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RESUME 

 

Le syndrome d’alcoolisation fœtale (SAF) est provoqué par la consommation d’alcool 

au cours de la grossesse, et constitue l’atteinte la plus sévère des troubles causés par 

l’alcoolisation fœtale (TCAF). Première cause de retard mental acquis, le SAF se traduit par de 

multiples manifestations cliniques (retard de croissance, déficit cognitif, troubles de 

l’apprentissage, de la mémorisation et de l’attention). La présence d’une dysmorphie 

cranio-faciale caractéristique, comprenant un ensemble de signes, permet un diagnostic 

périnatal précoce. Cependant, alors qu’ils pourront développer des atteintes 

neurodéveloppementales et comportementales, la plupart des enfants exposés in utero à l’alcool 

ne présentent pas ces anomalies faciales et échappent, de ce fait, à un diagnostic précoce. Les 

troubles engendrés par l’alcoolisation maternelle seront alors décelés tardivement, lors de la 

scolarisation, de nombreuses années de prise en charge étant ainsi perdues. 

Bien que de multiples études aient démontré une action délétère d’une exposition in 

utero à l’alcool sur de nombreuses cellules nerveuses, ce n’est que plus récemment qu’un effet 

sur l’angiogenèse cérébrale a été caractérisé. Ainsi, des travaux réalisés au sein du laboratoire, 

puis confirmés par d’autres groupes, ont mis en évidence le rôle néfaste d’une alcoolisation 

maternelle sur l’angiogenèse cérébrale fœtale, engendrant notamment une désorganisation du 

réseau vasculaire cortical. Par ailleurs, d’autres groupes de recherche ont démontré l’existence 

d’une subtile interaction entre les vaisseaux et deux types cellulaires, les interneurones 

GABAergiques et les oligodendrocytes ; les vaisseaux servant de support de migration 

tangentielle. Ainsi, mon projet de thèse a consisté à rechercher l’impact de l’alcoolisation in 

utero sur la mise en place vasculo-associée des oligodendrocytes au cours du développement. 

Ces travaux ont pu être menés par des approches précliniques et, en partie, chez l’humain grâce 

à une interaction étroite avec plusieurs Services du CHU de Rouen. Enfin, du fait de la 

caractérisation récente d’un axe « placenta-cerveau » impliqué dans le contrôle de 

l’angiogenèse cérébrale, une approche fonctionnelle par modulation de l’expression placentaire 

d’un facteur angiogénique, le PlGF, a été initiée pour tenter d’établir un lien entre anomalies 

vasculaires et anomalies oligodendrocytaires.  

Concernant l’étude des interactions oligo-vasculaires au sein du cortex en 

développement, les données obtenues chez la Souris confirment la désorganisation vasculaire 

cérébrale induite par l’alcoolisation maternelle. Toutefois, cette désorganisation observée chez 

le fœtus et le nouveau-né s’estompe avec l’âge. Au niveau cortical, une interaction entre 

oligodendrocytes et vaisseaux radiaux a été caractérisée. Dans le groupe alcool, alors que les 

vaisseaux sont désorganisés, l’association oligo-vasculaire n’est pas modifiée. En revanche, 
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l’alcoolisation in utero entraîne un défaut de positionnement des cellules Olig2-positives. En 

effet, sur l’ensemble de l’épaisseur corticale, les cellules Olig2-positives sont densifiées au sein 

des couches corticales profondes, renforçant l’hypothèse qu’une altération des routes 

migratoires vasculaires induirait des défauts ou un retard de positionnement cortical. De plus, 

des études protéiques et immunohistochimiques démontrent des altérations des processus de 

maturation, l’exposition prénatale à l’alcool entraînant une diminution de l’expression de la 

CNPase et de la MBP, deux marqueurs des oligodendrocytes immatures et matures, 

respectivement. Une perturbation du processus de myélinisation est également retrouvée après 

exposition prénatale à l’alcool au sein du corps calleux (réduction de l’épaisseur de la gaine de 

myéline) et du striatum, deux régions de projection des fibres corticales. Enfin, des atteintes 

comportementales ont été constatées, traduisant notamment des altérations motrices à long 

terme. Parallèlement, des études réalisées chez l’homme sur une cohorte de fœtus exposés ou 

non in utero à l’alcool, démontrent la présence d’interactions oligo-vasculaires sur l’ensemble 

de la surface corticale. De manière comparable aux études réalisées chez la Souris, un défaut 

de différenciation oligodendrogliale majeur a été observé chez les individus exposés in utero à 

l’alcool se traduisant directement par une augmentation des précurseurs oligodendocytaires. 

En complément de ces travaux, une approche fonctionnelle a été initiée. Elle s’appuie 

sur la démonstration récente d’un axe « placenta-cerveau » impliqué dans le contrôle de 

l’angiogenèse cérébrale fœtale. Réalisée par une approche de modulation génique ciblant le 

PlGF d’origine placentaire, elle vise à établir un lien entre les anomalies angiogéniques 

induitent par l’alcoolisation in utero et les anomalies du lignage oligodendroglial.  

En conclusion, ces travaux de thèse ont révélé que les oligodendrocytes intégrant le 

néocortex utilisent les microvaisseaux radiaux. L’alcoolisation in utero désorganise 

l’orientation radiale des vaisseaux et induit une altération des profils migratoires et de 

maturation des oligodendrocytes corticaux. Ces effets sont associés à un défaut de myélinisation 

et des troubles moteurs. Ils suggèrent une dysfonction oligovasculaire induite par l’alcool et 

ouvrent de nouvelles pistes de recherche. En particulier, il serait intéressant de déterminer si 

une correction des atteintes vasculaires pourrait être en mesure de corriger les atteintes 

développementales du lignage oligodendroglial. 
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ABSTRACT 

 

Alcohol consumption during pregnancy can cause fetal alcohol syndrome (FAS), 

referring to the most severe expression of fetal alcohol spectrum disorder (FASD). Leading 

cause of non-genetic mental retardation, FAS is associated with multiple clinical defects such 

as growth retardation, neurological deficits, and behavioural troubles. Whereas FAS patients 

present characteristic facial dimorphisms, most FASD children do not present them but are not 

devoid of neurodevelopmental impairments and behavioral disabilities, which are frequently 

detected with schooling. Consequently, these children are late or misdiagnosed and several 

years of care are lost.

Although it is well established that in utero alcohol exposure exerts deleterious effects 

on nervous cells, several studies more recently showed that prenatal alcohol exposure (PAE) 

alters brain angiogenesis. In particular, data from our laboratory revealed that PAE disorganizes 

the radial orientation of cortical microvessels. Concurrently, other research groups 

demonstrated a close interaction between brain microvessels and two nervous cell types; 

GABAergic interneurons and oligodendrocytes that use vessels as guides during their 

migration. In this way, my thesis project consisted in evaluating the effects of in utero alcohol 

exposure on the vasculo-associated positioning and differentiation of oligodendrocytes in the 

developing cortex. This project has been performed using a mouse preclinical model of in utero 

alcohol exposure and, when possible, in human in a close partnership with several departments 

from the Rouen University Hospital. Moreover, due to the recent evidence in favour of a 

“placenta-brain” axis involved in the control of fetal cortical angiogenesis, a functional study 

targeting the angiogenic factor PlGF has been initiated in order to establish a link between 

vascular and oligodendrocyte impairments resulting from PAE. 

Regarding oligo-vascular interactions in the developing cortex, data obtained in mouse 

brains at three developmental stages confirmed that in utero alcohol exposure induced a 

perinatal disorganization of the cortical vascular network. However, this effect decreased with 

age. Moreover, in control mice, a vascular association was evidenced between oligodendrocytes 

invading the developing cortex and radial microvessels. PAE did not impaired this oligo-

vascular association but led to a mispositioning of Olig2-positive cells among cortical layers. 

Indeed, morphometric quantifications showed a larger number of Olig2-positive cells in the 

deep cortical layers compared to superficial cortical layers, supporting the hypothesis that, by 

impairing vascular routes, PAE could lead to delayed or mis-positioning of migrating 

oligodendrocytes. Consistent with these results, Western blot and immunohistochemistry 

experiments have shown that PAE altered the differentiation of the oligodendrocytes. Indeed, 
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in utero alcohol exposure reduced the expression of CNPase and MBP, two markers of 

immature and mature oligodendrocytes, respectively. Interestingly, alcohol exposure inverted 

the distribution profiles of CNPase and MBP immunoreactivities in deep cortical layers. 

Moreover, PAE resulted in myelination impairments: reduced myelin sheath of axons in the 

corpus callosum and a disorganization of myelinated bundles in the striatum. All these 

neurodevelopmental defects were associated to perinatal behavioural impairments that persisted 

at adulthood. In human, experiments conducted in a cohort of control and FAS foetuses showed 

similar oligovascular interactions in the developing cortex and revealed major defects regarding 

differentiation of oligodendrocytes. Immunohistochemistry showed that PAE induced an 

increase of PDGFRα-positive oligodendrocyte precursors in the ganglionic eminences and the 

cortex, and a decrease of Olig2-positive cells in the cortex. 

In addition to these data, a functional study has been initiated and was based on the 

recent demonstration of a functional “placenta-brain” axis involved in the control of fetal 

angiogenesis. Focused on the targeted modulation of PlGF by in utero electroporation, it aims 

to demonstrate a link between alcohol-induced vascular defects and impairments of the 

oligodendrocyte lineage. 

In conclusion, the present thesis showed that oligodendrocytes invading the developing 

cortex are in close interaction with radial microvessels. PAE impaired both the cortical 

vasculature and the positioning and maturation profiles of cortical oligodendrocytes. These 

effects which are, at least in part, retrieved in human, are associated to white matter defects and 

motor disabilities. Altogether, they support a vascular contribution in neurodevelopmental 

effects of alcohol and suggest that the characterization of alcohol-induced vascular impairments 

would be a promising research avenue to improve the early diagnosis of FASD.  
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I. Interactions neuro-vasculaires : les acteurs d’une 

communication physiologique essentielle 

1. Développement précoce du système nerveux et mise en place du cortex 

cérébral 

Le cerveau adulte présente une architecture complexe, résultant d’un ensemble 

d’interactions d’ordre génétique, moléculaire ou encore cellulaire au cours du développement. 

