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Ethanol et épigénétique : conséquences neuroplastiques et fonctionnelles chez la souris 

 

La consommation chronique et excessive d’éthanol provoque des modifications 

neurobiologiques adaptatives. Les mécanismes qui les contrôlent sont multiples et certains ont 

été reliés à des régulations épigénétiques conduisant à des modifications structurelles et 

fonctionnelles. L’éthanol induit également une neurodégénérescence de l’hippocampe 

responsable de déficits cognitifs.  

Parmi l’ensemble des modèles animaux qui sont utilisés pour étudier les effets d’une 

consommation chronique d’alcool, figurent les souris de la lignée C57BL/6J. Ces souris 

possèdent une appétence naturelle pour l’éthanol faisant d’elles un modèle de choix pour 

étudier les conséquences de la consommation chronique d’éthanol. Le but de ce travail de 

thèse a été d’étudier les relations entre les mécanismes épigénétiques et la modulation de la 

neuroplasticité de l’hippocampe à la suite d’une consommation chronique d’éthanol chez les 

souris C57BL/6J, et d’en évaluer les conséquences comportementales.  

 

Nous avons montré que la consommation chronique d’éthanol induit, au niveau de 

l’hippocampe, des modulations épigénétiques globales corrélées à un remodelage 

chromatinien au sein du gène du BDNF, impliquant à la fois les modifications post-

traductionnelles des histones et la méthylation de l’ADN. Ces modifications épigénétiques 

sont certainement responsables de l’augmentation d’expression protéique du BDNF observée 

dans l’hippocampe, et plus particulièrement dans le gyrus denté, après 3 semaines de 

consommation chronique d’éthanol en libre choix. L’accroissement de l’expression du BDNF 

induit une stimulation des voies de la signalisation intracellulaire dépendantes de l’activation 

du récepteur TrkB du BDNF, et une augmentation de la neurogenèse du gyrus denté. Les 

effets de l’antagoniste spécifique du récepteur TrkB, ANA 12, démontrent que l’augmentation 

de la neurogenèse observée chez les souris C57BL/6J après la prise chronique d’éthanol, est 

sous le contrôle unique du complexe BDNF/TrkB. L’analyse comportementale des souris 

C57BL/6J ayant consommé de l’éthanol, montre une détérioration des capacités 

d’apprentissage et de mémoire sans modification de la plasticité synaptique dans 

l’hippocampe, suggérant ainsi que d’autres mécanismes sont impliqués dans ces déficits 

cognitifs.  

 

L’ensemble de ces données apporte de nouveaux éléments de compréhension concernant la 

stimulation de la neurogenèse hippocampique chez les souris C57BL/6J lors d’une 

consommation chronique en libre choix d’éthanol. Il est probable que cette apparente 

augmentation de plasticité soit un mécanisme adaptatif et compensatoire à la détérioration des 

fonctions cognitives induite par une consommation chronique d’alcool. 
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Ethanol and epigenetic: neuroplastic and functional consequences in mice 

 

 

Chronic and excessive ethanol consumption triggers neurobiological adaptations within the 

central nervous system, which are responsible for the development of an addiction. Ethanol 

induces adaptive mechanisms linked to epigenetic regulations leading to functional and 

structural changes, and also provokes a neurodegeneration responsible for the cognitive 

deficits observed in alcohol abusers.  

Among the different animal models available for studying the effects of chronic ethanol 

consumption, C57BL/6J mice are among the most relevant. These mice display high ethanol 

preference, making them a good model for studying the consequences of chronic and free-

choice ethanol consumption. The purpose of this work was to study the links between 

epigenetic mechanisms and hippocampal neuroplasticity and to evaluate the behavioural 

consequences induced by chronic ethanol consumption in C57BL/6J mice. 

 

We showed that, in the hippocampus, chronic ethanol consumption induced global epigenetic 

modulations that were correlated with chromatin remodelling at the BDNF gene level. These 

effects involved post-translational histone modifications and DNA methylation. Epigenetic 

changes at the BDNF gene level probably allowed the increase in BDNF protein expression 

observed within the hippocampal dentate gyrus in mice having consumed ethanol for 3 weeks. 

Upregulation of BDNF expression was linked to both the stimulation of intracellular cascades 

downstream BDNF/TrkB receptor activation, and the increase in neurogenesis within the 

dentate gyrus. Using a specific TrkB receptor antagonist, ANA-12, we demonstrated that the 

hippocampal neurogenesis induced by chronic ethanol intake was under the control of BDNF. 

Behavioural analysis evidenced learning and memory impairments after ethanol consumption 

without synaptic plasticity alteration within the hippocampus, suggesting the involvement of 

other mechanisms in the cognitive deficits. 

 

Altogether, these data bring new elements for understanding the hippocampal neurogenesis 

stimulation observed under chronic and voluntary ethanol consumption in C57BL/6J mice. 

Moreover, this apparent increase in plasticity might probably be considered as an adaptive 

and compensatory mechanism in response to the cognitive deficits induced by ethanol 

consumption.  
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INTRODUCTION GENERALE 

 
 

De part son histoire et ses traditions, la France est un pays où la population consomme 

culturellement de l’alcool. Au milieu du XX
e
 siècle, le niveau de consommation d’alcool en 

France était largement au dessus de celui observé dans les autres pays européens. Depuis 

1961, les quantités d’alcool pur consommées par an et par habitant âgé de 15 ans et plus, ont 

diminué de 50 %. Malgré cette baisse, la France reste un des pays consommant le plus 

d’alcool au monde. Cette absorption soutenue mène inévitablement vers des consommations 

et des consommateurs à risque. Dans la population adulte (18-75 ans), on estime que 10 % des 

consommateurs sont en difficulté avec l’alcool (OFDT : Observatoire français des drogues et 

des toxicomanies). L’usage répété et excessif de l’alcool peut conduire au développement 

d’une alcoolo-dépendance.  

Au niveau cérébral, la consommation chronique d’alcool s’accompagne de 

modifications neurobiologiques qui permettent une adaptation à cette consommation et le 

développement de la tolérance aux effets de l’alcool. Ce remodelage des connections 

cérébrales, ainsi que les modifications de la neurotransmission qui découlent de cette 

adaptation, sont la cause des modifications comportementales observées lors des phases 

d’abstinence comme par exemple un niveau plus haut d’anxiété. Cette adaptation est en outre 

liée à la modulation génique d’enzymes responsables de la répression transcriptionnelle de 

certains gènes, suggérant ainsi un remodelage du paysage épigénétique après une prise 

d’alcool (Moonat et al., 2013). En plus de ces mécanismes adaptatifs, la consommation 

chronique et prolongée d’alcool induit une neurodégénérescence associée à des atteintes 

cognitives sévères. Cette neurodégénérescence a été reliée à des carences en vitamine B1 

amenant au syndrome de Korsakoff, qui est la conséquence d’une diminution du volume des 

structures cérébrales impliquées dans les propriétés mnésiques, telles que l’hippocampe 
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(Sullivan and Pfefferbaum, 2009). L’hippocampe est une des rares régions du cerveau où il 

est possible d’observer une neurogenèse chez l’adulte. Cette forme de plasticité, observée 

seulement au niveau du gyrus denté, est reliée aux capacités cognitives et est indispensable à 

l’encodage des nouvelles informations issues de l’environnement d’un individu. La 

neurogenèse est contrôlée par de nombreux facteurs cellulaires et environnementaux comme 

par exemple les facteurs neurotrophiques, les facteurs neuronaux de transcription, ou encore 

le stress et l’exercice physique. La consommation d’alcool, comme attendue, perturbe 

négativement la neurogenèse (Jang et al., 2002 ; Richardson et al., 2009), et ce phénomène est 

corrélé à des modifications de la machinerie transcriptionnelle et signalétique régulant cette 

forme de plasticité (Davis, 2008) et à des déficits cognitifs (Obernier et al., 2002a). 

De façon inattendue, à la suite d’une consommation chronique d’alcool en libre choix, 

certains animaux, comme les souris de la lignée C57BL/6J, présentent au contraire une 

augmentation de la prolifération cellulaire au niveau du gyrus denté de l’hippocampe (Aberg 

et al., 2005). Ces souris, contrairement aux autres modèles animaux, possèdent une préférence 

spontanée pour l’alcool. Chez ces mêmes souris, l’exposition chronique à l’alcool induit une 

amélioration de certaines capacités cognitives une fois âgées (Krazem et al., 2003). Le fait 

d’observer chez ces souris une stimulation de la prolifération cellulaire dans cette région du 

cerveau très sensible aux effets de l’alcool, associée à une amélioration de la cognition est 

pour le moins surprenant et a motivé notre recherche. L’ensemble de ce travail de thèse a 

donc porté sur l’étude des conséquences d’une prise d’alcool chez ces souris, qui montent une 

appétence élevée pour cette substance. Sur la base d’un protocole de consommation d’alcool 

chronique en libre choix, nous nous sommes intéressés aux relations pouvant exister entre les 

mécanismes épigénétiques et la modulation de la neuroplasticité dans l’hippocampe. La 

première partie de ce manuscrit sera consacrée à une synthèse bibliographique. Nous 

décrirons les principaux mécanismes neurobiologiques impliqués dans les effets de la prise 
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d’alcool et dans le développement de l’alcoolo-dépendance. Nous détaillerons ensuite les 

mécanismes de régulation épigénétique et l’impact de la consommation d’alcool sur ces 

derniers. Enfin nous terminerons par la neuroplasticité de l’hippocampe et l’effet de 

l’exposition à l’alcool sur cette structure, les acteurs de la régulation de la neurogenèse et les 

conséquences sur les performances mnésiques. La deuxième partie sera consacrée aux 

résultats expérimentaux obtenus durant ce travail de thèse qui font l’objet de deux articles. 

Enfin, dans la dernière partie, nous discuterons ces résultats dans le contexte de la littérature 

actuelle et nous proposerons des hypothèses et des voies de recherche possibles.  
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I - L’ETHANOL 

L’éthanol est une molécule obtenue par fermentation ou distillation de végétaux riches 

en sucre. Il rentre dans la composition des boissons alcooliques couramment consommées par 

la population telles que le vin, la bière ou encore les eaux-de-vie. En 2011, le rapport de 

l’observatoire français des drogues et des toxicomanies (OFDT) recensait en France 

métropolitaine environ 41,2 millions de consommateurs dont 8,8 millions de consommateurs 

réguliers, c'est-à-dire ayant au moins trois consommations d’alcool par semaine. La France 

fait partie des pays de forte consommation d’alcool ce qui fait de l’abus d’alcool un véritable 

problème de santé publique.  

 

A – L’addiction à l’alcool ou l’alcoolo-dépendance 

La consommation d’alcool est pour la plupart un plaisir social mais un nombre 

significatif d’individus deviennent incapables de contrôler leur consommation et dérivent 

alors vers l’addiction. L’addiction vient du latin « addicere » qui signifie se donner ou se lier 

à une chose ou à un être. 

L’alcool fait partie des substances dites psycho-actives et est classé dans les drogues 

d’abus pouvant entrainer une dépendance, on parle alors d’alcoolo-dépendance ou 

d’alcoolisme. L’alcoolo-dépendance est définie comme « une sujétion à la prise de boisson 

contenant de l’éthanol, dont la suppression a pour conséquences l’apparition d’un malaise 

psychique, de troubles psychiques, ou des deux à la fois » (Dictionnaire de l’Académie de 

Médecine, version 2013). Elle est caractérisée par (1) un besoin compulsif de consommer, (2) 

une augmentation de la quantité consommée due au développement d’une tolérance aux effets 

de l’alcool et (3) l’apparition de symptômes de sevrage à l’arrêt de la prise d’alcool.  

L’alcoolo-dépendance est influencée par des traits de caractère comme par exemple 

l’anxiété. L’environnement et le patrimoine génétique peuvent agir sur la motivation à 
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consommer de l’alcool et ainsi augmenter la susceptibilité au développement de l’addiction. 

Nous reviendrons sur les facteurs de risque et de susceptibilité à l’alcoolo-dépendance plus 

tard dans ce chapitre.  

A l’inverse d’autres drogues d’abus qui agissent sur des cibles spécifiques, l’alcool, ou 

sa molécule psycho-active l’éthanol, induit des effets très larges dans le système nerveux 

central (SNC). Il peut agir sur une grande variété de cibles, situées aussi bien sur des 

membranes cellulaires que sur des éléments intracellulaires, et son action conduit à des 

modulations des récepteurs des neurotransmetteurs et neurohormones. L’éthanol affecte le 

système dopaminergique, cannabinoïde et sérotoninergique mais les systèmes GABAergique 

et glutamatergique restent de loin ceux qui sont le plus altérés par l’éthanol et une partie de 

cette étude bibliographique leur sera consacrée (voir ci-dessous).  

 

B – Les modèles d’alcoolisation chez le rongeur 

 De nombreux modèles animaux ont été développés dans le but d’étudier les effets 

neurobiologiques de l’éthanol. Cependant, ces modèles peuvent être considérés comme 

sommaires au vue de la complexité de cette pathologie multifactorielle et la réplication exacte 

de l’alcoolo-dépendance humaine est loin d’être atteinte. Néanmoins, les différents modèles 

présentés ci-après permettent d’étudier certains aspects (génétiques, comportementaux) de 

cette pathologie afin d’identifier de possibles mécanismes responsables de l’addiction à 

l’alcool.   

La consommation d’éthanol chez les animaux peut être induite de deux façons : 

- une exposition forcée lorsque les animaux reçoivent l’éthanol au moment où 

l’expérimentateur le décide ; 

- une consommation spontanée lorsque les animaux décident d’eux même de 

consommer l’éthanol qui est à leur disposition. 
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1 – Les protocoles d’exposition forcée 

Bien que les protocoles d’alcoolisation forcée s’éloignent de la réalité de la 

consommation humaine, ils ont comme intérêt de rendre les animaux dépendants à l’alcool. Il 

existe différents modes opératoires : l’éthanol peut être administré par voie intraveineuse, 

intra-péritonéale, intra-gastrique, ou encore par inhalation par voie pulmonaire. Dans ce 

dernier mode opératoire, initié en 1975 par B. Le Bourhis, les animaux sont placés dans des 

chambres dans lesquelles circulent des vapeurs d’éthanol dont la concentration peut être 

augmentée progressivement (Aufrère et al., 1997).  

Enfin, l’animal peut ingérer de l’éthanol lorsqu’il ne se voit offrir qu’une boisson 

alcoolisée comme seule source de liquide (Lumeng et al., 1977 ; Nevo et al., 1995). Cette 

boisson alcoolisée peut être parfois édulcorée (Waller et al., 1982), sucrée, ou mélangée à la 

nourriture (liquide « Lieber DeCarli ») (Frye et al., 1983 ; Devaud et al., 1995).  

 

2 – Les protocoles de consommation spontanée 

Bien qu’il soit difficile de rendre les animaux dépendants vis-à-vis de l’éthanol dans 

une procédure de libre choix, celle-ci reste néanmoins d’un grand intérêt dans la mesure où 

elle permet d’évaluer la préférence (appétence) ou au contraire l’aversion pour l’alcool. 

Dans cette procédure, les animaux ont le choix entre un biberon d’eau et un biberon 

contenant une solution alcoolisée. L’accès à ces biberons peut être permanent ou limité à 

quelques heures. La concentration d’alcool peut être fixe, généralement 8 ou 10 % (vol/vol), 

ou augmentée progressivement, par exemple de 3 à 20 % en quelques jours (Crabbe et al., 

1996). Il a été montré que les faibles concentrations d’éthanol sont peu discriminantes, tandis 

que les trop fortes concentrations exercent un effet aversif. Par ailleurs, la consommation 

volontaire d’éthanol est fonction de l’offre : si plusieurs biberons de solutions alcoolisées de 

même concentration (Tordoff and Bachmanov, 2003) ou de concentrations différentes (Bell et 
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al., 2003 ; Serra et al., 2003) sont proposés simultanément aux animaux (le biberon d’eau non 

alcoolisée restant toujours à disposition), la consommation est plus importante. Ainsi, nous 

pouvons induire un processus d’alcoolisation avec une augmentation progressive des 

concentrations identiques en éthanol dans plusieurs biberons avec en plus un biberon 

contenant de l’eau (Kelai et al., 2008 ; Molet et al., 2012 ; Stragier et al., 2014). 

Une autre procédure pour provoquer une consommation importante consiste (1) à 

maintenir les animaux « en alcoolisation », puis (2) à les priver d’éthanol (c’est l’abstinence 

forcée), et enfin (3) à les remettre en présence d’éthanol. La consommation est alors majorée 

après abstinence : c’est « l’effet de privation » largement décrit (Salimov and Salimova, 

1993 ; Wolffgramm and Heyne, 1995 ; Spanagel et al., 1996 ; Heyser et al., 1997). 

Enfin, un autre mode d’administration est celui du conditionnement opérant où 

l’animal doit apprendre à effectuer une tâche (en général appuyer sur un levier) pour obtenir 

la délivrance d’une quantité déterminée d’éthanol.  

 

 3 – Les modèles génétiques de prise d’alcool 

Il est intéressant de noter que, dans la nature, il n’existe aucune souche « sauvage » de 

rats ou de souris spontanément « alcoolo-préférante ». Les modèles dont nous disposons à 

l’heure actuelle ont tous été dérivés par l’homme et proviennent soit de lignées génétiquement 

sélectionnées pour leur préférence pour l’alcool, soit d’animaux ayant acquis cette préférence 

par apprentissage (conditionnement opérant). 

En croisant entre eux des rats ayant soit une préférence élevée soit une préférence 

faible pour l’éthanol lors d’un protocole de libre choix, des chercheurs ont pu créer des 

lignées de rats « alcoolo-préférants » et « non alcoolo-préférants ». A l’heure actuelle, 

plusieurs lignées de rats sont d’utilisation courante : 
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- UchB/UchA : University of Chile B and A (Chili), (Mardones and Segovia-

Riquelme, 1983) ; 

- AA/ANA: Alko Alcohol – Alko Non Alcohol (Finlande), (Eriksson, 1968); à 

l’origine d’une lignée dérivée : cAA/cANA (c : Cologne, Allemagne) (Maurel et 

al., 1999) ; 

- HAD/LAD: High and Low Alcohol Drinking (Etats-Unis), (Gongwer et al., 1989; 

Li et al., 1993) ; 

- P/NP: Preferring / Non Preferring (Etats-Unis) (Lumeng et al., 1977) ; 

- SP/SNP: Sardinian Preferring / Sardinian Non Preferring (Italie) (Fadda et al., 

1989), à l’origine d’une lignée dérivée : mSP : Marchigian Sardinian alcohol-

preferring (Italie), (Ciccocioppo et al., 1999). 

Même si ces lignées ont toutes été sélectionnées sur la base du même critère, elles 

diffèrent sur de nombreux points comme leur sensibilité à l’éthanol, leur niveau d’anxiété ou 

encore les taux de certains neurotransmetteurs. Ces lignées ont fait l’objet d’un très grand 

nombre d’études visant à décrire les différences neurobiologiques potentiellement à l’origine 

de leurs phénotypes. 

D’autres lignées sélectionnées par l’expérimentateur sur la base d’autres critères que 

leur consommation d’éthanol se sont avérées présenter également une préférence particulière 

pour l’éthanol. Ainsi le rat Fawn-Hooded est « alcoolo-préférant » contrairement au rat 

Wistar, ou au rat Wistar-Kyoto.  

Chez la souris aussi on retrouve de telles différences. Depuis les travaux de McClearn 

(1959), les souris C57BL/6J ont été identifiées comme « alcoolo-préférantes » (Hillman and 

Schneider, 1975 ; Yoshimoto and Komura, 1989 ; Grahame and Cunningham, 1997), et les 

souris DBA/2J comme « alcoolo-aversives » (Yoshimoto and Komura, 1989 ; Grahame and 

Cunningham, 1997).  
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Les autres lignées connues semblent avoir une préférence intermédiaire pour l’éthanol. 

De fait, après un protocole de libre choix s’étalant sur quatre jours (eau versus solution 

alcoolisée à 6%), il est possible d’établir le classement suivant, dans l’ordre décroissant de 

quantité d’alcool ingérée : C57BL/6J > 129/Sv-ter > BALB/C > AJ > DBA/2J (Belknap et al., 

1993 ; Crabbe et al., 1999). 

 

 4 – Les souris C57BL/6J  

 Les souris C57BL/6J sont celles qui ont été utilisées pour ce travail de thèse, et nous 

leur consacreront une partie de ces rappels bibliographiques. Ces souris sont issues du 

« Jackson Laboratory » et élevées chez Charles River.  

Les C57BL/6J sont les seules souris à avoir une consommation spontanée élevée que 

ce soit dans un protocole d’alcoolisation de libre choix comme mentionné précédemment ou 

dans un test de conditionnement opérant (Belknap et al., 1993 ; Crabbe et al., 1999 ; Risinger 

et al., 1998). Néanmoins, elles paraissent être peu sensibles aux propriétés renforçantes de 

l’éthanol dans le test de préférence de place conditionnée (Brodie and Appel, 2000).  

Ces souris présentent un métabolisme de l’éthanol moins rapide que d’autres lignées 

car leur éthanolémie suite à une administration par gavage est plus élevée comparée à d’autres 

souris (Desroche et al., 1995). Cependant, lors d’administration par injection intra-

péritonéale, l’éthanolémie des C57BL/6J est identique à celle d’autres souches. L’activité de 

l’alcool déshydrogénase gastrique semble être responsable de ces différences car elle est 

moins efficace chez les C57BL/6J que chez d’autres souris, expliquant ainsi une dégradation 

moindre de l’éthanol au niveau de la barrière gastrique (Desroches et al., 1995). 

Concernant leur réactivité comportementale, ou sensibilité, à l’éthanol, les C57BL/6J 

ne semblent pas différer des autres souches de souris. L’étude menée par Crabbe et ses 

collaborateurs (1995), n’a pas montré de différences de scores sur 18 tests comportementaux 
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permettant de déterminer la sensibilité des animaux à l’éthanol (ataxie, tremblements, 

sédation, etc.). Par ailleurs, ces souris présentent des symptômes de sevrage (convulsions) 

extrêmement faibles à la suite de l’interruption d’une prise chronique d’alcool (Crabbe et al., 

1983 ; Belknap et al., 1993).  

Au niveau neurobiologique, les C57BL/6J présentent des concentrations de dopamine 

inférieures à celles de la souche DBA/2J, qui, quant à elles, présentent une faible préférence 

pour l’alcool (George et al., 1995), et des études électrophysiologiques ont montré des 

réponses dopaminergiques faibles chez les souris C57BL/6J (Brodie and Appel, 2000). Ces 

données suggèrent un hypodopaminergie et donc une réponse moindre de ce système aux 

effets de l’éthanol. Rappelons que ce système est central dans la réponse aux drogues et aux 

propriétés récompensantes de celles-ci.  

 

C - Neurobiologie de l’alcoolisme 

1 - Les systèmes impliqués dans l’alcoolo-dépendance 

a - Le système GABAergique 

 Dans le système nerveux central des mammifères, l’acide gamma-amino-butyrique 

(GABA) est le principal neurotransmetteur inhibiteur (Barnard et al., 1998 ; Obata, 2013). Les 

neurones produisant et sécrétant le GABA sont principalement des inter-neurones. Le GABA 

peut se lier à deux types de récepteurs GABAergiques, des récepteurs ionotropiques 

perméables aux ions chlorures (GABAA et GABAC) et des récepteurs métabotropiques 

couplés à une protéine G (GABAB) (Chebib and Johnston, 1999). De nombreux composés 

peuvent se lier à ces récepteurs et ainsi moduler leur activité. Plus particulièrement, le 

récepteur GABAA (GABAAR) peut lier les benzodiazépines, les stéroïdes, les barbituriques ou 

encore l’éthanol sur des sites spécifiques (Chebib and Johnston, 1999). Ces récepteurs sont 
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composés de plusieurs sous-unités : α, β, γ et δ (Barnard et al., 1998 ; Mihic et al., 1997) et 

sont distribués ubiquitairement au niveau des synapses, des dendrites et des axones. Ils sont 

impliqués dans l’inhibition synaptique phasique ou tonique et leur ouverture est initiée par 

l’association extracellulaire du GABA sur un site de liaison du récepteur permettant un 

changement conformationnel du canal devenant alors perméable aux ions chlorures (Barnard 

et al., 1998). La localisation post-synaptique des récepteurs est responsable de l’inhibition 

phasique en réponse à une libération brève de fortes concentrations de GABA dans la fente 

synaptique par les neurones pré-synaptiques. Le GABA qui s’échappe de la fente synaptique 

peut également activer les récepteurs pré-synaptiques. Des études ont montré que l’éthanol 

pouvait agir sur la transmission GABAergique à la fois au niveau post- et pré-synaptique 

(Ming et al., 2006). De faibles concentrations en GABA au niveau extracellulaire provoquent 

une activation des GABAAR extra-synaptiques responsables de l’inhibition tonique (Farrant 

and Nusser, 2005). L’exposition chronique à l’éthanol induit des modifications de répartition 

de certaines sous-unités des GABAAR extrasynaptiques et synaptiques qui seraient impliquées 

dans le développement de la tolérance à l’éthanol (Liang et al., 2006). Ces mécanismes seront 

expliqués plus tard dans ce chapitre.  

 

b - Le système glutamatergique 

 Le glutamate est le neurotransmetteur excitateur le plus abondant dans le système 

nerveux central des mammifères. Comme le GABA, il peut se lier à des récepteurs 

ionotropiques (iGluR : AMPA et NMDA) et métabotropiques (mGluR) (Green and Nayeem, 

2014 ; Yin and Niswender, 2014). Les mGluR sont couplés aux protéines G et peuvent induire 

après fixation du ligand, deux types d’effets. Une partie des mGluR permet l’hydrolyse du 

phosphoinositide, ce qui conduit à un accroissement de l’excitation neuronale par 

l’intermédiaire des récepteurs iGlu perméables aux ions (Ferraguti and Shigemoto, 2006) 
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tandis qu’une autre partie de ces récepteurs est négativement couplée à l’adénylyl cyclase 

aboutissant à une modulation négative de la libération synaptique du glutamate (Ferraguti and 

Shigemoto, 2006 ; Olive, 2009 ; Pomierny-Chamiolo et al., 2014). 

 

Figure 1. Schéma récapitulant les neurotransmissions GABAergique et glutamatergique. Pour 

des raisons de simplification, ne sont représentés ici que les récepteurs GABAA et NMDA.  

Gauche : le GABA se fixe sur les GABAAR synaptiques créant un changement conformationel du 

récepteur permettant l’entrée de Cl
-
 responsable de l’inhibition phasique. L’échappement du GABA de 

la fente synaptique abouti à l’activation des GABAAR extrasynaptiques responsables de l’inhibition 

tonique.  

Droite : le glutamate se fixe sur les récepteurs NMDA, permettant l’entrée de Ca
2+ 

participant ainsi au 

courant excitateur. En condition basale (physiologique) ces deux neurotransmissions sont à l’équilibre 

permettant une homéostasie du système.  
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Les récepteurs AMPA (AMPAR) sont couplés à des canaux ioniques qui deviennent 

perméables aux ions sodium suite à la fixation du glutamate sur ces récepteurs. L’entrée de 

sodium conduit à une dépolarisation locale qui permet le déplacement des ions magnésium 

bloquant le canal des récepteurs NMDA (NMDAR). La fixation du glutamate sur les 

NMDAR ainsi que le retrait des ions magnésium aboutit à une entrée massive de calcium qui 

participe à la formation du courant excitateur (Figure 1). Il existe de nombreuses 

combinaisons possibles de sous-unités pour composer les NMDARs : généralement les sous-

unités GluN1 sont associées avec des sous-unités GluN2 et les NMDARs sont appelés di-

hétéromériques, mais ils peuvent être composés d’un mélange de sous-unités GluN2 et 

GluN3, et sont alors appelés tri-hétéromériques (Paoletti et al., 2013) (Figure 2).  

 

 

Figure 2. Représentation schématique de la composition des récepteurs NMDA di-

hétéromériques et tri-hétéromériques (Adaptée de Paoletti et al., 2013).  

 

L’éthanol inhibe le fonctionnement de ces récepteurs en se liant sur les domaines 

transmembranaires des sous-unités GluN1 et GluN2 ou au niveau de la partie carboxyl-

terminale de la sous-unité GluN1 (Wills and Winder, 2013). Des études ont rapportées que 

certaines sous-unités comme la GluN2B seraient plus sensibles à l’éthanol que d’autres (Wills 

et al., 2012). L’inhibition des NMDARs par l’éthanol se traduit par une augmentation du 

nombre de récepteurs, et c’est cette adaptation qui serait alors responsable des symptômes de 

sevrage observés lors de l’arrêt d’une consommation chronique d’éthanol, symptômes liés à 

une augmentation de la transmission glutamatergique et donc à une hyperexcitabilité (Nagy et 

al., 2004). Les différents mécanismes responsables de ces effets induits par la prise d’alcool 

ou son arrêt seront repris plus tard dans le manuscrit. 
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c - Les autres systèmes 

 Outre ces deux systèmes majeurs de la neurotransmission centrale, l’éthanol étend son 

action sur un grand nombre de neurotransmetteurs ou de neuromodulateurs. Parmi eux, les 

systèmes monoaminergiques constituent une cible directe ou indirecte privilégiée de l’alcool.  

La dopamine, neurotransmetteur du circuit de la récompense composé des structures 

mésocorticolimbiques, est considérablement affectée par l’éthanol, comme par l’ensemble des 

drogues d’abus. Une forte augmentation des concentrations de dopamine est observée après la 

consommation d’alcool, conséquence d’une facilitation de la libération de cette monoamine 

(Zapata et al., 2006 ; Yim and Gonzales, 2000). L’arrêt de consommation d’alcool après sa 

prise chronique conduit à une diminution de la neurotransmission dopaminergique, ce qui 

participerait au développement des symptômes de sevrage et à la rechute (Melis et al., 2005 ; 

Volkow et al., 2007). 

 La libération de dopamine est en partie régulée par les endocannabinoïdes. La 

consommation d’alcool provoque vraisemblablement une diminution de l’expression de leurs 

récepteurs CB1 (Ortiz et al., 2004) ce qui entrainerait une augmentation extracellulaire des 

endocannabinoïdes (Basavarajappa et al., 2003) responsables d’une augmentation de 

libération de dopamine. 

En amont de la dopamine, l’importance des systèmes sérotoninergique et 

noradrénergique a été récemment soulignée comme ayant un rôle majeur lors de la prise des 

drogues d’abus. L’activité de ces systèmes serait couplée dans les conditions basales 

(Salomon et al., 2006) et l’injection de drogue d’abus pourrait alors induire un découplage de 

ces systèmes, ce qui conduirait à la mise en place de la dépendance (Lanteri et al., 2008 ; 

Tassin, 2008). Les niveaux extracellulaires de noradrénaline dans le cortex préfrontal ont été 

corrélés avec le développement et la maintenance de la sensibilisation aux drogues d’abus 
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(Salomon et al., 2006) faisant de ce neuromédiateur une cible générale de l’action des 

drogues. 

Par ailleurs, il existe une relation inverse entre le tonus sérotoninergique et la 

consommation d’alcool. En effet, une hypoactivité de la transmission sérotoninergique est 

corrélée à une alcoolo-préférence et l’augmentation de cette neurotransmission limite la 

consommation d’alcool (LeMarquand et al., 1994 ; Kelai et al., 2003). De plus, l’étude post-

mortem d’alcooliques présentant ou non le syndrome de Korsakoff, a révélé une réduction 

globale des neurones sérotoninergiques (Halliday et al., 1993).  

 Le système opioïde intervient également dans la régulation de la consommation 

d’alcool. En effet, le blocage de récepteurs des opioïdes diminue la prise d’alcool volontaire 

chez le rongeur mais aussi chez l’homme, en corrélation avec une diminution des taux 

extracellulaires de dopamine (Job et al., 2007 ; Lee et al., 2005 ; O’Malley et al., 1992 ; 

Volpicelli et al., 1992). 

 L’ensemble de ces données montre que l’alcool n’a pas une, mais une multitude de 

cibles. De ce fait, l’étude du mode d’action de l’alcool et de ses conséquences s’avère 

difficile. Néanmoins, dans la partie suivante, nous nous efforcerons d’expliquer les différents 

mécanismes neurobiologiques qui se succèdent de la simple prise aiguë d’alcool jusqu’au 

développement de l’alcoolo-dépendance.  

 

2 – De la simple prise d’alcool à l’addiction 

 Le comportement addictif est la résultante (1) de réponses liées à l’exposition à 

l’alcool, (2) de la génétique individuelle ainsi que (3) de l’environnement. Dans un premier 

temps nous aborderons les perturbations induites par la prise aiguë, puis par la prise chronique 

et enfin celles responsables des symptômes de sevrage et de la rechute. Nous parlerons 



RAPPELS BIBLIOGRAPHIQUES 

35 
 

uniquement des systèmes GABAergique et glutamatergique, car nous avons vu précédemment 

que ces deux systèmes constituaient la cible privilégiée (bien que non exclusive) de l’éthanol. 

 

a – La prise aiguë d’éthanol 

 Des études in vitro effectuées sur des tranches d’hippocampe ont démontré que 

l’éthanol pouvait exercer son action sur le système GABAergique à la fois au niveau pré- et 

post-synaptique (Ming et al., 2006 ; Ariwola and Weiner, 2004). Ainsi, l’éthanol induit une 

augmentation de la libération de GABA dans la fente synaptique et potentialise l’activité des 

récepteurs GABAA post-synaptiques. De plus, l’action de l’éthanol s’effectue sur les 

localisations synaptique et extrasynaptique des récepteurs GABAA et dépend de sa 

concentration. Alors que de faibles concentrations induisent préférentiellement une 

potentialisation de l’inhibition tonique, de fortes concentrations provoquent une 

potentialisation des inhibitions tonique et phasique (Kumar et al., 2009) (Figure 3).  

L’application d’éthanol sur une tranche d’hippocampe augmente la fréquence 

spontanée et l’amplitude des courants inhibiteurs post-synaptiques (IPSCs) enregistrés au 

niveau de la sous-région CA1 de l’hippocampe, indiquant que l’éthanol active les récepteurs 

GABA et stimule la libération de GABA (Carta et al., 2003 ; Sanna et al., 2004). Ces 

mécanismes observés dans l’hippocampe sont également retrouvés dans d’autres structures 

cérébrales comme le noyau accumbens (Nie et al., 2000), le striatum (Crowder et al., 2006) 

ou encore l’amygdale (Roberto et al., 2003). Cette potentialisation de la neurotransmission 

GABAergique, donc de l’inhibition, est en partie responsable de l’effet sédatif de l’éthanol 

(Figure 3). 
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Figure 3. Schéma récapitulant les neurotransmissions GABAergique et glutamatergique lors de 

prise aiguë d’éthanol. Pour des raisons de simplification, ne sont représentés ici que les récepteurs 

GABAA et NMDA.  

Gauche : l’éthanol induit une augmentation de libération de GABA au niveau pré-synaptique. De plus, 

le GABA et l’éthanol se fixent sur les GABAAR synaptiques. Ces deux phénomènes aboutissent à une 

potentialisation de l’inhibition.  

Droite : l’éthanol inhibe les NMDAR et induit une diminution d’entrée de Ca
2+

 conduisant à une 

inhibition du courant excitateur. L’effet cumulé de ces deux neurotransmissions provoque une hyper-

inhibition du système responsable en partie de l’effet sédatif de la prise aiguë d’alcool.  

 

 

 A l’inverse des récepteurs GABAergiques, l’activité des récepteurs glutamatergiques 

est inhibée par l’éthanol. Parmi les GluR, les NMDAR sont plus sensibles à l’éthanol que les 
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AMPAR. La prise aiguë d’éthanol induit une inhibition des NMDAR dans des tranches 

d’hippocampe de rats adultes et cette inhibition est  réversible (Lovinger et al., 1990) (Figure 

3). Le mécanisme d’inhibition des récepteurs NMDA par l’éthanol n’est pas exactement 

connu et plusieurs hypothèses sont avancées pour l’expliquer. La première concerne une 

fixation de la molécule d’éthanol au niveau des domaines transmembranaires du canal formé 

par les différentes sous-unités composant le récepteur (Smothers et al., 2006). Une étude 

récente propose un rôle de la partie N-terminal du récepteur NMDA dans son inhibition par 

l’éthanol (Smothers et al., 2013) mais d’autres avancent un rôle intracellulaire de l’éthanol sur 

l’activité de la calmoduline, protéine qui diminue l’activité du NDMAR lors d’une 

augmentation du calcium intracellulaire (Anders et al., 2000 ; Krupp et al., 1999).  

 Le blocage des courants excitateurs du glutamate et la potentialisation des effets 

inhibiteurs du GABA provoquent des modifications dans la plasticité synaptique, notamment 

dans l’hippocampe. Alors que certains travaux ne reportent pas de modification de la 

potentialisation à long-terme (LTP) (Fujii et al., 2008 ; Izumi et al., 2007), d’autres montrent 

une diminution après une exposition aiguë d’éthanol sur des tranches d’hippocampe (Fujii et 

al., 2008 ; Tokuda et al., 2011). A l’inverse, la dépression à long-terme (LTD) semble être 

augmentée dans l’hippocampe après l’exposition aiguë (Hendricson et al., 2002). Il faut noter 

que ces effets sur la plasticité synaptique semblent dépendre de la concentration d’éthanol 

appliquée sur les tranches d’hippocampe ainsi que l’âge des animaux.  

Les modifications des neurotransmissions aboutissent à une hyper-inhibition du 

système qui est responsable de l’effet sédatif de l’alcool en prise aiguë. Chez l’animal, cet 

effet de l’éthanol peut être observé par la perte du reflexe de redressement. Certaines sous-

unités du GABAAR seraient impliquées dans cet effet comportemental de l’éthanol, comme 

les sous-unités α2 et β2 (Boehm et al., 2004 ; Blednov et al., 2003). De plus, la préférence à 

l’éthanol et sa consommation seraient en partie contrôlées par les sous-unités α1 et α4 (Rewal 
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et al., 2009 ; June et al., 2007) conduisant probablement à un maintien de la consommation 

d’alcool en dépit de l’effet négatif de celle-ci.  

