bien adapté pour étudier la 

plasticité physiologique aussi bien au niveau neurochimique que structural. D’une part, au niveau 

anatomique, les neurones magnocellulaires du NSO sont facilement identifiables grâce à leur 

grande taille, et d’autre part, ils sont localisés près du chiasma optique. Enfin, les seuls corps 

cellulaires présents dans le NSO sont ceux des neurones magnocellulaires. Par ailleurs, lors de 

stimulations physiologiques telles que la déshydratation, la parturition ou l’allaitement, la plasticité 

de ce noyau ne se limite pas à des aspects neurochimiques de modification de l’expression des 

neurotransmetteurs mais s’accompagne d’un remodelage structural, mettant en jeu à la fois les 

cellules gliales, la MEC et les molécules d’adhésion.  

 

 Le NSO est une structure richement innervée par les afférences noradrénergiques. Ces 

données anatomiques ont d’abord été mises en évidence chez le rat (Swanson et al., 1981 ; Alonso 

et Assenmacher, 1984 ; Shioda et Nakai, 1992) puis ont été confirmées chez la souris par Vacher et 

al., (2002). Des études électrophysiologiques et pharmacologiques ont démontré que la NA exerce 
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un effet stimulateur non seulement sur l’activité des neurones magnocellulaires 

vasopressinergiques ou ocytocinergiques (Willoughby et al., 1987; Kim et al., 1989 ; Faull et al., 

1993; Bealer et Crowley 1998) mais aussi sur la synthèse des neuropeptides (Amstrong et al., 

1986 ; Shioda et al., 1997 ; Vacher et al., 2002). Dans notre modèle ex-vivo sur tranches de souris 

C3H, le traitement par la NA induit une augmentation de l’expression de l’AVP et de l’OT ainsi 

qu’une augmentation des contenus cellulaires en neuropeptides dans les neurones magnocellulaires 

vasopressinergiques et ocytocinergiques. Ces résultats confirment ceux obtenus in-vivo où 

l’augmentation des niveaux d’AVP ou d’OT ainsi que de leurs ARNm sont parallèles à celle de la 

NA dans le NSO (Vacher et al., 2002). L’augmentation de l’expression d’AVP et OT par la NA 

pourrait être due à une stimulation de la synthèse de ces neuropeptides ou d’une diminution de leur 

libération.  

 

Bien que  plusieurs travaux aient montré que la NA en général exerce un effet stimulateur sur les 

neurones vasopressinergiques via des récepteurs � -1 adrénergiques, elle peut également inhiber la 

libération du peptide via des récepteurs � -2 et �  dans le cas de grandes concentrations en NA 

(Armstrong et al., 1986 ; Yamashita et al., 1987; Willoughby et al., 1987; Leibowitz, 1990 ; 

Khanna et al., 1993 ; Shioda et al., 1997). En ce qui concerne l’OT, sa modulation par la NA dans 

le NSO est globalement similaire à celle de l’AVP. De nombreuses études ont montré l’implication 

de la NA dans le contrôle de l’activité des neurones ocytocinergiques et de la sécrétion du peptide 

durant le réflexe de tétée et de la parturition (Bealer et Crowley, 1999 ; Song et al., 1988 ; 

Theodosis et al., 2004). La NA peut exercer un effet stimulateur ou inhibiteur sur la sécrétion de 

l’OT selon le type de récepteur de la NA (Song et al., 1988). En effet, la NA pourrait dépolariser 

les neurones ocytocinergiques et de ce fait, augmenter la décharge des neurones par les récepteurs 

� -adrénergiques (Yamashita et al., 1987). De plus, un effet stimulateur par la NA a été mis en 

évidence en montrant que le blocage du système noradrénergique inhibe la réponse de l’OT à des 

stimuli tels que la lactation, le stress, le traitement par des opiacés ou par la cholecytokinine 

(Crowley et al., 1992; Brown, 1995; Onaka, 1996). Enfin,  le traitement par l’� -MPT, un 

inhibiteur de synthèse des catécholamines, est associée à une diminution des contenus en AVP et 

OT ainsi qu’en ARNm-AVP et ARNm-OT dans le NSO (Vacher et al., 2002). 
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II. Implication du NO à la chaîne de traduction du signal de la NA dans le  

NSO 

 Les afférences noradrénergiques contactent les neurones peptidergiques du NSO non 

seulement de façon directe (Armstrong et al., 1986) mais aussi de manière indirecte via des 

neurones ou interneurones glutamatergiques et GABAergiques. Ainsi, dans le NSO, un quart des 

terminaisons faisant synapses sur les neurones vasopressinergiques ou ocytocynerqiques sont 

glutamatergiques (Theodosis, 2002) et presque la moitié des synapses proviennent d’interneurones 