La mise en place du système nerveux central (SNC) est un processus précoce, qui débute chez 

l’Homme au cours de la 3ème semaine de gestation [1]. L’altération du parcours 

développemental, par des évenements tels qu’une mutation génique ou encore l’exposition à 

des facteurs environnementaux comme les drogues, peut conduire à des atteintes du SNC.  

a. La différenciation du tube neural  

Après fécondation, le zygote subit de multiples divisions cellulaires, correspondant à la 

première phase du développement embryonnaire : la segmentation. L’initiation du 

développement neuronal dépend cependant de l’étape de gastrulation, élément clef permettant 

la mise en place de la polarité de l’embryon selon trois axes : antéro-postérieur, dorso-ventral 

et médio-latéral. Débutant au cours de la 3ème semaine de gestation chez l’Homme, la 

gastrulation permet ainsi, à la suite de mouvements cellulaires coordonnés dans le temps et 

l’espace, la mise en place de 3 feuillets embryonnaires primitifs : un feuillet externe 

(l’ectoderme), un feuillet intermédiaire (le mésoderme) et un feuillet interne (l’endoderme) [2].  

Faisant directement suite à la gastrulation, la neurulation marque la mise en place du 

système nerveux. Issue de multiples processus morphogéniques complexes qui requièrent une 

coordination cellulaire et moléculaire, la neurulation débute par l’épaississement des cellules 

ectodermiques situées au niveau des régions dorsale et médiane de l’embryon permettant ainsi 

la formation de la plaque neurale (Figure 1). Ce neuroectoderme mis en place permettra 

l’installation de la totalité du système nerveux mature, sous l’influence d’un ensemble de 

signaux inducteurs : on parle alors d’induction neurale. Au cours du XXème siècle, de multiples 

expériences, à commencer par celles de Spemann et Mangold en 1924, ont permis d’identifier 

des signaux inducteurs nécessaires à la différenciation des régions embryonnaires.  

                                                 

[1] Bystron et al. ,  2008. 
[2] Stiles & Jernigan, 2010. 
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Figure 1 : Neurulation de l’embryon de mammifère.  

(A) Initiation de la neurulation par formation de la plaque neurale à partir du neuroectoderme. (B) Repliement de 
de la plaque neurale permettant la formation progressive du tube neural. (C) Le tube neural étant mis en place, le 
mésoderme laisse place par subdivision aux somites, précurseurs de la musculature. (D) Le développement du tube 
neural se poursuit, entraînant la formation de la moelle épinière et du cerveau. D’après Neurosciences, Purves D, 
Augustine GJ et al., éditeurs, De Boeck supérieur.  
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Les capacités de l’ectoderme, du mésoderme et de l’endoderme à former un ensemble de 

cellules différenciées furent ainsi mises en évidence par diverses expériences de suppression ou 

de transfert de tissus embryonnaires [3]. A titre d’exemple, l’exposition des cellules 

ectodermiques aux Bone Morphogenetic Proteins (BMPs) provoque leur engagement dans une 

différenciation épidermique. En revanche, la présence de Noggin, Chordin et Follastine, 

synthétisées au sein du mésoderme dorsal, entraîne une transformation de l’ectoderme dorsal 

en tissu nerveux [4], le neuroectoderme échappant ainsi à sa destinée épidermique (Figure 2). 

On parle alors d’une différenciation neuronale « par défaut », faisant écho à un déficit 

d’expression de protéines ventralisantes.  

 

Figure 2 : Principales voies moléculaires impliquées dans l’induction neurale 

chez les embryons de vertébrés. 

L’induction neurale est inhibée par les Bone Morphogenetic Proteins (BMP). L’action de la Noggin et de la 
Chordin, produites au niveau de la notochorde, inhibent l’action des BMP permettant l’engagement des cellules 
ectodermiques vers un phénotype neural. En amont de la gastrulation, les Fibroblast Growth Factor (FGF) inhibent 
la transcription des BMP, participant ainsi à l’induction neurale. Modifiée d’après Embryologie.ch.  

La neurulation progressant, le soulèvement des bourrelets neuraux situés de part et d’autre 

de la plaque neurale, permet la formation de la gouttière neurale. L’enroulement et la soudure 

progressive de la gouttière neurale, de la région médiane vers les régions antérieure et 

postérieure, permet l’apparition du tube neural, entre le 19ème jour embryonnaire (E19) et E29, 

qui s’individualise de l’ectoderme (Figure 1). Parallèlement à la formation du tube neural par 

                                                 

[3] Spemann & Mangold, 1924 .  
[4] Nikolopoulou et al. ,  2017 .  
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fermeture de la gouttière neurale, émergent les crêtes neurales. Formées à partir des bords des 

replis de la plaque neurale, ces crêtes neurales constituent une nouvelle population de cellules 

précurseurs, qui influencées par des signaux inducteurs sous forme de gradients moléculaires, 

permettent la détermination des différents lignages des précurseurs neuronaux. A titre illustratif, 

les signaux inducteurs transforming growth factor β (TGF-β) et Sonic hedgehog (Shh), produits 

localement, vont d’une part spécifier l’organisation du tube neural, respectivement en plaque 

du toit et en plaque du plancher, et d’autre part, participer à la détermination des différentes 

classes des cellules du système nerveux [4]. 

b. Les grandes subdivisions de l’encéphale 

Au cours de la 4ème semaine de gestation, le tube neural évolue par poussées internes sous 

l’effet de mouvements morphogénétiques et permet la formation de trois vésicules primaires de 

la région antérieure à la région postérieure : le prosencéphale (cerveau antérieur), le 

mésencéphale (cerveau moyen) et le rhombencéphale (cerveau postérieur).  

Au cours de la 5ème semaine de gestation, ces trois vésicules cérébrales primaires évoluent 

progressivement de la région antérieure à la région postérieure, permettant la formation des 

vésicules cérébrales secondaires, alignées selon un axe rostro-caudal et précurseurs des 

structures du cerveau adulte (Figure 3 ; [5]). A la suite de multiples subdivisions 

supplémentaires, ces structures cérébrales secondaires évolueront et laisseront place à 

l’ensemble des structures de l’encéphale chez l’adulte, des hémisphères cérébraux au bulbe 

rachidien. 

c. La diversité cellulaire au sein du cortex cérébral 

Le cerveau humain mature constitue une structure extrêmement organisée, la mise en 

place du cortex cérébral s’effectuant au travers d’une succession d’étapes développementales : 

de prolifération, de migration, de différentiation et de phases régressives.  

Le tube neural établi, les cellules neuroépithéliales qui le composent forment une couche 

de cellules pseudo-stratifées directement en contact avec la lumière du tube neural [1]. 

Présentant une forte activité mitotique, ces cellules se divisent en suivant une succession de 

mouvements cellulaires définis. 

                                                 

[5] Stiles, 2008 .  
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Figure 3 : Formation des vésicules cérébrales primaires et secondaires.  

A E28, le tube neural se subdivise en 3 vésicules primaires : le prosencéphale, le mésencéphale et le 
rhombencéphale. Une seconde segmentation se déroule à E49, aboutissant à l’apparition de vésicules cérébrales 
dites secondaires. A partir du prosencéphale émergent le télencéphale et le diencéphale. Le cerveau postérieur 
(rhombencéphale) évolue en métencéphale et en myélencéphale. Le mésencéphale constitue la seule vésicule 
primaire qui ne subit pas de seconde segmentation. D’après Stiles & Jernigan, 2010 [2] et modifiée d’après 
Neurosciences, Purves D, Augustine GJ et al., editors. De Boeck supérieur.  

Entre E25 et E42, les progéniteurs neuraux présentent un mode de division cellulaire dit 

symétrique, avec un plan de clivage vertical, conduisant à l’émergence de deux progéniteurs 

neuraux identiques. Ce mode de division cellulaire permet l’augmentation du pool de 

progéniteurs neuraux [2], conduisant à l’épaississement du neuroépithélium puis à la formation 

de la zone ventriculaire. A partir de E42, du fait d’un plan de clivage horizontal [6], une bascule 

vers des divisions dites asymétriques est observée [7]. Ces divisions asymétriques permettent 

ainsi l’émergence de deux types cellulaires distincts : soit de nouvelles cellules précurseurs qui 

persistent au sein de la zone ventriculaire, soit de neuroblastes, cellules post-mitotiques 

destinées à devenir un neurone ou une cellule gliale [8] qui migreront hors de la zone 

proliférative.  

                                                 

[6] Noctor et al. ,  2008 . 
[7] Paridaen & Huttner, 2014 .  
[8] Wodarz & Huttner, 2003 .  
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Arrivée à maturité, l’activité neuronale du cortex cérébral résulte d’une balance entre les 

systèmes excitateurs et inhibiteurs, rôle assuré respectivement par les neurones 

glutamatergiques et les interneurones GABAergiques qui représentent 80 % et 20 % des 

neurones corticaux. Afin d’intégrer des circuits neuraux matures, les neurones nouvellement 

formés doivent migrer hors de la zone ventriculaire. Plusieurs modes de migration neuronale 

coexistent et dépendent notamment de la localisation du site de production et du site 

d’intégration des neurones. Au début du développement, du fait des faibles distances à 

parcourir, la migration par translocation somatique est retrouvée au sein du système nerveux en 

construction.  

Indépendamment de ces mouvements cellulaires par translocation somatique, une 

migration dite radiaire émerge, du fait d’une plus grande distance à parcourir [9]. Ce nouveau 

mode de migration constitue la forme de déplacement la plus répandue au sein du SNC, les 

neurones glutamatergiques issus de la zone ventriculaire utilisant les prolongements de la glie 

radiaire comme support de migration [10] (Figure 4). Par ailleurs, de récentes observations ont 

pu mettre en lumière une double fonction de la glie radiaire, étant à la fois cellules progénitrices 

et guides de migration au sein du cortex cérébral [11]. 

Parallèlement à la zone ventriculaire, une seconde zone proliférative permet la production 

de nouvelles cellules. Localisées au sein du télencéphale ventral, les éminences ganglionnaires 

médianes (MGE) et latérales (LGE), permettent l’émergence des interneurones GABAergiques 

[12] (Figure 4) qui adoptent une migration dite tangentielle, impliquant une variété de signaux 

moléculaires permettant la guidance de ces nouvelles cellules vers le néocortex [13]. Plus 

récemment, une étude menée par Won et collaborateurs a mis en évidence l’existence d’une 

migration vasculo-associée des interneurones GABAergiques. Utilisant les vaisseaux comme 

support de migration, les interneurones GABAergiques empruntent deux routes vasculaires au 

cours de leur migration tangentielle : une route vasculaire profonde, au sein de la zone sous-

ventriculaire, et une route vasculaire superficielle, au sein de la zone marginale [14].  

                                                 

[9] Rakic, 1990 .   
[10] Nadarajah et al. ,  2003 .  
[11] Noctor et al. ,  2002 .  
[12] Anderson et al. ,  2001 .  
[13] Valiente & Marion, 2010 .  
[14] Won et al. ,  2013 .  
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La migration des neurones glutamatergiques et des interneurones GABAergiques reste 

cependant un processus complexe impliquant une variété d’acteurs finement régulés [18]. Le 

récepteur sensible au N-Méthyl-D-Aspartate (NMDA-R), un type de récepteur ionotropique du 

glutamate, est un exemple caractéristique de cette subtile influence sur la migration neuronale. 