 

b – Maintien de la consommation d’alcool et neuroadaptation 

 Nous venons de voir qu’une exposition ou consommation aiguë d’éthanol induisait 

d’une part une augmentation de la neurotransmission inhibitrice contrôlée par les GABAAR et 

d’autre part une diminution de la neurotransmission excitatrice par l’inhibition des NMDAR. 

La prise chronique et prolongée d’éthanol induit le développement d’une tolérance à ces effets  

sédatifs ou moteurs qui peuvent induire des atteintes cognitives (Le et al., 1986 ; Silvers et al., 

2003). La période de sevrage qui suit une période de consommation chronique et prolongée 

d’alcool est marquée par une hyperexcitabilité du SNC responsable d’un état anxieux, de 

perturbations du sommeil ou encore une hyperalgésie. Les changements comportementaux 

observés à l’arrêt de la consommation d’éthanol sont responsables du maintien de la 

consommation, afin de conserver un état psychique et physique apparemment « normal », 

contribuant ainsi au développement de la dépendance. 

Ces différentes conséquences proviennent entre autres des modifications de la 

composition et de la localisation des récepteurs GABAA. La consommation chronique 

d’éthanol altère l’expression des différentes sous-unités du récepteur mais ces modifications 

d’expression ne sont pas homogènes au sein du SNC. Par exemple, la consommation 

chronique d’éthanol induit une augmentation de l’expression de la sous-unité α4 dans le 

cortex et l’hypothalamus, mais sa diminution dans l’amygdale et le noyau accumbens sans 

modification dans l’hippocampe ou l’aire tegmentale ventrale (Devaud et al., 1997 ; Papadeas 

et al., 2001 ; Matthews et al., 1998). Cependant, une exposition à l’éthanol plus longue ainsi 

que des périodes d’abstinence forcées vont induire une augmentation de l’expression de α4 

dans l’hippocampe (Matthews et al., 1998). L’augmentation de la sous-unité α4 est 
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responsable de la diminution des courants inhibiteurs enregistrés dans la région CA1 de 

l’hippocampe lors d’exposition chronique à l’éthanol (Hsu et al., 2003). De plus, une 

consommation chronique d’éthanol provoque le déplacement préférentiel de la sous-unité α4 

d’une localisation extra-synaptique vers une localisation synaptique sur les cellules du gyrus 

denté de l’hippocampe (Liang et al., 2006) (Figure 4). Cette altération de composition du 

récepteur induit des modifications dans le trafic et le recyclage des GABAAR. La 

consommation chronique d’alcool induit une augmentation de l’internalisation des GABAAR 

contenant la sous-unité α1 et une augmentation membranaire de ceux contenant la sous-unité 

α4 (Kumar et al., 2003). Or l’augmentation de l’expression de la sous-unité α4 produit une 

association plus forte de la protéine kinase C (PKC) dans l’hippocampe. Cette protéine kinase 

phosphoryle le GABAAR et empêche sa reconnaissance par la protéine AP-2 qui dirige son 

internalisation. L’augmentation de son interaction avec la PKC conduit donc à une 

augmentation de la phosphorylation du récepteur et ainsi à la diminution de son endocytose 

(Kumar et al., 2002 ; Kitler et al., 2005 ; Kitler et al., 2008) (Figure 4). Les changements dans 

la composition des récepteurs GABAA, des localisations préférentielles et de ses interactions 

avec les protéines intracellulaires font état d’une adaptation à l’exposition chronique à 

l’éthanol et sont donc, en partie, responsables des modifications comportementales observées 

lors de consommations prolongées d’éthanol et du sevrage.  

En plus de modifications du système GABAergique, le système glutamatergique et les 

interactions entre ces deux systèmes sont perturbés. La consommation chronique d’éthanol 

conduit à une augmentation du nombre de récepteurs NMDA à la membrane ainsi qu’à une 

augmentation d’affinité du récepteur pour ses ligands. Ces modifications induites par 

l’éthanol sont une réponse adaptative afin de compenser l’inhibition de la neurotransmission 

glutamatergique induite par l’éthanol (Figure 4). De plus, comme les récepteurs GABA, 

l’expression des sous-unités des récepteurs NMDA sera modifiée par la prise chronique 
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d’éthanol. Ainsi, une augmentation de l’expression de la sous-unité GluN2B et une 

diminution de GluN2A sont observées après une exposition prolongée à l’éthanol (Meinhardt 

et al., 2013). Cette augmentation de l’expression de la sous-unité GluN2B est également 

accompagnée par une réduction de l’endocytose des récepteurs et donc de l’expression 

membranaire du récepteur (Qiang et al., 2007 ; Kroener et al., 2012) (Figure 4).  

Ces modulations de la neurotransmission GABAergique et glutamatergique exercées 

par l’éthanol conduisent à des altérations de la plasticité synaptique, responsables en partie 

des modifications comportementales provoquées par l’alcool (Zorumski et al., 2014). Une 

réduction de la LTP dans l’hippocampe a été associée à des altérations de la mémoire spatiale 

(Peris et al., 1997 ; Roberto et al., 2002). La LTD a été peu étudiée après une exposition à 

long terme à l’éthanol, cependant il a été rapporté une diminution de celle-ci dans 

l’hippocampe de rat après un tel traitement (Tinschmidt et al., 2003).  

En résumé, la consommation chronique d’éthanol induit une surrégulation des 

récepteurs NMDAR et une diminution fonctionnelle des récepteurs GABA provoquées par les 

modifications de leurs sous-unités. Les deux systèmes sont en interaction et jouent un rôle 

important dans l’adaptation des récepteurs après la prise chronique d’éthanol. En effet, le 

blocage des récepteurs NMDA augmente l’expression membranaire des récepteurs GABAA 

contenant la sous-unité α4, notamment au niveau de l’hippocampe (Matthews et al., 2000). 

Cette dernière donnée suggère que, dans le cadre de la consommation d’alcool, le blocage de 

la neurotransmission glutamatergique pourrait entrainer une stimulation de l’expression des 

récepteurs GABAA permettant le renforcement des effets de l’éthanol sur la 

neurotransmission GABAergique, ce qui participerait aux mécanismes de tolérance.  
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Figure 4. Schéma récapitulant les neurotransmissions GABAergique et glutamatergique lors de 

prise chronique d’ethanol. Pour des raisons de simplification, ne sont représentés ici que les 

récepteurs GABAA et NMDA.  

Gauche : l’éthanol en prise chronique induit une diminution de la fonctionnalité des récepteurs 

GABAA due à des modifications des sous-unités les composant.  

Droite : l’éthanol en prise chronique induit un changement dans la composition des récepteurs NMDA 

conduisant à une augmentation du nombre de récepteurs à la membrane. Lors de la consommation 

d’alcool dans une période de prise chronique, le système est à l’équilibre entre inhibition et excitation 

grâce aux modifications d’expression et de localisation des récepteurs, c’est une sorte d’homéostasie 

« éthylique ».  
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c – La recherche compulsive, le sevrage et la rechute 

Les changements adaptatifs induits par la prise chronique et prolongée d’éthanol sur 

les systèmes GABAergique et glutamatergique induisent une hyperexcitabilité du système 

nerveux central lors de l’arrêt de la consommation. Cette hyperexcitabilité conduit dans 

certains cas à une rechute, donc à une nouvelle consommation d’éthanol, voire à une 

consommation majorée.  

L’hyperexcitabilité du système nerveux central pendant la phase de sevrage suite à une 

prise chronique d’éthanol est caractérisée au niveau comportemental par un risque accru de 

rechute, une augmentation de l’anxiété, une hyperalgésie ou encore des perturbations du 

sommeil. L’arrêt de la consommation diminue la neurotransmission inhibitrice GABAergique 

au bénéfice de celle excitatrice du glutamate ce qui conduit à une hyperexcitabilité généralisée 

(Figure 5). La modulation positive de la transmission GABAergique semble constituer une 

cible pharmacologique pour compenser l’absence d’éthanol et ainsi éviter les symptômes de 

sevrage. Des traitements pharmacologiques ciblant les récepteurs GABAA, ou certaines sous-

unités du récepteur, permettent en effet de prévenir les effets induits par le sevrage. Par 

exemple, le diazépam ou le lorazepam, benzodiazépines, qui, par leur site de fixation dans le 

canal GABAA modulent positivement l’action du GABA, réduisent l’hyperalgésie chez le rat 

(Gatch, 1999) et induisent la réduction des convulsions liées au sevrage chez la souris (Becker 

and Veatch, 2002). Le baclofène, agoniste des récepteur GABAB réduit la motivation pour 

consommer de l’alcool chez le rongeur mais également chez l’homme, bien que cet effet soit 

encore controversé (Maccioni et al., 2012 ; Addolorato et al., 2011). L’utilisation d’animaux 

modifiés génétiquement pour certaines sous-unités des récepteurs GABAA, comme par 

exemple la sous-unité α1 a permis de montrer que la composition des récepteurs influait sur la 

sensibilité à l’éthanol mais également sur la sévérité des symptômes relatifs au sevrage. Les 

souris invalidées pour la sous-unité α1 présentent une diminution de la consommation 
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d’éthanol sans modification des convulsions liées au sevrage (Blednov et al., 2003). D’autre 

part, l’augmentation de l’expression de α1 est observée après une exposition chronique à 

l’éthanol chez la souris. L’insensibilité de la sous-unité α1 pour l’éthanol conduit à un 

accroissement des convulsions, associé à une mortalité plus élevée liée à des crises de sevrage 

plus sévères (Werner et al., 2009). De même, l’invalidation du gène codant la sous-unité β2 

induit une augmentation des convulsions (Blednov et al., 2003). Ces données impliquent 

directement ces sous-unités dans le mécanisme de tolérance induit par l’éthanol.  

L’hyperexcitabilité du système nerveux liée à une levée de l’inhibition des récepteurs 

glutamatergiques par l’absence d’éthanol semble être la cause de l’envie irrépressible de 

consommer de l’alcool, ou « craving » (Gass and Olive, 2008) (Figure 5). Des études 

pharmacologiques ont montré que l’utilisation d’un bloqueur du canal des récepteurs NMDA 

le MK-801, pouvait potentialiser les effets sédatifs et locomoteur de l’exposition à l’éthanol 

(Chen and Holmes, 2009 ; Palachick et al., 2008). Il a également été observé que ce composé 

pouvait réduire l’auto-administration d’éthanol (Bakstorm and Hyytia, 2006 ; Rassnick et al., 

1992), les augmentations de la consommation d’éthanol produites par des périodes 

d’abstinence forcées (Vengeliene et al., 2005) et la prise d’éthanol volontaire (Malpass et al., 

2010). L’utilisation de composés visant à supprimer l’hyperexcitabilité du système nerveux 

permet d’une part de réduire la sévérité des symptômes de sevrage et d’autre part de 

décourager la consommation d’éthanol en augmentant les effets subjectifs de l’intoxication à 

l’éthanol (Krystal et al., 2003).  

Un des problèmes majeurs de la période d’abstinence qui suit une période de 

consommation chronique est la prévention de la rechute. Dans les modèles animaux, cette 

rechute est caractérisée par une augmentation transitoire de la quantité d’éthanol consommée 

lorsque l’éthanol est à nouveau proposé aux animaux après une période d’abstinence forcée. 
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Figure 5. Schéma récapitulant les neurotransmissions GABAergique et glutamatergique lors de 

l’abstinence après une prise chronique d’éthanol. Pour des raisons de simplification, ne sont 

représentés ici que les récepteurs GABAA et NMDA.  

Gauche : l’arrêt de la consommation d’éthanol induit une diminution de la neurotransmission GABA 

comparée à celle pendant la prise d’éthanol.  

Droite : la levée de l’inhibition exercée par l’éthanol induit un accroissement de la neurotransmission 

glutamatergique due à une augmentation du nombre de récepteurs présents à la membrane. 

L’abstinence à partir d’une consommation chronique et prolongée conduit à une hyperexcitabilité 

responsable des symptômes de sevrage et de la recherche compulsive ainsi que de la rechute qui s’en 

suit.  

 

 

L’hyperexcitabilité du système glutamatergique est fortement impliquée dans la rechute (Gass 

and Olive, 2008). Les composés capables de réduire l’hyperexcitabilité glutamatergique en 
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ciblant les récepteurs ionotropiques NMDA sont efficaces dans des modèles animaux de 

rechute (Vengliene et al., 2005 ; Hötler et al., 2000). Le récepteur AMPA est également 

impliqué dans ce processus puisque l’utilisation d’antagonistes spécifiques ou l’invalidation 

d’une de ses sous-unités, permet de réduire la consommation d’éthanol lors de phase de 

rechute (Cowen et al., 2003 ; Sanchis-Segura et al., 2006). Le blocage des récepteurs 

métabotropiques par des antagonistes diminue la prise d’éthanol lors de la rechute (Bäckström 

et al., 2004 ; Rodd et al., 2006). Comme évoqué précédemment, les agonistes GABAergiques 

comme le diazepam ou le baclofène ciblant respectivement les récepteurs GABAA et GABAB 

sont également efficaces pour diminuer la consommation d’éthanol dans des modèles de 

rechute après une période d’abstinence (Schmitt et al., 2002 ; Colombo et al., 2006).  

 

D – Les facteurs de risques et de susceptibilité 

 Comme mentionné au début de ce chapitre, les effets de la consommation excessive 

d’éthanol résultent de l’exposition à l’alcool associée à la génétique individuelle et à  

l’environnement. 

1 – L’environnement  

Dans l’environnement quotidien, de multiples sources de stress lié à des conditions de 

travail ou familiales ou encore à des événements de vie (chômage, échec, divorce, agression, 

décès, etc.) peuvent interférer avec l’homéostasie de l’individu. Toute situation stressante 

provoque l’activation générale du système de réponse au stress. Ce système, constitué par 

l’axe hypothalamo-hypophyso-surrénalien (HPA), permet d’activer certaines fonctions 

physiologiques suite à l’augmentation du cortisol circulant pour permettre de faire face à 

l’élément stressant. Il a été montré, chez le rongeur comme chez l’homme, que la 

consommation chronique d’alcool induisait une augmentation de l’activité de l’axe HPA et 
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des niveaux de glucocorticoïdes circulants (Wand and Dobs, 1991). A l’inverse, un niveau 

élevé de glucocorticoïdes contribuerait à amplifier la motivation à boire (Piazza and Le Moal, 

1997) et d’ailleurs, l’administration de corticostérone chez le rongeur augmente sa 

consommation d’alcool (Fahlke et al., 1995 : Fahlke et al., 1996) alors que celle d’un 

antagoniste des récepteurs des glucocorticoïdes réduit l’auto-administration d’alcool (Koenig 

and Olive, 2004). Ces données suggèrent que le niveau en glucocorticoïdes pourrait être 

directement lié à la motivation pour boire. Suite à une période prolongée de consommation 

d’alcool, la période de sevrage se caractérise par l’élévation de la concentration en 

glucocorticoïdes dans certaines structures cérébrales comme l’hippocampe et le cortex 

préfrontal (Little et al., 2008). Ces concentrations élevées en glucocorticoïdes, corrélées à une 

atrophie de l’hippocampe dans certaines pathologies psychiatriques, pourraient être 

responsables d’une perte neuronale, notamment au niveau de l’hippocampe (Rose et al., 

2010 ; Sapolsky, 2000), observée lors d’alcoolisations chroniques.  

En plus du stress, d’autres facteurs peuvent influencer ou renforcer la consommation 

d’alcool. Par exemple, l’exposition précoce (adolescence) à l’éthanol induit une augmentation 

de la consommation spontanée d’alcool à l’âge adulte chez les souris de la lignée DBA/2J 

(Molet et al., 2012). En revanche, la consommation chronique de sucre pendant la période de 

l’adolescence chez le rat réduit la consommation d’éthanol à l’âge adulte (Vendruscolo et al., 

2010), probablement par un renforcement du système de la récompense envers le sucre plutôt 

que vers l’alcool.  

 

2 – La génétique 

Des études comparatives d’enfants adoptés ont pu distinguer les parts 

environnementale et génétique de susceptibilité pour développer une alcoolo-dépendance. Ces 

études ont montré que ce risque était significativement plus élevé chez des enfants adoptés 
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dont les parents biologiques avaient développé une alcoolo-dépendance, que chez des enfants 

adoptés dont les parents biologiques n’avaient pas de problème d’alcool (Goodwin et al., 

1973), reflétant ainsi l’influence de la génétique sur la susceptibilité à l’alcoolisme. Par 

ailleurs, les consommateurs réguliers d’alcool ne développent pas tous une alcoolo-

dépendance, prouvant ainsi la susceptibilité génétique des effets de l’alcool. La variabilité 

génétique est probablement responsable de la prédisposition des individus à adopter des 

comportements addictifs et à présenter des réponses différentes aux effets de l’alcool. 

Néanmoins, l’influence environnementale que nous avons évoquée précédemment exerce son 

rôle en interaction avec ces facteurs génétiques, et c’est cette interaction  qui est probablement 

responsable du développement de l’addiction. 

Parmi les nombreux facteurs génétiques qui ont pu être associés à la réponse à l’alcool, 

les enzymes du métabolisme de l’éthanol ont une place majeure (Edenberg, 2007). L’éthanol 

est métabolisé par une enzyme hépatique, l’alcool déshydrogénase (ADH), produisant 

l’acétaldéhyde, métabolite toxique, ensuite converti en acétate par l’aldéhyde déshydrogénase 

mitochondriale ALDH2. Près de la moitié de la population asiatique est porteur de l’allèle 

ALDH2*2 qui encode une forme inactive de l’enzyme ALDH. Suite à la consommation d’une 

faible quantité d’alcool, les porteurs de cet allèle présentent le syndrome de « Asian Flush », 

correspondant à un rougissement facial important associé avec des maux de têtes et des 

nausées, qui est la conséquence d’une accumulation d’acétaldéhyde. Ce syndrome est 

néanmoins protecteur des fortes consommations d’alcool et par conséquent de l’alcoolo-

dépendance (Higuchi et al., 2004).  

Un certain nombre de polymorphismes des gènes codant les récepteurs des 

neurotransmetteurs interviennent dans la modulation des réponses à l’alcool. Parmi eux, les 

polymorphismes du récepteur GABAA sont fortement associés à la consommation d’alcool. 

Par exemple, le polymorphisme d’un seul nucléotide (SNP : single nucleotide polymorphism) 
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GABRA2 dans le gène encodant le récepteur GABAA (Edenberg et al., 2004) a été relié à 

l’alcoolo-dépendance et semble être un bon marqueur du développement tardif de 

l’alcoolisme (Dick et al., 2006). Il a également été montré que le SNP GABRG3 serait 

impliqué dans le risque de développer une alcoolo-dépendance (Dick et al., 2004).  

Les autres systèmes (dopaminergique, sérotoninergique) ont également été impliqués 

dans le risque de développer une alcoolo-dépendance et dans l’addiction. Par exemple, le 

transporteur sérotoninergique (5-HTT) a été relié non seulement à l’alcoolo-dépendance mais 

également dans le comportement de rechute (Pinto et al., 2008 ; Gorwood et al., 2004). Le 

polymorphisme du récepteur de la dopamine DRD1 a été associé à des comportements 

alcoolo-dépendants et la recherche de nouvelles sensations (Limosin et al., 2003 ; Kim et al., 

2007 ; Batel et al., 2008). Bien d’autres polymorphismes ont été associés soit au 

développement de l’alcoolo-dépendance, soit à un risque accru de la développer, soit aux 

phénomènes de rechute (Köhnke, 2008 ; Rietschel and Treutlein, 2013).  

 

3 – L’épigénétique 

Nous venons de voir que certaines variabilités génétiques pouvaient prédisposer un 

individu à l’alcoolo-dépendance. Les informations héritables sont transmises à la descendance 

par la séquence d’ADN et en cas de changement, donc de mutation, dans la séquence d’ADN, 

ce changement sera également transmis. Cependant, les mutations dans la séquence d’ADN 

ne sont pas influencées par les facteurs environnementaux sauf dans le cas de mutations 

induites par des mutagènes. L’héritage génétique est défini comme un processus de transfert 

des traits phénotypiques des parents aux enfants par le génome au travers des gamètes. 

Néanmoins, des travaux de plus en plus nombreux montrent que l’héritage de l’information 

génétique n’est pas le seul mécanisme par lequel la transmission trans-générationnelle des 

caractères s’opère, mais que l’épigénome est fortement impliqué et peut être modulé par des 



RAPPELS BIBLIOGRAPHIQUES 

49 
 

facteurs environnementaux. Le terme épigénome, ou épigénétique, a été pour la première fois 

utilisé par Conrad Waddington en 1942 (Waddington, 2012) pour décrire les interactions 

gène-environnement amenant à un phénotype particulier dans un modèle développemental de 

la drosophile. Aujourd’hui, le terme épigénétique désigne toutes les modifications 

biochimiques qui ont lieu sur le génome ou autour du génome et qui ne modifient pas la 

séquence nucléotidique mais affectent la transcription génique. Ces mécanismes seront 

détaillés dans la partie suivante. 

Les souris de la souche C57BL/6J présentent naturellement une préférence élevée pour 

l’éthanol comparée à des souris d’autres souches comme les DBA/2J (Belknap et al., 1993 ; 

Meliska et al., 1995). Des études de comparaison chez ces deux souches de souris ont montré 

d’une part que l’expression de certains peptides comme le neuropeptide Y (NPY), impliqué 

dans la régulation de la prise de nourriture et la prise d’alcool, était diminuée chez les 

C57BL/6J (Misra and Pandey, 2003) et que d’autre part l’expression de ce peptide était 

corrélé avec des modifications épigénétiques lors de l’exposition à l’éthanol (Pandey et al., 

2008). Ces données suggèrent fortement que les mécanismes épigénétiques jouent un rôle 

dans le développement de l’alcoolo-dépendance, en contrôlant l’expression de protéines 

impliquées dans la prise d’alcool, ce que nous développerons dans le chapitre suivant. 
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II – EPIGENETIQUE 

A – Définition 

Le terme épigénétique définit l’ensemble des modifications biochimiques qui se 

produisent au niveau du génome et qui interviennent dans la régulation de la transcription 

génique sans modifier la séquence nucléotidique. Ces modifications, qui sont héritables et 

réversibles, se produisent soit au niveau de l’ADN lui-même mais sans en altérer sa séquence, 

soit au niveau des protéines appelées histones qui permettent l’organisation de l’ADN en 

collier de perles. L’ADN forme avec les histones la chromatine dont on distingue dans le 

noyau cellulaire deux états: 

- l’euchromatine, qui correspond à un état dit décondensé de la chromatine,  permissive 

à la transcription génique ; 

- l’hétérochromatine, qui correspond à un état condensé de la chromatine dans laquelle 

la transcription génique est globalement inactive. 

Ces deux états de la chromatine sont régis par les modifications post-traductionnelles 

des histones qui rendent la chromatine plus ou moins compacte et régulent ainsi la 

transcription génique. La méthylation de l’ADN fait également partie des régulations 

épigénétiques permettant des modifications transcriptionnelles et sera détaillée plus tard dans 

ce chapitre.  

 

B - La chromatine et le nucléosome 

L’unité de base de la chromatine est le nucléosome. Un nucléosome est constitué d’un 

octamère d’histones sur lequel l’ADN est enroulé afin de le compacter. Les histones H2A, 

H2B, H3 et H4 formant le cœur du nucléosome sont présentes en deux copies (Luger, 2006). 

La formation d’un nucléosome commence par l’hétérodimérisation des histones H3 et H4 

pour former un tétramère auquel s’ajoutent ensuite deux dimères de H2A-H2B (Figure 6A). 
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L’ADN s’enroule 1,65 fois autour, ce qui correspond à la présence de 146 paires de bases (bp) 

autour de l’octomère. Les histones avec l’ADN forment le nucléosome, dont l’enroulement 

(en collier de perles) forme la chromatine. La région internucléosomique est caractérisée par 

l’ajout de l’histone H1 au niveau de l’ADN lieur qui sépare deux nucléosomes, permettant 

ainsi de stabiliser le nucléosome, et qui participe également à la compaction progressive de la 

chromatine (Figure 6B). 

 

Figure 6. Schéma illustrant l’organisation d’un nucléosome. (A) Structure du nucléosome 

comprenant l’octamère d’histones, avec les queues des histones où ont lieu les modifications post-

traductionnelles, et l’ADN enroulé autour de l’octamère. (B) Organisation d’un enchainement de deux 

nucléosomes avec l’ajout de l’histone H1 et la présence de l’ADN lieur entre les nucléosome (Adaptée 

de Tsankova et al., 2007 et Larkin et al., 2012). 

 

 

C – Les histones  

Les histones sont des protéines chargées positivement par la présence en grande 

quantité de lysine et d’arginine. Les histones sont fixées à l’ADN par des liaisons hydrogènes 

et des interactions électrostatiques entre les résidus phosphates de l’ADN et les charges 

positives des histones. Une histone est composée de deux régions principales : 

-  l’histone-fold qui permet la dimérisation des histones lors de la formation de 

l’octamère (Figure 7) ; 
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- la queue de l’histone où auront lieu les modifications post-traductionnelles impliquées 

dans la régulation de la transcription (Figure 7). 

 

Figure 7. Illustration de la structure d’un dimère d’histones. Les deux histones sont reliées par la 

partie histone-fold. Les dimères d’histones s’assemblent ensuite pour former un octamère d’histones. 

Les résidus situés au niveau de la partie N-terminale, correspondant à la queue de l’histone, seront 

ensuite soumis à des modifications post-traductionnelles.  

 

Les modifications post-traductionnelles (PTM) des résidus de la queue d’histone sont 

des modifications réversibles et dynamiques. Elles interviennent dans la régulation de la 

transcription en modifiant la conformation de la chromatine afin de la rendre plus ou moins 

permissible à l’accrochage des facteurs de transcription ou des facteurs de répression. 

 

D – Les modifications post-traductionnelles des histones 

Les modifications post-traductionnelles des histones peuvent être de plusieurs types : 

acétylation, méthylation, phosphorylation ou encore ubiquitination. Ces différentes 

modifications ont lieu sur la queue de l’histone et interviennent dans l’état d’activation ou de 

répression de la transcription génique par compaction ou relaxation de la chromatine. Nous 

détaillerons ici les modifications les plus étudiées sur les histones H3 et H4. Ces 

modifications sont le premier niveau de régulation épigénétique de la transcription et ont été 

démontrées comme jouant un rôle crucial durant le développement mais également dans 



RAPPELS BIBLIOGRAPHIQUES 

53 
 

certaines pathologies comme le cancer ou l’addiction (Campbell and Tummino, 2014 ; Pena 

et al., 2014). 

 

1 – L’acétylation 

L’ajout de groupement acétyle sur la queue des histones a été la première modification 

post-traductionnelle à être décrite comme étant liée à un état fonctionnellement actif de la 

chromatine (Pogo et al., 1966 ; Hebes et al., 1988). Inversement, il a été démontré par la suite 

qu’une chromatine hypoacétylée était liée à un état inactif de la chromatine ou 

transcriptionnellement silencieuse (Jeppesen and Turner, 1993).  

L’acétylation de la queue des histones s’effectue sur les résidus lysines 9, 14, 18 et 23 

de l’histone H3 et sur les lysines 5, 8, 12, et 16 de l’histone H4 (Strahl and Allis, 2000) 

(Figure 8). L’ajout de groupement acétyle sur les résidus lysines est effectué par des enzymes 

appelées histones acétyltransferases (HAT). Ces enzymes transfèrent un groupe acétyle de 

l’acétyl-CoA vers un groupement amine d’un résidu lysine de la queue de l’histone (Verdone 

et al., 2005).  Elles sont réparties en 5 familles et sont listées dans le tableau 1.  

L’acétylation des histones est reliée à une chromatine transcriptionnellement active. 

L’ajout de groupements acétyles sur les résidus lysines des queues d’histones neutraliserait les 

charges positives de celle-ci et par conséquent diminuerait les capacités d’accrochage des 

histones à l’ADN induisant une augmentation de l’accessibilité des facteurs de transcriptions 

et des co-activateurs au niveau de la chromatine, conduisant ainsi à une activation de la 

transcription génique (Kingston and Narlikar, 1999). Une autre hypothèse est que l’ajout de 

groupement acétyle ferait apparaitre un site de fixation pour des protéines impliquées dans la 

stimulation de la transcription et notamment les protéines à bromodomaine reconnaissant les 

lysines acétylées (Yang, 2004).  
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Figure 8. Modifications post-traductionnelles sur la queue des histones H3 et H4. ac, acétylation ; 

me, méthylation ; ph, phosphorylation (Adaptée de Bhaumik et al., 2007).  

 

 

Familles Substrats (histones) 

GNATs (Gcn5-related acetyltransferase) 

Hat1 H4 

Gcn5 and Gcn5L H3 K9/K14 

Elp3 H3/H4 

Hpa2 H3/H4 

PCAF H3/H4 

MYST (MOZ, Ybf2/Sas3, Sas2, Tip60-related) 

Esa1 H4 

Tip60 H4 

MOF H4 K16/H3 

MOZ 
 

Sas3 H3/H4 

Sas2 H4K16 

P300/CBP 

P300/CBP H3/H4 

General transcription factor HATs 

TAF250 H3/H4 

TFIIIC H3/H4 

Nuclear hormone related HATs 

SRC1 H3/H4 

SRC3/ACTR H3/H4 

Tableau 1. Familles des histones acétyltransferases et les histones cibles associées. 

(Adapté de Adcock et al., 2006). 
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L’acétylation est un phénomène réversible. La suppression des groupements acétyles 

sur la queue des histones est effectuée par les enzymes histone désacétylases (HDAC). Il 

existe quatre familles d’HDACs qui sont listées dans le tableau 2.  

 

Famille d’HDACs Substrats (histones) 

Classe I  

HDAC 1 H3/H4 

HDAC 2 H3/H4 

HDAC 3 H3/H4 

HDAC 8 H3/H4 

Classe II  

HDAC 4 H3/H4 

HDAC 5 H3/H4 

HDAC 6 H3/H4 

HDAC 7 H3/H4 

HDAC 9 H3/H4 

HDAC 10 H3/H4 

Classe III  

SIRT 1 H3/H4; Protéines non-histone 

SIRT 2 H3/H4; Protéines non-histone 

SIRT 3 H4; Protéines non-histone 

SIRT 4 Protéines non-histone 

SIRT 5 H4; Protéines non-histone 

SIRT 6 H3; Protéines non-histone 

SIRT 7 Protéines non-histone 

Classe IV 

HDAC 11 H3/H4 

Tableau 2. Familles des histones déacétylases et les substrats associés. 

(Adapté de Adcock et al., 2006 ; Renthal and Nestler, 2009). 

 

 

Les HDACs de classe I sont exprimées de façon ubiquitaire. Elles sont localisées 

exclusivement dans le noyau et agissent majoritairement en tant que répresseurs 

transcriptionnels en étant associées à un complexe répresseur.  

Les enzymes de classe II sont à la fois nucléaires et cytoplasmiques. Il a été démontré 

dans l’hippocampe que suite à l’activation cellulaire provoquée par un influx calcique, les 
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enzymes HDAC4 et 5 sont exportées vers le noyau (Schlumm et al., 2013). Cette 

translocation nucléaire suggère que cette classe d’HDAC serait impliquée dans le lien déjà 

établi entre activité synaptique et remodelage de la chromatine. L’enzyme HDAC6 a été mise 

en évidence dans le transport de vésicules cytoplasmiques et notamment les vésicules 

transportant le BDNF (Xu et al., 2014), facteur neurotrophique dont nous reparlerons plus 

tard.  

Les HDACs de classe III sont appelées sirtuines (SIRT). Les substrats de ces enzymes 

ne sont pas uniquement les histones. Elles peuvent désacétyler de nombreux facteurs de 

transcription, de co-régulateurs ainsi que des régulateurs du cycle cellulaire et du programme 

apoptotique. La désacétylation par les sirtuines de ses substrats peut conduire à une répression 

mais également à une stimulation de l’activité (Renthal and Nestler, 2009).  

Enfin, la dernière enzyme identifiée sur homologie de domaine avec les enzymes des 

classe I et II est la HDAC11 qui forme à elle seule la famille de classe IV. Cette enzyme 

possède un site catalytique histone désacétylase (Gao et al., 2002), est majoritairement 

localisée dans le noyau au niveau du SNC et semble jouer un rôle prépondérant au cours du 

développement et dans la maturation neuronale (Liu et al., 2008).  

 La désacétylation des histones par les HDACs conduit à une compaction de la 

chromatine et ainsi réprime la transcription. Cependant, les HDACs ne semblent pas se fixer 

directement à l’ADN mais nécessitent l’association à des partenaires protéiques pour ensuite 

désacétyler les histones. Les HDACs vont former un complexe répresseur de la transcription 

en établissant, par exemple, des interactions avec des protéines capables de s’accrocher à 

l’ADN méthylé (une autre modification épigénétique sur laquelle nous reviendrons plus tard). 

Les complexes répresseurs les plus étudiés font intervenir les HDACs 1 et 2. Ces deux 

enzymes sont retrouvées dans le complexe Sin3A, CoRest et NuRD (Figure 9). 
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Figure 9. Composition des complexes répresseurs contenant les HDACs 1 et 2 (Adaptée de 

Delcuve et al., 2012). 

 

 

Le complexe Sin3A avec ses partenaires SAP30 et 18 ainsi que les protéines RbAp 

servent de plateforme pour l’ajout d’autres protéines enzymatiques comme les méthylases de 

l’ADN et des histones. L’induction de la répression transcriptionnelle s’opère par la 

diminution de l’accès des éléments régulateurs situés sur la chromatine aux facteurs de 

transcription. 

Le complexe CoREST dont le nom a comme origine le facteur REST (RE1 silencing 

transcription) qui recrute les différents partenaires pour une fixation sur l’ADN au niveau 

d’un motif RE1, est situé sur de nombreux gènes encodant les caractéristiques neuronales. 

LSD1 au sein de ce complexe catalyse la démethylation de l’histone H3 (cf II.D.2) pour 

contribuer à la facilitation de la répression.  

 Les composants du complexe NuRD semblent être plus variables. Ce complexe 

rassemble des protéines capables de lier l’ADN méthylé comme les protéines MBD (Methyl-

binding protein), les protéines MTA (metastasis-associated protein) ainsi que des protéines 

comme Mi2 impliquées dans le remodelage de la chromatine ATP-dépendante. 

 Les HDACs elles-mêmes peuvent être sujettes à des modifications post-

traductionnelles comme la phosphorylation. Cette dernière a pour conséquence d’augmenter 

leur activité enzymatique mais aussi de favoriser les interactions avec les autres partenaires 

protéiques (Sengupta and Seto, 2004). 
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2 – La méthylation  

La méthylation qui se produit sur les résidus des queues des histones H3 et H4 est 

catalysée par les histones méthyltransférases (HMT). Un résidu peut être mono-, di- ou 

triméthylé. Ces enzymes sont classées en deux groupes distincts :  

- les histones méthyltransférases (HKMTs) catalysent la méthylation sur les résidus 

lysines (K) ; 

- les protéines méthyltransférases (PRMTs) catalysant la méthylation sur les résidus 

arginines. 

Il existe cinq lysines qui peuvent être méthylées sur l’histone H3 (K4, K9, K27, K36 et 

K79) et une sur l’histone H4 (K20) (Figure 8). La méthylation sur les lysines H3K9, H3K27 

et H4K20 a été proposée comme répresseur de la transcription. Plus particulièrement, les 

méthylations de H3K9 et H3K27 ont été reliées à l’inactivation du chromosome X (Mermoud 

et al., 2002) et un fort enrichissement de H3K9 méthylée a été mis en évidence dans les 

régions centromériques hautement condensées correspondant à l’hétérochromatine. La 

méthylation de H4K20 a, quant à elle, été reliée à la chromatine silencieuse, 

transcriptionnellement inactive, ainsi qu’à le prévention de l’acétylation de H4K16, marque 

de chromatine active (Nishioka et al., 2002). A l’inverse, la méthylation sur les lysines K4, 

K36 et K79 de l’histone H3 est liée à l’euchromatine et donc à une transcription active. Parmi 

ces méthylations, celle de H3K4 est la plus étudiée et semble jouer un rôle central dans la 

permissivité de la transcription en association avec H3K79 et H3K36. H3K79 et H3K4 

méthylées ont été identifiées pour intervenir dans le blocage du déploiement de 

l’hétérochromatine et donc de la répression de la transcription (Nishioka et al., 2002 ; Ng et 

al., 2003a). La méthylation de H3K4 prévient la fixation du complexe de répression NuRD (cf 

II – D – 1) (Zegerman et al., 2002) et les différents niveaux de méthylation semblent avoir un 

rôle sensiblement différent. En effet, la diméthylation sur H3K4 est reliée à l’euchromatine 
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mais ne l’est pas à des régions actives en transcription, tandis que la triméthylation est 

corrélée à des régions où les gènes sont transcrits et semble intervenir dès le début de la 

transcription (Ng et al., 2003a ; Santos-rosa et al., 2002). Des études ont montré que des 

complexes protéiques contenant des HKMTs étaient associés aux mécanismes d’élongation 

par l’ARN polymérase II et que ces HKMTs étaient impliquées dans la méthylation de 

H3K36 et H3K4 (Ng et al., 2003b ; Gerber and Shilatifard, 2003).  

Longtemps considérée comme une marque épigénétique stable et irréversible à cause 

de la difficulté de mettre en évidence des enzymes capables de déméthyler, la méthylation est 

en réalité une modification dynamique comme l’est l’acétylation. La première histone 

déméthylase a été découverte en 2004 (Shi et al., 2004). Les histones lysines déméthylases 

(KDM) sont listées dans le tableau 3. 