GABAergiques (Oliet et Piet, 2004). Plusieurs études ont suggéré que l’effet de la NA pouvrrait 

s’exercer à la fois directement mais aussi indirectement sur les neurones magnocellulaires. Par 

exemple, il existe un parallélisme entre l’élévation des taux glutamate, de NA et le déclenchement 

de la parturition (Herbison et al., 1997). De même, les concentrations de GABA diminuent dans le 

NSO lors d’une hypertension artérielle déclenchée par un agoniste α-adrénergique (Voisin et al., 

1994). Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés au monoxyde d’azote dont la voie 

d’activation est stimulée par le glutamate, modulée par le GABA et capable d’inhiber les neurones 

magnocellulaires (Srisawat et al. 2000).  En effet, plusieurs travaux ont montré que les neurones 

peptidergiques du NSO et du NPV produisent du NO (Bredt et al., 1991 ; Vacher et al., 2003 ; 

Grange-Messent et al., 2004 ; Xiao et al., 2005 ; Gonzalez-Hernandez et al., 2006), notamment 

sous l’influence du glutamate et du GABA environnant. En plus, il a été démontré que le NO 

représente au même titre que la NA, un modulateur important de l’activité des neurones 

magnocellulaires dans le NSO et NPV (Kadowaki et al., 1994 ; Srisawat et al., 2000 ; Kadekaro, 

2004). Ainsi, la question que nous nous sommes posée était de savoir si la NA pouvait réguler 

l’expression de la nNOS et de la iNOS dans les neurones magnocellulaires du NSO. 

 

 

1. Effet de la NA sur l’expression de la nNOS et de la iNOS dans le NSO     

  

Les résultats obtenus suite à l’application de NA sur des tranches d’hypothalamus contenant 

le NSO nous ont permis de mettre en évidence l’effet de la NA sur l’expression de la nNOS et de la 

iNOS. En effet, l’application par la NA conduit dès la première heure d’application à une 

augmentation de l’expression de nNOS et iNOS dans les cellules magnocellulaires ainsi qu’une 

augmentation de l’activité NADPH-diaphorase, enzyme responsable du recyclage du NADPH et 

dont l’activité varie de façon similaire à celle de la nNOS dans le NSO. L’immunodétection de la 

eNOS a montré que cette isoforme n’est pas présente dans le NSO. 
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Une telle stimulation par la NA sur l’expression de nNOS et iNOS a été déjà rapportée chez le rat 

(Grange-Messent et al., 2004). D’autre part, Vacher et al., (2003) ont montré que la NA induit la 

production de NO. Cette production s’accompagne d’une augmentation de la production de GMPc, 

indiquant une activation de la voie NOS dans les neurones magnocellulaires sous l’effet 

d’afférences noradrénergiques. La NA pourrait agir sur l’expression de nNOS et iNOS via des 

récepteurs � -1 qui induisent une augmentation intracellulaire des concentrations du calcium, qui à 

son tour induit avec la calmoduline une activation des NOS (Canteros et al., 1996). En outre, une 

activation de la NOS par le glutamate via des récepteurs NMDA a été mise en évidence dans le 

cervelet du rat (Bredt et snyder 1989; Garthwaite et al., 1989). 

 

 

2. Identification des cellules exprimant la nNOS et l’iNOS dans le NSO  

  

Par une double détection immunohistochimique de la nNOS ou de la iNOS avec des 

marqueurs cellulaires tels qu’OT, AVP, et GFAP, nous avons montré que les neurones exprimant 

la nNOS et la iNOS correspondent strictement à des neurones magnocellulaires et non à des 

astrocytes et que le traitement par la NA induit une augmentation du nombre des neurones OT 

exprimant la nNOS ou la iNOS, et des neurones à AVP exprimant la iNOS.  

 

En effet, nos résultats montrent que les neurones exprimant la nNOS sont exclusivement de nature 

ocytocinergique  et pas vasopressinergique. Ils sont en accord avec ceux obtenus par Vacher et al., 

(2003). Or, les données de la littérature rapportent une localisation partagée entre les neurones 

ocytocinergiques et vasopressinergiques pour la forme neuronale de la NOS dans le NSO et le 

NPV chez le rat (Grange-Messent et al., 2004; Xiao et al., 2005; Gonzalez-Hernandez et al., 2006 ; 