Ainsi, l’activation du NMDA-R stimule la migration radiaire des neurones immatures hors de 

la zone ventriculaire, alors que l’utilisation d’antagonistes du NMDA-R bloque cette migration 

[15]. En revanche, une stimulation massive du NMDA-R, provoque un arrêt de la migration 

neuronale [16]. Par ailleurs, certains gènes et par voie de conséquence certaines protéines, sont 

essentiels à la migration corticale, et leurs mutations sont responsables de perturbations 

cérébrales majeures. A titre d’illustration, la protéine doublecortin (DCX) interagit 

physiologiquement avec les microtubules des neurones en migration le long de la glie radiaire. 

Une mutation du gène DCX provoque une désorganisation du néocortex conduisant à une 

lissencéphalie [17].  

 

Figure 4 : Co-existence de plusieurs modes de migration cellulaire au sein du 

néocortex. 

(A) Au cours de la migration par translocation somatique, les neurones émettent une extension cytoplasmique en 
direction de la surface piale, zone la plus périphérique du cerveau en développement. Maintenue à la surface piale, 
cette projection cytoplasmique se raccourcit permettant au noyau cellulaire de migrer au sein du cerveau 
embryonnaire. (B) Les cellules radiales projettent vers la surface piale en maintenant leur noyau au sein de la zone 
ventriculaire. Véritable échafaudage cellulaire, la glie radiaire permet ainsi aux neurones de migrer au sein du 
cortex en développement. Modifiée d’après Stiles & Jernigan, 2010 [2]. (C) Les neurones glutamatergiques (rouge) 
générés au niveau du neuroépithélium dorsal du télencéphale, suivent une migration radiaire à partir de la zone 
ventriculaire (VZ : ventricular zone). Les interneurones GABAergiques (bleu) suivent une migration tangentielle 
en partant des éminences ganglionnaires latérale (LGE : lateral ganglionic eminence) et médiane (MGE : medial 
ganglionic eminence). D’après Luhmann et al., 2015 [18]. 

                                                 

[15] Behar et al. ,  1999.  
[16] Kihara et al. ,  2002.  
[17] Des Portes et al. ,  1998 .  
[18] Luhmann et al. ,  2015 .  
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Composé à terme de six couches, le néocortex cérébral se constitue selon des processus 

bien précis. Les premiers neurones post-mitotiques migrent et forment dès le début de la 5ème 

semaine embryonnaire, deux premières structures nommées : la pré-plaque corticale et la zone 

intermédiaire. Une seconde vague de migration cellulaire permet la mise en place de structures 

embryonnaires transitoires, essentielles à la construction du cortex cérébral mature (Figure 5). 

La migration par vagues successives au sein du cortex en développement permet la stratification 

de ce dernier selon une orientation inside-out. Les premiers neurones formés résident au sein 

des couches corticales les plus profondes, tandis que les plus jeunes migreront au travers, et 

composeront les couches les plus superficielles [19].  

Le positionnement final des neurones au sein de la plaque corticale est soumis à un 

contrôle par les cellules de Cajal-Retzius, présentes à la surface corticale [20] qui produisent la 

Reeline. Ce signal moléculaire provoque alors l’arrêt des neurones dans leur position finale au 

sein de l’architecture corticale [21]. 

 

Figure 5 : Stratification corticale par migration neuronale. 

Les premières vagues de migration neuronale issues de la zone ventriculaire permettent la mise en place de 
structures transitoires primaires que sont la pré-plaque (PP) et la zone intermédiaire (IZ). Les migrations suivantes 
provoquent la séparation de la pré-plaque en zone marginale (MZ) et subplate (SP). Entre ces 2 structures 
embryonnaires émerge la plaque corticale. CP : cortical plate ; IZ : intermediate zone ; MZ : marginal zone ; PP : 
preplate ; SP : subplate ; SZ : subventricular zone ; VZ : ventricular zone. Modifiée d’après Stiles & Jernigan, 
2010 [2] et Cooper et al., 2008 [19]. 

 

                                                 

[19] Cooper, 2008 .  
[20] Bielle et al. ,  2005 .  
[21] Huang et al ,  2009 .  
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Issues de progéniteurs neuraux, les cellules post-mitotiques composant le cortex cérébral 

présentent une grande diversité de morphologie et de fonction (Figure 6 ; [22]). Cette diversité 

cellulaire dépend de multiples mécanismes moléculaires complexes, à la fois extrinsèques et 

intrinsèques. En effet, les signaux moléculaires locaux et les facteurs de transcription sont 

variables au cours des différentes étapes de la stratification corticale. Ainsi, le devenir de chaque 

cohorte de cellules nouvellement formée est alors directement influencé par des interactions 

cellulaires locales, des régulations transcriptionnelles et des expositions moléculaires.  

 

Figure 6 : Mise en place de l’hétérogénéité cellulaire au sein du cortex cérébral. 

Débutant à E9,5, la neurogenèse permet la mise en place progressive des différents types cellulaires composants 
le futur cortex cérébral. A partir des zones germinatives, les cellules souches neurales (CSN) donnent naissance 
aux neuroblastes, puis aux neurones, aux astrocytes et aux oligodendrocytes (OL), qui formeront ensemble un 
groupe cellulaire hétérogène et complémentaire nécessaire au bon fonctionnement cérébral. Parallèlement, le 
système vasculaire se met en place, et participe à la migration de certains types cellulaires. Modifiée d’après 
Paredes et al., 2018 [23].  

A titre d’exemple, de nombreux signaux moléculaires essentiels à l’induction neurale tels 

que Shh, BMP et Wnt participent à la détermination des neurones et des cellules gliales, par 

expression ou répression de facteurs de transcriptions propres aux cellules progénitrices. 

Influençant la mise en place des lignages cellulaires, les gènes basic helix-loop-helix (bHLH) 

constituent une cible importante de ces signaux moléculaires. Ils participent à la diversité 

                                                 

[22] Zeisel et al. ,  2015 .  
[23] Paredes et al. ,  2018 .  
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neurale [24], orientant tantôt les cellules progénitrices vers un destin neuronal, tantôt vers la 

gliogenèse, processus définissant la mise en place des astrocytes, des oligodendrocytes et des 

cellules épendymaires. D’origine mésodermique, la microglie joue un rôle essentiel dans 

l’immunité du système nerveux, et est apparentée à des macrophages permettant la phagocytose 

des déchets de la substance blanche et de la substance grise. Par ailleurs, elle participe à la 

régulation de l’élimination spécifique de la population neuronale [25] et au processus de 

synaptogenèse, en supprimant les synapses excédentaires [26]. Regroupant les 

oligodendrocytes et les astrocytes, la macroglie présente une origine neuroectodermique [27]. 

Une fois mis en place, les astrocytes participent à la migration des précurseurs neuronaux, 

constituent un soutien métabolique pour les neurones, et jouent un rôle essentiel dans la 

transmission synaptique chimique. Les astrocytes et les oligodendrocytes se développent 

parallèlement, partageant initialement des voies communes, notamment grâce à l’expression du 

oligodendrocyte transcription factor 2 (Olig2) [28] dont l’invalidation provoque un défaut de 

mise en place des oligodendrocytes [29]. Le processus de spécification gliale, permet aux 

oligodendrocytes et aux astrocytes de respectivement s’engager dans des voies de lignage 

spécifique [30].  

2. Mise en place de la population oligodendrocytaire 

a. Fonctions principales des oligodendrocytes 

C’est par un procédé de coloration au carbonate d’argent, qu’en 1921, le neuroscientifique 

Pio del Rio-Hortega décrit pour la première fois les cellules oligodendrocytaires [31]. Issu du 

grec, le terme oligodendrocyte provient des mots oligos (peu) et dendro (arbres), permettant 

d’illustrer ces cellules présentant peu de prolongements mais de nombreuses ramifications. 

Véritable circuit interconnecté, le système nerveux coordonne les actions du corps afin 

d’interagir avec l’environnement et d’adapter l’organisme à d’éventuelles contraintes. La 

vitesse de conduction de l’influx nerveux constitue alors un élément primordial dans le 

                                                 

[24] Baker & Brown, 2018 .  
[25] Cunningham et al. ,  2013 .  
[26] Wu et al. ,  2015 .  
[27] Van Tilborg et al. ,  2018 .  
[28] Marshall et al. ,  2005 .  
[29] Zhou et al. ,  2002 .  
[30] Rowitch et al. ,  2010 .  
[31] Hortega, 1921 .   
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traitement de l’information. Constituant 5 à 10 % de la population gliale totale du SNC [32], 

les oligodendrocytes ont pour fonction principale la formation de la gaine de myéline autour 

des axones des neurones, rôle assuré par les cellules de Schwann au sein du système nerveux 

périphérique. Permettant le processus de myélinisation, l’enroulement et la compaction de la 

gaine de myéline constitue alors une isolation électrique des fibres nerveuses et permet ainsi 

l’accélération de la conduction de l’influx nerveux [33]. La myélinisation du SNC débute chez 

l’Homme vers le 5ème mois de grossesse et se poursuit jusqu’à l’adolescence, constituant ainsi 

une étape fondamentale d’un bon fonctionnement cérébral.  

b. Production des oligodendrocytes 

Chez la Souris, débutant par la production de progéniteurs oligodendrocytaires 

(Oligodendrocytes Precursor Cells, OPCs), l’oligodendrogenèse s’effectue par vagues et dérive 

de domaines spécifiques du SNC, à la fois au sein de la moelle épinière, du cervelet et du 

cerveau (Figure 7). 

Partageant des schémas mécanistiques communs avec les motoneurones [34], les OPCs 

émergent au sein de la moelle épinière à E12,5, au niveau du neuroépithélium de la partie 

ventrale de la zone ventriculaire, également nommé pMN pour motor neuron progenitor 

domain [30]. Cette première vague d’OPCs est dépendante de la signalisation Shh et génère 

85 % des oligodendrocytes de la moelle épinière [35]. Issues des domaines dorsaux de la moelle 

épinière, les vagues suivantes de production d’OPCs, à E15,5 et à la naissance, sont 

indépendantes de Shh, et génèrent les 15 % restants de la population oligodendrogliale finale 

[32].  

Dans le cervelet, les oligodendrocytes proviennent des régions extra-cérébelleuses [36]. 

Générés à E11,5 au niveau de structures rhombomériques, les premiers OPCs migrent et 

atteignent le cervelet à E16,5. Une phase d’expansion s’effectue à E18,5 par prolifération [37]. 