 

Famille Membres Substrats 

KDM1 LSD1, BHC110, AOF2, LSD2, AOF1 
H3K4me2/1 

H3K9me2/1 

KDM2 JHDM1A, CXXC8, FBL7 
H3K36me2/1 

H3K4me3 

KDM3 TSGA, JHDM2A,JMJD1A2, JHMD2A, JHDM2B, NET22 H3K9me2/1 

KDM4 JHDM3A, JMJD2, JHDM3B, JMJD2B, GASC1, JHDM3C, JMJD2C 
H3K9me3/2 

H3K36me3/2 

KDM5 
JARID1A, RBBP2, JARID1B, RBBP2H1A, PLU1, CT31, JARID1C,  

SMCX, XE169 
H3K4me3/2 

KDM6 UTX, JMJD3 H3K27me3/2 

KDM7 JHDM1D 
H3K9me2/1 

H3K27me2/1 

PHF8 JHDM1F, ZNF422 H4K20me1 

Tableau 3. Les histones lysines déméthylases et les substrats associés. me, méthyle (Adapté de 

Crea et al., 2012 ; Rotili and Mai, 2011 ; Liu et al., 2010). 

 

 

La méthylation des résidus arginine est moins étudiée que celle des lysines. 

Néanmoins, la méthylation sur le résidu arginine 3 de l’histone H4 a été décrite comme  

facilitant l’acétylation de H4 subséquente (Wang et al., 2001) et ainsi permettre l’activation 
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de la transcription. Concernant la méthylation de H3R2, il a été démontré que la 

diméthylation de ce résidu pouvait être soit répresseur soit facilitateur de la méthylation de 

H3K4 et inversement, la triméthylation de H3K4 facilite la diméthylation de H3R2 (Binda, 

2013). D’autre part, les méthylations sur les résidus arginines 8 et 26 de l’histone H3 sont 

répressives de la méthylation sur les résidus lysines 9 et 27 de l’histone H3. Ces données 

suggèrent qu’en plus du niveau de régulation par les HMTs, la méthylation sur des résidus 

spécifiques prévient ou facilite la méthylation sur d’autres résidus, et que cette régulation est 

probablement due à des changements conformationnels de la queue de l’histone (Binda, 

2013).  

La déméthylation des résidus arginines est moins connue et moins étudiée. Cependant, 

il a été mis en évidence que H3R2 et H4R3 étaient déméthylées par une déméthylase 

commune, JMJD6 (Chang et al., 2007). Une autre enzyme, PAD4 semble également 

intervenir dans la déméthylation des arginines de H3 et H4 (Wang et al., 2004).  

 

3 – Autres modifications post-traductionnelles des histones  

Parmi les autres modifications post-traductionnelles des histones figurent la 

phosphorylation, la SUMOylation et l’ubiquitination. La phosphorylation est possible sur les 

résidus sérine et thréonine et les plus étudiées sont celles se trouvant sur l’histone H3. La 

phosphorylation sur l’histone H4 est également possible sur la sérine 1 et jouerait un rôle 

pendant la réparation de l’ADN (Cheung et al., 2005). Concernant l’histone H3, la 

phosphorylation la mieux connue est celle de la serine 10 (H3S10ph) qui est effectuée par 

l’enzyme Aurora B. Cette modification a été fortement liée à la mitose puisqu’on la retrouve 

en grande quantité lors du passage de la phase G2 à la prophase, sous-tendant un rôle dans la 

condensation des chromosomes (Van Hooser et al., 1998), bien que d’autres données 

concluent à un rôle non essentiel dans cette condensation (de la Barre et al., 2001). D’autres 
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phosphorylations comme H3S28 et H3T3 sont aussi retrouvées durant la mitose (Goto et al., 

2002 ; Dai et al., 2005). 

La phosphorylation sur l’histone H3 n’est pas seulement impliquée dans les 

évènements mitotiques. En effet, elle est également importante dans la régulation de la 

transcription génique et plus particulièrement des gènes de réponse immédiate. In vitro, 

lorsqu’un stimulus est appliqué sur des cellules, celui-ci conduit à une activation des MAP 

kinases, notamment ERK, qui à leur tour induisent une activation des enzymes phosphorylant 

H3. Le blocage de la phosphorylation de H3 dans de tels protocoles semble inhiber 

l’expression des gènes de réponse immédiate confortant l’hypothèse que H3 intervient bien 

dans les mécanismes de la transcription (Clayton et al., 2003). 

Les histones peuvent être également modifiées par ubiquitination. Cette modification 

consiste en l’ajout sur des résidus lysines d’un groupement ubiquitine. Contrairement à la 

poly-ubiquitination des protéines qui conduit à la dégradation de celles-ci par le protéasome, 

l’ubiquitination des histones, et plus particulièrement celle des histones H2A, H2B, régule la 

transcription positivement ou négativement (Kouzarides, 2007). 

La SUMOylation, qui consiste en l’ajout d’un groupement SUMO (small ubiquitin-

related modifier) sur une lysine de H4, H2A ou H2B antagonise l’effet de l’acétylation et de 

l’ubiquitination qui ont lieu sur les mêmes résidus lysines ce qui induit la répression de la 

transcription génique (Nathan et al., 2006). 

D’autres modifications post-traductionnelles peuvent être effectuées sur la queue des 

histones, il s’agit de l’ADP ribolysation, la déimination et l’isomérisation des prolines. Ces 

différentes modifications semblent également jouer un rôle dans la régulation de la 

transcription (Kouzarides, 2007). 
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4 – Récapitulatif des modifications post-traductionnelles  

 L’ensemble des modifications post-traductionnelles des histones que nous avons 

exposées précédemment sont rassemblées dans le tableau 4 afin de donner une vision globale 

du rôle de ces modifications biochimiques dans la transcription génique.  

 

Histones Résidus Numéros Modifications Effet sur la transcription 

H3 

K 9, 14, 18, 23 Ac Activateur 

K 4, 36, 79 me Activateur 

K 9, 27 me Répresseur 

R 2, 8, 26 me Activateur / Répresseur 

S 10, 28 Ph Activateur / Mitose 

T 3 Ph Activateur / Mitose 

H4 

K 5, 8, 12, 16 Ac Activateur 

K 20 me Répresseur 

K  Sumo Répresseur 

R 3 me Activateur via H4Ac 

S 1 Ph Réparation de l’ADN 

H2A 
K  Ub Activateur / Répresseur 

K  Sumo Répresseur 

H2B 
K  Ub Activateur / Répresseur 

K  Sumo Répresseur 

Tableau 4. Récapitulatif des différentes modifications post-traductionnelles ayant lieu sur les 

différents résidus des queues d’histones et l’effet sur la transcription associé. H3 : histone H3 ; 

H4 : histone H4 ; H2A : histone H2 variant A ; H2B : histone H2 variant B ; K : lysine ; R : arginine ; 

S : serine ; T : thréonine ; Ac : acétylation ; me : méthylation ; Sumo : SUMOylation ; Ph: 

phosphorylation.  

 

5 – Le « code » des histones 

Nous venons de voir de façon plus ou moins détaillée les différentes modifications 

post-traductionnelles des histones qui régissent le fonctionnement de la chromatine, aussi bien 

lors des évènements mitotiques, que lors de la régulation de la transcription génique. En 2000, 

le concept de « code histone » a émergé et provient du fait qu’une même modification peut 

être impliquée dans deux fonctions différentes. Celle, intrinsèque à la modification, 
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permettant de réguler positivement ou négativement la transcription et celle permettant 

l’accrochage de protéines régulatrices.  

Il a été clairement établi que les différentes modifications post-traductionnelles des 

histones possédaient un genre de « communication ». Comme présenté dans la figure 10, 

certaines de ces modifications vont pouvoir provoquer l’établissement ou la suppression 

d’autres modifications. Ceci est permis par l’accrochage, sur les résidus modifiés post-

traductionnellement, de protéines qui ensuite vont supprimer ou ajouter des groupements sur 

d’autres résidus. Par exemple, la lecture des groupements acétyles est effectuée par les 

lecteurs des acétyl-lysines à bromodomaine (BRD). La fixation entre les BRDs et les histones 

crée un échafaudage pour l’assemblement d’un complexe protéique qui modifie ensuite 

l’accessibilité de la chromatine aux facteurs de transcription conduisant finalement à la 

régulation de la transcription et au remodelage de la chromatine elle-même. 

 

 
Figure 10. Interactions entre les différentes modifications des histones influençant positivement 

ou négativement d’autres modifications post-traductionnelles (Kouzarides, 2007). 

 

E – La méthylation de l’ADN 

La méthylation de l’ADN est un autre niveau de régulation épigénétique décrite pour 

être essentiellement associée à la répression transcriptionnelle. Cette marque épigénétique 

correspond à l’ajout sur les résidus cytosines en position 5 d’un groupement méthyle donnant 

ainsi une 5-méthylcytosine (5mC). Cette méthylation a lieu uniquement dans le contexte d’un 
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enchainement d’une cytosine (C) et d’une guanine (G) relié par un pont phosphodiester (p) 

formant ainsi le dinucléotide CpG. Cette modification est une marque héritable et a très bien 

été caractérisée dans les processus d’inactivation du chromosome X. Il est estimé que 80 % 

des sites CpG dans le génome sont méthylés (Rothbart and Strahl, 2014). La méthylation de 

l’ADN a été classiquement montrée pour intervenir dans l’extinction transcriptionnelle au 

travers d’un blocage de l’interaction avec les facteurs de transcription mais également pour 

servir de support aux protéines ayant un domaine de fixation pour les groupements méthyles, 

les methyl-binding protein (MBD) qui vont être associées dans un complexe répresseur.  

Théoriquement, la fréquence du nucléotide CpG devrait être largement supérieure à ce 

qui est observé dans la réalité. Cette sous représentation provient du fait que les cytosines 

méthylées dans le contexte CpG sont très sensibles à la mutation et se transforment en 

thymine par désamination (Issa, 1999). Cependant, certaines régions du génome présentent 

une fréquence de CpG élevée qui parfois devient supérieure à ce qui est attendu 

théoriquement. Ces régions riches en CpG sont appelées des îlots CpG. Pour être considéré 

comme tel, un îlot doit rassembler plusieurs paramètres :   

- avoir une taille comprise entre 0,3 et 3 000 bp ; 

- avoir un pourcentage de C et G supérieur à 50 % ; 

- avoir un ratio de CpG observé / attendu supérieur à 0,6. 

 

1 – Contrôle de la méthylation 

Ces îlots sont majoritairement retrouvés au niveau des promoteurs des gènes et sont 

généralement non méthylés (Suzuki and Bird, 2008 ; Prioleau, 2009). Les enzymes qui 

contrôlent la méthylation sont les ADN méthyltransférases (DNMTs) qui utilisent un 

cofacteur, la S-adénosyl-méthionine comme donneur de groupement méthyle (Goll and 

Bestor, 2005). Il existe différentes DNMTs et les principales sont : DNMT1, DNMT3A et 
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DNMT3B. La DNMT1 est impliquée dans le maintien de la méthylation tandis que les 

DNMT3A et 3B sont responsables de la méthylation de novo (Figure 11).  

 

 

Figure 11. Méthylation de l’ADN catalysée par les enzymes DNMT1, 3A et 3B. Lors de la 

réplication de l’ADN, la DNMT1 permet de reproduire le pattern de méthylation à partir du brin 

matrice. Les DNMT3A et 3B sont impliquées dans la méthylation de novo donc dans la régulation de 

la transcription en changeant le profil de méthylation. Me, cytosine méthylée.  

 

 

La DNMT1 contrôle le maintien de la méthylation dans les cellules en prolifération en 

copiant le patron de méthylation du brin d’ADN matrice sur le brin d’ADN nouvellement 

synthétisé en suivant la fourche de réplication (Bostick et al., 2007 ; Sharif et al., 2007).   

La méthylation de novo établi par les enzymes DNMT3A et 3B joue un rôle 

prépondérant pendant l’embryogenèse mais également dans le développement en établissant 

les profils de méthylation (Kaneda, 2004).  
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2 – Contrôle de la transcription génique 

 La méthylation de l’ADN permet de recruter des protéines de liaison à l’ADN 

méthylé, les Methyl-CpG-Binding Proteins (MBPs) (Joulie et al., 2010). Les MBPs sont au 

nombre de 10 réparties en 3 familles : 

- la famille des protéines MBD (Methyl-CpG-Binding-Domain) composée de MeCP2, 

MBD1, MBD2 et MBD4 ; 

- la famille des protéines à domaine SRA (Set and Ring finger-Associated) comprenant 

UHRF1 et UHRF2 ; 

- la famille des protéines à doigts de zinc composée de ZFP57, ZBTB4, Kaiso et 

ZBTB38. 

Toutes ces protéines vont se lier à l’ADN méthylé en reconnaissant les groupements 

méthyles par leur domaine respectif (MBD, SRA ou doigts de zinc). Elles sont considérées 

comme les effectrices de la méthylation de l’ADN. En se liant à l’ADN méthylé, elles créent 

un signal de répression transcriptionnelle en recrutant des histones désacétylases par exemple, 

ainsi que d’autres co-répresseurs pour créer une chromatine silencieuse.  

 

3 – Déméthylation de l’ADN 

 La déméthylation de l’ADN peut se produire soit passivement soit activement. La 

déméthylation passive s’opère par blocage du maintien du profil de méthylation dans les 

cellules en prolifération. En revanche, la déméthylation active fait intervenir un complexe 

enzymatique sur la base à déméthyler. La première étape de cette déméthylation est la 

déamination ou l’oxydation de la base à déméthyler. La déamination de la 5mC est opérée par 

le complexe enzymatique AID/APOBEC1 (Activation-Induced Deaminase)/(APOlipoprotein 

B mRNA-Editing enzyme Complex-1), tandis que l’oxydation est catalysée par les 

dioxygénases de la famille Tet (Ten-eleven translocation) et transforme la 5mC en 5-
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hydroxymethylcytosine. Ensuite, la suppression de la base est effectuée par un mécanisme 

d’excision faisant intervenir deux glycosylases de l’ADN, TDG (Thymine DNA Glycosylase) 

et MBD4 ainsi que les facteurs de la famille GADD45 (Growth Arrest and DNA-Damage 

inducible protein 45) (Figure 12). 

 

 

Figure 12. Méthylation et déméthylation de l’ADN dans le contexte CpG. Les cytosines méthylées 

(cercle plein) peuvent être déméthylées par l’action de AID/APOBEC1 ou Tet et ensuite par les 

enzymes TDG et MBD4. La méthylation des cytosines non méthylées (cercle vide) sera effectuée par 

l’action des DNMTs (Adaptée de Kasprzyk et al., 2013). 

 

 

F – Ethanol et épigénétique : de la prise aiguë à l’addiction 

1 – Effet d’une prise aiguë 

La prise aiguë d’éthanol est caractérisée au niveau comportemental, à la fois chez 

l’humain et chez le rongeur, par une réduction du niveau d’anxiété (Moonat et al., 

2010 ; Pandey et al., 2008 ; Sakharkar et al., 2012 ; Wilson, 1988). Cet effet anxiolytique a 

été corrélé chez des rats préférant pour l’éthanol à une diminution de l’activité des HDACs et 

une augmentation de l’acétylation des histones H3 et H4 dans l’amygdale, région du système 

limbique impliquée dans le contrôle émotionnel (Pandey et al., 2008). De plus, une 

augmentation d’activité de la protéine CREB liant la protéine CBP (CREB-binding protein, 

ayant une activité histone acétyltransférase) est observée dans les régions amygdaloïdes de 
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rats préférant pour l’alcool après une exposition aiguë à l’éthanol (Pandey et al., 2005). Ces 

modifications épigénétiques entraînent une relaxation de la chromatine, conduisant à une 

augmentation de l’expression du neuropeptide Y (NPY) désignée comme responsable de 

l’effet anxiolytique de l’éthanol et le contrôle de la prise d’alcool (Zhang et al., 2010), comme 

nous l’avons déjà mentionné plus haut. 

Des études s’intéressant aux conséquences d’une sensibilisation à l’éthanol dans le 

striatum des souris DBA/2J ont montré que l’activité des enzymes DNMTs et HATs n’était 

pas modifiée par l’éthanol tandis que celle des HDACs l’était, associée à une augmentation de 

l’acétylation de H4 (Botia et al., 2012).  

L’étude de Sakharkar et ses collaborateurs (2012) propose le modèle suivant pour 

expliquer le basculement d’une prise aiguë à une consommation chronique. Lorsque des 

animaux sont exposés une première fois à l’éthanol, celui ci induit des modifications dans 

l’activité des HDACs ainsi que des modifications d’acétylation provoquant une relaxation de 

la chromatine et un effet anxiolytique associé, au moins en partie, à une augmentation de 

l’expression de NPY. Lors de la seconde exposition, ces effets observés ne sont plus retrouvés 

et la chromatine reste dans un état que l’on pourrait qualifier de « normal » avec un niveau 

d’anxiété plus élevé que lors de la première exposition, incitant alors une consommation plus 

importante afin de retrouver les effets comportementaux initiaux, créant ainsi le phénomène 

de renforcement et conduisant à une consommation chronique.  

  

2 – Effet d’une prise chronique 

 a – La méthylation de l’ADN 

La mise en évidence du rôle de la méthylation de l’ADN dans la consommation 

d’éthanol a été effectuée par Williams RJ (1949). Il a démontré qu’un régime alimentaire 

carencé en vitamine B chez les rats induisait une augmentation de la consommation d’éthanol 
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tandis qu’un régime riche en vitamine B la diminuait. Ces effets peuvent s’expliquer  par le 

rôle critique de la vitamine B dans la synthèse de la S-adénosyl-méthionine (SAM), donneur 

de groupement méthyle pour la méthylation des cytosines de l’ADN. Il était alors probable 

qu’une carence en donneur de méthyle soit responsable de l’augmentation de la 

consommation d’éthanol chez ces rats, à cause de la perturbation de la régulation de 

l’expression de certains gènes.  

Hormis l’effet de l’éthanol sur la synthèse de la SAM, la consommation chronique 

d’éthanol peut affecter d’autres mécanismes impliqués dans la méthylation de l’ADN. Un 

métabolite de l’éthanol a été décrit comme altérant l’activité de la DNMT1 (Garro et al., 

1991) et, par ailleurs, il a été montré que les dommages créés par l’alcool résultaient de 

l’activation des mécanismes de réparation de l’ADN, conduisant à une déméthylation des 

cytosines (Kruman et al., 2012 ; Fowler et al., 2012). Ces deux mécanismes conduiraient ainsi 

à une réduction du niveau de méthylation de l’ADN, donc à une hypométhylation globale.  

Des études réalisées chez l’homme montrent cependant que l’hypométhylation de 

l’ADN n’est pas homogène et que seulement certaines régions de l’ADN sont soumises à une 

déméthylation, comme les gènes riches en dinucléotides GC et les rétrovirus endogènes 

(Antony et al., 2004, Pnomoarev et al., 2012). Par ailleurs, l’analyse de 180 000 gènes chez 

des personnes saines et des alcooliques, montre que des groupes de gènes subissent une 

déméthylation et d’autres une méthylation mettant ainsi évidence des mécanismes 

épigénétiques globaux et complexes induits par l’alcool (Manzardo et al., 2012).  

Une autre série d’étude s’est intéressée à la méthylation de la protéine α-synucléine 

dont le rôle dans la consommation d’alcool à été bien décrit : cette protéine est surexprimée, 

notamment dans l’hippocampe, chez des rats consanguins éthanol-préférant (Liang et al., 

2003). L’expression de cette protéine, reliée au « craving » est également augmentée de façon 

significative chez les alcoolo-dépendant (Bönsch et al., 2004). Le profil de méthylation du 
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promoteur de l’α-synucléine est augmenté chez les patients alcooliques (Bönsch et al., 2005) 

suggérant que la consommation d’alcool peut induire de manière gène-spécifique un 

changement dans le profil de méthylation.  

 Des études réalisées in vitro et in vivo appuient l’hypothèse gène-spécifique de 

l’altération de la méthylation. Dans des cultures de cellules neuronales, il a été montré que 

l’exposition à l’éthanol induisait une réduction de l’expression des gènes du cycle cellulaire 

associée à leur hyperméthylation et une augmentation de l’activité des DNMTs (Hicks et al., 

2010). Inversement, une augmentation des transcrits de la sous-unité GluN2B du récepteur 

glutamatergique NMDA est associée à une déméthylation de son promoteur après un 

traitement chronique à l’éthanol chez la souris (Marutha Ravindran and Ticku, 2004).  

 

b – Les modifications des histones  

Les études menées chez l’homme ont montré que la consommation chronique d’alcool 

était responsable de modifications épigénétiques majeures au niveau du SNC. L’abus 

chronique d’alcool induit une augmentation globale et gène-spécifique de la triméthylation de 

H3K4 dans le cortex (Ponomarev et al., 2012). Néanmoins il est possible de trouver soit une 

augmentation soit une diminution de cette marque épigénétique au niveau des promoteurs de 

certains gènes, non corrélées avec la transcription génique. Ces données suggèrent que 

H3K4me3, en tant que marque d’une chromatine accessible, ne serait pas suffisant pour 

permettre la modification d’expression des gènes (Zhou et al., 2011 ; Bernstein et al., 2007) 

mais que cet état de transcription permissive entrainerait une réactivation ultérieure de la 

transcription génique (Taqi et al., 2011).  

La mise en évidence de l’implication des modifications épigénétiques dans les effets 

induits par la prise d’éthanol chronique a été autorisée, en partie, par l’utilisation des 

inhibiteurs d’HDACs dans les modèles animaux. Lors du sevrage de la consommation 
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chronique d’éthanol, une augmentation significative des comportements de type anxieux a été 

observée chez des animaux éthanol-préférant, associée à l’augmentation de l’activité des 

HDACs et la diminution de l’acétylation des histones H3K9 et H4K8 dans l’amygdale 

(Pandey et al., 2008). Le traitement de ces animaux par des inhibiteurs d’HDACs comme la 

trichostatine A (TSA) inverse les effets induits par l’arrêt de la consommation d’éthanol. Le 

sodium butyrate (NaB), un autre inhibiteur de HDACs altère les comportements liés à la 

consommation d’éthanol comme la sensibilisation locomotrice (Sanchis-Segura et al., 2009 ; 

Legastelois et al., 2013). De plus, chez des animaux éthanol-préférant ayant continuellement 

accès à l’alcool et à de l’eau, l’injection quotidienne de TSA augmente la consommation 

d’alcool en libre choix (Wolstenholme et al., 2011). Ces données soulignent que les 

mécanismes épigénétiques jouent un rôle prépondérant à la fois dans la régulation de la 

consommation d’alcool mais également dans les effets directs induits par l’éthanol. 

 Ces modifications de marques épigénétiques au niveau central ne sont pas homogènes. 

L’éthanol augmente l’acétylation dans certaines régions comme le cortex préfrontal et le 

noyau accumbens, mais la réduit dans d’autres comme le striatum (Pascual et al., 2009). Il 

semble aussi que l’effet de l’éthanol ne soit pas le même dans le cerveau « adulte » et dans le 

cerveau « adolescent », ce dernier présentant généralement plus de modifications 

épigénétiques provoquant un remodelage de la chromatine et étant corrélées avec l’induction 

d’une préférence de place conditionnée à l’éthanol (Pascual et al., 2009 ; Pascual et al., 2012).  

 Les changements d’acétylation lors de la prise d’éthanol ne sont pas forcément reliés à 

une modification de l’expression génique et les mécanismes permettant de réguler 

l’expression de gènes spécifiques lors de la consommation d’alcool ne sont pas encore bien 

connus. Cependant, des études semblent clairement impliquer le facteur de transcription 

CREB dans les réponses à la prise d’éthanol. CREB se lie à CBP, protéine possédant une 

activité HAT intrinsèque, qui induit l’activation de la transcription génique après fixation sur 
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les éléments régulateurs situés sur l’ADN. Des études ont montré que dans l’amygdale de rats 

éthanol-préférant, l’expression de CREB et de sa forme activée (P-CREB) était diminuée, 

limitant ainsi sa fixation à l’ADN. Ces différences relevées chez les animaux préférant, versus 

des animaux non préférant, semblent être corrélées aux comportements de type anxieux et à 

une consommation d’éthanol plus importante (Pandey et al., 1999 ; Pandey et al., 2005). 

Ainsi, des niveaux bas de CREB, et donc de liaison à CBP, pourraient induire des diminutions 

d’acétylation des histones et permettre la répression de la transcription génique pendant la 

consommation chronique d’éthanol. Des données chez l’homme pourraient conforter cette 

hypothèse. Les niveaux d’expression de CREB et de CBP semblent être largement diminués 

chez les patients alcooliques et parallèlement, l’expression des transcrits encodant les 

différents partenaires protéiques des complexes répresseurs de transcription, notamment 

associées au HDAC, est augmentée (Ponomarev et al., 2012 ; Zhou et al., 2011, Liu et al., 

2006). 

 La consommation chronique d’éthanol induit chez l’humain une perte du volume des 

régions corticales et sous corticales, certainement responsable des déficits cognitifs observés 

(Crews and Nixon, 2009). Une des régions sensibles à la consommation d’éthanol est 

l’hippocampe, structure cérébrale impliquée dans l’apprentissage et la mémoire. Une 

consommation chronique d’éthanol, diminue l’activité de CREB et réduit la neurogenèse 

située dans la zone sous-granulaire du gyrus denté de l’hippocampe (nous détaillerons plus 

loin). La diminution de l’expression de CREB, et donc du recrutement de CBP, provoque une 

altération de la transcription des gènes cibles de CREB et notamment ceux contrôlant la 

neurogenèse (Crews and Nixon, 2009). Les conséquences épigénétiques de la prise d’éthanol 

sur l’hippocampe à l’âge adulte sont encore mal connues et peu étudiées. Néanmoins, des 

études ont été menées dans d’autres structures cérébrales. Il a été montré que la prise 

chronique d’éthanol affectait l’expression du BDNF (Brain-Derived Neurotrophic Factor), 
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protéine régulant la neurogenèse de l’hippocampe, la plasticité synaptique mais également la 

consommation d’éthanol dans le striatum (Janak et al., 2006 ; Jeanblanc et al., 2013a,b ; 

Jeanblanc et al., 2009). Des analyses menées dans l’amygdale de rat éthanol-préférant ont 

révélé que l’activité des HDACs nucléaires et notamment de la HDAC2 était largement 

supérieure à des rats non éthanol-préférant. Ces modifications sont corrélées avec une faible 

acétylation de H3K9 et H3K14. Lors d’une exposition à l’éthanol, les rats éthanol-préférant 

présentent une diminution de l’activité de HDAC2 associée à une augmentation de 

l’acétylation du gène du BDNF et une atténuation des comportements de types anxieux. La 

suppression de l’expression de HDAC2 induit une baisse des comportements de types anxieux 

et une augmentation de l’acétylation sur le gène du BDNF ainsi qu’une atténuation de la prise 

volontaire d’éthanol (Moonat et al., 2013).  

 

L’ensemble des ces données, associées avec celles exposées dans la partie sur la 

neurobiologie de l’alcoolo-dépendance, font état de mécanismes neuro-adaptatifs complexes, 

induits par la prise chronique d’éthanol et responsables du maintien de cette consommation. 

Le BDNF, dont nous venons de parler, exerce un rôle majeur dans les phénomènes de 

plasticité cérébrale dans les maladies psychiatriques (Boulle et al., 2012) et les addictions 

notamment à l’alcool (Davis, 2008). Par ailleurs, son rôle est clairement démontré dans le 

processus neurogénique de l’hippocampe chez l’adulte, une forme de plasticité cérébrale 

indispensable au maintient des performances cognitives tout au long de la vie d’un individu. 

Nous nous attacherons dans la partie suivante à apporter les éléments nécessaires à la 

compréhension de la régulation de la neurogenèse hippocampique adulte et terminerons par 

les effets de l’alcool sur cette forme de plasticité.  
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III – NEUROGENESE ADULTE ET PLASTICITE  

 La neurogenèse est définie comme une production de neurones à partir de cellules 

souches multipotentes. Nous pouvons distinguer deux types de neurogenèse :  

- embryonnaire, qui débute in utero et se poursuit durant le développement ; 

- adulte, qui se poursuit tout au long de la vie d’un individu. 

La neurogenèse est un processus séquentiel qui commence par la prolifération des 

cellules souches, ou précurseurs neuronaux, afin de donner naissance à une cellule fille qui va 

ensuite se différencier pour acquérir les caractéristiques requises pour son intégration 

ultérieure au réseau neuronal préexistant. La dernière étape, qui n’est pas la moins importante, 

est la survie de ces cellules nouvellement formées pour pouvoir établir des connexions stables 

et fonctionnelles avec les autres cellules.  

 Chez les rongeurs, deux zones sont soumises à une neurogenèse à l’âge adulte. La 

première concerne la zone sous-ventriculaire qui borde les ventricules latéraux. Les neurones 

qui y sont produits vont ensuite cheminer le long d’une voie de migration rostrale (Rostral 

Migratory Stream : RMS) pour intégrer le bulbe olfactif (Figure 13). La seconde zone se 

trouve au niveau de l’hippocampe et plus particulièrement au niveau de la zone sous 

granulaire qui borde le gyrus denté. Les neurones produits dans cette zone migreront dans la 

couche granulaire afin d’être intégrés au réseau neuronal hippocampique (Figure 13).  

 Chez l’homme, on a longtemps pensé que la neurogenèse adulte produisait très peu de 

neurones. Très récemment, ce dogme a été bousculé par une équipe du Karolinska Institute en 

Suède (Spalding et al., 2013). La stratégie originale adoptée par cette équipe est née des essais 

nucléaires réalisés pendant la guerre froide. Lors de ces essais, le niveau atmosphérique de 

carbone 14 (
14

C) était très élevé et a commencé à décroitre après la signature du traité 

d’interdiction partielle des essais nucléaires en 1963 concernant les essais réalisés dans 

l’atmosphère et sous l’eau. Cette décroissance était due à l’absorption du 
14

C par le biotope 
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pour la constitution des biomolécules, notamment lors de photosynthèse. L’homme en 

consommant ces plantes ou les animaux qui les avaient consommées, a absorbé à son tour le 

14
C. Ce carbone a été ensuite incorporé à son ADN lors des évènements de mitose pour la 

duplication des chromosomes. L’intégration du 
14

C dans l’ADN nouvellement synthétisé a été 

effectuée suivant la concentration atmosphérique présente à l’époque. Cette équipe a utilisé 

une méthode de datation fine au 
14

C afin de définir la date exacte de naissance des cellules 

néoformées de façon rétrospective. Ils ont ainsi pu démontrer que, dans le cerveau humain 

adulte, la neurogenèse adulte était aussi importante que chez le rongeur, supportant ainsi 

l’hypothèse selon laquelle la neurogenèse adulte contribue à la fonction du cerveau chez le 

mammifère. 

 

Figure 13. Représentation schématique des zones soumises à une neurogenèse adulte chez 

l’humain (A) et chez le rongeur (B). SVZ, zone sous-ventriculaire ; SGZ, zone sous-granulaire ; 

Hipp, hippocampe ; DG, gyrus denté ; V, ventricule latéral ; RMS, voie de migration rostrale ; OB, 

bulbe olfactif ; CB, cervelet (Adaptée de Ghashghaei et al., 2007). 
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L’homme apparait comme étant le seul mammifère chez qui la neurogenèse du bulbe 

olfactif n’est pas détectable (Bergmann et al., 2012 : Sanai et al., 2011). Cependant, les 

cellules souches de la zone sous-ventriculaire responsables de la neurogenèse du bulbe 

olfactif sont également présentes chez l’homme mais ne migrent quasiment pas au niveau du 

bulbe. L’équipe suédoise mentionnée précédemment a démontrée, avec la même technique de 

datation, que ces cellules souches humaine migraient vers le striatum pour former des inter-

neurones tout au long de la vie de l’individu (Ernst et al., 2014). Ces données inattendues 

posent maintenant de nouvelles questions : pourquoi existe-t-il une neurogenèse striatale chez 

l’humain et pas chez les autres espèces ? Quelle est la fonction de ces nouvelles cellules ?  

 

Nous détaillerons ici uniquement la neurogenèse hippocampique adulte qui a fait 

l’objet des études exposées dans la suite du manuscrit. Nous parlerons de la régulation et 

l’implication dans la fonction du cerveau adulte du maintien de la production de nouvelles 

cellules ainsi que les conséquences d’une exposition à l’éthanol sur la neurogenèse. 

 

A – L’hippocampe  

1 – Les connectivités 

L’hippocampe est une structure bilatérale et symétrique appartenant au système 

limbique. Il est situé au sein des lobes temporaux des hémisphères cérébraux et se 

compose (Figure 14):  

- de quatre aires contiguës formant la Corne d’Ammon (CA), CA1, CA2, CA3 et 

CA4)  

- du subiculum 

- du gyrus denté (DG) 

- de l’hilus du DG 
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Figure 14. Schéma structural de la formation hippocampique chez le rongeur. CA1, CA2 et CA3, 

corne d’ammon ; DG, gyrus denté ; H, hilus ; sg, stratum granulosum ; mf, fibres moussues ; sr, 

stratum radiatum ; sp, stratum pyramidale ; sc, collatérales de Schaffer ; S, subiculum ; EC, cortex 

entorhinal ; pp, voie perforante. 

 

L’hippocampe possède deux types majoritaires de cellules nerveuses : les cellules 

pyramidales qui composent le stratum pyramidale de la corne d’Ammon et les cellules 

granulaires formant le stratum granulosum dans le DG (Figure 14). Le circuit hippocampique 

le plus simple est un circuit trisynaptique et unidirectionnel. Illustrées sur la figure 14, les 

cellules du cortex entorhinal (EC) envoient leurs axones vers les cellules granulaires du DG 

formant ainsi la voie perforante (pp). Les axones des cellules granulaires du DG appelés fibres 

moussues (mf) projettent vers CA3 qui à leur tour contactent CA1 par leurs axones appelés 

collatérales de Schaffer (sc). Enfin, les neurones de CA1 envoient leur projection en dehors de 

l’hippocampe par le subiculum qui projette ensuite vers le cortex enthorinal formant ainsi une 

boucle. D’autres sous-régions de l’hippocampe telles que CA1, CA3 et le subiculum sont 

directement contactées par le cortex enthorinal.  

 L’hippocampe droit et gauche communique par le biais des afférences commissurales 

passant par la fimbria. Les différentes sous-régions de l’hippocampe communiquent entre 
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elles par des connexions dites homotopiques. Ainsi, CA3 projette vers CA3 et CA1 vers CA1. 

En revanche, le CA1 et le DG reçoivent des afférences de CA3.  

 En plus des afférences reçues de l’hippocampe controlatéral et du cortex enthorinal, 

l’hippocampe reçoit des afférences de l’aire du septum médian qui se projettent sur les 

neurones pyramidaux et les interneurones de la corne d’Ammon et du DG. Des projections du 

tronc cérébral se projettent également sur les neurones pyramidaux de CA1, CA3 et sur le DG 

et exercent une action inhibitrice. 

 Les neurones pyramidaux concentrent leurs axones dans un faisceau appelé fornix qui 

longe l’hippocampe créant ainsi la principale voie efférente de l’hippocampe. Le fornix se 

projette vers le noyau accumbens, la formation réticulée ou encore le tronc cérébral. 

 

2 - La zone sous-granulaire du gyrus denté et la neurogenèse 

 Comme évoqué précédemment, l’hippocampe est une région du cerveau adulte qui 

produit de nouvelles cellules tout au long de la vie d’un individu. Cette production se situe 

dans la SGZ, région à l’interface de l’hilus et de la couche des cellules granulaires (GCL) du 

DG (Figure 15). L’épaisseur de la SGZ est d’environ 50 µm et elle est composée de niches de 

cellules souches et de progéniteurs. Ces deux types de cellules possèdent des vitesses de 

division différentes. Les premières sont les cellules souches de type 1 (NSC type 1) qui sont 

soit quiescentes, soit à vitesse de division lente. Ces cellules expriment la protéine GFAP 

(glial fibrillary acidic protein) et la nestine, sont orientées radialement et s’étendent au travers 

de la couche granulaire (Kempermann et al., 2004). Les autres cellules de type 1 ont une 

orientation horizontale et se divisent plus rapidement (Lugert et al., 2010) (Figure 15). La 

neurogenèse débute par la division des cellules NSC de type 1 permettant ainsi de générer des 

progéniteurs à amplification transitoire (TAPs) qui ont la capacité de se différencier par la 

suite en neurones ou en astrocytes. Lors de la division cellulaire, ces cellules peuvent être 
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identifiées par la présence de PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen) ou encore du Ki-67 

(von Bohlen und Halbach, 2011). Les TAPs sont de petites cellules qui sont retrouvées en  

groupe au sein de la SGZ. 

 

 

 

Figure 15. La neurogenèse adulte au niveau de la SGZ du gyrus denté de l’hippocampe : 

marqueurs protéiques. (A) La SGZ est composée de cellules souches neuronales radiales et 

horizontales (NSCs, rose) ; de progéniteurs à amplification transitoire (TAPs, orange) ; de 

neuroblastes (jaune) ; de neurones granulaires immatures (vert) ; de neurones granulaires matures 

(bleu). (B) La progression de la différentiation neuronale peut être suivi par l’enchainement successif 

de marqueurs protéiques. ML, couche moléculaire ; GCL, couche de cellules granulaires ; SGZ, zone 

sous-granulaire (Adaptée de Hsieh J, 2012). 

 

Différents types de TAPs sont à distinguer : les TAPs  2a, 2b et 3 (Kronenberg et al., 2003).  

Ils peuvent être identifiés par des marqueurs cellulaires représentatifs du stade de 

différenciation des cellules. Les types 2a expriment la protéine nestine tout comme le type 2b. 

En plus de l’expression de la nestine, le type 2b exprime également la doublecortine (DCX). 