Yuan et al., 2006). Il semble donc que cette distribution soit différente chez la souris. De telles 

différences entre espèces ont été montrées chez le hamster sibérien et le rat : dans le noyau 

suprachiasmatique, seul un dense faisceau de fibres et de rares corps cellulaires immunopositifs 

pour la nNOS ont été détectés (Reuss et al., 1995), alors que chez la souris, de nombreux corps 

cellulaires nNOS-immunoréactifs ont été détectés (Wang et Morris, 1996). Chez la souris, Vacher 

et al., (2003) ont montré que l’activité NADPH-diaphorase ainsi que l’immunoréactivité de la 

nNOS du NSC est principalement localisée dans un dense faisceau de fibres. Ce résultat est en 

accord avec le résultat obtenu chez la souris par Wang et Morris (1996) et chez le rat par Chen et 

al., (1997). 
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En ce qui concerne la iNOS, nos résultats montrent que la iNOS est exclusivement 

exprimée dans les neurones magnocellulaires ocytocinergiques et vasopressinergiques. Ce résultat 

est en accord avec le marquage iNOS-immunoréactif chez le rat (Grange-Messent et al., 2004). Ces 

résultats montrent que la iNOS pourrait être exprimé de façon contitutive sous l’influence de 

signaux non immunitaires et non-inflammatoires. En effet, une étude menée par Nathan et Xie 

(1994) laisse supposer que l’expression de la iNOS pourrait être induite à la fois par une voie 

calcium-dépendante ou calcium-indépendante, mais l’implication de cette double voie reste à 

confirmer. 

 

L’effet positif de la NA sur l’expression et l’activation de la NOS dans le NSO nous a conduit à 

rechercher si le NO pourrait représenter un facteur de dans la voie de régulation d’AVP et d’OT 

par la NA. 

 

3. Le NO participe à la chaîne de transduction du signal dans la régulation de 

l’expression d’AVP  mais pas celle d’OT par la NA 

  

Afin de déterminer si le NO intervient dans la voie de signalisation de la NA dans la 

régulation de l’AVP et de l’OT, nous avons traité des tranches d’hypothalamus de souris C3H 

maintenues en survie par un inhibiteur de NOS,  le L-NAME seul ou combiné avec la NA, et un 

donneur de NO, le SNP. Nos résultats montrent que l’application de L-NAME seul n’a aucun effet 

sur les contenus des NSO  en AVP. En revanche, l’application de L-NAME combinée avec celle de 

la NA supprime l’effet stimulateur de la NA, ce qui suggère l’implication du NO dans l’action de 

la NA sur l’AVP. Par ailleurs, l’application de SNP induit une augmentation du contenu des NSO 

en AVP, vérifiant ainsi que le NO stimule l’expression d’AVP. Ces résultats sont en accord avec 

plusieurs études montrant un effet modulateur de NO sur la sécrétion d’AVP. Yamaguchi et Hama 

(2003) ont montré que l’application du SNP dans la région antéroventrale du 3ème ventricule 

(AV3V) facilite la sécrétion basale d’AVP. D’autre part, Ventura et al. (2005) ont montré que le 

NO a un effet stimulateur sur l’AVP en réponse à l’hypernatrémie. De plus, le NO agit comme un 

facteur stimulateur dans la sécrétion d’AVP induite par l’hypotension (Cao et al., 1996). Par 

ailleurs, il été rapporté que le NO stimule la libération des neurotransmetteurs impliqués dans la 

sécrétion d’AVP tels que les catécholamines et le glutamate (Yamaguchi et Hama, 2003). Notre 

étude suggère que le NO produit par les neurones magnocellulaires diffuse dans l’espace 

extracellulaire et agit sur l’expression d’AVP par un mécanisme paracrine ou autocrine 
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indépendamment du signal GMPc puisque aucune détection de GMPc dans les neurones 

vasopressinergiques n’a été mise en évidence (Vacher et al ., 2003). Le NO pourrait exercer son 

effet sur les neurones vasopressinergiques via la nitrosylation de protéines (Terrell, 2003), 

mécanisme que nous exposerons dans le paragraphe suivant.  

 

En ce qui concerne l’OT, le NO ne semble pas intervenir dans la voie de régulation de ce 

peptide par la NA puisque l’addition de L-NAME dans le milieu d’incubation ne supprime pas 

l’effet stimulateur de la NA sur le contenu de l’OT. De plus, l’application de SNP n’affecte pas 

non plus le contenu en OT, ce qui suggère que l’expression d’OT est indépendante du NO. Nos 

résultats sont en accord avec le travail de Nomura et al. (2005) qui a montré qu’aucune variation de 

l’expression d’OT n’était observée chez des souris knock-out pour la nNOs et la iNOS.  

 

 

4. L’effet du NO est indépendant du GMPc dans la voie de régulation de   

l’AVP par la NA   

  

Le NO est un gaz qui possède à la fois des propriétés de messager inter- et intra-cellulaires 

(Bredt et Snyder, 1992). Il est produit à partir de L-arginine par les NO synthases (NOS), en 

présence de NADPH-diaphorase.  