Simultanément, une production locale d’OPCs a lieu représentant cependant une faible 

proportion de la population oligodendrogliale cérébelleuse. Après la naissance, le 

                                                 

[32] Baraterio et al. ,  2016 .  
[33] Tauheed et al . ,  2016 .  
[34] Lu et al. ,  2002 .  
[35] Guerout et al.  2014 .  
[36] Grimaldi et al. ,  2009 .  
[37] Hashimoto et al. ,  2016 .  
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neuroépithélium bordant le 4ème ventricule continue à produire des OPCs en direction du 

cervelet [38].  

Au niveau du cerveau, la mise en place des oligodendrocytes se produit selon une 

dynamique similaire à celle observée au sein de la moelle épinière. Chez la Souris, trois vagues 

successives issues de trois régions distinctes permettent de peupler progressivement le cerveau 

selon une progression ventro-dorsale où l’ensemble de ces vagues expriment une combinaison 

de gènes spécifiques [39]. La première vague débute à E12,5 à partir des éminences 

ganglionnaires médianes et dérive de progéniteurs exprimant les gènes Nk2 homeobox 1 

(Nkx2.1). Des études de tracking cellulaire ont initialement mis en évidence que les OPCs issus 

de cette première vague disparaissent en postnatal, la population finale d’oligodendrocytes 

dérivant principalement des seconde et troisième vagues [39]. Cependant, une récente étude 

réalisée par Orduz et collaborateurs a démontré qu’une proportion des OPCs générés au cours 

de cette première vague de production survivent et présentent à terme des interactions 

neuronales [40]. Originaire des progéniteurs exprimant les gènes GS homeobox 2 (Gsx2), la 

seconde vague est issue des éminences ganglionnaires médianes et latérales à E15,5. Enfin, la 

troisième vague, qui débute à la naissance, provient de la zone périventriculaire dorsale et dérive 

de progéniteurs exprimant les gènes Empty spiracles homeobox 1 (Emx1). Il est intéressant de 

noter que ces vagues sont fonctionnellement redondantes, l’invalidation des progéniteurs d’une 

vague donnée étant compensée par les autres vagues de production d’OPCs [39]. Par ailleurs, 

l’ensemble de ces vagues provoque une surproduction d’OPCs, conduisant à une compétition 

spatiale et à une compétition pour l’accès aux facteurs de survie produits par les astrocytes et 

les neurones [41].  

Le déclenchement de ces vagues de production est soumis à la présence de gradients 

morphogénétiques, regroupant un ensemble de signaux moléculaires, tels que Shh, Wnt ou 

encore BMP, essentiels au développement du SNC. Ces derniers confèrent une identité de 

position aux cellules progénitrices, selon les axes antéro-postérieur, dorso-ventral et médio-

latéral et régulent l’expression de facteurs de transcription permettant la diversité neuronale 

[30]. L’expression des facteurs de transcription Olig1 et Olig2 par les progéniteurs cellulaires, 

présente un rôle majeur dans l’oligodendrogenèse. De précédentes études ont ainsi mis en 

                                                 

[38] Zhang et al. ,  1996 .  
[39] Kessaris et al. ,  2006 .  
[40] Orduz et al. ,  2019 .  
[41] Kuhn et al. ,  2019 .  
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évidence un défaut de développement des oligodendrocytes chez des souris double mutants 

Olig1/2, à la fois au niveau de la moelle épinière et au niveau cérébral [29]. 

 

Figure 7 : Représentation schématique des vagues oligodendrocytaires peuplant 

le système nerveux central au cours du développement.  

Le système nerveux central (cerveau, cervelet, moelle épinière) est peuplé par une production de vagues 
successives de précurseurs oligodendrocytaires selon une temporalité et une régionalisation bien définies. Au sein 
du cerveau, trois vagues émergent des éminences ganglionnaires médianes (bleue), des éminences ganglionnaires 
latérales (rouge) et de la zone périventriculaire (vert), respectivement à E12,5, E15,5 et au jour de naissance (P0). 
Au sein du cervelet, deux vagues sont responsables du peuplement oligodendrocytaire, issues des structures 
rhombomériques (bleue), et du quatrième ventricule (vert). Enfin, au niveau de la moelle épinière, les 
oligodendrocytes émergent des parties ventrale (bleue) puis dorsale de la moelle épinière. Modifiée d’après Van 
Tilborg et al., 2018 [27]. 
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c. Migration des oligodendrocytes 

Afin d’atteindre leur destination finale, les OPCs migrent sur de grandes distances. 

Présentant une structure type « cône de croissance », ils sont sensibles à une grande variété de 

molécules chimiotactiques permettant leur guidance. La détermination de la direction 

migratoire est ainsi sous l’influence de gradients morphogénétiques des BMP, Shh et Wnt. A 

titre d’exemple, secrétés dans la région dorsale, les BMP guident les OPCs vers des aires 

cérébrales ventrales [42]. Traiffort et collaborateurs ont récemment démontré le rôle chémo-

attractant de Shh dans la migration des OPCs à partir de cultures de nerfs optiques à E16,5 chez 

la Souris. Par ailleurs, l’utilisation d’un anticorps spécifiquement dirigé contre Shh entraîne un 

blocage de la migration des OPCs [43].  

Les facteurs solubles produits localement par les cellules environnantes (neurones et 

astrocytes) peuvent également impacter la migration des OPCs. Des facteurs de croissance tels 

que le platelet-derived growth factor (PDGF), vascular endothelial growth factor (VEGF), 

fibroblast growth factor (FGF) ou encore hepatic growth factor (HGF) participent à la 

migration des oligodendrocytes [44 ; 27]. De multiples études ont ainsi démontré l’influence 

des facteurs de croissance tels que le VEGF-A, produit par les cellules endothéliales cérébrales 

[45] ou encore le HGF [46], tous deux favorisant la migration des OPCs.  

La migration oligodendrocytaire n’est cependant pas uniquement sous le contrôle de 

facteurs solubles, des interactions avec la matrice extracellulaire influençant cette dernière. Le 

déplacement des oligodendrocytes est ainsi favorisé par l’intervention de composants 

extracellulaires tels que la laminine, la fibronectine ou encore l’anosmine-1 [27]. De plus, des 

molécules d’adhésion neurales telles que les sémaphorines, la netrine-1 ou encore la chemokine 

(C-X-C motif) ligand 1 (CXCL1) modulent la migration oligodendrocytaire. A titre illustratif, 

la migration des OPCs est inhibée par CXCL1 au sein de la moelle épinière [47] et par la 

netrine-1 au sein du nerf optique [48].  

                                                 

[42] Choe et al. ,  2014 .  
[43] Traiffort et al. ,  2016 .  
[44] Baraterio et al. ,  2014 .  
[45] Hayakawa et al. ,  2012 .  
[46] Yan et al. ,  2002 .  
[47] Tsai et al. ,  2002 .  
[48] Tsai & Miller, 2002 .  
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Les cellules environnantes prennent également part à la migration des OPCs. En effet, 

l’activité neuronale impacte le déplacement des oligodendrocytes. Le glutamate en interaction 

avec le récepteur sensible à l’α-amino-3-hydroxy-5-méthyl-4-isoazol (AMPA-R) et le 

NMDA-R, également exprimés par les oligodendrocytes, stimule la migration des OPCs 

(Figure 8 ; [49]).  

 

Figure 8 : Participation des récepteurs glutamatergiques à la mise en 

place des oligodendrocytes.  

Les récepteurs glutamatergiques exercent une multitude d’actions sur le développement du lignage 
oligodendrocytaire, tantôt sur la migration et la différenciation, tantôt sur la myélinisation. Les récepteurs sensibles 
au NMDA (NMDA-R) et à l’AMPA (AMPA-R) stimulent la migration des précurseurs oligodendrocytaires 
(OPCs). Les récepteurs métabotropiques (mGlu-R) et les NMDA-R stimulent leur différenciation en 
pré-oligodendrocytes (pré-OL) et favorisent le support métabolique assuré par les oligodendrocytes. Modifiée 
d’après Habermacher, 2019 [49]. 

Le système vasculaire est établi avant l’émergence des OPCs, permettant au cerveau en 

développement d’accéder à des besoins élevés en oxygène, glucose et autres facteurs trophiques 

circulants [50]. Cependant, un nouveau rôle beaucoup plus spécifique des microvaisseaux 

cérébraux a progressivement été identifié. Il a ainsi été mis en évidence in vivo chez la Souris 

par Tsai et collaborateurs que les oligodendrocytes migrent le long des vaisseaux cérébraux 

selon deux mécanismes : le « crawling » correspondant à un contact rapproché du corps 

cellulaire sur la surface endothéliale et le « jumping » caractérisant une extension 

cytoplasmique de l’oligodendrocyte d’un vaisseau à un autre, suivie d’une translocation de son 

corps cellulaire [51]. De plus, la voie Wnt et le récepteur chemokine (C-X-C motif) 

                                                 

[49] Habermacher et al. ,  2019 .  
[50] Daneman et al. ,  2009 .  
[51] Tsai et al. ,  2016 .  
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receptor 4 (Cxcr4) ont été identifiés comme acteurs de cette migration vasculo-associée 

(Figure 9).  

 

 

 

Figure 9 : Implication de la voie Wnt et de Cxcr4 dans la migration vasculo-

associée des OPCs au cours du neurodéveloppement. 

Grâce à la signalisation de la voie Wnt, une augmentation de l’expression de la chémokine Cxcr4 est retrouvée au 
sein des OPCs. L’interaction avec son ligand sdf-1 produit par les cellules endothéliales, permet le déclenchement 
migratoire des OPCs. Cxcr4 : chemokine (C-X-C motif) receptor 4 ; sdf-1 : stromal-derived factor 1. Modifiée 
d’après Dejana & Betsholtz, 2016 [52].  

Une augmentation des ARNm codant la protéine Cxcr4 par les OPCs est observée au sein 

des clusters OPCs/vaisseaux. L’utilisation d’un antagoniste de Cxcr4 entraîne des défauts de 

mise en place de ces clusters. Par ailleurs, une sur-stimulation de la voie Wnt au sein des 

oligodendrocytes provoque l’apparition de clusters oligodendrocytes/vaisseaux aberrants. En 

revanche, l’utilisation d’inhibiteurs de la voie Wnt au sein des OPCs, inhibe ces clusters rn 

réduisant leur capacité migratoire [51]. Il est intéressant de noter qu’une communication entre 

les vaisseaux cérébraux et les oligodendrocytes existe. Yuen et collaborateurs ont ainsi 

démontré que les OPCs influencent l’angiogenèse en sondant les niveaux d’oxygène par 

l’intermédiaire le facteur hypoxia inductible factor (HIF). En réponse à un faible taux 

d’oxygène, une sécrétion du ligand Wnt7a/b est induite par les OPCs, entraînant une stimulation 

angiogénique [53].  