La progression vers le type 3 puis vers le développement d’un nouveau neurone 

s’accompagne de la suppression de l’expression de la nestine associée au maintien de 

l’expression de la DCX. Enfin, la baisse d’expression de la DCX puis l’augmentation de 

l’expression de la calrétinine et de la protéine NeuN marque la transition entre les neurones 

immatures et les neurones matures (Figure 15). Ces nouvelles cellules formées sont des 
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cellules granulaires glutamatergiques qui seront structurellement et fonctionnellement matures 

en 6 à 8 semaines (Van Praag et al., 2002 ; Zhao et al., 2006).   

 

3 – La régulation de la neurogenèse 

a – La régulation par les facteurs de transcription 

Les différentes étapes de la neurogenèse décrites précédemment sont contrôlées par un 

enchainement de facteurs de transcription à chaque stade de la prolifération et de la 

différentiation (Figure 16).  

 L’entrée en prolifération des NSCs de type 1 ou l’auto-renouvellement du stock de 

cellules souches semblent être contrôlés par des facteurs de transcription tels que Sox2 (SRY-

box transcription factor 2). En effet, les NSCs radiales et horizontales expriment largement 

Sox2 (Komitova and Eriksson, 2004 ; Lugert et al., 2010) et l’expression de Sox2 coïncide 

avec l’expression de PCNA qui est un marqueur de prolifération des cellules de type 2a (Ferri 

et al., 2004). Le rôle de Sox2 semble se situer d’avantage dans le maintien de la population de 

cellules souches neuronales et dans l’auto-renouvellement. En effet, différentes études ont 

montré que la baisse d’activité de la signalisation Notch, impliquée dans la différenciation et 

la communication cellulaire, est associée à la diminution d’expression de Sox2 conduisant à 

une déplétion des cellules de type 1 et une différentiation prématurée en neurones (Ehm et al., 

2010 ; Ables et al., 2010). En plus de ce lien avec Sox2, la signalisation Notch semble cibler 

des facteurs de transcriptions appartenant à la famille bHLH (basic Helix-Loop-Helix) afin de 

maintenir le pool de NSCs. C’est le cas de Mash1 (ou Ascl1) dont l’expression est retrouvée 

dans les cellules de type 1 mais également de type 2 (Pleasure et al., 2000 ; Kim et al., 2007).  

Un autre facteur de transcription qui intervient dans la régulation de la quiescence des NSCs 

est REST (RE1 silencing transcription factor). Ce facteur est impliqué dans la répression de la 

différentiation neuronale lors du développement embryonnaire (Aoki et al., 2012) et est 
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exprimé dans les cellules de type 1. Son expression est diminuée dans les cellules exprimant 

NeuroD1, un autre facteur de transcription appartenant à la famille bHLH marquant un stade 

plus avancé de la différentiation neuronale (Gao et al., 2011). L’ensemble de ces facteurs 

intervient dans la régulation de l’auto-renouvellement du pool de cellules souches et permet 

ainsi de le maintenir en réprimant l’expression des gènes neuronaux.  

 

Figure 16. Neurogenèse adulte au niveau de la SGZ du gyrus denté de l’hippocampe : 

marqueurs transcriptionnels. (A) La SGZ est composée de cellules souches neuronales radiales et 

horizontales (NSCs, rose) ; de progéniteurs à amplification transitoire (TAPs, orange) ; de 

neuroblastes (jaune) ; de neurones granulaires immatures (vert) ; de neurones granulaires matures 

(bleu). (B) La progression de la différentiation neuronale peut être suivi par l’enchainement successif 

de marqueurs protéiques. (C) Chaque étape de la neurogenèse est contrôlée par l’expression 

séquentielle de facteurs de transcription. ML, couche moléculaire ; GCL, couche de cellules 

granulaires ; SGZ, zone sous-granulaire (Adaptée de Hsieh J, 2012). 

 

La transition des cellules de type 1 aux TAPs et neuroblastes (type 3) est marquée par 

une augmentation d’expression d’autres facteurs de transcription de la famille bHLH. Il s’agit 

notamment de l’expression de la neurogenine 2 (Neurog2) qui intervient dans les cellules de 

type 2 exprimant déjà Sox2 et Mash1 ainsi que dans les cellules de type 3 qui quant à elles, 
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expriment la protéine DCX (Hodge et al., 2008 ; Roybon et al., 2009). Cette étape est 

également marquée par la répression de l’expression du facteur REST qui semble être 

contrôlée par les facteurs de la famille bHLH et plus particulièrement NeuroD2 (Ravanpay et 

al., 2010). L’avancée vers les stades plus en aval de la neurogenèse est marquée par 

l’augmentation de l’expression de NeuroD1 au niveau des cellules de type 2b exprimant la 

DCX. NeuroD1, dont la transcription est dépendante de la voie Wnt/b-caténine, intervient 

dans la différentiation et la survie des précurseurs neuronaux (Gao et al., 2009). En effet, des 

animaux invalidés pour le gène NeuroD1 présentent uniquement quelques cellules 

différenciées en neurones granulaires. D’autres membres de la famille Sox sont ensuite 

impliqués dans le passage des neuroblastes aux neurones immatures comme Sox11 exprimé 

dans les TAPs mais ensuite réprimé dans les neurones immatures. Son rôle est de promouvoir 

la différentiation neuronale et ne semble pas intervenir dans la différentiation astrocytaire 

(Haslinger et al., 2009).  

La transformation en neurone mature est marquée par l’expression d’une protéine 

également dépendante de la voie Wnt/b-caténine, Prox1. Son expression est présente dès les 

stades tardifs des cellules de type 3, et jusque dans les neurones matures. Prox1 est nécessaire 

à la maturation et la survie des cellules nouvellement formées (Lavado et al., 2011 ; Karalay 

et al., 2011). Le facteur de transcription CREB est également impliqué dans la maturation 

neuronale et la survie en stimulant la pousse dendritique (Jagasia et al., 2009).   

 L’ensemble de ces données montre que le bon déroulement de la neurogenèse 

nécessite l’enchainement de l’expression d’une multitude de facteurs de transcription afin de 

promouvoir la formation de nouveaux neurones ou de maintenir le pool de cellules souches. 

La neurogenèse peut être influencée par plusieurs paramètres : l’activité induite par d’autres 

neurones, le micro-environnement créé par les cellules voisines aux cellules souches ou 

encore par des stimuli externes.  
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b – La régulation dépendante de l’activité 

 L’hippocampe et plus particulièrement le DG possède un grand nombre d’inter-

neurones GABAergiques qui produisent et libèrent du GABA. Les cellules nouvellement nées 

sont insensibles aux effets du GABA. Cependant, la formation de synapses GABAergiques 

les rend sensibles à la dépolarisation induite par le GABA et conduit ensuite à la formation de 

contacts glutamatergiques. Ces derniers permettent l’inversion de l’effet dépolarisant du 

GABA en effet hyperpolarisant, appelé le « switch » GABAergique, et constitue un signe de 

maturité neuronale (Esposito et al., 2005).  

Le GABA joue un rôle inhibiteur de la reprise de prolifération des cellules souches et 

des précurseurs. En effet, la suppression de la sous-unité α4 du récepteur GABA induit une 

augmentation de la prolifération au niveau de la SGZ et la délétion de la sous-unité α2 altère 

la migration neuronale dans la GCL (Duveau et al., 2011), indiquant ainsi que la signalisation 

GABAergique exerce un effet d’une part inhibiteur par rapport à la prolifération et d’autre 

part stimulant pour la mise en place structurelle des nouvelles cellules formées. Par ailleurs, 

l’apport de GABA provoque une augmentation de la concentration intracellulaire en calcium, 

accompagnée d’une accumulation intracellulaire du facteur de transcription NeuroD et 

corrélée avec la différentiation neuronale (Tozuka et al., 2005).  

Dans la suite du processus de neurogenèse, le passage d’un neurone immature à un 

neurone mature est surtout marqué par l’extension des prolongements dendritiques. Lors de 

cette étape, il a été démontré que, chez la souris, l’administration d’un antagoniste 

GABAergique induisait une réduction de la longueur des dendrites et de la densité des épines 

dendritiques, ayant pour conséquence une limitation de l’intégration des nouvelles cellules 

dans le réseau neuronal pré-existant (Sun et al., 2009). A l’inverse, un agoniste GABAergique 

augmente la longueur des dendrites des neurones chez la souris (Ge et al., 2006). Ces 

éléments indiquent clairement que le GABA exerce un double rôle lors du processus 
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neurogénique dans l’hippocampe. D’une part, il permet de maintenir le pool de cellules 

souches en empêchant la reprise du cycle cellulaire, et d’autre part, il stimule la différentiation 

neuronale des cellules nouvellement nées lors des étapes plus tardives de la neurogenèse. 

D’autres neurotransmetteurs sont impliqués dans la régulation de la neurogenèse. Lors 

de la synaptogenèse, qui précède le « switch » GABAergique, les premiers apports 

glutamatergiques excitateurs sont reçus par les nouvelles cellules formées (Ge et al., 2006). 

Ces nouveaux neurones glutamatergiques deviennent alors pleinement fonctionnels, 

s’intègrent dans le réseau, et peuvent à leur tour réguler l’activité des interneurones qui eux 

même influencent la neurogenèse.  

En plus des interneurones GABAergiques du DG, des interneurones cholinergiques 

innervent le DG. La suppression de ces neurones cholinergiques induit un déficit en 

neurogenèse conduisant à une réduction de nouvelles cellules (Cooper-Kuhn et al., 2004).  

Enfin le rôle de la sérotonine dans le processus neurogénique a également été avancé 

puisque la perturbation de la signalisation de la sérotonine au niveau de l’hippocampe impacte 

fortement la neurogenèse (Radley and Jacobs, 2002).  

 

c – La régulation par les facteurs neurotrophiques 

L’établissement d’une neurogenèse adulte nécessite une niche micro-

environnementale dans laquelle se trouvent les signaux nécessaires au bon déroulement des 

différentes phases de ce processus. Parmi eux, les neurotransmetteurs, dont nous venons 

d’évoquer le rôle, et les facteurs neurotrophiques. Ces derniers sont des signaux 

extracellulaires qui permettent l’activation des voies de transduction intracellulaires pour 

aboutir à la reprise du cycle cellulaire jusqu’à la maturation et la survie neuronale. Nous 

pouvons distinguer 3 groupes de facteurs : les facteurs de croissance à action neurotrophique, 

les cytokines neurotrophiques et les neurotrophines.  
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- Les facteurs de croissance à action neurotrophique : fibrobalst growth factor 

(FGF) ; insulin-like growth factor (IGF) et vascular endothelial growth factor 

(VEGF). 

La famille des facteurs de croissance des fibroblastes (FGF) exerce non seulement une 

action sur le développement des fibroblastes mais également sur les neurones. Des études ont 

montré que l’injection intra-ventriculaire de FGF-2 accroissait la neurogenèse hippocampique 

alors que l’invalidation du gène codant son principal récepteur (FGF-1) la réduisait (Rai et al., 

2007 ; Zhao et al., 2007).  

Le facteur de croissance apparenté à l’insuline IGF-1 est impliqué dans la reprise du 

cycle cellulaire, puisque l’infusion intra-ventriculaire d’IGF stimule la neurogenèse adulte et 

l’invalidation du gène codant l’IGF-1 réduit le nombre de nouvelles cellules formées au 

niveau de l’hippocampe (Aberg et al., 2000, 2003 ; Trejo et al., 2008).  

Le VEGF, facteur connu pour intervenir dans la régulation de l’angiogenèse, injecté en 

intra-ventriculaire, stimule également la prolifération cellulaire de l’hippocampe et promeut la 

survie neuronale (Jin et al., 2002 ; Schanzer et al., 2004). Cependant, le blocage de la 

signalisation VEGF n’affecte pas la neurogenèse basale sous-entendant un rôle non 

indispensable dans la régulation de la neurogenèse « physiologique » (Fabel et al., 2003).  

 

- Les cytokines neurotrophiques : ciliary neurotrophic factor (CNTF) et 

l’interleukine-6 (IL-6). 

La cytokine neurotrophique CNTF accroit la prolifération des cellules souches 

neuronales au niveau de la SGZ, où elle  provoque l’augmentation de la différentiation des 

précurseurs neuronaux exclusivement en neurones sans modifier la genèse des 

oligodendrocytes ou des astrocytes, suggérant un rôle unique de ce facteur dans la 

différentiation neuronale (Emsley and Hagg, 2003).  
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De manière surprenante, les cytokines pro-inflammatoires ont été impliquées dans la 

différenciation des cellules souches neuronales. En s’attachant à la forme soluble de son 

récepteur, l’IL-6 microgliale est capable d’activer la voie des MAPK et d’induire ainsi une 

différentiation neuronale et astrocytaire (Dominguez et al., 2008 ; Islam et al., 2009). 

 

- Les neurotrophines : nerve growth factor (NGF) ; brain-derived neurotrophic 

factor (BDNF) ; neurotrophin-3, -4 et -5 (respectivement NT-3, NT-4 et NT-5). 

Les neurotrophines sont de loin les facteurs les plus étudiés pour leur action dans la 

régulation de la neurogenèse. Le NGF a été le premier à être découvert (Levi-Montalcini and 

Hamburger, 1951 ; Aloe, 2011), et les autres membres de la famille des neurotrophines ont pu 

l’être sur la base de l’homologie de séquence avec le NGF. Le NGF accroit la survie 

neuronale dans l’hippocampe sans affecter la prolifération cellulaire (Frielingsdorf et al., 

2007) et promeut la prolifération et la différenciation cellulaire in vitro (Cattaneo and McKay, 

1990). 

L’invalidation du gène codant pour NT-3 produit une altération de la différentiation 

neuronale mais pas de la différentiation astrocytaire ni de la prolifération cellulaire (Shimazu 

et al., 2006). En revanche, l’implication de NT-4 et NT-5 n’est pas clairement établie dans la 

neurogenèse hippocampique adulte, puisque l’invalidation du gène codant NT-4 ne modifie 

pas la neurogenèse induite par un environnement enrichi (Rossi et al., 2006) et à ma 

connaissance aucune donnée n’est rapportée concernant NT-5.  

De nombreuses études ont montré que le BDNF intervient dans la régulation de la 

différentiation et la survie neuronale. Nous verrons dans la partie suivante, les mécanismes 

intracellulaires qui permettent le contrôle de la neurogenèse. Nous apporterons ici des 

éléments prouvant que le BDNF est nécessaire au bon déroulement de la neurogenèse. Des 

souris hétérozygotes pour le gène du BDNF (BDNF
+/-

) présentent une réduction de la 

prolifération cellulaire et de la neurogenèse (Lee et al., 2002a) et une restriction alimentaire 
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induit une augmentation de la neurogenèse hippocampique associée à une élévation de 

l’expression du BDNF (Lee et al., 2002b). Lors d’un traitement avec des antidépresseurs, le 

BDNF semble être un acteur important de l’effet neurogénique de ces composés (Sairanen et 

al., 2005). Néanmoins, des données rapportent que chez les souris mutées hétérozygotes 

BDNF
+/-

 ainsi que chez celles surexprimant la forme tronquée (donc inactive) du récepteur du 

BDNF, le TrkB, le traitement chronique avec un antidépresseur stimule la prolifération 

cellulaire hippocampique mais diminue la survie des cellules néoformées (Sairanen et al., 

2005). D’autres données ont mis en évidence que la potentialisation à long terme (LTP) peut 

promouvoir la prolifération, la maturation et la survie des nouvelles cellules créées dans 

l’hippocampe (Bruel-Jungerman et al., 2006 ; Cho et al., 2013) en induisant la libération de 

BDNF (Cho et al., 2013). Le blocage de la signalisation TrkB lors de l’induction de la LTP 

inhibe son effet stimulant sur la neurogenèse (Cho et al., 2013). 

 

B – BDNF et contrôle de la plasticité 

 Outre la neurogenèse hippocampique pour laquelle le BDNF joue un rôle primordial, 

la plasticité fait également référence à la plasticité synaptique dans laquelle la potentialisation 

à long terme, évoquée dans la partie précédente, et considérée comme la base de la mémoire à 

long terme, induit probablement une libération de BDNF. Ce chapitre résume les différents 

mécanismes par lesquels l’expression du BDNF est induite et les mécanismes d’action de ce 

facteur neurotrophique. 

1 – Expression du BDNF 

 L’organisation structurelle du gène du BDNF est complexe (Figure 17A). Ce gène 

possède 9 exons contrôlés chacun par un promoteur distinct, pouvant donner jusqu’à 24 

transcrits (Boulle et al., 2012). L’ensemble de ces transcrits sont traduits en une seule protéine 

mature, ce qui suggère de multiples niveaux de régulation de l’expression (Aid et al., 2007). 
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Figure 17. Schéma représentant la composition du gène du BDNF et sa synthèse.  

(A) Les exons (de I à IX) sont représentés par des boites et les introns par des lignes. La taille totale du 

gène est d’environ 50,9 kb. Les boites rouges représentent l’emplacement des sites initiateurs de la 

traduction (ATG). La boite verte au sein de l’exon IX représente la région codante pour la protéine 

BDNF. Les îlots CpG sont également représentés et ont été définis selon les critères évoqués dans la 

partie II - E, à savoir une taille comprise entre 0,3 et 3 000 bp ; un pourcentage de C et G supérieur à 

50 % et un ratio de CpG observé / attendu supérieur à 0,6 (Adaptée de Boulle et al., 2012).  

(B) Le BDNF est synthétisé sous forme d’un précurseur le pré-proBDNF. Il est clivé une première fois 

dans le réticulum endoplasmique en proBDNF. Le proBDNF peut être directement sécrété ou bien être 

clivé une deuxième fois dans l’appareil de Golgi en BDNF mature (mBDNF) avant d’être sécrété. Le 

proBDNF localisé dans la fente synaptique se lie au récepteur p75
NTR

 tandis que le mBDNF, provenant 

soit du compartiment cellulaire soit du clivage extracellulaire du proBDNF, se lie au TrkB.  
 

 

La protéine BDNF est tout d’abord synthétisée comme précurseur : le pré-pro-BDNF, puis 

clivé une première fois en une protéine pro-BDNF de 32 kDa puis une seconde fois en une 

protéine mature de 14 kDa (Figure 17B). Le pro-BDNF et le BDNF sont toutes les deux des 

protéines actives dont la sécrétion est dépendante de l’activité. La sécrétion du BDNF est 
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induite par un influx calcique intracellulaire qui provient soit d’un compartiment 

intracellulaire (Griesbeck et al., 1999) soit des récepteurs ionotropiques glutamatergiques et 

des canaux calciques voltage-dépendants (Hartmann et al., 2001). Au-delà de permettre la 

sécrétion du BDNF, l’activité neuronale permet également de réguler le transport des 

messagers intracellulaires du BDNF et de la protéine jusqu’aux dendrites, mécanisme 

considéré comme responsable de la modulation de la transmission synaptique et de la 

synaptogenèse (Tongiorgi, 2008). 

 

2 – La signalisation BDNF-TrkB 

Les neurotrophines peuvent se lier à deux types de récepteurs pour exercer leurs 

effets : les récepteurs de la famille Trk (tropomyosin-related kinase) avec une haute affinité et 

le récepteur p75
NTR

 (p75 neurotrophin receptor) avec une faible affinité. Les voies 

intracellulaires dépendantes des Trks sont impliquées dans les mécanismes de différentiation 

cellulaire, de survie et de plasticité synaptique tandis que celles en aval de p75
NTR

 vont 

promouvoir la protéolyse et l’apoptose (Lu et al., 2005) (Figure 17B).  

Le récepteur de haute affinité du BDNF mature est le TrkB (ou NTRK2, neurotrophin 

tyrosine kinase receptor 2). Son activation par la liaison d’un homodimère de BDNF induit la 

dimérisation du récepteur et l’auto-phosphorylation des résidus tyrosine 515 et 816 (Y515 et 

Y816) (Jing et al., 1992 ; Cunningham and Greene, 1998). L’activation et le recrutement de 

protéines partenaires aux différents sites de phosphorylation conduit à l’activation de trois 

principales voies de signalisation : 

- la phosphorylation d’Y515 active la voie des MAPK (Mitogen-Activated Protein 

Kinase) qui promeut la différentiation neuronale et la croissance ; 

- la phosphorylation d’Y515 active la voie PI3K (Phosphatidylinositol 3-kinase) qui 

promeut la survie cellulaire et la croissance ; 
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- la phosphorylation d’Y816 active la voie de la PLCγ (Phospholipase Cγ) impliquée 

dans la plasticité synaptique et la neurotransmission (Musumeci et al., 2009 ; 

Minichiello, 2009) (Figure 18). 

 

 

Figure 18. Schéma illustrant les voies de signalisation BDNF-TrkB. La liaison du BDNF mature 

(mBDNF) au TrkB induit l’auto-phosphorylation de celui-ci et conduit à l’activation des trois voies de 

signalisation MAPK, PI3K et PLCγ. L’ensemble de ces signalisations aboutit à l’activation de CREB 

par phosphorylation et ainsi contrôle la transcription des gènes cibles impliqués dans la différentiation, 

la survie et la plasticité. PLCγ, phospholipase Cγ; PI3K, phosphatidylinositol 3-kinase; ERK, 

extracellular signal-regulated kinase; CaMKII, calcium-calmodulin dependent kinase; Shc, src 

homology domain containing; Grb2, growth factor receptor-bound protein 2; SOS, son of sevenless; 

Gab1, Grb-associated binder 1; IRS1/2, insulin receptor substrates 1/2; CREB, cAMP-calcium 

response element binding protein; Ras, GTP binding protein; Raf, Ras associated factor; MEK, 

MAP/Erk kinase; mTOR, mammalian target of rapamycin (Adaptée de Cunha et al., 2010). 

 

 L’activation des différentes voies de signalisation conduit à la phosphorylation de 

CREB lui permettant ainsi de recruter CBP qui induit la transcription des gènes cibles, 

notamment les gènes neuronaux. Les voies des MAPK et de PI3K induisent l’activation de 
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mTOR (mammalian Target Of Rapamycin) qui accroit l’initiation de la traduction des ARN 

messagers en protéines (Figure 18).  

Le deuxième récepteur impliqué dans la régulation des effets du BDNF est le p75
NTR

. 

Ce récepteur est ambivalent et peut activer des signalisations différentes afin de produire deux 

types de réponse cellulaire. Il peut, en liant le pro-BDNF (Teng et al., 2005), induire une mort 

cellulaire par l’activation de la voie TRAF (TNF (tumor necrosis factor)-receptor-associated 

factors) ou encore NADE (neurotrophin-associated cell death executor). Le p75 peut 

également se dimériser avec les récepteurs de la famille Trk et ainsi accroitre les 

signalisations en aval (Lu et al., 2005). 

 

3- BDNF et LTP 

 La potentialisation à long terme (LTP) est la forme de plasticité synaptique la plus 

étudiée et est considérée comme un modèle cellulaire responsable des mécanismes 

d’apprentissage et de mémoire. La première mise en évidence du rôle des neurotrophines dans 

la plasticité synaptique a été apportée dans les années 90 où il a été montré que ces molécules 

pouvaient provoquer un potentiel d’action et une LTP au niveau de l’hippocampe et que cette 

induction de plasticité était reliée à l’activation des récepteurs Trk (Kafitz et al., 1999, Kang 

and Schuman, 1995). 

 La fonction du BDNF dans le développement de la LTP a été clairement établie à 

l’aide de lignées de souris mutantes pour le BDNF. Sur des tranches d’hippocampe, la 

déficience en BDNF des souris hétérozygotes (BDNF
+/-

) provoque un déficit dans l’induction 

de la LTP au niveau des synapses que les collatérales de Schaffer font avec CA1, et le 

traitement avec du BDNF exogène permet d’inverser ces déficits, suggérant que celui-ci 

participe à la régulation de l’induction de la LTP (Korte et al., 1995 ; Patterson et al., 1996). 

Par la suite, l’implication du BDNF dans la LTP a été clairement démontrée par la nécessité 
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de l’activation de TrkB lors de stimulations « theta-burst » (Guo et al., 2014). Par ailleurs, le 

blocage du récepteur TrkB induit une suppression de la plasticité synaptique induite par des 

inductions répétées de LTP (Sakuragi et al., 2013). En outre, les voies de signalisation en aval 

du BDNF sont de même nécessaires à la LTP puisque, sur des tranches d’hippocampe de 

souris, la PLCγ et ERK sont indispensables pour la générer (Patterson et al., 2001 ; 

Minichiello et al., 2002) et l’activation de la CaMKII par la LTP permet le renforcement 

synaptique (Guo et al., 2014 ; Lisman et al., 2012). 

 A côté de l’effet stimulant du BDNF sur la LTP, l’activation préférentielle du 

récepteur p75
NTR

 par le pro-BDNF chez la souris semble, à l’inverse, altérer la densité des 

épines dendritiques nécessaires à la plasticité synaptique, conduisant alors à une diminution 

de la LTP et un accroissement de la dépression à long-terme (LTD) (Yang et al., 2014). Le 

clivage du pro-BDNF en BDNF mature serait également indispensable au développement de 

la LTP et notamment à la phase tardive de celle-ci (Pang et al., 2004). De plus, lors 

d’inductions répétées de LTP, le blocage du récepteur p75
NTR

 induit un accroissement encore 

plus important du développement synaptique, incluant le nombre d’épines dendritiques et le 

renforcement synaptique (Sakuragi et al., 2013).   

Nous avons évoqué précédemment que la signalisation contrôlée par le p75
NTR

 

aboutissait à l’activation de voies apoptotiques et que inversement, les signalisations du 

récepteur TrkB conduisaient à la promotion de la survie et de la plasticité synaptique. Ici, 

nous retrouvons un rôle stimulateur du BDNF par le TrkB, et répresseur du pro-BDNF par le 

récepteur p75
NTR

 pour la LTP. L’ensemble de ces données mettent en évidence le « yin and 

yang » du BDNF, et plus généralement des facteurs neurotrophiques, montrant que la 

maturation de ces facteurs participe au développement de la plasticité tandis que leurs 

précurseurs dirigent les cellules vers l’apoptose (Lu et al., 2005). Son rôle dans la régulation 
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de la plasticité synaptique et la LTP, suggère vivement que le BDNF est impliqué dans les 

processus mnésiques régulés par ces formes de plasticité. 

 

4- BDNF et mémoire 

 Le rôle du BDNF dans les processus mnésiques a été établi in vivo par des 

investigations montrant que l’expression des messagers du BDNF était augmentée dans 

l’hippocampe de rats après des entrainements faisant intervenir des mémoires hippocampe-

dépendantes (piscine de Morris ou encore conditionnement contextuel à la peur) (Hall et al., 

2000 ; Kesslak et al., 1998). Par ailleurs, l’injection intra-hippocampique de BDNF améliore 

les performances mnésiques des rats dans la piscine de Morris alors que, inversement, des 

injections d’anticorps anti-BDNF provoquent leur détérioration (Mu et al., 1999 ; Cirulli et 

al., 2004). De même, des animaux conditionnellement invalidés pour le gène du BDNF ou du 

récepteur TrkB présentent une altération de la mémoire et de l’apprentissage hippocampe-

dépendants ainsi que de la LTP (Monteggia et al., 2004 ; Minichiello et al., 1999). 

L’ensemble de ces données montre que le BDNF ainsi que son récepteur, donc la signalisation 

BDNF-TrkB, sont directement impliqués dans ces processus mnésiques. De plus, le BDNF 

exerce un rôle dans le maintien de la mémoire après la période d’apprentissage : ainsi  

l’injection d’un anticorps anti-BDNF après une phase d’entrainement, dans le test du 

conditionnement contextuel à la peur, bloque la rétention de la mémoire (Bekinschtein et al., 

2007). De plus, l’injection de BDNF permet d’inverser les effets sur la mémoire du blocage 

de la synthèse protéique durant cette même période (Bekinschtein et al., 2008). Ces dernières 

données suggèrent qu’une nouvelle synthèse de BDNF est nécessaire et suffisante dans la 

régulation des processus de consolidation mnésique.  

 Le niveau d’expression du BDNF lors des phases d’apprentissage, de consolidation de 

la mémoire ainsi que dans la régulation de la LTP semble déterminant. La surexpression du 
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BDNF mature chez des souris modifiées génétiquement induit des déficits de la mémoire de 

travail (Papaleo et al., 2011) ainsi qu’une altération de la mémoire spatiale à court terme 

(Cunha et al., 2009). Néanmoins, la surexpression de la forme entière du récepteur TrkB 

induit l’amélioration des performances mnésiques dans la piscine de Morris (Koponen et al., 

2004a) qui serait associée à une augmentation de la signalisation intracellulaire dépendante du 

TrkB (Koponen et al., 2004b). De même, une surexpression de la forme tronquée du récepteur 

TrkB chez la souris induit des déficits de la mémoire spatiale (Saarelainen et al., 2000). Ces 

résultats indiquent qu’une fine régulation de l’expression du BDNF et donc de l’activation de 

la signalisation en aval du TrkB, est nécessaire au bon déroulement des processus 

comportementaux qui en découlent. 

L’induction et le maintien de la LTP, l’apprentissage ainsi que la consolidation de la 

mémoire nécessitent des changements structuraux au niveau des synapses mises en jeu durant 

ces différents processus. Ces changements structuraux incluent la formation de nouvelles 

épines dendritiques, la disponibilité des récepteurs, l’augmentation du nombre de 

branchements et de dendrites ainsi qu’une augmentation de la longueur de celle-ci. Le BDNF, 

en tant que facteur trophique participe à l’ensemble de ces modifications et régule les 

mécanismes sous-jacent à la gestion des processus plastiques nécessaires aux phénomènes 

mnésiques (Cowansage et al., 2010).   

 

C – La neurogenèse et la mémoire 

Le rôle de la neurogenèse hippocampique n’est pas encore complètement établi, mais 

ce processus, dont l’étude est relativement récente, a tout d’abord été décrit comme jouant un 

rôle prépondérant dans la mémoire. Néanmoins, la neurogenèse hippocampique n’est pas 

impliquée dans tous les types de mémoire. L’ablation de ce processus à l’aide de rayons X 

induit des déficits observés dans le test du conditionnement contextuel à la peur mais pas dans 
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les performances spatiales étudiées dans le test de la piscine de Morris (Shors et al., 2002, 

Saxe et al., 2006). Dans le test du conditionnement à la peur, cette ablation altère les 

performances seulement dans un protocole avec un seul essai, où les animaux sont 

directement exposés au contexte associé à un stimulus aversif, mais pas lorsqu’il y a une 

phase d’entrainement où ils sont pré-exposés au contexte (Drew et al., 2010). Ces données 

sous-entendent un rôle des nouveaux neurones produits au niveau du gyrus denté dans les 

processus d’apprentissage.  

Sur les milliers de nouveaux neurones ajoutés à l’hippocampe adulte chaque jour, 

seulement moins de la moitié survivent. Au niveau comportemental, les entrainements qui 

font intervenir la mémoire hippocampique liée à la localisation spatiale induisent une 

augmentation de la survie des cellules néoformées (Drapeau et al., 2003). Cependant, ce n’est 

pas l’entrainement par lui-même qui influence la survie de ces cellules mais l’apprentissage 

de la tâche à accomplir. Cette distinction entre entrainement et apprentissage a été mise en 

évidence par des études montrant que les animaux réussissant à acquérir une réponse 

conditionnée (par exemple, la reconnaissance de l’emplacement de la plateforme immergée 

dans le test de la piscine de Morris) présentent une augmentation de la survie et de la 

maturation de cellules nouvellement nées, alors que ceux échouant à acquérir cette 

compétence mais subissant le même entrainement n’ont pas d’augmentation de survie des 

cellules néoformées (Sisti et al., 2007 ; Dalla et al., 2007 ; Epp et al., 2011). Les nouvelles 

cellules recrutées et impliquées dans l’apprentissage d’une tâche sont âgées de 1 à 2 semaines 

et ce sont ces mêmes cellules qui seront préférentiellement réactivées en cas de ré-exposition 

au contexte (Trouche et al., 2009 ; Anderson et al., 2011).  

Des études récentes ont montré que la neurogenèse hippocampique était directement 

impliquée dans un processus mnésique particulier, la flexibilité cognitive. La flexibilité 

cognitive est définie comme la capacité à utiliser de manière flexible et/ou à ignorer les 
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associations habituelles lorsque les évènements et/ou l’environnement changent. En d’autres 

termes, la flexibilité cognitive permet la mise à jour des informations déjà encodées afin de 

s’adapter à la nouvelle situation. Des études ont montré que la suppression de la neurogenèse 

hippocampique conduisait à des altérations de l’utilisation des informations spatiales dans la 

piscine de Morris (Garthe et al., 2009). Les cellules néoformées dans l’hippocampe sont 

également responsables des changements de réponses à un stimulus faisant appel à une 

mémoire antérieure, autrement dit elles sont nécessaires à la suppression des informations 

devenues non essentielles (Burghardt et al., 2012 ; Garthe et al., 2014). 

Le rôle fonctionnel de la neurogenèse adulte se dessine peu à peu. De grandes 

quantités d’informations provenant des aires corticales convergent vers le cortex enthorinal et 

puis rejoignent le DG puis CA3. Il existe de plus des entrées directes du cortex enthorinal vers 

CA3 s’ajoutant ainsi à celles provenant du DG. Les capacités de stockage de CA3 sont 

néanmoins limitées, et il semble que la fonction la plus généralement attribuée au DG est un 

rôle de régulation des informations lui arrivant afin de les rendre aptes au traitement dans 

CA3 et ne pas interférer avec les mémoires plus anciennes (Rolls, 2010 ; Wiskott et al., 2006 ; 

Winocur et al., 2012).  

Dans des tâches spatiales, les pics d’activités des cellules pyramidales de CA3 de 

l’hippocampe sont fortement corrélés avec la place de l’animal dans une zone 

d’expérimentation ce qui sous tend l’existence de cellules de place (Shapiro et al., 1997) ainsi 

que le concept de carte cognitive dans l’hippocampe. Afin d’éviter des interférences entre des 

informations concernant des contextes qui peuvent être similaires mais néanmoins différents,  

informations qui font appel à un motif d’activation spécifique, le DG jouerait un rôle de filtre 

et d’organisation des nouvelles données. Le DG bloquerait ces interférences à l’aide des 

nouvelles cellules formées qui seraient impliquées dans l’encodage des nouveaux contextes 
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(Garthe and Kempermann, 2013) et pourraient jouer un rôle d’« horodatage » des 

informations (Kempermann, 2012). 

La production de nouveaux neurones permet d’acquérir des nouvelles informations 

provenant de l’environnement. De plus, la survie de ces cellules permet leur intégration au 

réseau neuronal du DG mais également de CA3 en émettant des prolongements lorsque 

l’individu est entrainé et/ou ré-entrainé. De nouvelles connections se créent entre l’ancien 

réseau et ces cellules, un réseau plus complexe qui permettra par la suite d’intégrer des 

nouvelles informations, elles aussi plus complexes, faisant apparaitre alors un réseau neuronal 

plus efficace pour de futurs apprentissages (Aimone et al., 2009). 

 

D – L’éthanol et l’hippocampe 

1 – La neurogenèse et l’éthanol 

 La consommation de grandes quantités d’alcool conduit inévitablement à une perte 

significative du volume des régions corticales et sous-corticales, accompagnée de déficits 

cognitifs (Oscar-Berman and Marinkovic, 2003 and 2007 ; Beresford et al., 2006). De façon 

surprenante, l’abstinence suite à une consommation chronique d’alcool est associée à une 

récupération du volume cérébral ainsi qu’à l’amélioration de la cognition à plus ou moins 

long terme (Pfefferbaum et al., 1995 ; Sullivan et al., 2000). L’utilisation de modèles animaux 

exposés à de grande quantité d’alcool a permis de montrer que, chez l’adulte, les principaux 

dommages cérébraux induits par l’éthanol sont localisés au niveau des structures limbiques, 

notamment l’hippocampe et plus particulièrement le DG. La consommation d’éthanol induit 

principalement une dégénérescence cellulaire par nécrose (Obernier et al., 2002b) et une 

réduction de la neurogenèse (Nixon and Crews, 2002) associée aux déficits cognitifs, mais 

l’abstinence entraîne une augmentation (rebond) spectaculaire de cette neurogenèse 

(Pfefferbaum et al., 2008 ; Nixon and Crews, 2004 ; Obernier et al., 2002a). Des études ont 
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monté que l’exposition à l’éthanol induisait une altération des capacités des NSCs in vitro à 

former des colonies, à proliférer, se différencier et survivre (Hao et al., 2003a,b ; Tateno et 

al., 2005). Une inhibition de la prolifération des NSCs ainsi qu’une réduction de la survie des 

progéniteurs neuronaux et de l’arborisation dendritique ont également été rapportées in vivo 

(Jang et al., 2002a,b ; He et al., 2005 ; Herrera et al., 2003). L’ensemble de ces données 

indiquent que l’éthanol inhibe la neurogenèse contribuant ainsi à la neuro-dégénération par 

une perte de production de nouvelles cellules (Nixon et al., 2006).  

 

2 – Le BDNF et l’éthanol 

 La consommation chronique d’alcool chez l’humain induit une diminution de la 

concentration plasmatique de BDNF (Joe et al., 2007). Dans les modèles animaux, les 

données sur l’expression du BDNF dans l’hippocampe dans le cadre de la consommation ou 

de l’exposition à l’éthanol sont contradictoires. Des études ont observé dans l’hippocampe : 

-  une diminution chez le rat après une exposition chronique à l’éthanol (Mac 

Lennan et al., 1995; Miller et al., 2004) ;  

- aucune modification chez le rat ou la souris après administration, exposition ou 

consommation chronique (Okamoto et al., 2006 ; Miller et al., 2002 ; Zhang et al., 

2000 ; McGough et al., 2004) ;  

- une augmentation après une injection ou une exposition chronique (McGough et 

al., 2004 ; Miller, 2004 ; Tapia-Arancibia et al., 2001).  