 

En général le NO atteint ses cibles cellulaires en diffusant dans l’environnement proche 

(quelques centaines de microns).  La plupart des fonctions physiologiques du NO proviennent de 

l’activation de la guanylate cyclase soluble (GCs) et par conséquent, de l’augmentation des taux de 

GMPc dans les cellules cibles (Murphy, 2000).  

 

Dans notre travail, l’effet du NO ne s’exerce vraisemblablement pas via  le GMPc puisqu’il 

a été déjà rapporté chez la souris que les neurones à AVP et à OT produisent du NO et qu’aucune 

détection du GMPc n’a été observée dans ces neurones (Vacher et al., 2003), contrairement à ce 

qui se produit chez le rat où les neurones vasopressinergiques et  ocytocinergiques expriment des 

niveaux élevés de GMPc (Stren and Zhong, 2005). Il faut donc supposer que le NO exerce son 

effet par un mécanisme alternatif. 
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Des cibles potentielles pour le NO autres que l’activation de GCs ont été décrites. Tel est le 

cas de l’ADP ribosyltransférase et la modulation des canaux ioniques de certains neurones 

centraux tels que le canal BK (Ca2+-activated K+ channel), (Ahern et al., 1999 ; Terrell et al., 

2003 ; Kadekaro et al., 2006). Ahern et ses collègues ont rapporté que le NO induit une activation 

du canal BK dans terminaisons  axonales du lobe postérieur de l’hypophyse via un mécanisme 

GMPc-indépendant. Dans les neurones, le canal BK participe à la répolarisation et à la 

hyperpolarisation du potentiel d’action, ce qui affecte la sécrétion des neurotransmetteurs 

(Kaczorowski et al., 1996) et de ce fait, l’excitabilité des neurones. Ainsi, l’activation de ce canal 

par le NO dans les terminaisons des neurones magnocellulaires dans le lobe postérieur de 

l’hypophyse induit une diminution de l’excitabilité des terminaisons.    

 

Un des mécanismes par lesquels les effets de NO sont médiés, est la réaction de NO avec 

des résidus de cystéine des protéines (le NO réagit avec le groupe thiol de la cystéine), un 

processus connu sous le nom de nitrosylation. La nitrosylation est une modification post-

traductionnelle qui affecte différentes protéines impliquées dans de nombreux processus 

cellulaires. C’est un phénomène réversible similaire à la phosphorylation ou à l’acétylation pour 

réguler des processus physiologiques (Stamler et al., 1997 ; Stamler et al., 2001). Ainsi, l’activité 

biologique du récepteur de NMDA est régulée par la S-nitrosylation déclenchée par le NO. C’est 

cette première découverte qui a permis l'identification de plusieurs cascades dans la voie du NO 

expliquant son aspect spatiotemporel (Stamler et al., 2001). 

 

La conséquence fonctionnelle de la nitrosylation de la protéine dépend  de la protéine 

affectée. En effet, pour  certaines protéines telle que la caspase, la nitrosylation induit une 

diminution de l’activité de l’enzyme, tandis que pour d’autres protéines, telles que les 

métalloprotéinases, la nitrosylation induit l’activation de ces enzymes (Benhar et Stamlar 2005; Gu 

et al., 2002 ; Liu et Rosenberg, 2005). 

 

 

5. Le NO impliqué dans la voie de signalisation de la NA dans la régulation 

d’AVP provient de l’activité de la nNSO et de la iNOS 

  

Le NO est synthétisé par l’activation d’une famille d’enzymes, les NOS, constituée 

principalement de trois isoformes, la nNOS, la eNOS et la iNOS. Dans notre étude nos résultats 
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montrent que le NO impliqué dans la voie de la signalisation de l’AVP provient de l’activité à la 

fois de la nNOS et de la iNOS.  En effet, l’application d’un chélateur du Ca+2, l’EGTA en présence 

de NA, induit une diminution de moitié du contenu de l’AVP par rapport à l’application de NA 

seule dans le NSO, indiquant que les formes constitutives et inductible sont à l’origine du NO 

produit dans le NSO. Les formes constitutives de la NOS sont la nNOS et la eNOS. Etant donné 

que nous avons montré par immunohistochimie l’absence de la eNOS dans le NSO, notre résultat 

suggère que la source du NO impliqué dans la régulation d’AVP est produite essentiellement par la 

nNOS et la iNOS. 