                                                 

[52] Dejana & Betsholtz, 2016 .  
[53] Yuen et al. ,  2014 .  



INTRODUCTION 

19 

d. Prolifération et différenciation des oligodendrocytes 

Arrivée à sa destination finale, la population oligodendrogliale s’étend par prolifération 

jusqu’à atteindre une balance homéostatique [54]. Une variété de signaux (tel que le PDGF) 

influe sur cette expansion oligodendrocytaire en stimulant la prolifération [55] ou en inhibant 

la différenciation (tels que Notch ou encore Wnt) [56] ; [57]. Le glutamate, l’un des 

neurotransmetteurs majoritaires au sein du SNC, joue un rôle prédominant aussi bien sur la 

survie et la prolifération que sur la différenciation des oligodendrocytes [49]. Ainsi, l’activation 

par le glutamate du AMPA-R exprimé par les oligodendrocytes, inhibe la prolifération des 

OPCs. L’utilisation d’antagonistes du AMPA-R stimule la prolifération des OPCs, confirmant 

le rôle inhibiteur des AMPA-R sur la prolifération oligodendrocytaire [58]. Par ailleurs, un rôle 

majeur des cellules endothéliales a été identifié dans la prolifération et la survie des 

oligodendrocytes [59]. De part la production de facteurs de croissance tels que le brain-derived 

neurotrophic factor (BDNF), les cellules endothéliales agissent sous le contrôle de la voie de 

signalisation phosphoinositide 3 kinase/AKT (PI3K/Akt) nécessaire à la survie des 

oligodendrocytes [60].Les cellules endothéliales favorisent également la prolifération des OPCs 

et à l’inverse, les oligodendrocytes favorisent un remodelage vasculaire au niveau de la 

substance blanche [60]. Chez l’adulte, un pool d’OPCs persiste et représente la population, en 

capacité de proliférer, la plus abondante au sein du SNC en conditions physiologiques [35]. En 

cas de lésion, une augmentation de la prolifération des OPCs est observée afin de compenser 

d’éventuelles pertes oligodendrocytaires et des défauts de migration ou de différenciation des 

oligodendrocytes ([61] ; [39]).  

S’installant à proximité des axones, les OPCs entrent ensuite dans un processus de 

différenciation. Appartenant à un lignage bien défini, ces cellules sont caractérisées par quatre 

stades de maturation présentant une morphologie définie [62]. Avant d’acquérir leur capacité à 

myéliniser, les oligodendrocytes évoluent en différentes étapes de différenciation : les 

progéniteurs oligodendrocytaires (OPCs, Oligodendrocytes Precursor Cells), les pré-

                                                 

[54] Hughes et al. ,  2013 .  
[55] Calver et al. ,  1998 .  
[56] Givogri et al. ,  2002 .  
[57] Fancy et al. ,  2011 .  
[58] Fannon et al. ,  2015 .  
[59] Arai & Lo, 2009 .  
[60] Miyamoto et al. ,  2014 .  
[61] Buffo et al. ,  2008 .  
[62] Back et al. ,  2007 .  
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oligodendrocytes (Pré-OL), les oligodendrocytes immatures non myélinisants et les 

oligodendrocytes matures myélinisants (Figure 10 ; [63]). Caractérisés par une morphologie 

bipolaire, les OPCs prolifèrent activement et disposent de propriétés migratoires importantes. 

Présentant une morphologie étoilée, le pré-oligodendrocyte est une cellule plus arborisée, et 

conserve sa capacité à se diviser. Le stade oligodendrocyte immature est marqué par la perte de 

capacité à se diviser. Enfin, l’oligodendrocyte mature aborde une morphologie richement 

arborisée. Il est par ailleurs intéressant de noter que l’exposition des oligodendrocytes au 

glutamate ou au N-Méthyl-D-Aspartate (NMDA) augmente la morphologie arborisée [33]. 

Chaque stade de maturation oligodendrocytaire exprime une combinaison de marqueurs 

spécifiques permettant leur identification (Figure 10). Cependant, des effecteurs communs sont 

retrouvés tout au long de la différenciation oligodendrocytaire tels que le facteur de 

transcription Olig2 [63].  

 

Figure 10 : Maturation des oligodendrocytes.  

Selon le degré de maturité, les oligodendrocytes expriment différentes protéines qui peuvent être utilisées comme 
marqueurs du lignage oligodendrocytaire. La différenciation du progéniteur oligodendrocytaire est également 
associée à des modifications morphologiques permettant une caractérisation histologique. CNP : 2,3-cyclic 
nucleotide-3’-phosphodiesterase ; GalC : galactocérébroside ; MAG : myelin-associated glycoprotein ; MBP : 
myelin basic protein ; MOG : myelin oligodendrocyte glycoprotein ; NG2 : neural/glial antigen 2; PDGFRα : 
platelet-derived growth factor receptor-α ; PLP : proteolipid protein ; Olig2 : oligodendrocyte transcription factor 
2. D’après Back et al., 2007 [62] et modifiée d’après Podbielska et al., 2013 [63]. 

La mise en place des différents stades s’effectue selon des fenêtres temporelles données, 

une correspondance entre l’Homme et la Souris étant retrouvée. Chez la Souris, un fort taux de 

pré-OL est retrouvé au second jour de vie postnatal (P2) dans la substance blanche, 
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comparativement à P7, où 80 % des cellules composant la substance blanche sont des 

oligodendrocytes immatures [64]. Les premières cellules MBP-positives (myelin basic protein ; 

MBP) apparaissent chez les rongeurs à P7, leur quantité étant considérablement augmentée à 

P14 [65].  

L’organisation de la différenciation des oligodendrocytes, aboutissant à la formation 

d’oligodendrocytes matures et myélinisants, résulte d’une série d’évènements fortement 

coordonnés. Des mécanismes extrinsèques et intrinsèques variés sont impliqués. D’ores et déjà 

acteurs de la production et la migration oligodendrocytaire, les voies signalétiques de Shh, Wnt, 

BMP et Notch, jouent un rôle de régulateur en modulant la chromatine et en influençant la 

mécanistique transcriptionnelle au travers d’une balance entre activateurs et répresseurs de la 

transcription [66]. A titre d’exemple, l’activité de la voie Wnt/β-caténine conduisant à 

l’expression du facteur de transcription Tcf4, est réduite au sein des oligodendrocytes matures. 

Cette action semble en effet nécessaire à la différenciation oligodendrocytaire, la suractivation 

de cette voie conduisant à un blocage de la différenciation des oligodendrocytes et à une 

hypomyélinisation [67].  

Par ailleurs, de multiples facteurs de transcription sont impliqués dans la mise en place 

des oligodendrocytes post-mitotiques et matures, tels que Olig1, Nkx2.2, Sox10, Tcf4 ou encore 

YY1 [68]. Cependant, le facteur de transcription Olig2 joue un rôle central au sein du lignage, 

présentant des actions aux multiples facettes conduisant à une subtile régulation du 

développement de la population oligodendrogliale. En utilisant une approche d’invalidation 

conditionnelle du gène Olig2 dans les OPCs et les oligodendrocytes immatures, l’équipe de Mei 

et collaborateurs a ainsi pu mettre en évidence un double rôle d’Olig2 en fonction du stade de 

différenciation. D’une part, Olig2 présente un rôle d’activateur de la différenciation des 

oligodendrocytes, l’invalidation de Olig2 au sein des OPCs conduisant à une inhibition de la 

différenciation des oligodendrocytes. D’autre part, l’invalidation de Olig2 au sein des 

oligodendrocytes immatures entraîne une augmentation de la différenciation, traduisant un rôle 

d’inhibiteur de la différenciation [69].  
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Récemment, de nombreuses études ont mis en évidence le rôle central des modulations 

épigénétiques dans la maturation oligodendrocytaire, faisant intervenir un remodelage de la 

chromatine par des histones désacétylase (HDAC) et par des histones acétyltransferase (HAT). 

Bien que le rôle des HAT dans le développement oligodendrocytaire soit peu étudié, de 

nombreuses recherches ont pu démontrer le rôle essentiel des HDAC [70]. La désacétylation 

des histones par les HDAC provoque une compaction de l’ADN qui conduit à une baisse 

d’expression génique. L’équipe de Ye et collaborateurs a mis en évidence le rôle essentiel des 

HDAC de catégorie 1 et 2 (HDAC 1 et HDAC 2), leur invalidation génique par système Cre-

LoxP chez la Souris, conduisant à des défauts de différenciation oligodendrocytaire mais 

également des défauts de myélinisation [71]. De plus, une inhibition de ces HDAC par 

traitement pharmacologique à l’acide valproïque provoque un blocage de la différenciation des 

oligodendrocytes à la fois in vitro [72] et in vivo chez le Rat [73]. Par ailleurs, ce même 

traitement entraîne chez l’Homme une inhibition de la différenciation des OPCs [74].  

A l’instar des HDAC, certains micro-ARN (miARN) ont récemment été identifiés comme 

acteurs majeurs de la différenciation oligodendrocytaire et de la myélinisation. Ces ARN simple 

brin offrent ainsi un nouveau niveau de régulation permettant des modifications post-

transcriptionnelles. Dugas et collaborateurs ont notamment démontré leur implication dans le 

développement des oligodendrocytes en agissant directement sur la machinerie des miARN. 

L’invalidation conditionnelle chez la Souris de Dicer1, protéine impliquée dans l’interférence 

ARN, entraîne des retards de myélinisation [75 ; 76]. Par ailleurs, les miARN-219 et miARN-

338 ont été identifiés comme régulant positivement la différenciation oligodendrocytaire. Ces 

derniers contrôlent l’oligodendrogenèse en interagissant directement avec des régulateurs 

négatifs de la différenciation oligodendrocytaire tels que Hes5 et Sox6 [75 ; 76]. 

D’ores et déjà impliqués dans la prolifération des OPCs, le glutamate et les récepteurs 

glutamatergiques jouent également un rôle dans la différenciation des oligodendrocytes. 

L’étude de Chen et collaborateurs a en effet démontré qu’une mutation spécifique de la 

sous-unité GluA2, composante du AMPA-R, modifie les courants induits par ce dernier, 
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conduisant à une réduction de la différenciation des OPCs en oligodendrocytes matures [77]. 

De manière similaire, le NMDA-R stimule la différenciation des oligodendrocytes par le biais 

de l’activation de la voie mTOR [78]. 

e. Myélinisation au sein du système nerveux central 

Situés à proximité des fibres nerveuses, les oligodendrocytes permettent la formation de 

la gaine de myéline par enroulement progressif interne de leurs prolongements cytoplasmiques 

autour des fibres axonales, également nommés internœuds (Figure 11).  