Ce désaccord de la littérature au regard de l’expression du BDNF peut être expliqué 

par le choix du modèle utilisé, la méthode d’alcoolisation employée, la durée de l’exposition à 

l’éthanol, l’inclusion ou non d’une période sans présence d’alcool avant les analyses. Il est 

donc difficile de conclure sur une action simple et uniforme de l’éthanol sur l’expression du 

BDNF. Néanmoins, une hypothèse concernant la durée de l’exposition parait envisageable. Il 
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semble qu’une durée d’exposition courte pourrait induire une augmentation de l’expression du 

BDNF (McGough et al., 2004 ; Miller, 2004) permettant probablement de compenser les 

effets neurotoxiques de l’éthanol sur l’hippocampe, mécanisme qui échouerait lors de la 

prolongation de l’exposition à l’éthanol (McGough et al., 2004 ; Miller et al., 2004).  

 

3 – Les signalisations du BDNF et l’éthanol 

Comme l’expression du BDNF est affectée de façon positive ou négative par la 

consommation d’éthanol, il est logique que les signalisations intracellulaires dépendantes de 

l’activation du TrkB soient également altérées. 

L’activation de la voie de signalisation ERK (cf. III – B – 2) est critique pour les 

processus mnésiques (Kelly et al., 2003). Une exposition chronique à l’éthanol chez le rat 

induit une diminution de l’activation de ERK dans l’hippocampe (Sanna et al., 2002 ; Wang 

et al., 2012) et une exposition aiguë semble réduire de façon dose spécifique cette activation 

au niveau du gyrus denté chez la souris (Spanos et al., 2012) et chez le rat (Chandler and 

Sutton, 2005). L’abstinence suite à l’exposition chronique d’alcool induit une forte 

augmentation de la phosphorylation de ERK dans l’hippocampe de rat (Bertotto et al., 2011 ; 

Sanna et al., 2002 ; Wang et al., 2012). L’éthanol, en exposition aiguë ou chronique, semble 

donc réduire l’activation de ERK dans l’hippocampe ce qui pourrait être une des causes de la 

détérioration des capacités cognitives induite par une exposition à l’éthanol. 

 Dans l’hippocampe, une autre voie beaucoup moins étudiée est celle aboutissant à 

l’activation de AKT qui exerce un rôle dans la survie neuronale (cf. III – B – 2). L’exposition 

aiguë à l’éthanol in vitro induit une diminution de la phosphorylation de AKT, qui 

participerait à l’entrée des cellules en apoptose (Akbar et al., 2006). In vivo, la situation 

semble plus complexe puisque l’exposition aiguë à l’éthanol induit une augmentation 

d’activité de AKT dans l’hippocampe de rats non éthanol-préférant alors qu’aucune 
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modification n’est observée chez les rats éthanol-préférant (Nuutinen et al., 2011). L’éthanol 

in vitro induirait donc une mort cellulaire en inhibant l’activation de AKT, mais cependant, 

des mécanismes adaptatifs vis-à-vis des effets délétères de l’éthanol pourraient se mettre en 

place pour les contrecarrer notamment chez des animaux non-préférant. 

 Une des voies de signalisation impliquée dans la plasticité synaptique et la 

neurotransmission fait intervenir la protéine PLCγ et en aval CaMKII (cf. III – B – 2). Cette 

dernière est activée par une augmentation de calcium intracellulaire. La consommation 

chronique d’éthanol chez le rat induit une diminution de la phosphorylation de CaMKII dans 

l’hippocampe et plus particulièrement dans CA1 et le DG (Wang et al., 2012), suggérant une 

baisse de la neurotransmission. A l’inverse, l’abstinence suite à cette consommation 

chronique élève l’activité de cette protéine comparée à son niveau basal de phosphorylation 

(Wang et al., 2012). L’activation de la PLCγ, permise par l’autophosphorylation du TrkB 

conduisant en aval à l’activation de la CaMKII par le calcium, est nécessaire à la sécrétion des 

neurotrophines (Canossa et al., 2001). La sécrétion des neurotrophines est également 

contrôlée par les récepteurs du glutamate et nécessite en partie l’activation de la PLCγ 

(Canossa et al., 2001). Il est donc logique de penser que la perturbation de la signalisation 

PLC-CaMKII est altérée par l’exposition à l’éthanol, conduisant alors à la baisse de la 

neurotransmission glutamatergique et donc à l’hyperexcitabilité cellulaire lors de l’abstinence 

(cf. I – C – 2).  

 L’ensemble des signalisations intracellulaires dépendantes de l’activation du TrkB et 

donc de l’expression du BDNF, converge vers un effecteur commun, le facteur de 

transcription CREB (cf. III – B – 2) qui lui même est lié aux effets induits par la prise 

d’éthanol par son action exercée dans la transcription génique. Les régulations de CREB 

impliquées dans les conséquences comportementales d’une exposition à l’alcool se situent 

non seulement dans l’hippocampe, mais aussi dans d’autres structures. 
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L’implication de CREB dans la régulation des effets cellulaires et comportementaux 

de la prise d’éthanol a été particulièrement étudiée dans l’amygdale et le noyau accumbens. Il 

a été montré que CREB est modulé par l’éthanol et qu’inversement il contrôle la 

consommation d’éthanol. Ainsi, chez la souris, l’haplodéficience de CREB induit un 

phénotype de type anxieux associé à une plus grande consommation d’éthanol (Pandey et al., 

2004). De plus, chez des rats alcool-préférant, l’expression et l’activation de CREB sont 

diminuées (Pandey et al., 1999), et le niveau de son expression est corrélée au degré de 

consommation (Pandey et al., 2005). Ces informations suggèrent qu’un déficit dans 

l’expression et l’activation de CREB prédispose à une prise d’éthanol plus grande. 

L’hypothèse moléculaire établie par Moonat et ses collaborateurs (2010) suppose que dans 

l’amygdale, une exposition aiguë augmente l’activation de CREB tandis qu’une 

consommation chronique maintient un niveau basal de cette activation. L’abstinence après 

une consommation chronique provoquerait une chute importante de la phosphorylation 

conduisant ainsi à promouvoir la prise d’éthanol (Moonat et al., 2010). Les mécanismes 

moléculaires dans le noyau accumbens suivent le même modèle que dans l’amygdale. Une 

exposition chronique ainsi qu’une consommation volontaire diminuent la phosphorylation de 

CREB (Li et al., 2003 ; Misra et al., 2001) tandis qu’une période d’abstinence mène à une 

augmentation de son activation (Li et al., 2003). Chez les souris de la lignée C57BL/6J, les 

niveaux d’expression et de phosphorylation de CREB dans le noyau accumbens sont 

inférieurs à ceux des souris DBA/2J (Misra and Pandey, 2003), confortant ainsi  l’hypothèse 

selon laquelle des faibles niveaux de phosphorylation de CREB seraient en partie 

responsables d’une consommation excessive d’alcool.  

In vitro, l’exposition à l’éthanol induit une diminution de l’activité de CREB sur des 

neuroblastomes différentiés humains, et cette diminution est associée à la sécrétion du BDNF 
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et à une cytotoxicité. Cette dernière est prévenue par l’application exogène de BDNF 

suggérant un effet neuroprotecteur de la signalisation CREB (Sakai et al., 2005).  

In vivo, chez la souris comme chez le rat, l’injection aiguë d’éthanol diminue l’activité 

de CREB dans l’hippocampe (Soares-Simi et al., 2014, Chandler and Sutton, 2005). Le 

développement de la tolérance aux effets de l’éthanol serait corrélé à une augmentation de 

phosphorylation de CREB dans cette région (Yang et al., 2003).  

L’ensemble de ces données indiquent que l’éthanol induit l’inhibition de l’activité des 

signalisations ERK, AKT et CaMKII aboutissant à une réduction probable des mécanismes de 

neurogenèse et de plasticité par une diminution de la transcription génique dépendante de 

CREB (cf. III – B – 2). 
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OBJECTIFS DE L’ETUDE 
  

 

Les données bibliographiques que nous venons d’exposer montrent que l’éthanol 

affecte les mécanismes de régulation épigénétique d’une part, et la neuroplasticité 

hippocampique d’autre part. Ces deux paramètres sont très certainement reliés aux 

mécanismes adaptatifs provoqués par une exposition à l’alcool et impliqués dans la 

dépendance à l’alcool. Chez les souris de la lignée C57BL/6J, la consommation d’alcool 

induit une augmentation de prolifération cellulaire dans l’hippocampe, et cette réactivité 

inverse de celle attendue est très peu étudiée. Les travaux réalisés pendant cette thèse avaient 

pour but de comprendre et d’élucider, au moins en partie, les mécanismes mis en œuvre chez 

les souris C57BL/6J sous-tendant la stimulation neuroplastique liée à la consommation 

d’alcool. 

Nous nous sommes intéressés aux effets d’une prise chronique d’éthanol en libre choix 

sur les modifications épigénétiques dans l’hippocampe des souris C57BL/6J en nous 

concentrant d’abord sur les modifications post-traductionnelles des histones. Ces souris 

présentant une augmentation de la prolifération cellulaire au niveau du gyrus denté, nous 

avons analysé l’expression du facteur neurotrophique BDNF et les régulations épigénétiques 

sur ce gène. Nous avons étudié l’état de la neurogenèse hippocampique et cherché quel 

pouvait être le mécanisme de régulation de la plasticité impliqué lors de la consommation 

chronique d’éthanol en libre choix, en utilisant un composé pharmacologique, l’ANA-12, 

ciblant la signalisation BDNF-TrkB (Article 1). 

Nous avons poursuivi l’étude des régulations épigénétiques induites par la 

consommation d’éthanol sur le gène du BDNF, en analysant son profil de méthylation dans 

les différentes sous-régions de l’hippocampe. Nous avons étudié l’effet de la surexpression du 

BDNF sur les signalisations intracellulaires dépendantes de l’activation du récepteur TrkB, 
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qui jouent un rôle dans la régulation de la plasticité. Enfin, nous nous sommes penchés sur les 

effets fonctionnels de la consommation chronique d’éthanol chez les souris C57BL/6J en 

étudiant un mécanisme de la plasticité synaptique, la LTP hippocampique, et en analysant les 

conséquences comportementales (Article 2). 

 



RESULTATS EXPERIMENTAUX 

106 
 

 

 

 

 

 

 

 

RESULTATS EXPERIMENTAUX 

 
  



RESULTATS EXPERIMENTAUX 

107 
 

ARTICLE 1 

 

 

 

 

Ethanol-induced epigenetic regulations at Bdnf gene in 

C57BL/6J mice 
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Les conséquences épigénétiques et neuroplastiques de la 

consommation chronique d’éthanol chez les souris C57BL/6J 

 

 
Au cours des rappels bibliographiques, nous avons vu que la consommation chronique 

d’alcool provoque une neurodégénérescence cérébrale conduisant à des déficits cognitifs. Une 

des structures cérébrales impliquées dans les processus mnésiques et sensibles aux effets de 

l’alcool est l’hippocampe. Cette première étude s’est penchée sur les conséquences 

épigénétiques et neuroplastiques de la consommation chronique d’éthanol dans une procédure 

de libre choix sur l’hippocampe des souris C57BL/6J. 

L’étude des modifications épigénétiques dans l’hippocampe a révélé que l’expression 

génique des HDACs, responsables de la désactylation des histones, était globalement 

diminuée à la suite de la prise chronique et volontaire d’éthanol. Au niveau des modifications 

post-traductionnelles des histones dans l’hippocampe des souris « eau » et « éthanol », nous 

avons montré que l’acétylation de l’histone H4 (H4Ac), la diméthylation sur la lysine 27 de 

l’histone H3 (H3K27me2) ainsi que la triméthylation sur la lysine 4 de l’histone H3 

(H3K4me3) étaient significativement augmentées dans le gyrus denté chez les souris 

« éthanol » comparées aux souris « eau ». De plus, H3K4me3 était également 

significativement augmentée dans CA3. Ces données suggèrent donc un remaniement 

chromatinien global entrainé par la consommation d’éthanol.  

Chez les souris C57BL/6J, la prise chronique et volontaire d’alcool provoque une 

augmentation de la prolifération cellulaire au niveau du gyrus denté de l’hippocampe. Nous 

nous sommes donc intéressés aux facteurs pouvant être responsables de ces modifications de 

plasticité induites par l’éthanol. La consommation d’éthanol chez les souris C57BL/6J 

engendre une augmentation de l’expression génique du BDNF dans l’hippocampe, ainsi que 

la hausse de certains des facteurs de transcription appartenant à la famille bHLH, dont le rôle 
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dans les processus de prolifération est aussi bien établi. Afin de déterminer quels étaient les 

mécanismes mis en jeu dans cette stimulation, une analyse plus en profondeur du gène du 

BDNF a été réalisé et nous avons pu mettre en évidence une expression différentielle des 

exons composants ce gène. Ces modifications sont probablement dues à un remodelage 

important de la chromatine impliquant H3Ac et H3K4me3. Les modifications épigénétiques 

observées sur le gène du BDNF, provoquent des altérations dans l’expression de ces exons, et 

conduisent à une augmentation de l’expression protéique du BDNF à la fois au niveau du 

gyrus denté et de l’hilus de celui-ci.  

L’analyse structurelle de l’hippocampe après la consommation chronique et volontaire 

d’éthanol a permis de confirmer une augmentation de prolifération ainsi qu’une augmentation 

de la survie cellulaire dans le gyrus denté. L’analyse phénotypique des cellules néoformées a 

montré que l’éthanol n’altérait pas la différentiation des cellules. Le pourcentage de 

production de neurones chez les souris « eau » et « éthanol » était le même, ce qui nous a 

permis de conclure que la consommation chronique et volontaire d’éthanol chez les souris 

C57BL/6J stimule la neurogenèse de l’hippocampe.  

Dans le but de mieux déterminer le rôle du complexe BDNF/TrkB dans  

l’augmentation de la neurogenèse induite par l’éthanol, nous avons utilisé un antagoniste du 

récepteur TrkB récemment développé grâce à une collaboration avec le Dr. D. Rognan 

(Strasbourg, ANR BDNFarmood). Nous avons observé que le blocage du récepteur TrkB ne 

modifiait pas la prise d’éthanol, mais était suffisant pour inhiber la neurogenèse induite par la 

prise d’éthanol sans modifier la neurogenèse basale.  

En conclusion, l’augmentation de neurogenèse hippocampique induite par l’éthanol 

chez les souris C57BL/6J est directement liée à la stimulation de l’expression du BDNF rendu 

possible, au moins en partie, par les modifications épigénétiques sur son gène. 
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Supplementary Materials and Methods 

Free-choice ethanol paradigm  

Mice were housed singly in standard laboratory cages (Macrolon type 2, 22 x16 x14 cm) 

equipped with four tubes (20 mL), one containing tap water and the other three filled with 

ethanol dilutions in water for “ethanol” mice, while all tubes were filled with tap water for 

“water” mice. Previous data
1,2 

indicated that, in these conditions, the amount of ethanol 

ingested daily was slightly but regularly larger than the amount ingested when only one bottle 

of ethanol was offered versus one bottle of tap water. Animals had continuous free access to 

the drinking tips of tubes. “Ethanol” mice were exposed progressively to increasing 

concentrations of ethanol (0–10% ethanol in water within 21 days) under the free-choice 

procedure described by Kelaï et al.
2
 (Figure S1). Briefly, mice were offered 3% ethanol (v/v) 

versus water for 4 days, then 6% ethanol versus water for the next 4 days, and finally animals 

had access to 10% ethanol versus water for the subsequent 12 days (stabilization period). 

Food (standard mouse pellets A03; UAR, Strasbourg, France) was given ad libitum. Absolute 

amounts of ethanol (as grams) consumed and total fluid (grams of ethanol solution plus tap 

water) intake/kg body weight/24 h were determined for each mouse. When offered a 10% 

ethanol solution, mice ingested on average 9-10 g/kg of pure ethanol per day. This amount, in 

the same range as those reported in previous studies in single housed C57BL/6J mice having 

free access to ethanol under the very same conditions as those used in our own study (see
3,4

), 

is sufficient to yield blood ethanol levels near 50-70 mg/100 mL during the active drinking 

phase, i.e. the dark phase of the circadian cycle (see
2
). Mice were sacrificed between 10:00 

and 12:00 am on day 21 or day 36 for the neurogenesis experiment, trunk blood samples were 

taken and blood ethanol concentrations were determined using a chemical analyser 

(Dimension® Xpand® Plus, Dade Behring, Paris, France) in order to verify that ethanol was 

fully metabolized and was not anymore detectable in blood. 

 

Hippocampal cell survival, differentiation and death 

Mice were anesthetized with pentobarbital (60 mg/kg, i.p.) at the end of the 21 or 36 day 

ethanol intake procedure, and perfused transcardially with 4% paraformaldehyde (PFA) in 

phosphate buffered saline (sodium phosphate buffer 50 mM, NaCl 0.9%, pH 7.4). Brains were 

removed and postfixed overnight in 4% PFA at 4°C. The next day, serial sections (40 μm 

thick) were cut through the entire hippocampus using a vibratome, and sections were stored 

overnight in PBS at 4°C. Immunohistochemistry was performed following a procedure 
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adapted from Païzanis et al.
5
 Briefly, free-floating sections were permeabilized with 3 N HCl 

and then blocked with PBS containing 5% normal rabbit serum. Sections were incubated 

overnight with the primary anti-BrdU antibody (monoclonal-rat IgG, AbCys, Les Ulis, 

France) at 4°C. Then, they were incubated with the secondary antibody (biotinylated rabbit 

anti-rat IgG, Vector Laboratories, France), and stained using ABC staining system (Vectastain 

ABC Elite Kit, Vector Laboratories, Paris, France). All BrdU-labeled cells in the dentate 

gyrus were counted using a computer image analysis system (Mercator, Explora Nova, La 

Rochelle, France). Results are presented as the total number of BrdU-immunopositive cells 

per section. 

In order to determine the differentiation of newborn cells, triple immunofluorescent labeling 

was performed using antibodies against BrdU, NeuN (neuron-specific nuclear protein) and 

GFAP (glial fibrillary acidic protein). BrdU injections were performed as for the cell survival 

assay (from day 8 to day 14), and mice were continuously exposed to free choice ethanol 10 

% (or water only) up to sacrifice and transcardial perfusion with 4% PFA on day 42. Primary 

antibodies used were: rat anti-BrdU (AbC 117-7513, AbCys), mouse anti-NeuN (MAB377, 

Chemicon, Millipore, Molsheim, France) and rabbit anti-GFAP (Z0334, DAKO, Trappes, 

France). Secondary antibodies were: biotinylated rabbit anti-rat IgG coupled with 

streptavidin-Alexa Fluor 488 (Life Technologies, Saint Aubin, France), cy5-conjugated 

donkey anti-mouse IgG (Jackson Immunoresearch, Interchim, Montluçon, France) and Alexa-

Fluor 568-conjugated goat anti-rabbit IgG (Life Technologies). Sections were mounted in 

Fluoromount-G solution (Clinisciences, Paris, France). Triple immunofluorescent staining 

was analyzed by confocal microscopy (SP5, Leica). Survival and neuron/glia phenotype of 

BrdU labeled cells were determined by counting BrdU immunoreactive nuclei only and 

BrdU/NeuN or BrdU/GFAP double immunolabeling (in 100 cells for each mouse), 

respectively.  

To evaluate cell death, pyknotic nucleus cells were labeled using cresyl-violet staining. All 

cells with darkly stained and spherical nucleus were considered as pyknotic cells.
5
 

 

Reverse transcription (RT) and quantitative PCR 

For these assays, total mRNA was extracted using NucleoSpin RNA II kit (Macherey-Nagel, 

Hoerdt, France) following manufacturer's instructions. RT was performed using High 

Capacity cDNA Reverse Transcription kit (Applied Biosystems, Courtaboeuf, France) with 

the following protocol: 25°C, 10 min; 37°C, 2 h; 85°C, 5 s.  One series of amplification 
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reactions was performed with Absolute SYBR Green ROX Mix (Thermo Scientific, Illkirch, 

France) using the 7300 Real Time PCR System (Applied Biosystems) with the following 

cycling protocol: 95°C, 15 min; followed by 40 cycles of 95°C, 15 s; 60°C, 30 s; 72°C, 30 s. 

Primers used are listed in Table S1 and analysis of Bdnf expression was performed according 

to the nomenclature of Aid et al.
7
 Gene expression was normalized by reference to the 

housekeeping genes hypoxanthine phosphoribosyltransferase (hprt) and β-actin. The second 

series of gene expression determinations was made using TaqMan (Applied Biosystems) gene 

expression assays (see Table S2) according to the following protocol:  50 °C, 2 min; 95 °C, 10 

min, followed by 40 cycles at 95 °C, 15 s; 60 °C, 1 min. Gene expression was normalized by 

reference to the housekeeping genes glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (gapdh) and 

β-actin. The 2
ΔΔCT

 (Delta-Delta Comparative Threshold) method was used to quantify the fold 

change in “ethanol” compared to “water” mice, for both qPCR technologies.  

 

Immunohistochemistry  

Coronal sections of 20 µm thickness were collected at the hippocampus level using a cryostat 

between the planes “Bregma – 1.22 mm” and “ Bregma – 2.30 mm”.
8
 Sections were mounted 

on Superfrost Plus slides (Thermo Scientific) and stored at -20°C. They were then fixed with 

4% PFA for 10 min, rinsed twice in PBS and preincubated for 1 h in PBS containing 5% goat 

serum (or rabbit serum for BDNF immunostaining), 0.4% BSA and 0.1 % Tween 20, before 

overnight incubation at 4°C with one of the following antibodies:  anti-BDNF (G1641, 

Promega, Charbonnières, France), anti-H3Ac (06-599, Millipore), anti-H3K4me3 (04-745, 

Millipore), anti-H3K27me2 (ab24684, Abcam, Paris, France), anti-H4Ac (06-866, Millipore), 

diluted in PBS containing 2% goat serum (or rabbit serum for BDNF immunostaining), 0.1% 

BSA and 0.1 % Tween 20. Sections were rinsed twice in PBS containing 0.1% Tween 20 

(washing buffer), then incubated 1 h with biotinylated anti-rabbit IgG (111-066-003, Jackson 

Immunoresearch), or biotinylated anti-chicken IgG (303-065-003, Jackson Immunoresearch) 

for BDNF immunostaining, in PBS containing 0.1% BSA and 0.05% Tween 20. They were 

rinsed three times with the washing buffer, then incubated 50 min in PBS with ABC staining 

kit (Vectastain ABC Elite Kit, Vector Laboratories) supplemented extemporaneously with 

0.05% Tween 20. Sections were rinsed 3 x 10 min in the washing buffer, then once 10 min in 

PBS before addition of 3,3’-diaminobenzidine (Sigma FAST
TM

, D4293, Sigma-Aldrich, Saint 

Quentin-Fallavier, France). Reactions were stopped by 3 x 5 min washing in PBS. Sections 

were finally dehydrated, and covered with Eukitt. Pictures were taken under optic microscope 
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(Olympus BX21, zoom 4, 20 and 40) and optical density (O.D.) was measured and 

normalized using ImageJ software. 

 

Chromatin immunoprecipitation (ChIP) analysis 

Tissus were first treated with 1% PFA for 15 min, before the addition of glycine (125 mM 

final concentration) for a 10 min incubation at room temperature to stop PFA crosslinking. 

Tissues were then washed three times in PBS and homogenized in SDS lysis buffer (1% SDS, 

10 mM EDTA, 50 mM Tris, pH 8.1) containing protease inhibitors (PIC, Protease Inhibitor 

Cocktail; 12505200, Roche, Meylan, France). Homogenates were kept at 0°C for 10 min 

before sonication with Bioruptor UCD-200 (Diagenode, Liège, Belgium) using the following 

program: intensity High, 30 s ON/30 s OFF, 18 min, 4°C. Samples were then centrifuged at 

18, 000 g for 10 min at 4°C, and supernatants were collected to be diluted ten times in the 

ChIP dilution buffer (167 mM NaCl, 0.01% SDS, 1.1% Triton X-100, 1.2 mM EDTA, 16.7 

mM Tris-HCl, pH 8.1) supplemented with PIC. The resulting chromatin solution was pre-

cleared with 60 µL of protein A-agarose (20334, Pierce, Thermo Scientific) blocked with 

sonicated salmon sperm DNA (201190, Agilent Technologies, Palo Alto, CA, USA) for 1 h at 

4°C and centrifuged 2 min at 450 g. Twenty microliters of supernatants were saved as 

“INPUT” for later normalization and mixed with 80 µL of ChIP dilution buffer for storage at -

20°C. Chromatin was immunoprecipitated overnight at 4°C. Control samples were incubated 

without antibody. DNA-histone complex was extracted by binding to salmon sperm DNA 

blocked-protein A-agarose beads (60 µL) for a 3 h incubation at 4°C. The beads then 

proceeded for successive 5 min washes in Low Salt buffer (150 mM NaCl, 0.1% SDS, 1% 

Triton X-100, 2 mM EDTA, 20 mM Tris-HCl, pH 8.1), in High Salt buffer (500 mM NaCl, 

0.1% SDS, 1% Triton X-100, 2 mM EDTA, 20 mM Tris-HCl, pH 8.1), in LiCl Wash buffer 

(0.25 M LiCl, 1% IGEPAL-CA630, 1% deoxycholic acid, 1 mM EDTA, 10 mM Tris, pH 8.1) 

and finally twice in TE buffer (10 mM Tris-HCl, 1 mM EDTA, pH 8.0). DNA-histone 

complexes were removed from protein A-agarose beads by 15 min incubation at room 

temperature with elution buffer (0.1 M NaHCO3, 1 % SDS). Eluates and “INPUT” were then 

incubated overnight at 65°C with NaCl (final concentration 0.2 M) to dissociate DNA and 

histones. Histones were digested by proteinase K (20 µg) for a 2 h incubation at 45°C, and 

DNA was extracted by adding an equal volume of phenol/chloroform/isoamyl alcohol, then 

precipitated with 100 % ethanol and 20 µg glycogen for 2 h at -20°C. Pellets were washed 

with 70 % ethanol and suspended in 30 µL of water. Immunoprecipitation and semi 

quantitative PCR are described in the text of the article. 
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Supplementary tables 

 

Experiments 

Ethanol consumption (g/kg/day) 

during stabilization period with 

10% ethanol in drinking water 

Total fluid 

consumed 

(g/kg/day) 

Number of mice 

Immuno-

histochemistry 
9.42 ± 0.57 140.50 ± 13.62 

Water n=6 

Ethanol n=9 

RT-qPCR 9.17 ± 0.62 140.00 ± 17.84 
Water n=6 

Ethanol n=9 

Protein analysis 

(Western 

Blot/ELISA) 

10.60 ± 0.53 135.30 ± 10.25 
Water n=6 

Ethanol n=9 

ChIP 10.48 ± 0.45 146.30 ± 14.15 
Water n=6 

Ethanol n=9 

Neurogenesis 
2 weeks: 10.24 ± 0.99 

4 weeks: 9.25 ± 0.33 

149.50 ± 9.80 

144.30 ± 8.79 

Water 2 weeks n=6 

Ethanol 2 weeks n=9 

Water 4 weeks n=6 

Ethanol 4 weeks n=9 

ANA-12 
Ethanol vehicle-treated: 9.54 ± 0.88 

Ethanol ANA12-treated: 8.87 ± 0.77 

139.50 ± 17.70 

134.00 ± 13.53 

Water vehicle-treated n=6 

Ethanol vehicle-treated n=9 

Water ANA12-treated n=6 

Ethanol ANA12-treated n=9 

 

Table S1: Ethanol intake and total fluid consumed in the different groups of mice with free access 

to 10% ethanol that had been included in the various experimental series.  

 

 

  



RESULTATS EXPERIMENTAUX 

125 
 

 

Table S2: Primer sequences used for quantitative real-time PCR analysis of mRNAs with 

Absolute SYBR Green technology. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

mRNA expression analysis  

Genes 5’ primer 3’ primer 

Gdnf TGGGTTTGGGCTATGAAACC AACATGCCTGGCCTACTTTG 

Fgf-1 GCGGTCCTCGGACTCACTA AGCCAATGGTCAAGGGAAC 

Fgf-2 TATGAAGGAAGATGGACGGC TCGTTTCAGTGCCACATACC 

Trkb TGGACCACGCCAACTGACATT GAATGTCTCGCCAACTTGAG 

Bcl-2 ATGACTGAGTACCTGAACCG ATGCTGGGGCCATATAGTTC 

Bdnf I GTGTGACCTGAGCAGTGGGCAAAGGA - 

Bdnf II GGAAGTGGAAGAAACCGTCTAGAGCA - 

Bdnf III GCTTTCTATCATCCCTCCCCGAGAGT - 

Bdnf IV CTCTGCCTAGATCAAATGGAGCTTC - 

Bdnf V CTCTGTGTAGTTTCATTGTGTGTTC - 

Bdnf VI GCTGGCTGTCGCACGGTTCCCATT - 

Bdnf VII CCTGAAAGGGTCTGCGGAACTCCA - 

Bdnf VIII GTGTGTGTCTCTGCGCCTCAGTGGA - 

Bdnf IX TGCAGGGGCATAGACAAAAG TGAATCGCCAGCCAATTCTC 

BDNF Rev - GAAGTGTACAAGTCCGCGTCCTTA 

Hprt GATGATGAACCAGGTTATGAC GTCCTTTTCACCAGCAAGCTTG 

β-actin CCACCATGTACCCAGGCATT CGGACTCATCGTACTCCTGC 
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Table S3: References of primers used for quantitative real-time PCR analysis of mRNAs with 

Taqman technology. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

mRNA expression analysis 

Genes References 

Mecp2 Mm01193537_g1 

Mbd1 Mm01262472_g1 

Ncor Mm00448681_m1 

Hdac1 Mm02745760_g1 

Hdac2 Mm00515108_m1 

Hdac3 Mm00515916_m1 

Hdac4 Mm01299565_m1 

Hdac5 Mm00515941_g1 

Hdac9 Mm00458454_m1 

Mash1 Mm03058063_m1 

Neurod1 Mm01280117_m1 

Neurog1 Mm00440466_s1 

Neurog2 Mm00437603_g1 

Id2 Mm01293217_g1 

Id3 Mm00492575_m1 

Gapdh Mm99999915_g1 
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Table S4: Primer sequences used for ChIP analyses. 

 

 

 

 

  

ChIP analyses 

Gene promoters 5’ primer 3’ primer 

Bdnf PII GGGGTGGAGAGGGTAAGAGT GTTTTGTCACGTGTGGATGG 

Bdnf PIII TATCCCTGCCTCCCTCTCTT CGGGGAGGGATGATAGAAAG 

Bdnf PVI AAATGGAGAGAAGCCAGTGC TCTTCGGTTGAGCTTCGATT 

Bdnf PVIII TGACCCACATGGATTGTGAC TGGAGAAAACTGGTGGTTCC 

Gapdh CTCCCAGGAAGACCCTGCTT GGAACAGGGAGGAGCAGAGA 
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Gene Water Ethanol 

Percent over 

Water P value  

Mecp2 1.005 ± 0.040 (6) 1.278 ± 0.051 (8) +27.16 *** 

Mbd1 1.005 ± 0.038 (6) 1.076 ± 0.055 (8) +7.06 ns 

Ncor 1.005 ± 0.049 (6) 0.788 ± 0.050 (8) -21.59 ** 

Hdac1 1.003 ± 0.027 (6) 0.798 ± 0.059 (9) -20.44 ** 

Hdac2 1.000 ± 0.026 (6) 0.822 ± 0.029 (9) -17.80 * 

Hdac3 1.005 ± 0.048 (6) 0.954 ± 0.042 (9) -5.07 ns 

Hdac4 1.003 ± 0.040 (6) 1.169 ± 0.027 (8) +16.55 ns 

Hdac5 1.008 ± 0.029 (6) 0.715 ± 0.030 (8) -29.07 **** 

Hdac9 1.000 ± 0.024 (6) 1.025 ± 0.041 (8) +2.50 ns 

 

Table S5: Effects of chronic ethanol intake on hippocampal levels of mRNAs encoding 

transcriptional repressors.  

mRNA levels were measured by real-time RT-qPCR in the hippocampus of “water” and 

“ethanol” mice. Results [mean ± S.E.M. of (n) mice] are expressed as arbitrary units after 

normalization to the endogenous reference genes encoding Gapdh or Hprt and β-actin. * 

p <0.05, ** p <0.01, *** p <0.001, **** p <0.0001, significantly different in “ethanol” 

versus “water” mice, ns: not significant, one way ANOVA followed by Bonferroni’s 

multiple comparison test.  
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Gene Water Ethanol 

Percent over 

Water P value  

Mash1 0.941 ± 0.069 (6) 0.750 ± 0.041 (7) -20.30 ns 

Neurod1 1.003 ± 0.034 (6) 1.151 ± 0.045 (8) +14.76 ns 

Neurog1 1.012 ± 0.075 (6) 1.238 ± 0.062 (8) +22.33 ns 

Neurog2 1.020 ± 0.088 (6) 1.340 ± 0.094 (8) +31.37 ** 

Id2 1.017 ± 0.083 (6) 1.171 ± 0.034 (7) +15.14 ns 

Id3 1.054 ± 0.102 (6) 0.771 ± 0.064 (7) -26.85 * 

 

Table S6: Effects of chronic ethanol intake on hippocampal levels of mRNAs encoding 

transcription factors of the bHLH family.  

mRNA levels were measured by real-time RT-qPCR in the hippocampus of “water” and 

“ethanol” mice. Results [mean ± S.E.M. of (n) mice] are expressed as arbitrary units after 

normalization to the endogenous reference genes encoding Gapdh or Hprt and β-actin. * p 

<0.05, ** p <0.01 significantly different in “ethanol” versus “water” mice, ns: not 

significant, one way ANOVA followed by Bonferroni’s multiple comparison test.  
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Supplementary figures 

 
Figure S1 

Ethanol consumption by C57BL/6J mice during the 21 day free-choice period. Mice were 

offered 3% v/v ethanol (EtOH) versus water for 4 days, then 6% ethanol versus water for the 

next 4 days, and finally animals had access to 10% ethanol versus water for the subsequent 13 

days (stabilization period). Positions of the tubes filled with ethanol or water were changed 

every two days to avoid possible preference bias. Food (standard mouse pellets A03; UAR, 

Strasbourg, France) was given ad libitum. Absolute grams of ethanol intake/kg body 

weight/24 h were determined for each mouse. Each point is the mean ± S.E.M. of 36 

independent determinations. During the stabilization period, daily ethanol quantity consumed 

was 10.76 ± 0.20 g/kg/day (mean ± S.E.M., n = 36). 

 

 
Figure S2 

Cell death in the dentate gyrus is not affected by chronic and voluntary ethanol consumption. 

(A) Arrow, pyknotic nucleus in the dentate gyrus (DG). Scale bar: 10 µm. (B) Number of 

pyknotic nuclei per hippocampal section in “water” and “ethanol” mice. Each bar is the mean 

± S.E.M. of n = 4 (“water”) and n = 8 (“ethanol”) mice. 
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ARTICLE 2 

 

 

 

 

 

 

Chronic ethanol consumption in C57BL/6J mice induces cognitive 

deficits, and alterations in BDNF signaling and epigenetic regulation 
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Les conséquences cellulaires et fonctionnelles de la consommation 

chronique d’éthanol chez les souris C57BL/6J 
 

 Dans l’étude précédente, nous avons démontré que la consommation chronique et 

volontaire d’éthanol chez les souris C57BL/6J induisait des modifications épigénétiques sur le 

gène du BDNF. Ces altérations conduisaient à une augmentation de l’expression protéique du 

BDNF, responsable de la stimulation de la neurogenèse hippocampique par l’activation du 

récepteur TrkB. Cette seconde étude a pour but d’étudier plus en profondeur les conséquences 

épigénétiques et fonctionnelles de la plasticité induites par la prise chronique d’éthanol.  

 L’analyse du profil de méthylation du gène du BDNF a révélé une diminution globale 

de la méthylation de l’ADN dans les sous-régions CA1 et CA3 de l’hippocampe sans affecter 

le DG. Nous avons montré que les différentes signalisations en aval du récepteur TrkB étaient 

altérées à la suite de la prise d’éthanol. La prise chronique d’éthanol en libre choix stimule la 

phosphorylation de AKT, de ERK et de CREB. Il est donc probable que la diminution de la 

méthylation du gène du BDNF participe à l’augmentation de son expression protéique, 

conduisant à une augmentation de l’activation du TrkB et donc des signalisations en aval, ce 

qui concours à stimuler la neurogenèse hippocampique.  

 Afin de déterminer si la neurogenèse induite par la prise chronique d’éthanol influence 

les capacités cognitives et émotionnelles de ces animaux, nous avons conduit une série 

d’expérimentations comportementales. Nous avons observé que la coordination motrice, 

l’activité locomotrice ainsi que les comportements reliés à l’anxiété n’étaient pas modifiés 

après 3 semaines d’alcoolisation, mais que cette consommation diminuait le comportement de 

désespoir mesuré dans un test de dépression. L’analyse des fonctions cognitives a révélée que 

les souris « éthanol » avaient une détérioration à la fois de l’apprentissage et de la mémoire à 

long terme. De façon surprenante, ces altérations de performances cognitives ne sont pas 

reliées à des modifications de la LTP enregistrée au niveau de CA1 dans l’hippocampe. 
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 En conclusion, la modification de la méthylation du gène du BDNF participe 

probablement à l’augmentation de son expression provoquée par l’éthanol. Ce processus 

déclenche l’activation des voies de transduction intracellulaire dépendantes de l’activation du 

récepteur TrkB. Cependant, ces modifications cellulaires entraînant probablement 

l’augmentation de la neurogenèse hippocampique, sont corrélées à une altération de 

l’apprentissage et de la mémoire dépendante de l’hippocampe. Ces données suggèrent que 

l’induction d’une neuroplasticité par l’éthanol semble être une réponse adaptative aux 

détériorations cognitives provoquées par la prise chronique d’éthanol.  