 

 

III. Modification de la matrice extracellulaire au cours de la plasticité 

neurochimique du NSO 

   

Les changements morphologiques des noyaux magnocellulaires survenant lors des 

stimulations physiologiques ne se restreignent pas aux astrocytes et aux neurones mais affectent 

également la matrice extracellulaire, les cellules gliales et les molécules d’adhésion pour permettre 

les réarrangements des cellules entre elles. De tels phénomènes se produisent dans le SNC au cours 

du développement. Dans le système hypothalamo-neurohypophysaire, à l’âge adulte, les neurones 

et les cellules gliales continuent à exprimer des molécules à caractère  juvénile, permettant cette 

plasticité originale. 

  

Les neurones magnocellulaires subissent une plasticité structurale remarquable en réponse à 

des stimulations physiologiques chroniques telles que la lactation et la déshydratation (Theodosis 

et al., 2004 ; Theodosis et al., 2006). Cette plasticité se manifeste par la rétraction des cellules 

gliales de leur position habituelle entre les cellules adjacentes ou les dendrites voisins, ce qui 

entraîne une apposition directe des membranes (Theodosis, 2002 ; Oliet et al., 2006). Dans les 

conditions basales de neurosecrétion, les terminaisons axonales des neurones magnocellulaires sont 

également entourées par des pieds astrocytaires (les pituicytes). Lors d’une stimulation chronique, 

le contact direct des terminaisons neuronales avec la lame basale des capillaires se renforce par la 

rétraction des pieds pituicytaires ce qui facilite une libération intense des peptides (Miyata et 

Hatton, 2002 ). Plusieurs types de molécules d’adhésion cellulaire telles que la NCAM, la 

glycoprotéine F3 et des molécules de la MEC telles que la ténascine-C et le phosphocan ont été 

mis en évidence dans l’axe hypothalamo-neurohypophysaire. Ces molécules sont considérées 
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comme des candidats potentiels dans la plasticité structurale de ce système (Langle et al., 2002 ; 

Theodosis et al., 2004).  

 

Les premiers travaux réalisés dans notre équipe sur des souris transgénique Tg8, (lignée des 

souris knock-out pour la MAO-A, principale enzyme de dégradation des monoamines) ont montré 

au niveau du NSO et NPV, une importante augmentation de l’expression de ténascine-C dans les 

astrocytes et de sa sécrétion dans le compartiment extracellulaire, indiquant par là que les 

monoamines sont impliquées dans le contrôle de la plasticité structurale. 

 

Les métalloprotéinases (MMP) sont considérées comme des facteurs importants qui 

contribuent à différents  processus liés à la fois au développement et aux pathologies du SNC 

incluant la mort cellulaire et le remodelage tissulaire (Coussens et al., 2001). Récemment, les 

neurobiologistes se sont intéressés à l’implication potentielle des MMPs et des TIMP dans la 

neuroplasticité et les neuropathologies (Yong et al., 2001). En effet, il été montré que les MMPs en 

particulier la MMP2 et la MMP9 sont surexprimées après ischémie cérébrale et qu’elles sont la 

cause de la destruction de la barrière hématoencéphalique et de la réponse neuroinflammatoire 

(Planas et al., 2000). Dans le cerveau, les MMPs participent à la réponse inflammatoire ainsi 

qu’aux interactions neurones/cellules gliales, en contrôlant l’activité des cytokines, des molécules 

d’adhérence cellulaires (CAM) et des chimiokines (Rivera et al., 2004). D’autre part, l’activité non 

contrôlée des MMPs déstabilise la MEC et altère les interactions cellule-matrice et CAM-

cytosquelette pour induire la mort neuronale. Inversement, l’inactivation par protéolyse d’un 

facteur d’apoptose comme Fasl (ligand de Fas) a des effets neuroprotecteurs (Ethel et al., 2002). 

 

Dans le système nerveaux intact, la matrice extracellulaire n’exerce pas seulement un rôle 

morphologique mais aussi un rôle fonctionnel. Par exemple, les MMPs, réglent l’activité 

biologique des molécules de la matrice et peuvent dégrader des neuropeptides, notamment la 

galanine (Jureus et al., 1998) et d’autre part, elles interagissent avec des facteurs trophiques 

indispensables à la survie neuronale ou à la morphogenèse.   
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1. Expression de la MMP2 et la MMP9 et leur régulation par la NA dans le 

NSO 

  

La distribution et la localisation cellulaire et subcellulaire de la MMP2 et la MMP9 sont 

largement illustrées dans l’hippocampe et le cervelet (Vaillant et al., 1999 ; Szklarczyk et al., 