Chaque oligodendrocyte myélinise en moyenne entre 20 et 60 axones, présentant des 

internœuds d’une longueur oscillant entre 20 et 200 micromètres, situés sur des axones 

différents [79]. La myélinisation est un processus complexe, ne produisant pas 

d’oligodendrocytes matures et myélinisants surnuméraires. Afin d’obtenir le nombre 

d’oligodendrocytes correspondant au nombre d’axones à myéliniser, ceux-ci sont produits en 

excès, et les surnuméraires sont éliminés par apoptose [80]. Chez la Souris, la surexpression de 

PDGF entraîne une augmentation drastique du nombre d’OPCs au sein de la moelle épinière 

[55]. La compétition pour l’accès aux facteurs de croissance constitue un mode de régulation 

permettant la persistance d’un nombre donné d’oligodendrocytes myélinisants. Il est intéressant 

de noter que tous les axones ne sont pas myélinisés, le diamètre de ces derniers influençant 

l’initiation de leur myélinisation [81]. En effet, au sein du SNC, le diamètre seuil des axones à 

myéliniser a été identifié à 0,2 μm [82].  

Structurellement, un axone myélinisé présente donc à la fois des segments avec gaine de 

myéline, les internodes, et des segments sans, appelés nœud de Ranvier, où la surface axonale 

est exposée (Figure 11 ; [83]). Par ailleurs, de nombreuses études de microscopie électronique 

ont révélé l’ultrastructure complexe de la myéline, la gaine de myéline étant elle-même 

subdivisée en deux catégories distinctes, à savoir la myéline compacte et la myéline non 

compacte. En effet, au niveau des nœuds de Ranvier, la gaine de myéline s’interrompt de 
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manière progressive, définissant une zone paranodale (zone avant le nœud de Ranvier), au sein 

de laquelle la gaine de myéline présente une relation extrêmement étroite avec le neurone.  

 

Figure 11 : Schématisation de la formation de la gaine de myéline. 

La gaine de myéline se forme par enroulement compact de prolongements oligodendrocytaires autour de l’axone, 
le premier correspondant à la languette interne, et le dernier, à la languette externe. Présentant une structure 
lamellaire due à cette superposition de couches myéliniques, la gaine de myéline est caractérisée par une alternance 
de bandes sombres et de bandes claires, correspondant respectivement aux lignes denses majeures et mineures. 
Modifiée d’après Fields & Dutta, 2019 [84]. 

Au cœur de cette zone, le cytoplasme oligodendrocytaire est progressivement exclu 

permettant l’émergence d’une myéline compacte [85], directement associée à l’existence de 

points d’ancrage entre protéines transmembranaires neuronales telles que la contactine et la 

paranodine, et oligodendrocytaires telles que la neurofascine [86]. Enfin, entre deux zones 

paranodales, la zone juxta-paranodale correspond à la myéline non compacte, caractérisée par 

une persistance du cytoplasme oligodendrocytaire (Figure 12 ; [87] ; [88]).  
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Figure 12 : Illustration de la régulation de la conductance axonale.  

Les oligodendrocytes régulent la structure, la conduction et la survie axonale. L’organisation spécifique de la gaine 
de myéline est permise grâce à des interactions oligodendrocytes/neurones de type neurofascine/contactine. La 
réorganisation des canaux ioniques voltage-dépendant permet la propagation de l’influx nerveux par conductance 
saltatoire. Enfin, les oligodendrocytes fournissent un support métabolique conséquent grâce aux métabolites 
énergétiques (lactate/pyruvate) et aux transporteurs de monocarboxylate (MCT1 et MCT2). Modifiée d’après 
Duncan et al., 2021 [88].  
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La transmission du message nerveux s’effectue grâce à la propagation d’un potentiel 

d’action le long de l’axone, défini comme une inversion transitoire du potentiel électrique à la 

membrane cellulaire. Ce mécanisme dépend d’une concentration différentielle des ions 

sodiques (Na+) et potassiques (K+) de part et d’autre de l’axolemme, associée au repos à un 

espace extracellulaire fortement concentré en Na+ et faiblement en K+. La présence le long de 

l’axone de canaux sodiques et potassiques voltage-dépendants permet les mouvements ioniques 

respectivement nécessaires aux phases de dépolarisation et de repolarisation membranaires. Au 

sein des axones myélinisés, l’organisation structurelle globale des canaux voltage-dépendants 

est modifiée. En raison de l’absence de myéline au niveau des nœuds de Ranvier, une forte 

concentration de canaux sodiques y est retrouvée, entraînant une conductance saltatoire de 

l’influx nerveux, passant rapidement d’un nœud de Ranvier à l’autre. Par ailleurs, les canaux 

potassiques voltage-dépendants se réorganisent, concentrant leur localisation au niveau des 

régions paranodales, où un flux de K+ est libéré au niveau de l’espace péri-axonal lors de la 

phase de repolarisation (Figure 12 ; [89]). Ainsi, au niveau d’un axone myélinisé, une 

impulsion nerveuse est capable d’atteindre une vitesse de 100 m/s, soit 100 fois plus rapide 

qu’au niveau d’un axone non myélinisé de même diamètre [90]. Le diamètre des axones 

influence la vitesse de conduction de l’influx nerveux, celle-ci étant proportionnelle au diamètre 

de l’axone pour une fibre myélinisée, alors qu’elle est proportionnelle à la racine carrée du 

diamètre de l’axone pour une fibre non myélinisée. Ainsi, la gaine de myéline permet une 

économie d’espace au sein du SNC. Enfin, la myélinisation des axones engendre une économie 

d’énergie, directement associée à des dépenses énergétiques uniquement localisées au sein des 

nœuds de Ranvier afin de déclencher les potentiels d’action [88].  

Véritables effecteurs de la myélinisation, les oligodendrocytes matures myélinisants 

expriment de manière ordonnée un panel de protéines myéliniques à savoir la MBP, la myelin 

proteolipid protein (PLP), la myelin-associated glycoprotein (MAG), et la myelin 

oligodendrocyte glycoprotein (MOG) ; [91], la MBP et la PLP étant les plus abondantes [88]. 

Les protéines myéliniques ne sont cependant pas les composants majoritaires de la gaine de 

myéline, cette dernière étant en grande partie composée de lipides, à hauteur de 70 %, 

permettant sa stabilité [88]. Cependant, les protéines myéliniques jouent un rôle primordial dans 
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la conformation de la gaine de myéline (Figure 13). Initialement présents au niveau des corps 

cellulaires des oligodendrocytes, les ARNm codant la MBP, protéine myélinique majoritaire 

représentant 30 % des protéines myéliniques, sont transportés au sein de granules 

cytoplasmiques à destination de la membrane myélinique [92]. Arrivés à la surface externe de 

la gaine de myéline, la polymérisation des monomères de MBP permet l’accolement des hémi-

membranes externes (Figure 13) et ainsi la compaction de la gaine de myéline. Par ailleurs, ces 

interactions avec le cytosquelette tels que les filaments d’actine présents dans la bicouche 

lipidique, renforcent la compaction de la gaine de myéline [93]. En effet, l’invalidation de la 

MBP entraîne une quasi-absence de la gaine de myéline, associée à des défauts de compaction 

[94], et les souris invalidées présentent une espérance de vie réduite à trois mois [94].  

 

Figure 13 : Représentation schématique des constituants de la gaine de myéline. 

La gaine de myéline est composée d’une multitude de molécules lipidiques et protéiques, ayant divers rôles dans 
la constitution et la compaction de la gaine de myéline. La CNP participe à la croissance des prolongements 
cytoplasmiques des oligodendrocytes initiant le processus de myélinisation. Situées à la surface cytosolique, les 
protéines MBP se fixent aux filaments d’actine présents dans la bicouche lipidique et participent ainsi au processus 
de fusion membranaire. Enfin, les PLP participent à la création de jonctions membranaires et stabilisent les faces 
extracellulaires des couches de myéline. CNP : 2,3-cyclic nucleotide-3’-phosphodiesterase ; MAG : myelin-
associated glycoprotein ; MBP : myelin basic protein ; PLP : proteolipid protein. Modifiée d’après Laule et al., 
2007 [95].  

Il apparaît cependant nécessaire qu’un mécanisme régule le pouvoir compactant de la 

MBP (Figure 14). Majoritairement exprimée par les oligodendrocytes immatures, une faible 
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expression de la 2′,3′-cyclic-nucleotide 3′-phosphodiesterase (CNP) par les oligodendrocytes 

matures persiste, et participe activement à la régulation de la compaction myélinique au cours 

du développement cérébral. Les travaux de l’équipe de Gravel ont démontré l’existence d’un 

équilibre entre l’isoforme 1 de la CNP et la MBP, présentant des rôles antagonistes. En effet, la 

surexpression de la CNP1 conduit à un défaut de compaction [96]. En revanche, l’invalidation 

de la protéine CNP1 chez la Souris provoque une accélération de la compaction myélinique et, 

à terme une myélinisation aberrante [85]. Par ailleurs, les oligodendrocytes jouent un rôle 

essentiel dans le maintien de l’intégrité neuronale, l’absence de CNP chez la Souris entraînant 

une dégénérescence sévère de l’axone, également retrouvée chez les souris invalidées pour la 

PLP [97].  

 

Figure 14 : Importance des protéines myéliniques dans l’intégrité neuronale. 

(A) En condition physiologique, la gaine de myéline se met en place autour de l’axone, présentant une succession 
de portions compactée et non compactée. (B) L’invalidation de la PLP provoque une dégénérescence axonale, bien 
que la gaine de myéline apparaisse structurellement normale. (C) L’absence de MBP conduit à une décompaction 
de la myéline, conduisant à la mise en place d’une gaine de myéline particulièrement fine. (D) L’invalidation de 
la CNP entraîne une sur-compaction de la gaine de myéline associée à une dégénérescence axonale. CNP : 2,3-
cyclic nucleotide-3’-phosphodiesterase ; MBP : myelin basic protein ; PLP : proteolipid protein. Modifiée d’après 
Philips & Rothstein., 2017 [97]. 