 

  



RESULTATS EXPERIMENTAUX 

134 
 

Chronic ethanol consumption in C57BL/6J mice induces cognitive 

deficits, and alterations in BDNF signaling and epigenetic regulation 

 

ABSTRACT 

High ethanol consumption has been shown to induce severe cognitive deficits in mice 

associated with hippocampal damages. However, we recently reported that chronic and free-

choice ethanol consumption in C57BL/6J mice stimulated BDNF expression in response to 

chromatin remodeling within Bdnf promoters, leading to hippocampal neurogenesis 

activation. In order to further analyze the consequences of ethanol intake in C57BL/6J mice, a 

series of cellular and behavioral studies were performed. A three week chronic free choice 

ethanol consumption in these mice lead to altered learning and memory capacities analyzed 

by the novel object recognition task and in fear conditioning test, suggesting hippocampus-

dependent memory impairments. In addition, ethanol decreased DNA methylation within 

Bdnf gene in the CA1 and CA3 subfields of the hippocampus, and upregulated BDNF 

signaling pathway involving ERK, AKT and CREB. These data further demonstrated the role 

of epigenetic mechanisms in the effects of ethanol consumption on BDNF expression and 

support the idea that enhanced BDNF intracellular signaling pathways could counteract the 

learning and memory deficits induced by ethanol intake.  
 

Keywords: BDNF signaling, DNA methylation, hippocampus, learning, long-term potentiation, 

memory 

 

INTRODUCTION 
Chronic ethanol consumption as well as 

acute exposure to ethanol in both humans 

and rodents has been shown to induce 

deficits in learning and memory, probably 

linked to the hippocampus damages 

observed after ethanol intoxication 

(Bowden and McCarter, 1993; Melis et al., 

1996; Ryabinin, 1998; Ryabinin et al., 

2002). The hippocampus, which is one of 

the main brain structure implicated in 

cognitive tasks, is particularly sensitive to 

ethanol-induced seizures (Franke et al., 

1997: Alijan-pour et al., 2012) and to 

ethanol-induced alterations such as 

modifications in long-term potentiation 

(LTP) within the dentate gyrus (DG) and 

CA1 subfield (Wayner et al., 1997; Fujii et 

al., 2008).   

It has been recently shown that brain 

adaptations resulting from chronic ethanol 

consumption are in part under the control 

of epigenetic regulations (Robison and 

Nestler, 2011). DNA methylation that 

consists in the addition of a methyl group 

on cytosine at CpG sites leading to 

transcriptional gene repression (Karpova, 

2013), is one of the epigenetic mechanisms 

which have been associated with alcohol 

dependence (Bonsch et al., 2006; Zhang et 

al., 2013). Compelling studies have 

demonstrated that DNA methylation and 

DNA methyltransferase enzymes (DNMT) 

were strongly impacted by ethanol in 

alcoholics patients (Bonsch et al., 2004; 

Bonsch et al., 2005; Bonsch et al., 2006; 

Warnault et al., 2013). Interestingly, a 

recent study reported that, in mice, DNA 

methylation inhibition could prevent 

excessive alcohol consumption (Warnault 

et al., 2013). Epigenetic regulations of 

gene transcription, and in particular that of 

the trophic factor Bdnf, have also been 

shown to play a role in cognitive 

performances. The decrease in Bdnf 

methylation linked to memory 

enhancement strongly suggests that 

epigenetic modification within Bdnf gene 

could be a mechanism involved in memory 

consolidation in rats (Lubin et al., 2008). 
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Because chronic ethanol exposure leads to 

brain adaptations involving DNA 

methylation, which is implicated in the 

modulation of cognitive performances 

through BDNF regulation, it was then 

hypothesized  that epigenetic mechanisms 

within Bdnf gene could underly the 

cognitive deficits observed after chronic 

ethanol consumption. 

BDNF binds to different receptors and in 

particular TRkB receptors whose cellular 

pathway involves the activation of several 

kinases. Among them, ERK/CREB 

signaling pathway and CREB 

phosphorylation have been shown to be 

inhibited in several brain areas by ethanol 

exposure (Pandey et al., 2005, Pandey et 

al., 2001, Yang et al., 1998a,b). 

Furthermore, an increase in AKT 

activation has also been reported in the 

hippocampus of ethanol-avoiding but not 

ethanol-preferring rats (Nuutinen et al., 

2011). As these signaling pathways 

controlled by BDNF are also involved in 

the regulation of cognition (Subbanna et 

al., 2013, Stuchlik, 2014) and anxiety-like 

behaviors (Pandey et al., 2005, Moonat et 

al., 2010), they could exert a central role in 

ethanol-induced behavioral, structural and 

functional adaptations in the brain.  

We recently reported that in adult 

C57BL/6J mice, which display high 

ethanol preference, chronic free choice 

ethanol consumption induced chromatin 

remodeling at histone level within the 

different Bdnf promoters through post-

translational histone modifications leading 

to BDNF stimulation at hippocampal level 

(Stragier et al., 2014). In order to further 

address the functional and epigenetic 

consequences of the ethanol-intake, we 

analyzed DNA methylation, BDNF 

signaling and hippocampus-related 

behaviors after chronic free choice ethanol 

intake in these mice. We showed that 

ethanol consumption in C57BL/6J mice 

decreased DNA methylation within the 

Bdnf gene in CA1 and CA3 subfields of 

the hippocampus, upregulated BDNF 

intracellular signaling pathway, and that 

these cellular modifications were 

associated to alterations in learning and 

memory. These data suggested that the 

ethanol-induced neuroplasticity could be 

an adaptive response to the cognitive 

impairments induced by ethanol intake.  

 

MATERIALS AND METHODS 
Animals and the free-choice ethanol 

paradigm  

Adult male (8 week-old) C57BL/6J mice 

(Charles River Laboratories, l’Arbresle, 

France) were housed under standard 

laboratory conditions (22 ± 2°C, 60% 

relative humidity, 12–12 h light–dark 

cycle, food and water ad libitum) for at 

least one week before starting a free-choice 

ethanol paradigm described in details 

elsewhere (Kelai et al., 2008; Molet et al., 

2012, Stragier et al., 2014). Briefly, mice 

were housed singly in standard laboratory 

cages (Macrolon type 2, 22 x16 x14 cm) 

equipped with four tubes (20 mL), one 

containing tap water and the other three 

filled with ethanol dilutions in water for 

“ethanol” mice, while all tubes were filled 

with tap water for “water” mice. Previous 

data (Tordoff et al., 2003; Kelai et al., 

2008)
 
indicated that, in these conditions, 

the amount of ethanol ingested daily was 

slightly but regularly larger than the 

amount ingested when only one bottle of 

ethanol was offered versus one bottle of 

tap water. Animals had continuous free 

access to the drinking tips of tubes. 

“Ethanol” mice were exposed 

progressively to increasing concentrations 

of ethanol (0–10% ethanol in water within 

21 days) under the free-choice procedure 

described by Kelaï et al. (Figure S1). 

Briefly, mice were offered 3% ethanol 

(v/v) versus water for 4 days, then 6% 

ethanol versus water for the next 4 days, 

and finally animals had access to 10% 

ethanol versus water for the subsequent 12 

days (stabilization period). Food (standard 

mouse pellets A03; UAR, Strasbourg, 

France) was given ad libitum. Absolute 

amounts of ethanol (as grams) consumed 
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and total fluid (grams of ethanol solution 

plus tap water) intake/kg body weight/24 h 

were determined for each mouse. Mice 

were sacrificed between 10:00 and 12:00 

am on day 21, trunk blood samples were 

taken and blood ethanol concentrations 

were determined using a chemical analyser 

(Dimension
®
 Xpand

®
 Plus, Dade Behring, 

Paris, France). 

Separate groups of mice were subjected to 

the free-choice ethanol paradigm and used 

for each series of determinations (except 

where indicated; see below). The number 

of mice used and the quantity of ethanol 

consumed for each set of experiments are 

indicated in Table S1.  

All experiments were performed in strict 

conformity with institutional guidelines in 

compliance with French and European 

Communities Directives for use of animals 

in biomedical research. (Service de 

Protection et Santé Animales, Préfecture 

de Police, Authorization # B-75-977, 

Directive 2010/63/UE, 22/09/2010 

protocol authorization #00966.02). 

 

Behavioral testing 

All behavioral testing were conducted at 

the end of the free-choice ethanol 

paradigm (i.e. the 21
st
 day). During the 

different testing phases, animals were 

allowed to have continuously access to 

ethanol and water for “ethanol” mice and 

water only for “water” mice. 

 

Open field test 

The apparatus consisted of four open boxes 

(50 x 50 cm) separated by white wood 

walls and equipped with an infrared floor 

for the measurement of exploratory 

behavior. The arena was subdivided into a 

central and a peripheral zone. Mice were 

placed in the open field boxes for 15 min 

under normal light conditions, and the 

exploratory behavior of the animals was 

automatically measured with a video 

tracking system (Viewpoint, Lyon, 

France). Both the time spent and the 

distance covered in the different zones 

were scored.  

 

Forced swim test  

FST was conducted as previously 

described (Porsolt et al., 1977). Briefly, 

mice were placed individually into 

Plexiglas cylinders (25 cm tall x 15 cm in 

internal diameter) filled with water (25 ± 

1°C) to a depth of 15 cm under low light 

conditions and the behavior was measured 

using a video tracking system for 6 min 

(Viewpoint). The outcome measured was 

the “immobility” reflecting no movement 

at all and/or minor movement necessary to 

keep the head above the water. 

 

Accelerating rotarod test 

Motor coordination and equilibrium were 

tested on an accelerating rotarod (Rotarod, 

Bioseb, Vitrolles, France). After training at 

constant speed (4 rpm, 2 min), three 5 min 

trials were performed with 5 min intertrial 

intervals. During these latter trials, mice 

were placed on a rotating rod (3 cm 

diameter) that accelerated from 4 to 40 rpm 

in 5 min, and the time until they fell from 

the rod was recorded.  

 

Spontaneous locomotor activity 

Locomotor activity was measured using a 

computer-based photo beam apparatus. 

The actimeter box (area: 300 x 150 mm
2
, 

180 mm height, with Plexiglas wall and 

grid floor) detected mouse movements by 

means of two infrared light beams. Mice 

were placed in the testing apparatus during 

1 hour. Both ambulation, corresponding to 

the number of squares crossed in the 

periphery and the center of the actimeter, 

and rearings, corresponding to the number 

of times the mouse stands on its hind feet, 

were recorded.  

 

Novel object recognition tests 

The novel object recognition (NOR) task 

chamber was a black PVC arena (30 x 30 x 

30 cm) and the objects used were made in 

easy-to-clean plastic materials, having a 

size of about 4x10x4 cm, were selected on 

the basis of preference tests. Room lighting 

was kept at 15 lux. Mice were given a 2 
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day habituation session in the testing 

chamber for 15 min. 24 h later, during the 

first phase (acquisition phase), two 

identical objects (A and A’) were set in the 

right and left corners of the box, at a 

distance of 7 cm from the walls. A mouse 

was placed in the testing chamber and was 

allowed to freely explore the objects for 5 

min. The mouse was then replaced in its 

home cage. 1 hour after, the mouse 

returned in the testing chamber where one 

of the two objects (A’) was replaced by a 

novel one (B). The mouse was allowed to 

freely explore for 5 min (recognition 

phase, 1). The same procedure was 

replicated after a 24-hour interval: the 

mouse was back to the testing chamber 

with two objects: one was the same than 

during the acquisition phase (A) and a 

novel (C) object replaced A’(recognition 

phase, 24). The mouse was allowed to 

explore the chamber for 5 min. For each 

mouse, the time spent interacting with each 

object during the recognition phases 1 and 

24 was video-recorded. The recognition 

index (RI) was calculated as follow: (time 

spent exploring the novel object / total time 

spent exploring the two objects) x 100. 

Animals able to discriminated between the 

old and new object should have a 

recognition index above 50%. 

 

Fear conditioning test 

The fear conditioning paradigm consisted 

into 3 consecutive days of behavioral 

testing and was conducted in an operant 

chamber (length 26 cm x wide 18 cm x 

high 22 cm), housed in a sound-attenuating 

box, with aluminum sidewalls and 

Plexiglas rear and front walls, and a 

stainless steel grid floor (MED Associates, 

St. Albans, VT). On the first day, a mouse 

was placed into the dark conditioning 

chamber with vanilla odor and allowed to 

acclimate for 3 min. Then, a tone 

(conditioned stimulus, CS) of 2 500 Hz 

frequency and 85 dB intensity was 

presented for 30 sec and immediately after, 

a shock (unconditioned stimulus, US) of 

0.75 mA for 2 sec was given, followed by 

an inter-trial interval (ITI) of 2 min. The 

cycle CS-US-ITI was repeated six times. 

For the contextual fear conditioning test, 

mice were returned to the same chamber 

used for the conditioning trial, 24 hours 

after the conditioning phase, and allowed 

to explore for 20 min without presentation 

of CS or US. The third day, the mice were 

tested for cued fear memory by returning 

to the chamber with several modifications 

in order to change the context (no vanilla 

odor, modification of designs to the walls 

as well as light into the chamber). Only the 

CS was presented ten times, separated by 

an ITI of 2 min. All sessions were recorded 

using infrared cameras and controlled by 

computerized system interface (MED 

Associates). Freezing behavior, defined as 

complete absence of voluntary movements 

except for respiration, was measured 

manually every 2 sec and expressed as 

percentage of time spent in freezing. 

 

Reverse transcription (RT) and 

quantitative PCR 

At the end of the free-choice ethanol or 

water exposure (day 21), animals were 

sacrificed by cervical dislocation and 

hippocampi were quickly removed, frozen 

in liquid nitrogen and stored at -80°C until 

real time RT-qPCR determinations. For 

these assays, total mRNA was extracted 

using NucleoSpin
®
 RNA II kit (Macherey-

Nagel, Hoerdt, France) following 

manufacturer's instructions. RT was 

performed using High Capacity cDNA 

Reverse Transcription kit (Applied 

Biosystems, Courtaboeuf, France) with the 

following protocol: 25°C, 10 min; 37°C, 2 

h; 85°C, 5 s. The amplification reactions 

were performed with KAPA SYBR
®
 FAST 

qPCR Kit (KAPABIOSYSTEMS, 

Clinisciences, Nanterre, France) using the 

7300 Real Time PCR System (Applied 

Biosystems) with the following cycling 

protocol: 95°C, 3 min; followed by 40 

cycles of 95°C, 15 s; 60°C, 30 s; 72°C, 30 

s. Primers used are listed in Table S2. 

Gene expression was normalized by 

reference to the housekeeping genes 
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hypoxanthine phosphoribosyltransferase 

(hprt) and β-actin. The 2
ΔΔCT

 (Delta-Delta 

Comparative Threshold) method was used 

to quantify the fold change in “ethanol” 

compared to “water” mice. 

 

Immunoblotting 

Mice were sacrificed as above and bilateral 

hippocampi were rapidly dissected out and 

then stored at -80°C until use. Total 

proteins were extracted using a lysis buffer 

(HEPES 50 mM, NaCl 150 mM, 0.5% 

Triton X-100) containing freshly prepared 

protease and phosphatase inhibitors (PIC: 

Protease Inhibitor Cocktail, 12505200, 

Roche, Meylan, France; sodium 

orthovanadate 2 mM and sodium fluoride 2 

mM). Samples were sonicated and 

centrifuged at 14,000 × g for 30 min at 

4°C. Supernatants were removed and 

frozen at -20°C until western blotting 

experiments. The protein content in 

supernatants was measured using the BCA 

protein assay kit (Pierce Biotechnology, 

Thermo Fisher Scientific, Courtaboeuf 

France). Proteins (50 µg) were 

electrophoresed in duplicate in a 4-12% 

Bis-Tris gel (Novex, Life Technologies, 

Saint Aubin, France), then electrically 

transferred from the gel to a nitrocellulose 

membrane (Novex, Life Technologies) 

using the iBlot System (Novex, Life 

Technologies) according to the 

manufacturer’s instructions. Membranes 

were saturated 1 h at room temperature 

with 5% BSA (w/v) in Tris-buffered Saline 

with 0.1% Tween-20 (TBST) then 

incubated overnight with one of the 

primary antibodies: anti-ERK1/2 (05-1152, 

Millipore, Molsheim, France), anti-P-

ERK1/2 (M9692, Sigma-Aldrich, Saint 

Quentin Fallavier, France), anti-AKT1/2/3 

(9272S, Cell Signaling, Ozyme, Saint 

Quentin Yvelines, France), anti-P-

AKT1/2/3 (4051S, Cell Signaling, 

Ozyme), anti-CREB (4820S, Cell 

Signaling, Ozyme), anti-P-CREB (9198S, 

Cell Signaling, Ozyme) or β-actin (SC-

81178, Santa Cruz, Heidelberg, Germany) 

diluted in TBST with 5% BSA. After 

extensive washing in TBST buffer, 

membranes were incubated with anti-rabbit 

IRdye 800CW-coupled IgG (Rockland 

Immunochemicals, Gilbertsville, PA) or 

anti-mouse IRdye 700DX-coupled IgG 

(Rockland Immunochemicals). 

Fluorescence of the immunoblots was 

analysed at 800 nm and 700 nm using an 

Odyssey infrared imager (Li-Cor, Lincoln, 

NE). The relevant immunoreactive bands 

were quantified using ImageJ software and 

normalized with the total protein 

expression. Data normalized for each blot 

were expressed as percentage of “water” 

mice. 

 

Methylated DNA immunoprecipitation 

(MeDIP) 

Immediately after cervical dislocation (on 

day 21 of the alcohol/water free choice 

paradigm), brains were removed, frozen in 

isopentane at -35°C. Coronal sections of 40 

µm thickness were collected at the 

hippocampus level using a microtome 

(HM450, MM France, Francheville, 

France), between the planes “Bregma – 

1.22 mm” and “ Bregma – 2.30 mm” 

(Franklin and Paxinos, 1997).
 

Sections 

were mounted on polyethylene naphthalate 

membrane slides (Zeiss, Le Pecq, France). 

After a 3 min dry, sections were stained 

with Hematoxylin (15 sec) then rinsed in 

distilled water (2-3 sec), stained with Eosin 

(25 sec), successively deshydrated with 

50%, 70% and absolute ethanol (1 min), 

and allowed to dry for 3 min. Laser-

assisted microdissection was performed on 

a PALM Microbeam Zeiss instrument with 

a PALMRobo software (Zeiss). Micro-

dissected tissues from the hippocampus 

(dentate gyrus [DG], Ammon’s horn 1 and 

3 [CA1 and CA3]) were suspended into a 

lysis buffer from the NucleoSpin® Tissue 

kit (Macherey Nagel, Hoerdt, France) and 

genomic DNA (gDNA) was extracted 

following manufacturer’s instructions. 

gDNA concentration was measured using a 

Nanodrop (Fisher Scientific, Illkirch, 

France) and 2 µg of gDNA was used to 

perform MeDIP. gDNA was  diluted in 
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Tris-EDTA buffer (10 mM Tris-HCl pH 

7.5, 1 mM EDTA) and sonicated using a 

Bioruptor UCD-200 (Diagenode, Liège, 

Belgium) with the following program: 

intensity High, 30 s ON/30 s OFF, 5 min, 

4°C. The DNA solution was heat-

denaturated for 10 min at 95°C, 

immediately cool on ice for 5 min and 100 

µL of 5X Immunoprecipitation buffer (IP) 

(50 mM phosphate buffer pH 7.0, 700 mM 

NaCl, 0.25% Triton X-100) was added. 

The resulting DNA solution was pre-

cleared with 30 µL of magnetic beads, 

previously blocked with 0.5% BSA, for 1 

hour at 4°C. 80 µL of supernatants were 

saved as “INPUT” for later normalization 

and stored at -20°C until protein digestion. 

Methylated DNA was incubated overnight 

at 4°C with antibody against 5-

Methylcytidine (BI-MECY, Eurogentec, 

Angers, France). DNA-antibody 

complexes were immunoprecipitated by 

adding 30 µL of magnetic beads and 

incubated 2 hours at 4°C, then the beads 

were washed three times with 1 mL of 1X 

IP buffer for 5 min at 4°C. The beads were 

resuspended in 250 µL of digestion buffer 

(50 mM Tris-HCl pH 8.0, 10 mM EDTA, 

0.5% SDS) and the 80 µL of INPUT in 170 

µL of the same buffer. 30 µg of proteinase 

K was added to both beads and INPUT and 

incubated overnight at 56°C. DNA was 

extracted using a phenol / chloroform / 

isoamyllic alcohol method. DNA was then 

precipitated by adding 500 µL of absolute 

ethanol, 20 µL 5M NaCl and 20 µg 

glycogen and incubated 2 hours at -20°C. 

Pellets were washed with 70 % ethanol and 

suspended in 30 µL of water. 1 µL of 

immunoprecipitated DNA and input was 

used to QPCR analysis with BDNF CpG 

islands primers listed in Table S3 and with 

the following program using KAPA 

SYBR
®
 FAST qPCR Kit 

(KAPABIOSYSTEMS,  Clinisciences): 

95°C, 3 min; followed by 40 cycles of 

95°C, 15 s; 60°C, 30 s; 72°C, 30 s. The 

ratio DNA immunoprecipitated/INPUT 

was then established to define the 

enrichment of methylated DNA for each 

CpG island. 

 

Long-term potentiation (LTP) 

experiments 

Preparation of hippocampal slices 

Hippocampal slices were obtained as 

described previously (Mlinar et al., 2006; 

2008). In brief, mice were anesthetized 

with isoflurane and decapitated. 

Hippocampi were rapidly removed and 

placed in ice-cold artificial cerebrospinal 

fluid (ACSF), which contained the 

following (in mM): NaCl, 124; KCl, 2.75; 

NaH2PO4, 1.25; NaHCO3, 26; MgSO4, 

1.3; CaCl2, 2; d-glucose 10. The solution 

was bubbled with a 95% O2/5% CO2 gas 

mixture (pH 7.4). Transversal hippocampal 

slices of 400 µm nominal thickness were 

cut with a McIlwain tissue chopper 

(Gomshall, U.K.). After discarding 

approximately 2 mm of the dorsal 

hippocampal pole, seven to nine slices 

were cut. All slices were kept in a multi-

well incubation chamber for at least 1 h at 

room temperature until recording. 

 

Electrophysiological recordings 

Before transferring to the recording 

chamber, a single slice was temporarily 

transferred to a Petri dish, where the area 

CA1 was disconnected from the area CA3 

by a surgical cut. The slice was then placed 

on a nylon mesh, completely submerged in 

a recording chamber and continuously 

superfused (2 ml min
− 1

) with oxygenated 

ACSF at 32–33 °C. Slices were incubated 

for 15 min in the recording chamber before 

initiating electrical stimulation. Synaptic 

responses of CA1 pyramidal neurons were 

elicited by stimulation of the Schaffer 

collateral/commissural pathway. 

Stimulation pulses (80 μs duration; 15 s 

interpulse interval), triggered by a PC 

controlled by LTP230D software 

(Anderson and Collingridge, 2001) were 

delivered by a stimulus isolation unit (DS2, 

Digitimer, Welwyn Garden City, U.K.) 

through twisted bipolar nichrome 

electrodes. Evoked potentials were 
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recorded with glass electrodes filled with 

150 mM NaCl (2–10 MΩ resistance) 

placed in the distal third of the stratum 

radiatum to record field excitatory 

postsynaptic potentials (fEPSP). The 

distance between the stimulating and 

recording electrodes was 400–500 μm. 

Recorded potentials were amplified with 

Neurolog NL 104 amplifiers (Digitimer), 

digitized with the sampling rate of 10 kHz 

(TL-1 interface, Molecular Devices, Foster 

City, CA) and stored in a PC for off-line 

analysis. At the beginning of each 

experiment, a stimulus–response curve 

(SRC), obtained by gradually increasing 

stimulus intensity, was recorded. The 

fEPSP was determined as the slope of the 

initial falling phase of the response 

recorded in the stratum radiatum. The 

stimulus intensity of test pulses was set to 

evoke a fEPSP that had an initial slope 

equal to 35–45% of the maximum obtained 

in the SRC. At least 15 min of stable 

responses were used to generate the 

baseline values. Unless otherwise stated, 

stimulus intensity was held constant 

throughout the remainder of the 

experiment. 

 

LTP protocol 

LTP was induced by theta-burst 

stimulation consisting of a single train of 

either 5 or 10 bursts of 5 stimuli (100 Hz 

intraburst frequency, 5 Hz burst frequency; 

called TB5 and TB10, respectively). To 

allow the measurement of TB5- and TB10-

induced LTP in the same slice, a one-

pathway stimulation protocol was applied. 

Input pathways were stimulated every 15 s, 

at the stimulus intensity set to produce 

fEPSPs with an initial slope of ~ 45% of 

the maximal slope obtained from the 

respective stimulus–response relationship. 

After collection of 15 min of stable 

baseline responses, LTP was induced by 

TB5 stimulation. Test responses were 

followed for further 60 min, following 

which a SRC was recorded. Five minutes 

after the SRC, a TB10 stimulation was 

delivered and the effect was followed for 

15 min. 

Statistical analyses 

All values in the text and figure legends 

are means ± S.E.M. Data from behavioral 

testing were analyzed using Student’s t 

test, excepted data from the novel object 

recognition test and the conditioning phase 

of the fear conditioning test which were 

analyzed by a two-way ANOVA (ethanol x 

time) with repeated measures followed by 

a Bonferroni’s multiple comparison test 

when appropriated. Data from LTP 

experiments were analyzed using Mann-

Whitney test. MeDIP assays were analyzed 

with a Kruskal-Wallis test followed by a 

Dunn’s multiple comparison test. RT-

QPCR data were analyzed using a one-way 

ANOVA followed by a Bonferroni test for 

multiple comparisons. Immunoblotting 

quantifications were analyzed using an 

unpaired t test with Welch’s correction. 

Prism 4 software (GraphPad, San Diego, 

CA, USA) was used for all statistical 

analyses. Statistical significance was set at 

p ≤ 0.05. 

 

 

RESULTS 
Ethanol intake  

Mice were offered ethanol (at increasing 

concentration, from 3 to 10% v/v) versus 

water for 21 days. Total fluid intake in the 

“ethanol” group (147.10 ± 13.59 g/kg/day, 

n = 76) did not differ from that of “water” 

group (156.30 ± 14.80 g/kg/day, n = 59). 

Daily ethanol quantity consumed reached a 

stable level of 10.53 ± 0.20 g/kg/day (n = 

76) when free choice was given between 

water and 10% ethanol (Figure S1 and 

Table S1). This amount, which is in the 

same range than that reported in previous 

studies under the very same conditions 

than those used in our study (Belknap et 

al., 1993; Crabbe et al., 2006), was 

sufficient to yield blood ethanol levels near 

50-70 mg/100 mL during the active 

drinking phase, i.e. the dark phase of the 

circadian cycle (see
 
Kelai et al., 2008). 
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However, when measured 3 hours after the 

light on, no more blood ethanol could be 

detected, as already described (Stragier et 

al., 2014).  

 

Methylation profile of the Bdnf gene 

after chronic and voluntary ethanol 

consumption 

We first analyzed the mRNA expression of 

three enzymes involved in methylation of 

cytosine at the level of the CG dinucleotide 

within the CpG island,  the DNA 

methyltransferase 1 (DNMT1), implicated 

in the maintenance of the methylation 

profile during the cell division and the 

DNA methyltransferases 3a and 3b 

(DNMT3a and DNMT3b) involved in the 

de novo methylation. As shown in Table 1, 

RT-qPCR analysis evidenced that ethanol 

consumption led to an significant reduction 

in Dnmt3b mRNA expression (t5,38  = 

2.544, p < 0.05, one-way ANOVA with 

Bonferroni multiple comparison test) 

whereas neither that of Dnmt1 nor that of  

Dnmt3a was significantly modified after 

ethanol consumption (t5,38 = 1.035, p > 

0.05; t5,38 = 1.853, p > 0.05; respectively, 

one-way ANOVA with Bonferroni 

multiple comparison test).  

The analysis of the methylation of the 

different CpG islands within the Bdnf gene 

was conducted by methylated DNA 

immunprecipitation (MeDIP) after laser 

microdissection of  the dentate gyrus (DG), 

and the Ammon’s horn 1 and 3 (CA1 and 

CA3) subfields of the hippocampus. A 

two-way ANOVA analysis showed that, 

after chronic and free choice ethanol 

intake, DNA methylation was significantly 

modified in both CA1 and CA3 (F(1,73) = 

21.780, p < 0.0001; F(1,84) = 6.137, p = 

0.0152; respectively) but not in the DG 

(F(1,84) = 0.440, p = 0.5089) (Table 2). In 

addition, DNA methylation within the Bdnf 

island V was significantly decreased in the 

CA1 of “ethanol” compare to “water” mice 

(p < 0.05, Dunn’s t test, Table 2).  

 

Effects of chronic and voluntary ethanol 

intake on hippocampal BDNF-TrkB 

signaling pathway 

In order to assess the effect of ethanol on 

the cellular signaling cascades downstream 

to the BDNF TrkB receptor, we analyzed 

three proteins involved in the regulation of 

the proliferation, differentiation and 

survival which are a part of the 

neurogenesis. As shown in Fig.1, chronic 

and voluntary ethanol intake stimulated the 

phosphorylation of AKT, ERK and CREB 

proteins (p = 0.008, p = 0.045, p = 0.015; 

respectively, unpaired t test). We also 

evidenced an increase in CREB protein 

expression after ethanol consumption (p = 

0.0004, unpaired t test) whereas AKT and 

ERK protein expression were not modified 

(p = 0.711, p = 0.493; respectively, 

unpaired t test).  

 

Effects of chronic and voluntary ethanol 

intake on depressant- and anxiety-like 

behaviors, locomotor activity and 

coordination  

The behavioral consequences of the 

chronic ethanol consumption were 

analyzed using the forced swim test. 

Results presented in Fig.2A showed that 

chronic ethanol intake induced a decrease 

in the time spent in immobility in the 

forced swim test (p = 0.027, Student’s t 

test). The measurement of the spontaneous 

activity in the actimeter did evidence a 

difference between “ethanol” and “water” 

mice neither for the locomotor activity, the 

number of rearings nor the number of 

beam crossing (F(1,143) = 0.302, p > 0.05; 

F(1,143) = 0.003, p > 0.05; F(1,143) = 0.070, p 

> 0.05; respectively, repeated measures, 

two-way ANOVA, Fig.2B). Accordingly, 

the distance covered by the mice and the 

time spent in the central area of the open 

field was not modified in “ethanol” 

compared to “water” mice (p = 0.260, p = 

0.731; respectively, Student’s t test, 

Fig.2C) suggesting that chronic free choice 

ethanol intake induced neither anxiogenic 

nor anxiolytic behavior. Finally, no 

difference was found in the three 
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successive trials in the accelerating rotarod 

in “ethanol” compared to “water” mice 

(F(1,32) = 0.462, p > 0.05, repeated 

measures, two-way ANOVA, Fig.2D). All 

together, these data suggest that chronic 

free choice ethanol intake produces an 

antidepressant-like effect which was not 

the consequence of an increase in 

locomotor activity, and modified neither 

the anxiety like profile nor the motor 

coordination of C57BL/6J mice. 

 

Effects of chronic and voluntary ethanol 

intake on hippocampal long-term 

potentiation  
In order to determine the synaptic 

plasticity status of the C57BL/6J mice after 

chronic and free choice ethanol 

consumption, we performed long-term 

potentiation (LTP) experiments in CA1 on 

hippocampal slices from “water” and 

“ethanol” mice. LTP was induced by theta-

burst stimulus (TB5) on the Schaffer 

collateral and responses were recorded in 

the stratum radiatum in the dendritic region 

of CA1 (Fig. 3A). The synaptic LTP 

induced by TB5 was followed during 1 

hour in hippocampal slices from “water” 

and “ethanol” mice (Fig. 3B). A second 

theta burst stimulus (TB10) was given to 

produce a near-maximal increase in 

synaptic responses (Fig. 3B). In “water” 

and “ethanol” groups, TB5 stimulation 

induced synaptic LTP as shown by the 

increase in fEPSP slope that persisted for 1 

hour (Fig. 3B). Mean of fEPSP slope was 

not changed after TB5 in “ethanol” mice 

compared to “water” mice (p = 0.4879, 

Mann-Whitney test, Fig. 3C-D). However, 

synaptic responses after the TB10 

stimulation seemed to be slightly 

diminished in “ethanol” mice but the 

statistical analysis showed no differences 

between groups (p = 0.4454, Mann-

Whitney test, Fig. 3D).  

 

 

 

Recognition memory and contextual 

memory after chronic ethanol 

consumption 

In order to determine the effects of the 

chronic and free choice ethanol intake on 

mouse memory, a Novel Oject Recognition 

task (NOR) was performed at the end of 

the 21 day free-choice ethanol session. A 

two-way ANOVA of time spent exploring 

objects during the acquisition and the 

testing sessions (1 hour and 24 hours after 

the training) showed a effect of ethanol 

(F(1,22) = 5.292, p < 0.05, repeated 

measures, two-way ANOVA), an effect of 

time (F(2,22) = 5.069, p < 0.05, repeated 

measures, two-way ANOVA) and no 

interaction between these two variables 

(F(2,22) = 0.489, p > 0.05, repeated 

measures, two-way ANOVA) (Fig.4A). 

“Ethanol” mice spent more time to explore 

the objects compared to “water” mice and 

the exploration time gradually decreased 

with the sessions. When analyzing the 

object discrimination index, no 

modification was observed at 1 hour (t(3,22) 

= 0.374, p > 0.05, Bonferroni’s Multiple 

Comparison test, Fig.4B) and a slight but 

significant decreased was observed at 24 

hours in “ethanol” compared to “water” 

mice (t(3,22) = 2.728, p < 0.05, Bonferroni’s 

Multiple Comparison test, Fig.4B).The 

effect of ethanol on cued and contextual 

fear conditioning was analyzed at the end 

of a 21 day of the free choice ethanol 

consumption session. During the 

conditioning phase, a two-way ANOVA 

revealed a significant effect of ethanol on 

freezing (F(1,60) = 5.045, p = 0.044, 

repeated measures, two-way ANOVA), an 

effect of time (F(5,60) = 40.060, p < 0.0001, 

repeated measures, two-way ANOVA) and 

no interaction (F(5,60) = 0.602, p > 0.05, 

repeated measures, two-way ANOVA) 

(Fig.4C). In the contextual fear 

conditioning test, “ethanol” mice displayed 

a lower amount of freezing than “water” 

mice (p = 0.031, Student’s t test, Fig.4D 

left). However, during the tone test for the 

cued fear conditioning, the same amount of 

total freezing was recorded in “ethanol” 
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and “water” mice (p = 0.956, Student’s t 

test, Fig.4D right). These data suggest that 

only the hippocampus-dependent 

contextual fear conditioning was affected 

by ethanol consumption.  

 

DISCUSSION 

These present data evidenced that in 

C57BL/6J mice, a chronic free choice 

ethanol consumption induced deficits in 

learning and memory performances in the 

novel object recognition test and in fear 

conditioning paradigm. However, these 

ethanol-induced cognitive modifications 

were not associated to LTP alteration in 

CA1. At cellular level, ethanol 

downregulated Bdnf gene DNA 

methylation within the CA1 and CA3 

subfields of the hippocampus, and this 

effect was associated with the activation of 

intracellular BDNF signaling pathway. All 

together, these data evidenced that the 

increase in ethanol-induced hippocampal 

neuroplasticity recently reported (Stragier 

et al., 2014) induced the activation of 

BDNF intracellular signaling, without 

enhancing cognitive performances.  

 

Chronic ethanol exposure has been shown 

to deteriorate cognitive functions. In 

accordance with studies showing that 

ethanol exposure impaired memory 

acquisition and performances (Matthews 

and Morrow, 2000; Farr et al., 2005), our 

data evidenced that a chronic free choice 

ethanol consumption in C57BL/6J alters 

the acquisition process of fear in the fear 

conditioning test. Indeed, mice having 

been exposed to ethanol spent less time in 

freezing behavior during the acquisition 

phase in the fear conditioning paradigm. In 

order to decipher whether this deficit in 

fear acquisition was related to alteration in 

either hippocampus- or amygdala-

dependent memory, fear extinction was 

analyzed in contextual and cued fear 

memory. Interestingly, freezing in 

“ethanol” mice was decreased in the 

contextual fear test compared to “water” 

mice, but not modification of fear 

extinction could be detected in the cued 

fear test. These results which demonstrated 

hippocampal-related memory impairments, 

are in accordance, at least in part, with 

other data showing that after ethanol 

injection, C57BL/6J displayed impairment 

in contextual and cued fear conditioning 

(Gould, 2003, Lattal et al., 2007). A study 

using acute ethanol injection in rats also 

showed that ethanol differentially altered 

contextual and cued fear conditioning, 

depending of the dose injected. Whereas a 

low dose of ethanol impaired contextual 

fear, a high dose deteriorated both 

contextual and cued fear conditioning 

(Melia et al., 1996). All these data 

converged to the fact that low ethanol 

injection or consumption impaired 

hippocampal related memory.  

Conversely, in the NOR test, the 

exploration behavior of “ethanol” mice 

was significantly higher compared to 

“water” mice, whatever the sessions, 

training or tests performed after a 1 and a 

24 hour delay. These data do not 

corroborate those previously reported 

which showed a decrease in the time spent 

to explore the objects during the training 

phase and the new object during the testing 

phase after injection of a high dose of 

ethanol in C57BL/6J mice (Ryabinin et al., 

2002). This last study suggested that 

ethanol interfered with encoding processes. 