2002). Dans notre étude, nous avons montré que ces deux molécules sont également présentes dans 

les noyaux magnocellulaires. Comme nous l’avons déjà souligné, les noyaux magnocellulaires sont 

richement innervés par les afférences noradrénergiques et la NA exerce une action modulatrice 

aussi bien sur l’activité des neurones magnocellulaires que sur la synthèse du peptide (Vacher et 

al., 2002). Notre travail indique que la NA exerce aussi une activité régulatrice sur la structure du 

noyau lui-même puisque nous avons observé sur  des tranches traitées par la NA pendant 4h une 

augmentation de l’expression de la MMP2 et la MMP9 dans les neurones magnocellulaires du 

NSO. En effet, les MMPs pourraient être impliquées dans la plasticité structurale en dégradant la 

MEC entourant les neurones magnocellulaires. D’autre part l’augmentation de l’expression de la 

MMP2 et la MMP9 par la NA fournit un nouvel élément, indiquant que le rôle des MMPs ne se 

limite pas à des aspects pathologiques. 

 

 

Dans notre modèle ex-vivo, les effets exercés par la NA sur l’expression de la MMP2 et la 

MMP9 dans le NSO sont activateurs. Un tel contrôle de la NA sur l’expression de la MMP2 ou la 

MMP9 n’a jamais été mis en évidence auparavant dans le SNC. Cependant, cela a déjà été 

démontré dans les tissus périphériques, en particulier dans des cas de pathologies telles que des 

cellules cancéreuses. Une étude récente mené par Yang et al., (2006) a montré un effet stimulateur 

par la NA sur l’expression de la MMP2 et la MMP9 dans des cellules tumorales de carcinome 

nasopharyngé. Par ailleurs, Briest et al. (2003) ont montré que l’infusion de la NA dans les 

ventricules cardiaques induit une augmentation de l’expression de la MMP2.  

 

La NA pourrait agir sur l’expression de la MMP2 et la MMP9 d’une part, par 

l’intermédiaire de ses récepteurs présents dans les noyau magnocellulaires : il été démontré que la 

stimulation de récepteur � -adrénergique induit une augmentation de l’expression d’ARNm de 

MMP2 et l’expression de la protéine dans les myocytes chez le rat (Menon et al., 2005).  D’autre 

part, la NA pourrait agir indirectement via le NO puisqu’on a déjà montré que la NA stimule la 

production du NO dans le NSO (article 1). Plusieurs travaux ont montré  l’implication du NO dans 
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l’activation des MMPs et cette activation pourrait passer par la voie du GMPc ou la S-nitrosylation 

(Gu et al., 2002 ; Manabe et al., 2005). De ce fait il est possible que la NA induite l’expression de 

la MMP2 et la MMP9 par le NO. Il serait nécessaire de réaliser des études supplémentaires pour 

mieux préciser les mécanismes de régulation des MMPs par la NA.     

 

 

2. Co-expression de la MMP2 et la MMP9 avec l’AVP, l’OT et la GFAP dans le 

NSO 

  

La distribution cellulaire de la MMP2 et la MMP9 dans le NSO montre que ces MMP sont 

exprimées par les neurones vasopressinergiques, les neurones ocytocinergiques et les astrocytes. 

La signification ou l’importance de la présence de la MMP2 et la MMP9 dans les neurones 

magnocellulaires n’est pas connue. Cependant il est probable qu’elles participent à la plasticité 

structurale du système hypothalamo-neurohypophysaire, réarrangements neurone-neurone et 

neurone-cellules gliale en réponse à des stimulations physiologiques chroniques (Theodosis et al., 

2004 ; Mueller et al., 2005 ; Monlezun et al., 2005 ; Catheline et al., 2006). Ces changements sont 

accompagnés par la formation de synapses multiples, des appositions directes des neurones et la 

rétraction des pieds astrocytaires. Pour expliquer ces réarrangements neuronaux, nous suggérons 

que la MMP2 et la MMP9 dégradent la MEC et de ce fait, facilitent le réarrangement structural. Il 

a été montré la présence de la chondroitin sulfate proteoglycan (CSPG), et du phosphocan beta 

dans le NSO sous forme d’un réseau péri-neuronal autour des corps cellulaires d’AVP. Après une 

semaine de déshydratation le niveau de cette molécule est diminuée (Miyata et al., 2004). D’autre 

part, il été montré que  les MMP sont capables de digérer la phosphocan (Muir et al., 1994). Enfin, 

il été rapporté que la dégradation de CSPG de la MEC permet une interaction libre entre les 

neurones et d’autre part, permet la croissance des axones et des dendrites dans l’espace 

extracellulaire (Pizzorusso et al., 2002 ; Fox et Katerson, 2002).   

 

Dans plusieurs tissus, y compris le cerveau, les MMPs jouent un rôle critique dans la 

régulation fonctionnelle et dans le remodelage structural au cours de certaines pathologies (Yong et 

al, 2001). Les conséquences du clivage protéolytique des molécules cibles des MMPs sont variées. 