De récentes études ont mis en lumière le rôle de support métabolique des 

oligodendrocytes au sein de l’unité neuro-oligodendrocytaire. Accumulant du lactate au niveau 

intracellulaire, les oligodendrocytes sont en mesure de le libérer au sein de l’espace péri-axonal 

grâce au monocarboxylate transporter 1 (MCT1), qui permet le co-transport de 

monocarboxylates tels que le lactate ou le pyruvate. Une fois libéré, le lactate est récupéré par 

le neurone grâce au monocarboxylate transporter 2 (MCT2), exprimé au niveau axonal, 

fournissant alors un substrat métabolique à la demande énergétique neuronale (Figure 15 ; [88] 
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; [98]). L’invalidation spécifique de MCT1 au sein des oligodendrocytes provoque une sévère 

dégénérescence axonale sans altération de la gaine de myéline, consolidant ainsi le rôle essentiel 

des oligodendrocytes en tant que support métabolique [81]. Par ailleurs, les oligodendrocytes 

permettent un apport énergétique grâce à l’expression du transporteur de glucose de type 1 

(Glut1), lui-même régulé par l’activité du NMDA-R [99]. Ce dernier, préférentiellement 

exprimé au niveau des prolongements oligodendrocytaires et de la gaine de myéline, stimule en 

effet l’entrée de glucose issu de l’espace extracellulaire vers la gaine de myéline [99 ; 100].  

 

Figure 15 : Rôle des oligodendrocytes dans le support métabolique axonal. 

(A) Au travers l’expression de MCT1 et MCT2, respectivement par les oligodendrocytes et par les neurones, un 
transport du lactate s’effectue des oligodendrocytes vers les neurones, conduisant in fine à la production d’ATP. 
(B) Le support métabolique assuré par les oligodendrocytes est lui-même régulé par la liaison du glutamate (Glu) 
sur ses NMDA-R. Par ailleurs, une augmentation de l’entrée de glucose au sein des oligodendrocytes est possible 
au travers l’expression du transporteur Glut1 par les oligodendrocytes. (C) L’invalidation de MCT1 au sein des 
oligodendrocytes conduit à une dégénérescence axonale malgré une gaine de myéline structurellement normale. 
Modifiée d’après Philips & Rothstein, 2017 [97]. 

Sous l’influence de facteurs de transcription tels que Olig2, Sox10 et le myelin regulatory 

factor (Myrf ; [101 ; 70]), l’expression des protéines myéliniques par les oligodendrocytes 

traduit la fin du processus de maturation oligodendrogliale et l’engagement des cellules dans la 

voie de la myélinisation [33]. Soumise à de multiples régulateurs de la maturation 

oligodendrogliale, la myélinisation du SNC peut être directement impactée par ces effecteurs 

[70]. Ainsi, chez la Souris, l’invalidation conditionnelle de Myrf provoque le maintien du stade 

pré-myélinisant des oligodendrocytes, conduisant à un défaut de myélinisation du SNC et à une 

mort postnatale [102]. Outre son implication dans l’initiation de la myélinisation, Myrf est 
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également essentiel au maintien de la gaine myélinique, son invalidation au niveau des 

oligodendrocytes matures provoquant la dégénérescence de la gaine de myéline [103].  

f. Vulnérabilité et pathologies 

La myélinisation des axones par les oligodendrocytes constitue l’une des transformations 

cellulaires les plus complexes, aboutissant à des interactions cellulaires des plus importantes 

pour le bon fonctionnement et la transmission des messages nerveux. Acteurs décisifs, la 

perturbation de cette unité oligodendrocyte/neurone ainsi que l’altération de la gaine de 

myéline, constituent des causes de pathologies. Plusieurs types de pathologies sont ainsi 

retrouvés tels que les pathologies démyélinisantes, associées à une dégradation progressive de 

la gaine de myéline retrouvée dans le cadre de la sclérose en plaque [33], ou encore des 

pathologies dysmyélinisantes, associées à une formation de gaine de myéline défectueuse 

retrouvée dans le cadre de la maladie de Pelizaeus-Merzbacher. Par ailleurs, les atteintes 

cérébrales survenant dans le cadre de la prématurité, coïncident avec une fenêtre de 

vulnérabilité des pré-oligodendrocytes peuplant la substance blanche [104]. Des atteintes 

inflammatoires ou encore des évènements hypoxiques peuvent ainsi constituer un milieu non 

favorable à la maturation des oligodendrocytes et à la myélinisation du SNC [105]. De multiples 

altérations de la substance blanche telles que les leucomalacies kystiques ou diffuses, sont alors 

retrouvées chez les enfants nés prématurément, et directement associés à des désordres 

neurologiques affectant les fonctions motrices et cognitives [106]. 

g. Développement des oligodendrocytes : murin versus humain 

La mise en place des oligodendrocytes et, par extension, de la substance blanche présente 

de nombreuses similitudes chez l’Homme et la Souris. Chez l’Homme, les quatre stades de 

maturation oligodendrocytaire sont retrouvés entre la 10ème et la 41ème semaine de grossesse 

(SG) [32]. Les premiers OPCs sont détectables autours de la 10ème SG, émergeant des 

éminences ganglionnaires latérale et médiane, puis de la zone ventriculaire, et migrent 

progressivement vers la plaque corticale. Suivant une dynamique semblable à celle des 

rongeurs, les différents stades oligodendrocytaires s’organisent, et permettent l’émergence 

d’oligodendrocytes matures myélinisants (Figure 16 ; [32]). Bien que la myélinisation du 
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cerveau commence à la fin du troisième trimestre, cette dernière est majoritaire au cours de la 

première année de vie et continue pendant plusieurs années jusqu’à l’adolescence, certaines 

régions frontales continuant à être myélinisées plus tardivement [107]. 

 

Figure 16 : Correspondance développementale du lignage oligodendrocytaire 

chez l’Homme et la Souris.  

Chez l’Homme, les OPCs émergent à 10 semaines de grossesse (SG), leur période de prolifération s’étendant 
jusqu’à la 20ème SG. Entre 18 et 28 SG, le lignage oligodendrocytaire est constitué en majorité d’OPCs et de pré-
oligodendrocytes mais également de quelques oligodendrocytes immatures. Une forte différenciation entre 28 et 
40 SG permet l’augmentation du pool d’oligodendrocytes immatures, ainsi que l’apparition des oligodendrocytes 
matures. Les premières cellules MBP-positives apparaissent vers la 20ème SG, leur nombre augmentant 
progressivement à partir de la 28ème SG. La myélinisation cérébrale débute au cours du troisième trimestre, mais 
reste majoritaire au cours de la première année de vie. Chez la Souris, la dynamique de progression 
oligodendrocytaire est comparable aux trois fenêtres identifiées chez l’Homme : 10-18 SG, 18-28 SG et 28-40 
SG ; correspondant respectivement à des fenêtres débutant à E9, P2 et P7 chez le rongeur. D’après Barateiro et al., 
2016 [32] et modifiée d’après Van Tilborg et al., 2018 [27].  

Les schémas de myélinisation du cerveau présentent un fort degré de ressemblance entre 

l’Homme et les rongeurs (Rat, Souris). En effet, la myélinisation s’effectue selon une 

progression caudo-rostrale et ventro-dorsale. A titre illustratif, au cours des trois premiers mois 

de vie, les structures issues du mésencéphale seront myélinisées, comparativement aux 

structures corticales, débutant du cortex occipital vers le cortex préfrontal, qui ne seront 

myélinisées que plus tardivement (Figure 17 ; [32] ; [108]). 
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Figure 17 : Vue d’ensemble du processus de myélinisation du cerveau chez 

l’Homme et le Rat.  

Visualisation par imagerie à résonance magnétique (IRM) de la myélinisation cérébrale chez l’Homme du terme 
aux 18ème mois de l’enfant. Les sections myélinisées sont identifiées en rouge. Chez le Rat, la myélinisation du 
cerveau est identifiée par marquage de la MBP de P7 à P35. Les processus de myélinisation cérébrale présentent 
une progression semblable chez l’Homme et le Rat. MBP : myelin basic protein. Modifiée d’après Van Tilborg et 
al., 2018 [27]. 

Malgré leurs nombreuses similitudes, des différences entre le développement 

oligodendrocytaire murin et humain sont retrouvées, notamment le volume de substance 

blanche, directement associé à l’augmentation de la complexité des fonctions neurologiques au 

cours de l’évolution [30]. L’une des différences notables entre ces deux espèces réside au 

niveau de la maintenance des oligodendrocytes [109]. Chez le rongeur, un fort turn-over des 

oligodendrocytes est observé, il est essentiel à la maintenance de la myéline. Comparativement, 

chez l’Homme, le turn-over oligodendrocytaire est faible, de l’ordre de 0,3 %, impliquant que 

les oligodendrocytes myélinisants survivent plus longtemps que chez les rongeurs [53].  

3. Les acteurs de la vascularisation cérébrale 

a. Mise en place du réseau vasculaire 

Chez l’Homme adulte, bien que le cerveau représente environ 2 % de la masse totale d’un 

individu, ce dernier consomme 20 % d’oxygène, soulignant le rôle essentiel du réseau 
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vasculaire permettant les différents apports à la structure cérébrale. Concomitant à la formation 

des principaux vaisseaux du système cardiovasculaire, le développement de la circulation 

cérébrale chez l’Homme débute autour de la 7ème semaine de grossesse. Le réseau vasculaire se 

développe selon deux mécanismes : vasculogenèse et angiogenèse. Caractérisée par la 

différenciation des cellules précurseurs issues du mésoderme en cellules endothéliales matures, 

la vasculogenèse permet la formation de novo d’un réseau vasculaire primitif [110]. 

L’angiogenèse permet la formation de nouveaux vaisseaux sanguins à partir de vaisseaux 

préexistants, permettant ainsi la croissance et le remodelage du réseau vasculaire primitif en un 

réseau vasculaire complexe [111]. Contrairement à la vasculogenèse qui s’effectue au cours de 

l’embryogenèse [111], l’angiogenèse a lieu à la fois au cours de la période embryonnaire et 

chez l’adulte, en conditions physiologiques comme pathologiques [110]. 

Du fait de l’absence de cellules précurseurs vasculaires au sein du SNC, la vascularisation 

cérébrale se met en place par angiogenèse, c’est-à-dire par invasion des vaisseaux au sein du 

cerveau et de la moelle épinière [112]. Les vaisseaux issus de la pie-mère, également nommé 

vaisseaux perforants, envahissent le SNC, convergeant de façon centripète vers les ventricules 

[113]. Après avoir atteint le réseau péri-ventriculaire, des branches vasculaires secondaires 

ventrifuges et des collatérales issues des vaisseaux perforants permettent l’irrigation du 

parenchyme cérébral [113]. S’organisant de manière séquentielle, la vascularisation cérébrale 

suit un gradient cranio-caudal, et se met en place selon trois niveaux d’organisation. Le premier 

niveau dépend de la mise en place de deux plexus vasculaires (Figure 18) : l’arc carotidien, 

premier réseau artériel assurant 80 % de la vascularisation de la boîte crânienne, et l’arc du 

tronc basilaire, qui permet l’alimentation vasculaire du rhombencéphale et du mésencéphale. 