Interestingly, our data infer that, although 

ethanol intake leads to an increase in 

exploration, “ethanol” mice memory 

performances were not altered in a short-

term (1 hour) paradigm, but were impaired 

after 24 hours. The increase in exploration 

time could not be explained by locomotor 

activity or anxiety modifications (as shown 

in our results Fig.2). However, it can be 

hypothesized that ethanol-drinking mice 

could be distracted during the encoding 

process and that they need much time for 

object discrimination during the testing 

sessions. In addition, the long-term 

memory alteration could indicate that the 

acquisition processes were less effective in 

“ethanol” compared to “water” mice.  
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The LTP is considered as a cellular model 

correlated with learning and memory 

processes (Martin et al., 2000; Chen and 

Tonegawa, 1997) since the synaptic 

activity in the Schaffer 

collateral/commissural pathway is involved 

in these processes (Gruart et al., 2006). 

Reduction in the magnitude of LTP has 

been observed in the hippocampus of rats 

treated during 28 weeks with ethanol (Peris 

et al., 1997) Surprisingly, although in our 

ethanol procedure learning and memory 

are strongly impaired in both the NOR test 

and the fear conditioning paradigm, we 

could not detected any significant 

modification when recording LTP in the 

mice which consumed chronic ethanol for 

21 days, compared to those having only 

water as drinking. This paradoxical effect 

could emanate from the rather short (3 

weeks) duration of our protocol of ethanol 

consumption. Indeed, LTP alterations after 

ethanol exposure have been shown to 

occur after either a long-term (28 weeks) 

ethanol treatment (Peris et al., 1997), an 

intermittent ethanol vapor exposure 

mimicking human binge alcohol (Roberto 

et al., 2002), or a 12 week chronic forced 

ethanol ingestion in liquid diet (Fujii et al., 

2008). These data suggest that other 

mechanisms than synaptic plasticity 

modeled by LTP are involved in the 

regulation of mnesic performances after 

ethanol consumption, and that the observed 

deficits in the hippocampus of C57BL/6J 

mice implicate probably upstream 

alterations in the circuit regulating learning 

and memory.  

 

Although ethanol withdrawal-induced 

anxiety-like behavior is well documented 

(Kliethermes, 2005), the effects of ethanol 

on anxiety during the period of 

consumption is more discussed. Several 

studies reported an anxiogenic effect of 

ethanol in alcohol-preferring rats or mice 

(Pandey et al., 2005; Fukushiro et al., 

2012), but others reported no change in 

anxiety state during ethanol treatment 

(Pandey et al., 2003). Under the free 

choice conditions of consumption, 

C57BL/6J mouse anxiety was not altered 

by ethanol. However, “ethanol” mice 

displayed a decrease in immobility in the 

forced swim test indicated a potential 

antidepressant-like effect of chronic and 

free choice ethanol consumption which 

was not the consequences of changes in 

spontaneous locomotor activity. A similar 

effect has already been observed after 

acute ethanol administration in mice 

(Hirani et al., 2002) and under free choice 

ethanol consumption in Sardinian alcohol-

preferring rats (Ciccocioppo et al., 1999). 

This antidepressant like effect was 

attributed to an increase in GABAergic 

transmission and/or a dysregulation of the 

serotonergic system, but can also been 

related to the increase in neurogenesis 

observed in the hippocampus of these mice 

(Stragier et al., 2014). It is indeed well 

known that compounds which raise cell 

proliferation in the hippocampus also 

display antidepressant like activity in the 

TST or FST (Païzanis et al., 2009). 

Besides, decrease in immobility could also 

be directly related to BDNF since it has 

been demonstrated in transgenic mice that 

BDNF overexpression in the hippocampus 

decreased the time spent in immobility in 

FST compared to wild type mice 

(Govindarajan et al., 2006).  

 

The increase in neurogenesis observed in 

these ethanol mice has been proposed to 

occur through the raise in BDNF related to 

epigenetic regulation (Stragier et al., 

2014). In order to further analyze ethanol-

induced epigenetic modifications, we study 

the level of DNA methylation in “ethanol” 

mice. DNA methylation has been shown to 

be directly affected by the level of the S-

adenosylmethionine (SAM) which is an 

important methyl donor group. 

Interestingly, ethanol has been found to 

impair the synthesis of SAM by inhibiting 

enzymes that regulates its production 

(Hamid et al., 2009). Furthermore, chronic 

ethanol consumption has been shown in 

human to induce a global DNA 
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hypomethylation and altered DNMTs 

expression, which are responsible of the 

adding of methyl group at CpG sites 

(Manzardo et al., 2012; Ponomarev et al., 

2012). Free choice ethanol downregulated 

Dnmt3b, which is involved in the de novo 

methylation, and reduced Bdnf methylation 

in the hippocampal Ammon’s horn CA1 

and CA3 but not in the DG. Ethanol intake 

has been reported to induce gene- and cell-

specific DNA methylation modulation 

(Ponomarev et al., 2013), suggesting that 

in free choice consumption, ethanol could 

promote the expression of BDNF by 

reducing Bdnf gene methylation through 

modulation of enzymes which control the 

synthesis of the methyl donor group and 

also by the inhibition of enzymes which 

add methyl group on CpG sites.  

 

Whether BDNF signaling pathway could 

be alter by the modulation in BNDF 

synthesis was also addressed in the present 

study. Interestingly, ethanol-related anxiety 

and drinking behaviors have been 

associated to changes in the 

phosphorylation level of BDNF signaling 

pathway such as CREB, ERK and AKT 

(Pandey et al., 2003, 2005; Misra and 

Pandey, 2003; Sanna et al., 2002; Neasta et 

al., 2011; Jeanblanc et al., 2013). 

However, these signaling pathways have 

also been shown to be involved in the 

regulation of hippocampal plasticity, 

neurogenesis and to be stimulated by 

BDNF (Russo et al., 2009; Lee and Son, 

2009). Our data demonstrated that chronic 

ethanol consumption enhanced P-

CREB/CREB, P-ERK/ERK and P-

AKT/AKT ratios, in accordance with the 

increase expression of BDNF reported in 

our previous study (Stragier et al., 2014). 

We reported here that ethanol consumption 

stimulated ERK signaling pathway, leading 

to an increase in CREB activation probably 

allowing BDNF gene transcription. 

Interestingly, AKT signaling is known to 

be involved in cell survival process 

through the stimulation of the anti-

apoptotic protein Bcl-2 which is also 

increase by free choice ethanol in these 

mice (Stragier et al., 2014) probably 

through the positive action of NMDA, as 

proposed by Bhave et al., (1999). 

Conversely, these results are in sharp 

contrast to those reporting an inhibitory 

effect of chronic or acute ethanol exposure 

on the phosphorylation of these proteins 

(Soares-Simi et al., 2013; Chandler and 

Sutton, 2005; Sanna et al., 2002; Subbanna 

et al., 2013). The apparent contradiction is 

probably related to the ethanol 

concentration which is offered to the mice. 

These studies used a forced high ethanol 

exposure, leading to 200 mg% of blood 

alcohol level, while we exposed mice to a 

free choice ethanol paradigm which leads 

to an blood alcohol level of 50 mg% only. 

 

Ethanol-induced stimulation of the BDNF 

signaling pathways seems to be allowed by 

the increase in BDNF protein expression 

observed in the hippocampus of ethanol-

drinking mice in our previous study 

(Stragier et al., 2014). Interestingly, the 

upregulation of BDNF expression in 

genetically modified mice has been shown 

to impair working memory and induces 

alterations in the short-term spatial 

memory (Cunha et al., 2009; Papaleo et 

al., 2011). Impairments in learning and 

memory observed under free-choice 

ethanol paradigm could be, at least in part, 

due to the increase in BDNF expression 

render possible by epigenetic 

modifications.  

 

In conclusion, we provide evidences that 

the hippocampal neurogenesis induced by 

ethanol was regulated by intracellular 

signaling pathways involving AKT, ERK 

and CREB. These signaling pathways are 

activated by TrkB receptor throught the 

increase in BDNF expression which occurs 

after chromatin remodeling and DNA 

methylation modifications. These events, 

induced by the chronic and free-choice 

ethanol consumption, do not lead to an 

improvement in hippocampus-dependent 

learning and memory but to a deficit which 
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was not related to a decrease in 

hippocampal synaptic plasticity. It has 

been shown that the newborn cells in the 

dentate gyrus of the hippocampus are 

involved in cognitive flexibility (Burghardt 

et al., 2012; Garthe et al., 2009). The role 

of hippocampal neurogenesis after chronic 

and voluntary ethanol consumption in the 

regulation of the cognitive flexibility is a 

question to be addressed in future studies. 
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TABLES 

 

Gene Water Ethanol 
Percent over 

Water 
P value 

Dnmt1 1.014 ± 0.090 (5) 0.918 ± 0.050 (9) -9.47 ns 

Dnmt3a 1.005 ± 0.042 (6) 1.167 ± 0.059 (9) +16.12 ns 

Dnmt3b 1.018 ± 0.087 (6) 0.795 ± 0.043 (9) -21.91 * 

 

Table 1: Effects of chronic ethanol intake on hippocampal levels of mRNAs encoding 

DNA methyltransferases.  

mRNA levels were measured by real-time RT-qPCR in the hippocampus of “water” and 

“ethanol” mice. Results [mean ± S.E.M. of (n) mice] are expressed as arbitrary units after 

normalization to the endogenous reference genes encoding Hprt and β-actin. * p <0.05, 

significantly different in “ethanol” versus “water” mice, ns: not significant, one way 

ANOVA followed by Bonferroni’s multiple comparison test.  
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Dentate gyrus 

Bdnf CpG Islands Water Ethanol Dunn’s t test 

I 1.000 ± 0.006 (6) 1.006 ± 0.010 (8) ns 

II 1.000 ± 0.009 (6) 1.001 ± 0.007 (8) ns 

III 1.000 ± 0.012 (6) 0.987 ± 0.006 (8) ns 

IV 1.000 ± 0.010 (6) 1.006 ± 0.005 (8) ns 

V 1.000 ± 0.010 (6) 1.004 ± 0.007 (8) ns 

VI 1.000 ± 0.009 (6) 1.002 ± 0.006 (8) ns 

VII 1.000 ± 0.008 (6) 1.014 ± 0.003 (8) ns 

Gapdh 1.000 ± 0.008 (6) 1.011 ± 0.006 (8) ns 

CA1 

Bdnf CpG Islands Water Ethanol
$$$$

 Dunn’s t test 

I 1.000 ± 0.013 (5) 0.976 ± 0.006 (8) ns 

II 1.000 ± 0.014 (5) 0.969 ± 0.006 (8) ns 

III 1.000 ± 0.014 (5) 0.977 ± 0.004 (8) ns 

IV 1.000 ± 0.012 (5) 0.974 ± 0.009 (8) ns 

V 1.000 ± 0.013 (5) 0.956 ± 0.008 (8) * 

VI 1.000 ± 0.009 (5) 0.985 ± 0.008 (8) ns 

VII 1.000 ± 0.015 (5) 0.985 ± 0.014 (8) ns 

Gapdh 1.000 ± 0.014 (5) 0.991 ± 0.011 (8) ns 

CA3 

Bdnf CpG Islands Water Ethanol
$
 Dunn’s t test 

I 1.000 ± 0.009 (6) 0.991 ± 0.008 (8) ns 

II 1.000 ± 0.010 (6) 0.985 ± 0.008 (8) ns 

III 1.000 ± 0.005 (6) 0.997 ± 0.009 (8) ns 

IV 1.000 ± 0.005 (6) 0.998 ± 0.007 (8) ns 

V 1.000 ± 0.007 (6) 0.988 ± 0.008 (8) ns 

VI 1.000 ± 0.010 (6) 0.984 ± 0.008 (8) ns 

VII 1.000 ± 0.006 (6) 0.982 ± 0.008 (8) ns 

Gapdh 1.000 ± 0.006 (6) 0.997 ± 0.007 (8) ns 

 

Table 2: Effects of chronic ethanol intake on the Bdnf gene methylation in the dentate gyrus, 

CA1 and CA3 subfields of the hippocampus.  

Methylation enrichment levels on the different Bdnf CpG islands were measured by real-time 

qPCR of the immunoprecipitated DNA with a specific antibody against 5-methylcytidine in 

the three subfields of hippocampus of “water” and “ethanol” mice. Results [mean ± S.E.M. of 

(n) mice] are expressed as arbitrary units after normalization of the ratio immunoprecipitated 

DNA / Input DNA to the control group of “water” mice for each CpG island. A two-way 

ANOVA analysis showed an ethanol effect on the methylation of Bdnf CpG islands in CA1 

and CA3 subfileds of the hippocampus; 
$ 

p < 0.05, 
$$$$

 p < 0.0001. *p <0.05, significantly 

different in “ethanol” versus “water” mice, ns: not significant, one way ANOVA followed by 

Dunn’s t test.  
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FIGURES 

 

 

Figure 1  

Effects of ethanol intake on hippocampal BDNF cellular signaling pathway  

The effects of chronic and free choice ethanol intake on BDNF signaling pathway were 

measured by immunoblotting at the level of AKT and phospho- (P-) AKT (A), ERK and P-

ERK (C) and CREB and P-CREB (E). The level of phosphorylation was expressed on the 

total level of proteins and protein expression was normalized by β-actin.  

Quantifications of the western blots showed that P-AKT (B, left), P-ERK (D, left) and P-

CREB (F, left) were increased in “ethanol” compared to “water” mice. Whereas AKT (B, 

right) and ERK (D, right) protein expressions were not influenced by ethanol consumption, 

that of CREB protein (F, right) was stimulated in “ethanol” compared to “water” mice. Each 

bar is the mean ± S.E.M. of n = 6 (“water”) and n = 9 (“ethanol”) mice; * p < 0.05, ** p < 

0.01, *** p < 0.001, Unpaired t test with Welch’s correction. 
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Figure 2  

Anxiety and depression-like behaviors in “water” and “ethanol” mice  

(A) Mice were submitted to the forced swim test during 6 min and the immobility time was 

recorded. A decrease in the time spent in immobility was observed in “ethanol” mice compare 

to “water” mice. Each bar is the mean ± S.E.M. of n = 8 (“water”) and n = 10 (“ethanol”) 

mice; * p < 0.05, Student’s t test  

(B) Mice were placed in actimetry boxes and the total locomotor activity during a 1 hour 

period was measured. “Ethanol” mice differed neither in their locomotor activity, nor in the 

numbers of rearing and beam crossing relative to “water” mice. Each point is the mean ± 

S.E.M. of n = 6 (“water”) and n = 9 (“ethanol”) mice.  

(C) Mice were subjected to an open field test and the distance covered, the times spent at the 

periphery and at the centre were recorded over a 15 minute period. No differences were 

measured in “ethanol” mice compared to “water” mice. Each bar is the mean ± S.E.M. of n = 

8 (“water”) and n = 10 (“ethanol”) mice.  

(D) Mice were placed on an accelerating rotarod, and the latency to fall was measured. 

Ethanol consumption did not affect the motor coordination in the three consecutive trials of 5 

min with an inter-trial interval of 5 min. Each bar is the mean ± S.E.M. of n = 8 (“water”) and 

n = 10 (“ethanol”) mice.  
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Figure 3 

Effects of ethanol intake on long-term potentiation in the hippocampus 

(A) Photomicrograph showing the placement of the stimulating and recording electrodes on a 

mouse hippocampal slice. Stimulating electrode (Stim) was placed in the stratum radiatum 

400 µm apart from the recording electrode (Rec) located in the dentritic region of CA1 

pyramidal cells. Dotted line indicates position of a cut made to separate CA1 and CA3 

regions.  

(B) Time-course of changes in field excitatory postsynaptic potentials (fEPSP) slope induced 

by TB5 and TB10 stimuli in “water” mice (left, n = 19) and “ethanol” mice (right, n = 15). 

After a collection of a stimulus response curve (SRC, black square), baseline responses were 

recorded for 15 min. TB5 and TB10 stimuli were delivered at time points indicated by arrows. 

TB5-induced LTP was followed for 1 hour and a second SRC was then collected. 5 min after 

the second SRC, TB10 was delivered and followed for 15 min.  

(C) To show the similarity in the time-courses of LTP after TB5 and TB10 stimulation in 

slices from “ethanol” mice compared with “water” mice, the mean values of the time-courses 

shown in (B) have been scaled to match the peak response immediately after TB5 and 

superimposed. Upper traces illustrate the changes in fEPSP responses following TB5 and 

TB10 stimulation in a typical experiment. 

 (D) Comparison of the fEPSP slope after TB5 (left) and TB10 (right) showed no changes 

between “water” and “ethanol” mice. Each bar is the mean ± SD of n = 19 (“water”) and n = 

15 (“ethanol”) slices. 
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Figure 4 

Effects of ethanol intake on the object recognition task and in contextual memory  

(A and B) Episodic-like memory was evaluated in the novel object recognition test. Time 

spent exploring the objects was quantified during the acquisition and within the testing 

sessions 1h and 24 h.  

(A) “Ethanol” mice spent significantly more time in exploration compared to “water” mice. 

Each bar is the mean ± S.E.M. of n = 5 (“water”) and n = 8 (“ethanol”) mice; 
$
 p < 0.05, 

repeated measures, two-way ANOVA.  

(B) Mice recognition performances are represented as the discrimination index. No difference 

in the object recognition was observed at 1 hour of retention whereas a decrease in the 

discrimination index was evidenced at 24 hours after the acquisition session in “ethanol” mice 

relative to “water” mice. Each bar is the mean ± S.E.M. of n = 5 (“water”) and n = 8 

(“ethanol”) mice; * p < 0.05, Bonferroni’s multiple comparison test.  

(C) Chronic and voluntary ethanol consumption induces a significant decrease in percentage 

of freezing during the conditioning phase of the fear conditioning test for the 6 conditioning 

stimulus (CS) given to “water” and “ethanol” mice. Each point is the mean ± S.E.M. of n = 6 

(“water”) and n = 9 (“ethanol”) mice; * p < 0.05, repeated measures, two-way ANOVA. 

(D) Compared to “water” mice, “ethanol” mice showed a decrease in total time spent in 

freezing during the extinction context of fear conditioning whereas no difference was noted 

for the tone test extinction. Each bar is the mean ± S.E.M. of n = 6 (“water”) and n = 9 

(“ethanol”) mice; * p < 0.05, Student’s t test. 
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Supplementary tables 

Experiments 

Ethanol consumption (g/kg/day) 

during stabilization period with 

10% ethanol in drinking water 

Total fluid consumed 

(g/kg/day) 
Number of mice 

Behavioral testing  

(OF, Rotarod, FST) 
11.90 ± 0.97 182.10 ± 18.24 

Water n=8 

Ethanol n=10 

Behavioral testing 

(actimeter) 
11.50 ± 0.34 170.20 ± 15.66 

Water n=6 

Ethanol n=9 

Behavioral testing  

(Novel object recognition) 
10.60 ± 0.53 135.30 ± 10.25 

Water n=6 

Ethanol n=9 

Behavioral testing  

(Fear conditioning) 
10.46 ± 0.36 142.70 ± 13.12 

Water n=6 

Ethanol n=8 

RT-qPCR 9.17 ± 0.62 140.00 ± 17.84 
Water n=6 

Ethanol n=9 

Immunoblotting 9.54 ± 0.88 139.50 ± 17.70 
Water n=6 

Ethanol n=9 

MeDIP 11.83 ± 0.43 153.90 ± 14.51 
Water n=6 

Ethanol n=9 

LTP recordings 9.23 ± 0.20 129.40 ± 2.14 
Water n=15 

Ethanol n=13 

 

Table S1: Ethanol intake and total fluid consumed within the different groups of mice having 

free access to 10% ethanol that had been included in the various experimental series.  
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Table S2: Primer sequences used for quantitative real-time PCR analysis of mRNAs with 

SYBR Green technology. 
  

mRNA expression analysis  

Genes 5’ primer 3’ primer 

Dnmt1 AGCCGCTCAAAGCAAAAGTG TGGGGTTCATCCACAGCATC 

Dnmt3a TCAATGTCACCCTGGAGCAC CTGCAGCAGTTGTTGTTCCC 

Dnmt3b GATGAGGAGAGCCGAGAACG CAGAGCCCACCCTCAAAGAG 

Hprt GATGATGAACCAGGTTATGAC GTCCTTTTCACCAGCAAGCTTG 

β-actin CCACCATGTACCCAGGCATT CGGACTCATCGTACTCCTGC 
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Table S3: Primer sequences used for MeDIP analysis. The CpG island was defined as follow: 

island size > 200 bp, GC Percent > 50.0%, observed/expected > 0.6.  
 

  

Methylated DNA immunoprecipitation (MeDIP) analysis 

Bdnf CpG 

islands 
5’ primer 3’ primer 

I CGCAGTCACTAGTGGGAAGTGTA GTGTAGGCTAGGAGGGAAGAT 

II AACGTAAGGAAGTGGAAGAAACC ATGAAGTACTACCACCTCGGACA 

III GGAAGGTCCTTTCTAGATCGAAG TACCAGGCCACCCAGGTAGT 

IV CGTTTTCTCAGTCAGATCTACGC TCCGTATTTAAAACAGCACCATC 

V CTATTTCGAGGCAGAGGAGGTAT GAGAAGCTCCATTTGATCTAAGGC 

VI CTAGGGGACTGAGAAGTTGTGG TTTCTCTCACACTGAAGGGATTC 

VII TTGGAGCCTCCTCTACTCTTTCT AGACATGTCCACTGCAGTCTTTT 

Gapdh CTCCCAGGAAGACCCTGCTT GGAACAGGGAGGAGCAGAGA 
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Supplementary figure 

 
 

Figure S1 

Ethanol consumption by C57BL/6J mice during the 21 day free-choice period. Mice were 

offered 3% v/v ethanol (EtOH) versus water for 4 days, then 6% ethanol versus water for the 

next 4 days, and finally animals had access to 10% ethanol versus water for the subsequent 13 

days (stabilization period). Positions of the tubes filled with ethanol or water were changed 

every two days to avoid possible preference bias. Food (standard mouse pellets A03; UAR, 

Strasbourg, France) was given ad libitum. Absolute grams of ethanol intake/kg body 

weight/24 h were determined for each mouse. Each point is the mean ± S.E.M. of 76 

independent determinations. During the stabilization period, daily ethanol quantity consumed 

was 10.53 ± 0.20 g/kg/day (mean ± S.E.M., n = 76). 
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Résultats supplémentaires 
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Résultats supplémentaires 

 

 

En plus des deux précédentes études, d’autres expérimentations ont été conduites sur 

les souris C57BL/6J après trois semaines de consommation d’éthanol.  

Nous avons mesuré l’expression des messagers des enzymes modifiant l’ADN et les 

histones qui s’ajoutent à celles analysées dans les deux articles. 

Nous avons quantifié l’expression protéique de HDAC1 ainsi que de MeCP2, protéine 

impliquée dans la régulation de l’expression du BDNF et de la plasticité neuronale. 

D’autres modifications post-traductionnelles des histones ont été analysées sur les 

promoteurs du BDNF, venant s’ajouter à celles observées dans l’article 1. 

Nous nous sommes intéressés au variant d’histone H2Az, qui est impliqué dans la 

régulation de la prolifération.  

Enfin, nous avons mesuré l’effet de la consommation chronique et libre d’éthanol sur 

les concentrations plasmatiques de BDNF.  

 

Les amorces et les anticorps utilisés dans cette partie sont listés dans les tableaux A1 

et A2. Les expériences de ChIP, d’ELISA et d’immunohistochimie ont été réalisées selon la 

section « matériels et méthodes » de l’article 1. L’analyse statistique a été effectuée selon la 

même méthode que celle décrite dans les deux articles.  

 

Les résultats expérimentaux décrits précédemment faisant l’objet de publications ou de 

futures publications dans des journaux internationaux, cette partie concernant les résultats 

supplémentaires est rédigée en anglais.  
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MATERIALS  
 

 

 

 

Table A1: Primer sequences used in quantitative real-time PCR mRNAs analysis with 

Absolute SYBR Green technology. 

 

 

 

 

Antibodies 

Antigen Species Supplier – reference 

HDAC1 Rabbit Abcam – ab7028 

MeCP2 Rabbit Millipore – 07-013 

P-MeCP2 Rabbit Abcam – ab75716 

H4Ac Rabbit Millipore – 06-866 

H3K27me2 Rabbit Abcam – ab24684 

H2A.Z Rabbit Abcam – ab4174 

 

Table A2: Antibodies used in immunohistochemistry experiments and ChIP analysis in the 

additional “Additional Results” part. 

 

  

mRNA expression analysis  

Genes 5’ primer 3’ primer 

Gadd45b GTTCTGCTGCGACAATGACA TTGGCTTTTCCAGGAATCTG 

Myst2 GGTACTGCTCCGATACCTGC TCTGAAGGGCTTGCAGAGTG 

Mll3 TCCCGATAGTTTCGTCCCCT AGAATGGGGATGATGGGGGA 

Mll4 CTCGCCACTGAGGATACGTC CCCTGTAGACCCTGTAGGCT 

Kdm5b GTTTGGCAGTGGCTTTCCTG ATGCCCACATACAACCAGGG 

Cbp CGGGCAGGGGATGAG GCGAGCCAGCGAGGA 

Hprt GATGATGAACCAGGTTATGAC GTCCTTTTCACCAGCAAGCTTG 

β-actin CCACCATGTACCCAGGCATT CGGACTCATCGTACTCCTGC 
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RESULTS 

 

Expression of histone and DNA-modifying enzymes after chronic and voluntary ethanol 

consumption  

In addition to Hdac expression (presented in Article 1), we analyzed that of others histone-

modifying enzymes: Myst2 (or HBO1), Mll3 and 4 (mixed lineage leukemia 3 and 4) and 

Kdm5b (lysine-specific demethylase 5b). Myst2 is a part of the origin recognition complex 

(ORC) which initiates DNA replication and possesses an acetyltransferase activity on histone 

H3 and H4 (Izuka and Stillman, 1999). Mll3 and 4 are H3K4-specific methyltransferases (Lee 

et al., 2009) while Kdm5b mediates H3K4 demethylation (Yamane et al., 2007). We observed 

a decrease in  mRNA expression of Myst2 while that of Mll3 and 4 and Kdm5b was increased 

but without reaching the statistical significance (t9,56 = 2.267; t9,56 = 2.379; t9,56 = 0.394; t9,56 = 

0.0891; respectively, p > 0.05, Bonferroni’s multiple comparison test, Table A3).  

 

Gene Water Ethanol 
Percent over 

Water 
P value 

Myst2 1.008 ± 0.821 (5) 0.821 ± 0.025 (8) - 19.35 ns 

Mll3 1.001 ± 0.030 (5) 1.190 ± 0.057 (8) + 18.78 ns 

Mll4 1.008 ± 0.063 (5) 1.039 ± 0.060 (8) + 2.28 ns 

Kdm5b 1.008 ± 0.071 (5) 1.013 ± 0.048 (8) + 0.30 ns 

Cbp 1.000 ± 0.020 (6) 1.012 ± 0.035 (9) + 1.20 ns 

Gadd45b 1.006 ± 0.056 (5) 0.763 ± 0.057 (8) - 24.76 * 

 
Table A3. Effects of chronic ethanol intake on hippocampal levels of mRNAs encoding DNA and 

histone-modifying enzymes. mRNA levels were measured by real-time RT-qPCR in the 

hippocampus of “water” and “ethanol” mice. Results [mean ± S.E.M. of (n) mice] are expressed as 

arbitrary units after normalization to the endogenous reference genes encoding Hprt and β-actin. * p 

<0.05, significantly different in “ethanol” versus “water” mice, ns: not significant, one way ANOVA 

followed by Bonferroni’s multiple comparison test. 

 

Besides the DNA methyltransferases (DNMTs) analyzed in the Article 2, we analyzed the 

expression of Gadd45b (growth arrest and DNA damage-inducible 45b) which is also 

involved in the active DNA demethylation (Barreto et al., 2007; Niehrs, and Schäfer, 2012) in 
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a gene-specific manner, notably for Bdnf and Ffg-1 genes, to promote cell proliferation and 

dendritic development of newborn neurons (Ma et al., 2009). We observed that Gadd45b 

mRNA expression was significantly decreased after chronic and voluntary ethanol intake (t9,56 

= 3.034, p < 0.05, Bonferroni’s multiple comparison test, Table A3).  

 

Effect of ethanol intake on HDAC1 and MeCP2 protein expression in the hippocampus  

We showed (Article 1) that HDACs mRNA expression was modulated after a chronic and 

voluntary ethanol exposure. We presented results of HDAC2 immunostaining and showed 

that HDAC2 protein level was decreased in the DG but unchanged in CA3 after ethanol 

intake. We also performed HDAC1 immunstaining in the hippocampus and observed that 

HDAC1 protein expression was increased in the DG (p = 0.0428, Student t test, Figure A1B) 

but not modified in CA3 (p = 0.6437, Student t test, Figure A1B) after chronic and free choice 

ethanol consumption. This result was opposite to that (decrease) observed for HDAC1 mRNA 

in the whole hippocampus. It is possible that specific compensatory mechanisms, such as the 

recycling loop, were induced in response to the HDAC1 mRNA expression decrease to keep 

the protein content at basal level. 

We evidenced in the first study that methyl-CpG binding protein MeCP2 mRNA expression 

was increased after ethanol intake. When immunolabelleling MeCP2 and P-MeCP2 within the 

hippocampus, we observed a decrease in P-MeCP2/MeCP2 ratio in both DG and CA3 (p = 

0.0358; p = 0.0136; respectively, Student t test, Figure A1D). MeCP2 has been shown to bind 

exon 4 Bdnf promoter, to induce its repression, and neuronal activity has been shown to 

induce MeCP2 phosphorylation correlated with an increase in BDNF expression (Zouh et al., 

2006; Li et al., 2011). Our results show that of P-MeCP2 amount was decreased after ethanol 

consumption, leading probably to a stronger binding to target genes, including that of Bdnf 

exon 4, and to gene transcription repression. It is possibly for this reason that Bdnf exon 4 was 
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not modified after chronic and voluntary ethanol consumption. Further experiments are 

needed to confirm that MeCP2 binding within exon 4 promoter was unchanged.   

 

Figure A1. HDAC1 and MeCP2 protein expressions in “water” and “ethanol” mouse 

hippocampus. (A) Optical density (OD) quantification of HDAC1 labeling in the DG and CA3 

subfields. HDAC1 OD was normalized to the “water” value. Under ethanol, HDAC 1 protein 

expression was increased in the DG, but not in CA3, compared to “water” mice. Each bar is the mean 

± S.E.M of n = 5 (water) and n = 8 (ethanol) mice, * p < 0.05, Student’s t test. (B) P-MeCP2 / MeCP2 

ratio in the DG and CA3 in “water” and “ethanol” mice. Ratio of P-MeCP2 and MeCP2 OD was 

normalized to the “water” value. In both the DG and CA3, the ratio was decreased after chronic 

ethanol intake. Each bar is the mean ± S.E.M of n = 5 (water) and n = 8 (ethanol) mice, * p < 0.05, 

Student’s t test. 

 

Chromatin remodeling within Bdnf promoters after after chronic and voluntary ethanol 

intake 

In the first article, we demonstrated that BDNF expression stimulation was due to an 

important chromatin remodeling at the level of its promoters, involving acetylated histone H3 

and trimethylated histone H3 on lysine 4. We were interested in two others post-translational 
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histone modifications: acetylated histone H4 (H4Ac) which is involved in the chromatin 

relaxation allowing an active gene transcription, and dimethylated histone H3 on lysine 27 

(H3K27me2) which leads to a repressive gene transcription by chromatin compaction. We 

analyzed the enrichment of these two modified histones within Bdnf promoters whose exons 

expression was modulated after chronic and voluntary ethanol intake. We showed before that 

under chronic and voluntary ethanol intake, expression of exon II, III, VI was increased while 

exon VIII expression was decreased. The expression of exon I and IV was not changed and 

we detected neither exon V nor VII.  

 

Figure A2. Post translational modification within Bdnf promoters in “water” and “ethanol” 

mouse hippocampus. (A) H4Ac expression was significantly decreased in “ethanol” versus “water” 

mice within PII but not modified within PIII, PVI and PVIII levels. (B) H3K27me2 expression was 

significantly increased within PVI and PVIII but not modified within PII and PIII levels. In both (A) 

and (B), quantification of immunoprecipitated DNA after PCR amplification was expressed as percent 

change in “ethanol” versus “water” (control) mice. Each bar is the mean ± S.E.M of n = 5 (water) and 

n = 9 (ethanol) mice, * p < 0.05, ** p < 0.01, one-way ANOVA, Bonferroni’s multiple comparison 

test. 

 

Here, we observed a significant decrease in the enrichment of H4Ac within promoter II 

without changes in H3K27me2 (t9,62 = 2.861, p < 0.05; t9,55 = 1.010, p > 0.05; respectively, 

Bonferroni’s multiple comparison test, Figure A2B-D). Concerning promoter III, no 

modification of enrichment was evidenced for H4Ac as well as H3K27me2 (t9,62 = 1.506, p > 

0.05; t9,55 = 1.351, p > 0.05; respectively, Bonferroni’s multiple comparison test, Figure A2B-

D). Bdnf gene promoter VI was enriched in H3K27me2 without change in H4Ac level (t9,55 = 
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3.684, p < 0.01; t9,62 = 2.118, p > 0.05; respectively, Bonferroni’s multiple comparison test, 

Figure A2B-D).  Finally, promoter VIII was showed to be enriched in H3K27me2 without 

modulation of H4Ac (t9,55 = 2.773, p < 0.05; t9,62 = 0.334, p > 0.05; respectively, Bonferroni’s 

multiple comparison test, Figure A2B-D).   

A summary of all post-translational histone modifications studied at the level of Bdnf 

promoters is presented in Table A4. Concerning PII, we observed a decrease in H4Ac and an 

increase in H3K4me3, two marks of an active transcription. A same regulation occurs within 

PII, a decrease in H3Ac but an increase in H3K4me3. These results suggest a dynamic 

regulation of post-translational histone modifications allowing a sensitive regulation in gene 

transcription. It is possible that other post-translational histone modifications were also 

involved in the Bdnf exon transcription.  

 
 Post-translational histone modifications 

Bdnf promoters H4Ac H3Ac H3K4me3 H3K27me2 

PII ↘ = ↗ = 

PIII = ↘ ↗ = 

PVI = ↗ = ↗ 

PVIII = ↘ ↘ ↗ 

 

Table A4: Summary of the effects of chronic ethanol intake on post-translational histone 

modifications within the Bdnf promoters whose mRNA exon expression was modified. 

 

Within PVI level, ethanol intake increased its exon expression together with H3Ac and 

H3K27me2, a repression transcription mark. A lysine can be mono-, di- or tri-methylated, 

making transcription less permissible more a lysine is methylated, a hypothesis of this 

opposite enrichment of histones marks and the increase in BDNF exon IV expression, is a 

decreasing level of metylation on lysine 27 of the histone H3 allowing a less repression of the 

transcription. Finally, concerning PVIII, we observed a decrease in the marks of active 

transcription, H3Ac and H3K4me3, and an increase in H3K27me2, leading probably to the 

downregulation of the mRNA expression of the exon VIII.  
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Effect of ethanol intake on histone H2A variant Z in the hippocampus  

The variant Z of the histone H2A has been shown to be involved in the cell cycle regulation, 

proliferation, survival of newborn cell and maintenance of cell fate (Taty-Taty et al., 2014). 

Furthermore, H2A.Z was evidenced to be present at specific loci playing a role in the 

proliferation (Svotelis et al., 2009). We decided to study the H2A.Z in the hippocampus of 

“ethanol” drinking mice and we observed a labeling of this histone only in the subgranular 

zone of the dentate gyrus supporting its implication in the regulation of proliferation. 

However, the quantification of H2A.Z
+
 cells revealed a decrease in its expression after 

chronic and free choice ethanol intake (p = 0.0069, Student t test).  

 

Figure A3. Histone H2A Z variant in the SVZ of “water” and “ethanol” mouse hippocampus. 
The number of H2A.Z-labeled cells, quantified in the DG of “water” and “ethanol” mouse 

hippocampus, was significantly lower in “ethanol” than in “water” mice. Each bar is the mean ± 

S.E.M of n = 5 (water) and n = 8 (ethanol) mice, ** p < 0.01, Student’s t test.  

 

It has been reported that incorporation of H2A.Z in the nucleosome is important for gene 

expression regulation by facilitating permissive transcription (Faast et al., 2001). We can 

hypothesize that chronic ethanol intake affected H2A.Z expression and induced changes in the 

nucleosome composition by replacing H2A.Z by another variant of H2A, leading to a 

dysregualtion of gene transcription (Morillo-Huesca et al., 2010). However, these changes in 

H2A.Z expression did not affect cell proliferation in the hippocampus of “ethanol” mice 

(Article 1). 
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Effect of chronic and voluntary ethanol consumption on plasmatic BDNF concentrations 

In order to try to link the central effect of ethanol consumption on BDNF expression with a 

possible bio-marker, we analyzed the BDNF concentrations in the plasma after three weeks of 

chronic and voluntary ethanol intake. Results presented on Figure A4 show a significant 

increase in plasmatic BDNF concentrations in “ethanol” mice compared to “water” mice (p = 

0.0239, Student t test). This analysis has been done on the same animals than the experiment 

presented in the article 1 related to the measure of BDNF concentrations in the hippocampus 

using ELISA assay. 

 
 

Figure A4. BDNF concentrations in water and ethanol mouse plasma. Plasmatic BDNF 

concentrations were determined by ELISA. Plasmatic BDNF concentrations were increased in 

“ethanol” compared to “water” mice. Each bar is the mean ± S.E.M of n = 5 (water) and n = 9 

(ethanol) mice, * p < 0.05, Student’s t test.  
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DISCUSSION GENERALE 

 
 

L’ensemble des données présentées dans ce manuscrit montre que la consommation 

chronique d’éthanol en libre choix, chez les souris de la lignée C57BL/6J qui présentent une 

appétence élevée pour cette substance, est responsable de déficits cognitifs ciblant la 

fonctionnalité de l’hippocampe. Ces altérations des capacités d’apprentissage et de mémoire 

ne sont pas la conséquence d’une neurodégénérescence des cellules de l’hippocampe puisque, 

au contraire, nous avons observé une stimulation de la neurogenèse au niveau du gyrus denté. 