En effet, il pourrait entraîner des changements dans les contraintes physiques de l'environnement 

pericellulaire aussi que dans la signalisation en libérant des molécules séquestrées telles que des 

facteurs de croissance et des fragments bioactifs (Nagase et Woessner 1999).  
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3. La NA augmente l’activité enzymatique de la MMP2 et la MMP9 dans le 

NSO 

 

Afin de déterminer la localisation histologique de l’activité enzymatique de la MMP2 et la 

MMP9 et si cette activité a été modifiée ou non durant la plasticité neurochimique induite par la 

NA, nous avons utilisé la technique de zymographie in situ. Cette technique consiste à appliquer 

sur des coupes non fixées de la gélatine (substrat des gélatinases endogènes) couplée à la 

fluorescéine piégée. Lorsque les MMP des cellules clivent ce substrat, la fluorescence est émise 

proportionnellement à l’activité protéolytique. La MMP2 et la MMP9 sont actives dans des 

conditions normales, et l’application de la NA pendant 4h induit une augmentation de l’activité 

protéolytique de ces gélatinases. De nombreux travaux ont déjà démontré que les MMP sont 

fonctionnelles  dans le cerveau adulte et que leur activité peut être contrôlée par les 

neurotransmetteurs. Ainsi il a été montré que l’application de  kainate  induit une augmentation de 

l’activité enzymatique de la MMP9 (Szkarczyk et al., 2002). 

 

 

4. L’inhibition pharmacologique de l’activité MMP2 et MMP9 modifie 

l’expression de l’AVP et de l’OT dans le NSO 

  

Les résultats obtenus suite à l’application d’un inhibiteur des MMPs, la phénanthroline, 

nous ont permis de mettre en évidence une implication de la MMP2 et la MMP9 dans la plasticité 

neurochimique induit par la NA dans le NSO.  En effet, l’application de la phénanthroline conduit 

à une diminution de contenu en AVP et en OT dans les neurones magnocellulaires. Ces résultats 

indiquent que l’effet de la NA sur l’AVP et l’OT pourrait êre médié  par la MMP2 et la MMP9.  

 

La diminution de l’expression de l’AVP et l’OT pourrait être induite soit par 

l’augmentation de la libération de ces neuropeptides ou par une diminution de la synthèse. Il serait 

donc nécessaire de réaliser l’étude d’hybridation in situ afin de confirmer cette hypothèse.  

 

Nous avons donc démontré que la MMP2 et la MMP9 sont indispensables dans la voie de la 

régulation de l’AVP et l’OT par la NA. Le monoxyde d’azote est également indispensable dans 

cette régulation pour les neurones AVP (article 1).         
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En conclusion nous résultats montrent que la plasticité neurochimique pourrait impliquer 

des molécules qui sont capables d’induire la plasticité structurale dans le NSO, autrement dit une 

voie commune de régulation entre la plasticité neurochimique et la plasticité structurale.  

 

 

IV. La présence de la MMP2 et la MMP9 dans le NSO a-elle un effet 

spécifique? 

 

En dehors du système nerveux, le système MMP/TIMP est très étudié, et il n’a suscité 

l’intérêt des neurobiologistes que depuis une dizaine d’années. En effet, ce système joue un rôle 

majeur dans différents aspects de la biologie et de la pathologie du système nerveux. Les MMP 

pourraient constituer de nouvelles cibles non seulement thérapeutiques dans différentes 

neuropathies mais aussi dans la compréhension de la physiologie du système nerveux intact. 

Dans le cerveau, une plasticité structurale et fonctionnelle par des synapses ne se limite pas aux 

aspects pathologiques mais elle se produit  également dans des conditions physiologiques.  

 

Récemment, Zhong et ses collaborateurs (2006) ont montré que les MMP2 et MMP9 

dégradent le domaine extracellulaire du � -dystroglycan, dans des cellules Schwann chez le rat. Ce 

phénomène a été également démontré dans l’hippocampe en réponse au kainate (Kaczmarek et al., 

2002). De plus, la présence du � -dytroglycan a été mise en évidence dans l’hypothalamus 

(Zaccaria et al., 2001). Il serait donc intéressant d’étudier ce phénomène dans le NSO. D’autre part, 

Nagy et al. (2006) ont rapporté l’implication de la MMP9 dans l’apprentissage associatif dépendant 

de l’hippocampe, et ils ont montré que les souris knock-out pour la MMP9 présentent un déficit de  

LTP. Les phénomènes LTP et LTD ont été récemment mis en évidence dans les terminaisons 

glutamatergiques du NSO (Panatier et al., 2006), il est donc possible que la MMP2 et la MMP9 

soient impliquées dans ce phénomène au niveau du NSO.  