Cette activité neurogénique est sous le contrôle du facteur trophique BDNF et de ses voies de 

signalisation intracellulaire. La surexpression du BDNF semble être, en partie au moins, sous 

le contrôle de régulations épigénétiques sur son gène induites par l’éthanol. 

 

A l’issue de cette thèse un certain nombre de questions se dégagent et celles-ci 

formeront l’essentiel de cette discussion. Ainsi, il sera important de s’interroger sur la 

contradiction apparente entre l’augmentation de la neurogenèse hippocampique et les 

détériorations des capacités cognitives de cette même aire cérébrale. Par ailleurs, le rôle joué 

par le BDNF et ses signalisations dans la régulation de la neurogenèse lors d’une 

consommation d’alcool sera abordé. Nous nous poserons aussi la question de la surexpression 

du BDNF : est-ce un mécanisme adaptatif compensatoire en réponse aux effets délétères de 

l’alcool ? Enfin la part que tiennent les mécanismes de régulation épigénétique dans le 

contexte de la prise d’alcool et de la neurogenèse sera discutée.  

 

I – L’influence de l’éthanol sur la neurogenèse : le BDNF, unique acteur ? 

 L’observation de l’accroissement de la neurogenèse au niveau du gyrus denté après la 

consommation chronique d’éthanol nous a inévitablement amené à nous demander quels 
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étaient les facteurs responsables de cette stimulation. Dans la partie bibliographique 

concernant la régulation de la neurogenèse, nous avons détaillé le rôle des facteurs trophiques 

dans le contrôle de cette forme de plasticité. Lors de nos travaux, nous avons mis en évidence 

que la consommation d’éthanol provoquait une stimulation de l’expression de certains 

facteurs trophiques dont notamment le BDNF (Article 1). Le rôle du complexe BDNF/TrkB 

est fortement suggéré dans la régulation de la neurogenèse induite par la consommation 

d’éthanol car l’antagoniste spécifique du récepteur TrkB ANA-12, dont l’effet dépend de 

l’activation du TrkB par le BDNF, inhibe complètement l’augmentation de la prolifération 

cellulaire observée après cette consommation. De ces résultats ressortent deux points. Le 

premier est que la neurogenèse induite par l’éthanol est contrôlée par le BDNF et donc par les 

voies de signalisation en aval du TrkB. Le deuxième est que le blocage du complexe 

BDNF/TrkB par l’ANA-12 n’a d’effet que sur la prolifération cellulaire induite par l’éthanol. 

Nous n’avons pas observé de réduction par l’ANA-12 de la prolifération cellulaire des souris 

C57BL/6J consommant de l’eau, suggérant que la prolifération cellulaire basale adulte du 

gyrus denté est indépendante du BDNF. Ces résultats peuvent être rapprochés d’autres études 

montrant que le BDNF n’est pas essentiel à l’entrée en prolifération des précurseurs 

neuronaux mais exerce son rôle dans les phases plus tardives de la différentiation cellulaire et 

principalement dans la survie et la plasticité synaptique (Bruel-Jungerman et al., 2006 ; Cho 

et al., 2013). Cet élément signifie également que la prolifération accentuée par d’autres 

conditions environnementales particulières comme par exemple l’exercice physique ou 

l’environnement enrichi, est probablement favorisée par un accroissement de l’expression du 

BDNF induite par ces environnements, comme le laissent d’ailleurs supposer des études de 

corrélation entre exercice physique et neurogenèse (Bechara and Kelly, 2013 ; Lee et al., 

2013 ; Ji et al., 2014).   
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 Nous avons montré que la stimulation de la neurogenèse était reliée à l’augmentation 

d’expression du BDNF. Néanmoins, ce sont les signalisations en aval du BDNF, et donc de 

son récepteur TrkB, qui sont les effecteurs de la neurogenèse, comme discuté dans le 

deuxième article. La stimulation des voies de signalisation intracellulaire provoque entre 

autres l’activation de CREB, dont la phosphorylation a lieu dans les différents stades de 

développement des cellules néoformées jusqu’à la production d’un neurone mature (Jagasia et 

al., 2009). L’activation des voies de signalisation en aval du TrkB par cette prise d’éthanol 

confirme une fois de plus que la neurogenèse observée dans ces conditions expérimentales est 

bien contrôlée par la surexpression du BDNF.  

 

Lors des différentes expérimentations menées chez les souris C57BL/6J, nous avons 

pu prélever le sang total de ces animaux. Le dosage du BDNF plasmatique a révélé une 

augmentation significative dans le sang des souris ayant consommées librement de l’alcool 

pendant 3 semaines, sans période d’abstinence, le sang étant prélevé juste à la fin de période 

nocturne (Additional results, Figure A4). Des études menées chez des patients alcoolo-

dépendants ont révélé que les concentrations plasmatiques en BDNF étaient augmentées sous 

alcool (Lee et al., 2009), alors qu’une période d’abstinence (sevrage) après une consommation 

chronique d’alcool était corrélée avec une diminution des concentrations plasmatiques en 

BDNF (Joe et al., 2007). 

Bien qu’intéressantes, ces données sont seulement associatives et il semble difficile de 

montrer un lien direct entre BDNF central et BDNF périphérique. Néanmoins, la barrière 

hémato-encéphalique étant perméable aux neurotrophines (Poduslo and Curran, 1996), il est 

possible d’imaginer que les modifications d’expression du BDNF au niveau central puissent 

être traduites en périphérie. Sachant que le plasma contient le BDNF capté et libéré par les 

plaquettes sanguines (Fujimura et al., 2002), nous pourrions imaginer que les modifications 
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centrales observées dans notre modèle peuvent être retrouvées en périphérique. De plus, le 

BDNF n’est pas uniquement produit au niveau central, il l’est également par les cellules 

musculaires lisses, les monocytes, les lymphocytes mais aussi par les plaquettes (Nakahashi et 

al., 2000 ; Donovan et al., 1995). Par conséquent, une explication plus plausible serait que les 

modifications de la concentration sanguine en BDNF proviendraient de ces cellules dont le 

fonctionnement serait également altéré par la consommation d’éthanol. Néanmoins, 

l’établissement du BDNF en tant que marqueur biologique reflétant des atteintes centrales est 

à ce jour encore loin d’être effectif. 

 

La réflexion sur les liens entre éthanol et neurogenèse hippocampique peut être 

poursuivie par une analyse plus globale de l’influence neurogénique de l’alcool intégrant ses 

effets neurobiologiques, mnésiques et appétitifs.  

 

Les souris C57BL/6J sont celles qui absorbent le plus d’éthanol dans une protocole de 

libre choix (Belknap et al., 1993) mais elles présentent néanmoins une alcoolémie 

relativement faible comparée aux quantités d’alcool pur consommées, et qui est de l’ordre de 

0,5 g/L. Nous n’avons pas observé chez ces souris la neurodégénérescence hippocampique 

habituellement provoquée par une consommation chronique et forte d’éthanol (travaux 

présentés dans l’article 1). Ces données peuvent être discutées à la lumière d’autres études 

récemment publiées. Parmi elles, une s’est intéressée aux liens entre appétence à l’éthanol et 

neurogenèse hippocampique. La soumission de souris Swiss, non consanguines, au test de la 

préférence de place conditionnée à l’éthanol a résulté dans la formation de 3 groupes de souris 

ayant des comportements différents : un groupe qui présente une préférence de place 

conditionnée, un autre considéré comme évitant et le dernier indifférent au renforcement 

positif de l’éthanol. Les souris présentant une préférence de place conditionnée pour l’éthanol 
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n’avaient de modification ni de la prolifération cellulaire ni de la neurogenèse, alors que celles 

ayant un comportement d’évitement ou d’indifférence à l’exposition à l’éthanol montraient 

une réduction de la prolifération (Tesone-Coelho et al., 2013). Ces données font émerger 

l’hypothèse du rôle de l’appétence et de l’effet récompensant de l’éthanol dans la régulation 

des phénomènes de neurodégénérescence ou de prolifération dans le cadre de l’exposition à 

l’éthanol. Plusieurs études ont montré que l’activation du système de récompense, par 

l’exercice physique par exemple, augmentait la neurogenèse hippocampique (Brene et al., 

2007). Par conséquent, le renforcement positif de l’alcool observé chez les souris Swiss dans 

le test de la préférence de place conditionnée, induisant une activation du circuit de la 

récompense (Tzschentke, 2007) provoquerait un maintien de la neurogenèse en dépit des 

effets néfastes de l’éthanol. En outre, il est possible que la mémoire hippocampique soit 

directement impliquée dans ce processus. L’effet appétitif de l’éthanol provoquerait un 

apprentissage contextuel du lieu de renforcement positif et permettrait de stimuler la 

neurogenèse (Tesone-Coelho et al., 2013). Si nous transposons ces éléments à notre modèle, 

nous notons d’une part que lors de notre protocole d’alcoolisation en libre choix, 4 biberons 

sont présentés aux souris hébergées individuellement. Le fait d’observer une augmentation 

progressive de la quantité d’éthanol ingérée signifie que ces souris présentent une appétence 

de plus en plus élevée pour l’éthanol et que, potentiellement, nous avons un renforcement 

positif de l’éthanol. Ce renforcement n’existerait probablement pas chez des souris qui ne 

montrent qu’une très faible appétence pour l’éthanol comme par exemple les souris DBA/2J, 

chez qui l’exposition chronique à l’éthanol diminue la neurogenèse hippocampique (Paizanis 

et al., 2009). De plus, dans notre protocole, sur les 4 biberons présentés aux souris, 3 sont 

remplis avec de l’éthanol et 1 avec de l’eau. Les souris voulant consommer de l’éthanol sont 

donc obligées d’identifier lesquels contiennent de l’éthanol. L’emplacement des biberons est 

modifié tous les deux jours ce qui pourrait favoriser l’activité hippocampique nécessaire à 
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identifier les nouveaux emplacements. Cette situation n’est pas présente pour les souris 

exposées à 4 biberons contenant de l’eau pendant toute la durée du protocole. Ces deux 

éléments, emplacement des biberons d’éthanol et le renforcement positif de l’éthanol, 

pourraient être en partie responsables de l’augmentation de la neurogenèse que nous 

observons.  

 

La neurogenèse stimulée par la consommation chronique d’éthanol ne serait donc pas 

une régulation uniquement locale avec la surexpression du BDNF, mais la conséquence d’une 

interaction complexe entre les différents systèmes du cerveau qui intègrent aussi bien les 

effets propres de la molécule éthanol sur le tissu cérébral, et l’aspect motivationnel de la 

substance éthanol. 

 

II – Les liens entre la prise d’éthanol et les régulations épigénétiques : 

mécanismes de la neuroadaptation ? 

 Nous avons montré que l’augmentation de la neurogenèse hippocampique était 

corrélée avec une stimulation des voies de signalisations dépendantes de l’activation du TrkB 

qui provoque l’activation par phosphorylation de CREB. CREB exerce son rôle de facteur de 

transcription en s’associant à l’enzyme CBP possédant une activité acétyltransférase 

permettant l’acétylation des histones, rendant ainsi la chromatine dans un état permissif pour 

la transcription (Yang and Seto, 2007). Il a d’ailleurs été démontré qu’un activateur spécifique 

de CBP induisait une augmentation de l’acétylation de l’histone H3, corrélée à une 

augmentation de la neurogenèse hippocampique (Chatterjee et al., 2013). Néanmoins, dans 

notre modèle de prise d’alcool chronique, nous n’avons mis en évidence ni une augmentation 

de l’acétylation de l’histone H3 dans l’hippocampe (Article 1) ni de modifications dans 

l’expression de CBP (Additional results, Table A3). Ces données suggèrent que les 
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mécanismes épigénétiques dépendant de la liaison de CREB à CBP ne sont pas altérés, bien 

que l’expression et l’activation de CREB soient augmentées. 

 

 Inversement à l’effet de l’éthanol sur l’histone H3, une consommation chronique 

d’éthanol augmente l’acétylation de l’histone H4 dans l’hippocampe (Article 1). L’analyse de 

l’expression du gène Myst2, qui code une enzyme à activité acétyltransférase, n’a pas montré 

de modification de l’expression de ses transcrits (Additional results, Table A3) indiquant ainsi 

que d’autre enzymes interviennent dans l’acétylation de l’histone H4 lors de la consommation 

d’éthanol. Le fait de ne pas observer de modifications des enzymes impliquées dans 

l’acétylation des queues des histones nous a incités à analyser les enzymes impliquées dans la 

désacétylation, les HDACs. Nous avons pu montrer que l’expression génique de la plupart de 

celles-ci était diminuée après la prise chronique d’éthanol (Article 1), processus certainement 

responsable de l’augmentation de l’acétylation des histones, en l’absence de modification de 

l’expression des HATs. La modulation des enzymes HDAC indique que ces dernières sont 

très probablement reliées aux phénomènes de plasticité. Ainsi, l’inhibition de l’activité des 

HDACs avec l’acide valproïque induit une augmentation de l’expression des facteurs pro-

neuronaux associée à une augmentation de l’acétylation de H4 et une stimulation de la 

différenciation cellulaire (Yu et al., 2009). De plus, l’inhibition des HDACs par le butyrate de 

sodium induit une augmentation de la neurogenèse corrélée à une augmentation de 

l’expression du BDNF et de la phosphorylation de CREB (Kim et al., 2009). A partir de ces 

éléments, nous proposons que la consommation d’éthanol chez les souris C57BL/6J mène à 

une modulation plus spécifique des HDACs plutôt que des HATs, aboutissant à une 

augmentation de l’acétylation. Ce phénomène permettrait la stimulation d’expression des 

gènes pro-neuronaux impliqués dans les processus neurogéniques.  
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 En plus des données concernant l’expression génique des HDACs présentées dans 

l’article 1, nous avons également analysé l’expression protéique des HDAC1 et 2. Nous avons 

montré que celle de HDAC2 était diminuée dans le gyrus denté après la prise chronique 

d’éthanol (Article 1). Concernant HDAC1, les résultats que nous avons obtenus sont 

contradictoires. Alors que nous observons une diminution de son expression génique, 

l’expression protéique est augmentée (Additional results, Figure A1B). Ces observations 

indiquent que des mécanismes de recyclage de la protéine sont mis en place afin de contrer la 

baisse d’expression génique. Des études sur le zebrafish ont montré que l’enzyme HDAC1 

était nécessaire au bon déroulement de la neurogenèse en réprimant les gènes inhibiteurs de la 

différenciation neuronale (Cunliffe, 2004). Les enzymes HDAC1 et HDAC2 ont 

probablement un rôle redondant dans les processus de spécification neuronale (Montgomery 

et al., 2009) mais HDAC2 a été décrit comme étant indispensable à la neurogenèse adulte en 

promouvant la survie des cellules néoformées (Jawerka et al., 2010). L’effet opposé de 

l’éthanol sur ces deux enzymes pourrait être expliqué par le fait que cette substance aurait 

d’avantage d’impact sur HDAC2 que sur HDAC1. L’inhibition d’expression protéique de 

HDAC2 conduirait donc à un mécanisme compensatoire en stimulant le recyclage de HDAC1 

afin de garder un système en homéostasie.  

  

Lors de l’analyse des modifications post-traductionnelles des histones dans 

l’hippocampe après une consommation chronique d’éthanol, nous avons observé une 

augmentation significative de la triméthylation de H3 (Article 1). H3K4me3 a été clairement 

montré pour intervenir dans les régulations de l’expression des gènes régulant la 

différenciation neuronale (Coskun et al., 2012). Comme mentionné dans le premier article, 

H3K4me3 a également été relié à une augmentation d’expression des gènes riches en GC dans 

des études post-mortem sur des cerveaux de patients alcoolo-dépendants (Ponomarev et al., 



DISCUSSION GENERALE 

179 
 

2012). L’analyse du profil de méthylation du gène du BDNF a permis de démontrer que la 

méthylation globale du BDNF dans les sous-régions CA1 et CA3 était diminuée (Article 2) et 

associée à une augmentation de H3K4me3 sur deux promoteurs du BDNF (Article 1) lors 

d’une consommation d’éthanol. L’ensemble de ces modifications épigénétiques participe 

probablement à l’augmentation d’expression du BDNF. En analysant les enzymes impliquées 

dans la régulation de la méthylation de l’ADN, nous avons observé que l’expression génique 

de DNMT3b et Gadd45b était diminuée après la consommation chronique d’éthanol (Article 

2 ; Additional results, Table A3). La répression de DNMT3b semble cohérente avec les 

données obtenues sur la méthylation du BDNF. En revanche, la diminution de l’expression de 

Gadd45b apparait être à l’encontre de ces données. En effet, cette enzyme impliquée dans la 

déméthylation de l’ADN est décrite pour promouvoir à la fois l’expression du BDNF au 

travers de la déméthylation de l’ADN, et la prolifération cellulaire ainsi que la croissance 

neuritique lors de la neurogenèse (Ma et al., 2009). La déméthylation de l’ADN du BDNF 

ferait donc appel à d’autres enzymes dans le contexte de la consommation chronique 

d’éthanol.  

Les changements de statut de méthylation de l’ADN affecte en aval la fixation des 

protéines liant l’ADN méthylé et notamment MeCP2 connue pour réguler l’expression du 

BDNF (Zouh et al., 2006; Tian et al., 2009 ; Li et al., 2011). La phosphorylation de MeCP2 

induite par l’activité neuronale permet sa libération des gènes cibles conduisant à une 

augmentation de la transcription génique. L’analyse de l’activation de MeCP2, induite par 

l’activité neuronale, a montré une diminution de la phosphorylation, sous-entendant une 

liaison augmentée à l’ADN. Comme MeCP2 est décrite comme en partie responsable de la 

répression de l’exon I et IV du BDNF, il était étonnant de ne pas observer de modifications de 

l’expression de ces exons. Cependant, la diminution de méthylation du gène du BDNF, même 

si elle reste faible, pourrait influencer la liaison de MeCP2 à l’ADN.  
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 Pour terminer cette partie consacrée à l’épigénétique, il sera intéressant de replacer nos 

données dans le contexte de l’addiction en général. La plupart des études se sont attachées aux 

mécanismes épigénétiques sous-tendant la neuroadaptation dans le circuit de la récompense 

responsable de l’effet renforçant produit par les drogues d’abus.  

La prise chronique de cocaïne induit des modifications d’acétylation de l’histone H3 

associée à la fois à une activation du gène du BDNF dans le striatum (Kumar et al., 2005) et 

une augmentation de l’expression protéique du BDNF dans le cortex préfrontal (Sadri-Vakili 

et al., 2010). L’étude de l’implication des HDACs dans les processus de récompense vis-à-vis 

d’une prise de drogue a montré que la délétion génique de HDAC1, mais pas de HDAC2, 

atténuait les réponses comportementales habituellement associées à la prise de cocaïne 

(Kennedy et al., 2013). La redondance de ces deux HDACs mentionnée plus haut, semble 

donc être remise en question et le rôle de HDAC1 dans la neuroadaptation induite par la prise 

de drogue semble être ici prépondérante.  

Par ailleurs, la prise chronique de cocaïne réduit fortement la diméthylation de H3K9 

associée à l’inhibition de l’enzyme G9a, responsable de cette modification post-

traductionnelle (Maze et al., 2010). De plus, l’invalidation génétique de G9a induit une 

augmentation de l’arborisation dendritique dans le noyau accumbens suggérant que H3K9me2 

et G9a pourraient être liées à la neuroadaptation induite par la prise de drogue (Maze et al., 

2010). La méthylation sur H3K9 est une modification d’histone que nous n’avons pas 

explorée et pourrait être une cible pertinente dans les mécanismes de plasticité dans le 

contexte de l’addiction à l’éthanol.  

La méthylation de l’ADN est un domaine encore relativement peu étudié dans le cadre 

de la consommation de drogue. Néanmoins, des données montrent que parmi les 

méthyltransferase, la DNMT3a est celle qui est la plus affectée dans le noyau accumbens par 

la prise chronique de cocaïne (Anier et al., 2010 ; LaPlant et al., 2010). La surexpression de 
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cette enzyme conduit à une diminution des phénomènes de récompense à la cocaïne ainsi qu’à 

une augmentation de la densité des épines dendritiques, impliquées dans la plasticité 

synaptique (Laplant et al., 2010). Chez nos souris ayant consommé de l’éthanol, l’expression 

de la DNMT3a n’est pas modifiée significativement mais semble tendre vers une 

augmentation. Il est envisageable que son expression soit modifiée localement et que nous ne 

la décelions pas dans l’hippocampe entier. 

Enfin, CREB, qui est augmenté dans l’hippocampe des souris ayant consommé de 

l’éthanol pendant 3 semaines, est connu pour être relié aux mécanismes de préférence et de 

dépendance à l’alcool. Des rats préférant pour l’alcool ont des niveaux plus bas de CREB, et 

de P-CREB, dans l’amygdale comparés à des rats non-préférant (Pandey et al., 1999), et un 

traitement aiguë avec l’éthanol induit une augmentation de l’activation de CREB corrélée à 

une diminution du niveau d’anxiété uniquement chez les rats préférant (Pandey et al., 2005). 

Ces différences d’expression et d’activation de CREB influencent certainement le niveau 

d’acétylation des histones et par conséquent l’expression des gènes cibles de CREB. Bien que 

nous n’ayons exploré CREB que dans l’hippocampe, il est possible que chez les souris 

C57BL/6J, les niveaux basaux de CREB soient diminués dans l’ensemble du cerveau, 

diminution qui serait responsable d’une appétence plus élevée. 

 

III – La prise d’éthanol influence la plasticité synaptique : une évidence ? 

Nous avons montré que la surexpression du BDNF était la résultante d’un remodelage 

de la chromatine impliquant à la fois la méthylation de l’ADN et les modifications post-

traductionnelles des histones. Comme illustré dans le tableau A4 (Additional results), nous 

avons observé que selon le promoteur et la modification d’histone considérés, les 

changements étaient extrêmement variables. Les mécanismes épigénétiques menant à une 

augmentation de l’expression des exons II, III et VI du BDNF, ne sont pas homogènes. En 
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revanche, la diminution d’expression de l’exon VIII semble être plus claire. L’éthanol induit 

sur son promoteur à la fois une diminution des marques représentatives de l’activation de la 

transcription telles que H3Ac et H3K4me3 et une augmentation d’une marque représentative 

de la répression H3K27me2. Ces données montrent que les mécanismes épigénétiques 

aboutissant à la surexpression protéique du BDNF sont hautement complexes et permettent 

certainement d’obtenir une expression du BDNF finement contrôlée. Cette hypothèse nous 

amène à nous poser d’autres questions. Pourquoi le BDNF possède-t-il une organisation si 

complexe ? Quel est l’intérêt de posséder tant d’exons pour aboutir à une seule et unique 

protéine mature ? Des études s’intéressant à la ségrégation spatiale des transcrits du BDNF 

apportent certainement un début d’explication. Il a été montré que les différents exons du 

BDNF ont des localisations subcellulaires différentes (Baj et al., 2011), ce qui induirait des 

effets cellulaires différents. Ainsi, les exons I et IV participeraient au développement des 

dendrites proximales et les exons II et VI seraient d’avantage impliqués dans l’architecture 

des dendrites distales (Baj et al., 2011) (Figure 19).  

 

 
Figure 19. Représentation de la ségrégation spatiale des exons I, II, IV et VI du BDNF. Les exons 

I et IV sont localisés préférentiellement au niveau des dendrites proximales (vert) et les exons II et VI 

au niveau des dendrites distales (orange) (Adaptée de Baj et al., 2011). 

 

Ces modulations de la répartition subcellulaire des exons du BDNF permettraient de 

façonner des régions cellulaires différemment en fonction des besoins. Se basant sur ces 
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données, la même équipe de recherche a démontré que l’exercice physique et un traitement 

avec un antidépresseur induisaient une augmentation de l’expression dendritique de l’exon VI 

du BDNF chez la souris C57BL/6J au niveau de CA1, CA3 et du DG, procurant un support 

trophique pour les neurones (Baj et al., 2012). Dans notre modèle de prise chronique d’alcool, 

nous observons une expression stimulée de l’exon II et VI suggérant probablement la 

favorisation du développement dendritique distal sans que celui des dendrites proximales ne 

soit altéré.  

 

 La localisation dendritique du BDNF que nous venons d’exposer nous amène à 

explorer le rôle de ce facteur trophique dans la plasticité synaptique. L’implication du BDNF 

dans la LTP, une forme de plasticité synaptique, a été montrée comme étant effective grâce à 

des souris invalidées pour le gène du BDNF. Les souris n’exprimant plus le BDNF dans 

l’hippocampe présentent une diminution de l’amplitude de la LTP enregistrée au niveau des 

synapses entre les collatérales de Schaffer et CA1, qui pouvait être restaurée par l’application 

exogène de BDNF (Patterson et al., 1996) ou par l’injection d’un adénovirus permettant la 

réexpression du BDNF (Korte et al., 1996). Récemment, il a été démontré que les vésicules 

contenant le BDNF se situaient dans la zone présynaptique des neurones glutamatergiques de 

l’hippocampe (Dieni et al., 2012 ; Andreska et al., 2014). La libération du BDNF de ces 

vésicules est dépendante de l’activité et permettrait une réorganisation synaptique locale 

impliquée dans les processus de mémorisation (Lu et al., 2008). Afin d’explorer les 

conséquences fonctionnelles de l’augmentation de l’expression protéique du BDNF après la 

consommation chronique d’alcool, nous avons étudié l’état de la LTP au niveau de CA1. 

Malheureusement, nous n’avons pas pu mettre en évidence de modification de la plasticité 

synaptique chez les souris ayant consommé de l’éthanol. Comme évoqué dans l’article 2, il 

est fort probable que la durée de consommation soit trop courte et la quantité d’éthanol 
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consommée trop faible pour induire des changements significatifs dans cette forme de 

plasticité. Cependant, une autre explication est envisageable. Lors des expériences 

d’immunomarquage de la protéine BDNF, nous avons observé une localisation unique du 

BDNF au niveau de l’hilus du gyrus denté et de CA3. Le marquage au niveau de CA1 étant 

extrêmement faible voir inexistant. Il est probable que dans notre modèle d’étude, l’alcool 

n’induise pas de changement de l’expression du BDNF au niveau de CA1 ce qui serait 

compatible avec une absence de modification de la LTP. 

 

IV – L’éthanol et la mémoire : une relation conflictuelle 

 Comme nous l’avons déjà évoqué, la LTP est un modèle cellulaire de la plasticité 

synaptique reflétant les mécanismes d’apprentissage et de mémorisation. Jusqu’à présent, 

l’ensemble de nos données montre un effet plus favorable que néfaste de la consommation 

chronique d’alcool sur l’hippocampe. Cependant, l’éthanol induit un déficit d’apprentissage à 

la fois dans le test de reconnaissance d’objets et dans le conditionnement contextuel à la peur. 

Ces résultats sont en accord avec la littérature et indiquent également que ce sont les fonctions 

dépendantes de l’hippocampe qui sont préférentiellement altérées par l’éthanol et pas celles 

dépendantes de l’amygdale puisque l’extinction du son dans le test de conditionnement à la 

peur n’a pas montré de différence entre les animaux ayant consommé de l’éthanol et ceux 

ayant eu accès à de l’eau uniquement. Nos données montrent d’une part que l’éthanol 

interfère avec les processus d’encodage, à la fois dans le test de la reconnaissance d’objet et 

dans le conditionnement à la peur, et d’autre part que la mémoire à long terme est la seule à 

être affectée. Comme évoqué dans l’article 2, la concentration d’éthanol semble jouer un rôle 

prépondérant dans la détérioration des fonctions cognitives. En effet, des concentrations 

faibles en éthanol vont induire des déficits de la mémoire hippocampe dépendante alors que 

des concentrations plus élevées provoquent des détériorations des fonctions de l’hippocampe 
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et de l’amygdale (Melia et al., 1996). Nous pouvons corréler ces résultats à notre modèle 

puisque la consommation chronique et libre d’éthanol des souris C57BL/6J ne conduit qu’à 

une alcoolémie de l’ordre de 0,5 g/L, ce qui reste faible par rapport à la quantité d’alcool pur 

consommée. Ces déficits cognitifs impliquant l’hippocampe ont été corrélés à un 

hypofonctionnement de cette structure par la mise en évidence d’une diminution du marqueur 

d’activité neuronale c-fos (Melia et al., 1996). L’hypofonctionnement de l’hippocampe 

pourrait être lié à une modification d’activité des récepteurs GABA et NMDA. En effet, 

comme évoqué dans le chapitre consacré aux rappels bibliographiques, l’alcool potentialise 

l’activité des récepteurs GABA créant ainsi une augmentation de la neurotransmission 

inhibitrice et pouvant être responsable des détériorations des performances cognitives 

(Whissel et al., 2013). De même, l’inhibition des récepteurs NMDA provoque une diminution 

de la neurotransmission excitatrice qui semble être responsable de faibles performances 

mnésiques (Rowland et al., 2005). Ainsi, l’alcool en provoquant des modulations de ces deux 

neurotransmissions pourrait être responsable de cette détérioration des capacités cognitives 

dépendantes de l’hippocampe. Néanmoins, la modulation de ces neurotransmissions n’a pas 

provoqué, dans nos conditions expérimentales, des modifications de la plasticité synaptique 

puisque nous n’avons pas observé de perturbations de la LTP dans l’hippocampe des souris 

ayant consommées de l’éthanol.  

A partir de ces données, comment expliquer qu’aucun effet nuisible au niveau structurel et 

fonctionnel ne soit détecté dans l’hippocampe alors qu’au niveau comportemental nous 

observons une détérioration des capacités cognitives ? Plusieurs hypothèses sont 

envisageables. 

(1) La consommation chronique et libre d’éthanol par les souris C57BL/6J induit 

une détérioration structurelle que nous n’avons pas réussie à mettre en évidence. 

L’observation d’un accroissement de la neurogenèse et de l’expression du BDNF serait un 
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mécanisme compensatoire afin de contrecarrer les effets délétères de l’éthanol sur 

l’hippocampe. En effet, nous avons évoqué dans la partie introductive qu’une consommation 

courte d’éthanol peut induire une augmentation de l’expression du BDNF pour compenser les 

effets neurotoxiques de l’éthanol, et que ce mécanisme échouerait à garder l’homéostasie du 

système lors d’expositions prolongées (McGough et al., 2004 ; Miller, 2004 ; Miller et al., 

2004). Cette hypothèse est également appuyée par le fait que nous n’avons pas observé de 

changements dans la LTP. Néanmoins, nous n’avons pas mis en évidence d’augmentation du 

nombre de cellules apoptotiques (Article 1, Supplementary Figure S2) suggérant que d’autres 

mécanismes contribuent à la détérioration des fonctions de l’hippocampe. 

(2) Des études anciennes ont montré que la consommation chronique ou 

l’exposition prolongée d’éthanol induisait un hypofonctionnement cholinergique dans le 

cerveau de rat (Floyd et al., 1997) ainsi qu’une perte des fibres cholinergiques au niveau du 

gyrus denté, de CA3 et de CA1 (Cadete-Leite et al., 1995). Il est donc envisageable que dans 

nos conditions expérimentales, le tonus cholinergique soit diminué ce qui expliquerait que les 

fonctions cognitives dépendantes de l’hippocampe soient altérées. En effet, il a été démontré 

que la diminution de libération d’acétylcholine au niveau de l’hippocampe chez des rats 

traités à l’éthanol était corrélée à des déficits mnésiques dépendants de l’hippocampe (Melis 

et al., 1996). 

(3) Enfin, bien que l’hippocampe soit la structure centrale des fonctions cognitives 

explorées dans nos travaux, il n’est pas le seul à intervenir dans ces processus mnésiques. 

D’autres structures sont en relation avec l’hippocampe comme par exemple le cortex 

entorhinal ou le cortex préfrontal (Takehara-Nishiuchi, 2014), et peuvent subir une 

neurodégénérescence induite par l’éthanol (Cippitelli et al., 2010 ; Kumral et al., 2005). Par 

conséquent, il est possible que les déficits cognitifs observés dans notre modèle soient liés à 
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une perte neuronale dans d’autres structures cérébrales qui sont également impliquées dans les 

processus mnésiques que nous avons analysés.  
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Nous avons pu clairement démontrer que chez les souris de la lignée C57BL/6J, la 

consommation chronique d’éthanol induisait des déficits cognitifs qui sont dépendants de la 

fonction de l’hippocampe. L’observation d’un accroissement de la prolifération neuronale 

dans le gyrus denté est à l’encontre de ce qui est généralement attendu d’une consommation 

d’éthanol, et contradictoire avec les performances mnésiques de ces souris. Si nous tracions 

une ligne entre prise chronique d’éthanol et neurogenèse, nous placerions en son centre le 

BDNF associé aux modifications épigénétiques sur son gène permettant de réguler cette 

forme de neuroplasticité (Figure 20). 

 

 
 

Figure 20. La consommation chronique et libre d’éthanol et ses conséquences. La prise chronique 

d’éthanol induit des modulations des neurotransmissions GABAergique et glutamatergique, ainsi que 

des modifications épigénétiques et des détériorations des fonctions cognitives dépendantes de 

l’hippocampe. Ces altérations conduisent à une stimulation de l’expression du BDNF et de la 

neurogenèse afin de compenser ces déficits cognitifs.  
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Chez des souris C57BL/6J âgées, une amélioration de certaines performances 

cognitives est observée lorsqu’elles ont été exposées à l’éthanol à l’âge adulte, corrélée à une 

restauration de l’expression de la neurogranine, protéine impliquée dans la plasticité 

synaptique et dont l’expression décline avec l’âge (Krazem et al., 2003a,b). En considérant 

uniquement l’hippocampe, l’effet stimulant de l’éthanol sur la mémoire pourrait être 

probablement médié par l’augmentation de la neurogenèse à l’âge adulte et par la facilitation 

de la plasticité synaptique hippocampique avec l’âge. Cependant, nos résultats montrent que 

la situation est différente chez l’adulte et que l’alcool induit plutôt une dégradation des 

fonctions cognitives. 

La neurogenèse n’est probablement pas responsable de cette altération en interférant 

avec le réseau neuronal préexistant. La neurogenèse induite par l’éthanol, et contrôlée par le 

BDNF, pourrait être une simple réponse compensatoire et/ou adaptative pour tenter de contrer 

les effets délétères de l’éthanol. Pour compléter ce travail de thèse, il sera indispensable 

d’évaluer d’autres types de mémoire, comme par exemple la mémoire spatiale indissociable 

de l’hippocampe. La neurogenèse hippocampique étant impliquée dans les phénomènes de 

flexibilité cognitive, il sera pertinent d’évaluer cette forme de mémoire dans nos conditions 

expérimentales. Comme nous n’avons détecté aucun effet neurotoxique dans l’hippocampe 

après la consommation chronique d’alcool chez ces animaux, l’analyse d’autres structures 

cérébrales, en priorité celles liées aux mémoires affectées devra être menée.  

Nous avons émis l’hypothèse que la stimulation de l’expression du BDNF et de la 

neurogenèse pourrait être liée à une exposition courte à l’éthanol, et constituerait un 

mécanisme compensatoire aux effets délétères de l’alcool qui pourrait s’échapper avec le 

temps. Il sera envisageable d’effectuer un suivi longitudinal du développement de la 

neurogenèse et des facteurs associés, sur une période beaucoup plus longue, afin de 
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déterminer si nous sommes en présence d’un mécanisme adaptatif en réponse aux effets de 

l’éthanol. 

Ensuite, il sera important  d’évaluer les neurotransmissions qui pourraient être altérées 

chez les souris C57BL/6J dans un tel protocole. Outre ses effets sur le système 

sérotoninergiques précédemment décrites (Kelaï et al. 2008), les systèmes GABAergique 

et/ou glutamatergique, constituent probablement une porte d’entrée de l’effet de l’éthanol sur 

des cibles intracellulaires qui, à leur tour, vont provoquer les effets épigénétiques que nous 

avons décrits.  

Enfin, la comparaison de cette lignée consanguine avec une autre comme la lignée 

DBA2/J, qui ne présente pas d’appétence pour l’éthanol mais plutôt une aversion, apportera 

certainement des informations sur les possibles mécanismes qui sont impliquées à la fois dans 

la prise d’éthanol et dans la neurogenèse. 
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EPILOGUE 

 

 Pendant toute le durée de la préparation de ma thèse, lors de discutions avec mon 

entourage au sujet de mon projet de recherche, une question était inévitablement posée : 

« alors, finalement boire de l’alcool est bon pour le cerveau ? ». Après l’exposé de l’ensemble 

des données obtenues pendant mon travail de thèse, il est possible de répondre sans réserve à 

cette question : l’alcool n’est pas bon pour le cerveau. L’éthanol, molécule active de l’alcool, 

reste un psychostimulant et comme tous les composés possédant cette propriété, il provoque 

des modifications structurelles et fonctionnelles qui perturbent l’homéostasie originelle du 

système nerveux central. 

 

La découverte de l’alcool date probablement de la sédentarisation de l’homme mais sa 

consommation, de façon sociale et source de plaisir, comme nous la connaissons actuellement 

daterait de 4 000 à 3 000 ans avant Jésus Christ (Chapuis, 1989). Néanmoins, si l’alcool était 

vraiment si nocif pour notre cerveau, notre organisme n’aurait-il pas fait en sorte de s’adapter 

afin de contrer ses effets, comme il a su s’adapter à l’environnement extrême ou notre style de 

vie stressant ? Ou sommes-nous encore trop jeunes sur l’échelle de l’évolution pour avoir 

acquis dans notre patrimoine génétique les adaptations nécessaires pour ne pas être affectés 

par les effets néfastes de l’alcool ? 

 

Je vous laisse sur cette réflexion et je vous remercie de m’avoir lu jusqu’au bout. 

 

Emilien Stragier 
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