 

Enfin, afin de mieux comprendre la régulation et le rôle de ces MMPs dans le NSO, il serait 

intéressant d’étudier les inhibiteurs de la MMP2 et la MMP9, les TIMP en utilisant le même 

modèle animal et sous les mêmes conditions expérimentales. Ce travail pourrait ensuite être 

replacé dans un contexte physiologique tel que la déshydratation afin de mieux comprendre la 

place des MMP, des TIMP et de la MEC dans la plasticité du NSO. 
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L’ensemble des données obtenues au cours de ce travail nous a permis de mettre en 

évidence, d’une part, que l’effet de la NA sur l’expression des neuropeptides magnocellulaires 

hypothalamique peut s’exercer de façon indirecte par des interactions cellulaires complexes. 

D’autre part, nos résultats révèlent une voie de régulation commune entre la plasticité 

neurochimique et la plasticité structurale. 

 

Dans notre modèle ex-vivo,  la NA exerce un effet stimulateur sur l’expression de l’AVP et 

de l’OT dans le NSO, une structure fortement innervée par les afférences noradrénergiques. La NA 

conduit dès la première heure à une augmentation de l’expression de nNOS et iNOS dans les 

cellules magnocellulaires ainsi qu’a une augmentation de l’activité NADPH-diaphorase enzyme 

responsable du recyclage du NADPH et dont l’activité varie de façon similaire à celle de la nNOS 

dans le NSO. Les neurones exprimant la nNOS et l’iNOS correspondent strictement à des neurones 

magnocellulaires et non à des astrocytes. Ainsi, les neurones exprimant la nNOS sont 

exclusivement de nature ocytocinergique, tandis que les neurones exprimant la iNOS 

correspondent à neurones vasopressinergiques et ocytocinergiques. En revanche, aucune détection 

de la eNOS n’a été observée dans le NSO. Le NO participe à la chaine de traduction du signal dans 

la régulation de l’expression d’AVP  mais pas dans celle de l’OT par la NA, et ce NO provient à la 

fois de l’activité de la nNSO et de la iNOS.  

 

Une modification de la matrice extracellulaire apparaît au cours de la plasticité 

neurochimique induite par la NA dans le NSO.  Les effets exercés par la NA sur l’expression de la 

MMP2 et la MMP9 dans le NSO sont activateurs. De plus, ces MMPs sont exprimées dans les 

neurones vasopressinergiques, ocytocinergiques et dans les astrocytes. Le blocage de l’activité de 

ces MMP supprime l’effet stimulateur de la NA sur l’expression de l’AVP et l’OT, suggérant 

l’implication de ces MMPs dans la plasticité neurochimique induite par la NA.  

 

En conclusion, notre étude a permis de mettre en évidence l’existence de boucles de 

régulation neurochimiques et structurales complexes entre les afférences noradrénergiques et les 

neurones magnocellulaires du NSO. Ces mécanismes mettent en jeu l’ensemble des facteurs de 

l’environnement, notamment, les cellules gliales et la MEC, dans le but de réguler des fonctions 

physiologiques contrôlées par l’AVP et l’OT. Au-delà de ces phénomènes, l’étude de la plasticité 

du système hypothalamo-neurohypophysaire peut permettre de comprendre les mécanismes de 

plasticité mis en jeu dans d’autres structures cérébrales au cours d’autres régulations 

physiologiques. Egalement, notre modèle de plasticité peut servir de point de comparaison pour 
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des situations où la plasticité se manifeste après des atteintes du système nerveux et ainsi permettre 

de mieux comprendre les processus de régénération et de réparation du système nerveux central. 

Enfin, il peut permettre d’imaginer comment des « dérapages » de ces mécanismes de plasticité 

peuvent conduire à développer des pathologies cérébrales. 
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Figure 8: Schéma de principe du mode d’action de la NA dans le NSO. 
Dans le NSO, la noradr énaline (NA) active l ’expression d ’AVP et d ’OT. Cette r égulation est directe ou indirecte via 

les neurones glutamatergiques ou GABAergiques ou les astrocytes . La NA active la production de NO par les 

neurones magnocellulaires . En retour, le NO pourrait moduler la lib ération de NA, de glutamate et de GABA, ainsi 

que l ’activité des astrocytes . Le NO est impliqu é dans la voie de r égulation de la NA pour l ’AVP mais pas dans 

celle de l’OT. D’autre part, la NA stimule l ’expression et l ’activit é de la MMP2 et de la MMP9 et ces MMPs sont 

impliqu ées dans la voie de r égulation de la NA pour l ’AVP et l ’OT.
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