Le second niveau d’organisation consiste en la réunion de ces deux réseaux artériels, permettant 

l’émergence du polygone de Willis, système de suppléance assurant l’arrivée de sang aux 

différentes régions du cerveau en cas de baisse de flux sanguin. Enfin, la mise en place des 

artères cérébrales compose le dernier niveau d’organisation de cette vascularisation.  

                                                 

[110] Risau, 1997 .   
[111] Carmeliet, 2000 .  
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Figure 18 : Organisation du polygone de Willis chez l’Homme. 

Chez l’Homme, à partir de la 8ème semaine de grossesse, la réunion des arcs carotidien et basilaire permet la mise 
en place du polygone de Willis. Du fait de son organisation, il constitue un véritable système de suppléance. Les 
artères collatérales émergeant du polygone de Willis irriguent l’ensemble des régions cérébrales, même si l’une 
d’entre elles est lésée ou obstruée. Illustration de gauche : Illustration par Christopher Wren, De Cerebri Anatome, 
1664 [114]. Illustration de droite : Modifiée d’après Thèse de Alexandre Vivanti, Université Paris Saclay, 2018 
[115].  

b. Mécanismes cellulaires de l’angiogenèse 

La vascularisation cérébrale s’effectue par angiogenèse selon deux mécanismes : par 

intussusception et par bourgeonnement respectivement minoritaire et majoritaire. Phénomène 

rapide, l’angiogenèse par intussusception ne nécessite pas de prolifération cellulaire, mais 

provoque un réarrangement de structures vasculaires préexistantes [116]. En effet, 

l’intussusception s’effectue par invagination de l’endothélium, suivi d’un cloisonnement des 

cellules endothéliales conduisant à l’émergence de nouveaux vaisseaux [117].  

                                                 

[114] Illustration de Christopher Wren, De Cerebri Anatome, 1664 .  
[115] Thèse de Alexandre Vivanti, Université Paris Saclay, 2018 .  
[116] Burri et al. ,  2004 .  
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A l’inverse de l’intussusception, l’angiogenèse par bourgeonnement est un processus 

long, basé sur la prolifération cellulaire qui conduit à l’extension du réseau vasculaire existant 

[116]. Acquérant un profil activé, les cellules endothéliales migrent et prolifèrent dans le but de 

former de nouveau vaisseaux. Deux phénotypes cellulaires sont ainsi retrouvés au sein des 

cellules endothéliales ; les tips cells et les stalk cells, et présentent des rôles définis au cours de 

l’angiogenèse [118]. Cellule endothéliale polarisée située à l’extrémité de la structure 

vasculaire, la tip cell est caractérisée par de nombreux filopodes qui permettent l’exploration 

de l’environnement, et par extension et rétractation, orientant la migration des vaisseaux en 

formation en fonction des stimuli chimiotactiques environnants [119]. A l’inverse, les stalk 

cells, situées à l’arrière de la cellule tip cell, prolifèrent de manière intensive conduisant à 

l’extension vasculaire [120]. Au-delà des différences morphogéniques et fonctionnelles, les tip 

cells et les stalk cells, qui réagissent à des stimuli communs, expriment un panel de gènes 

directement impliqués dans leur devenir cellulaire [119]. L’engagement d’une cellule 

endothéliale en tip cell s’effectue par fine régulation assurée à la fois par les systèmes VEGF et 

Notch/Dll4 (Figure 19 ; [118]). En interagissant avec le vascular growth factor receptor 2 

(VEGF-R2) présent à la surface de la cellule endothéliale dite tip cell, le VEGF-A stimule 

l’expression de Dll4. En se fixant sur le récepteur Notch présent à la surface des cellules 

endothéliales adjacentes, les stalk cells, Dll4 permet l’activation de la cascade signalétique de 

la voie Notch, qui provoque une inhibition de l’expression de VEGF-R2 à la surface des stalk 

cells [121] ; [122]. Il est intéressant de noter que, du fait de l’existence d’un gradient de 

concentration de VEGF-A, les cellules endothéliales n’ont pas les mêmes réponses au VEGF-A. 

Ainsi, la cellule endothéliale qui présente la plus forte exposition, exprime un taux de Dll4 plus 

élevé, et par conséquent une activité Notch supérieure. Cette fine régulation permet la sélection 

et l’engagement d’une seule cellule endothéliale en tip cell, engageant par conséquent les 

cellules adjacentes vers une destinée de stalk cells (Figure 19 ; [121] ; [122]).  

                                                 

[118] Blanco & Gerhardt, 2013 .  
[119] Michaelis, 2014 .  
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Figure 19 : Représentation schématique du système VEGF-Dll4-Notch dans le 

bourgeonnement vasculaire. 

Le facteur de croissance VEGF-A interagit avec le récepteur VEGF-R2 exprimé par les tip cells enclenchant 
l’expression de Dll4. En se liant à son récepteur Notch, exprimé par les stalk cells, Dll4 conduit au clivage 
protéolytique du domaine intracellulaire de Notch, nommé NICD. Après translocation dans le noyau, NICD 
entraîne une modification de l’expression génique, et provoque notamment une inhibition de l’expression de 
VEGF-R2. NICD : Notch intracellular domain ; NRP : Neuropiline ; VEGF-R : vascular endothelial growth 
factor receptor ; Modifié d’après Carmeliet et al., 2009 [123] et Michaelis, 2014 [119]. 

La modulation de ces systèmes influence directement la formation du réseau vasculaire 

[124]. Ainsi, le blocage de la voie Notch/Dll4 provoque l’engagement des cellules endothéliales 

uniquement vers un phénotype tip cells, conduisant à l’effondrement du système vasculaire 

[125]. De la même manière, le blocage de la stimulation par le VEGF-A par des anticorps 

dirigés contre VEGF-R2 provoque la rétractation complète des filopodes, limitant la 

progression vasculaire [120]. Des réarrangements cellulaires au cours des phénomènes 

d’anastomose ont par ailleurs été identifiés, toujours sous l’influence du système VEGF-Dll4-

Notch. En effet, de récentes études ont mis en lumière une migration rétrograde des tip cells , 

échangeant leur place avec les stalk cells [126]. Enfin, il est intéressant de noter que de 

                                                 

[123] Carmeliet et al. ,  2009 .  
[124] Zeng et al. ,  2021 .  
[125] Gerhardt et al. ,  2008 .  
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nombreux signaux moléculaires attractifs et répulsifs présents dans l’environnement 

influencent la guidance vasculaire d’une manière analogue à la guidance axonale [127].  

c. Interactions neuro-vasculaires 

Historiquement, une correspondance entre les systèmes nerveux et vasculaires a été 

identifiée chez l’Homme par Andreas Vesalius au 16ème siècle, les deux réseaux présentant des 

arborisations similaires [128]. Bien au-delà des ressemblances morphologiques, de récentes 

études ont démontré une homologie cellulaire entre ces deux systèmes, laissant émerger le 

concept d’un lien neuro-vasculaire, traduisant une subtile communication entre les cellules 

nerveuses et les cellules endothéliales, ces dernières répondant à des signaux moléculaires 

communs [127]. Structure complexe et hautement organisée, le SNC est en effet composé de 

multiples types cellulaires communicants entre eux afin d’assurer la mise en place d’un système 

fonctionnel et efficace [129]. De nombreuses études ont ainsi caractérisé le rôle majeur d’une 

communication neuro-vasculaire dans le développement du SNC, notamment au travers la mise 

en place d’une unité neuro-vasculaire (UNV ; Figure 20).  

                                                 

[127] Carmeliet & Tessier-Lavigne, 2005 .  
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Figure 20 : Constitution de l’unité neuro-vasculaire. 

L’unité neuro-vasculaire (UNV) est composée d’une étroite communication entre de multiples types cellulaires : 
les cellules endothéliales, les péricytes, les astrocytes, les neurones ainsi que la microglie. L’UNV constitue une 
entité responsable du contrôle du transport de substances au sein du SNC et permet ainsi la mise en place de la 
barrière hémato-encéphalique. Ce contrôle est notamment assuré par les jonctions serrées présentes entre les 
cellules endothéliales de l’UNV. Modifié d’après Segarra et al., 2019 [129]. 

Le transport d’oxygène, de nutriments et de métabolites, à destination du parenchyme 

cérébral ainsi que la régulation du débit sanguin en réponse à la demande neuronale, sont des 

rôles assurés par l’UNV. Il est cependant intéressant de noter que de récentes études ont 

identifié des rôles complémentaires de l’UNV influençant de larges processus 

neurodéveloppementaux tels que la neurogenèse, la migration ou encore la différenciation 

cellulaire [23] ; [130]. Ainsi, le VEGF-A présente des effets neurotrophiques, favorisant la 

survie neuronale [131], la croissance axonale [132] ou encore le nombre de neurites [133].  

                                                 

[130] Segarra et al. ,  2015 .  
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[133] Rosenstein et al. ,  2003 .  



INTRODUCTION 

39 

Par ailleurs, le système vasculaire joue un rôle capital dans la mise en place des différentes 

populations nerveuses. Divers modèles d’interactions vasculaires sont ainsi décrits dans la 

littérature, telle que la migration des neuroblastes utilisant les vaisseaux comme support 

migratoire [134]. De plus, d’ores et déjà identifiée au sein de la population oligodendrogliale 

[51], Won et collaborateurs ont mis en évidence une étroite association des interneurones 

GABAergiques avec les vaisseaux au cours de leur migration tangentielle à destination du 

néocortex [14]. Ainsi, un complexe tripartite formé par les vaisseaux, les neurones et les cellules 

gliales, supporte les changements dynamiques permettant le bon développement du SNC. 

d. La superfamille des VEGFs 

La vascularisation cérébrale se met en place par angiogenèse, et dépend de diverses 

familles de protéines impliquées aussi bien dans la survie, l’adhésion ou encore la croissance 

cellulaire, que dans la migration endothéliale [135]. Cependant, la famille des VEGFs constitue 

l’une des plus importante dans la mise en place du réseau vasculaire, régulant à la fois la mise 

en place des vaisseaux sanguins et des vaisseaux lymphatiques. Cette superfamille est 

composée de sept ligands ; le VEGF-A, -B, -C, -D, -E, -F et du placental growth factor (PlGF), 

des glycoprotéines biologiquement actives sous forme de dimères, principalement en tant 

qu’homodimères mais parfois sous formes hétérodimériques (Figure 21 ; [136]). Présentant 

une architecture commune, les différents facteurs de croissance de cette superfamille ont une 

structure dite à motif « cystein knot ». Ce motif protéique contenant trois ponts disulfures reliant 

respectivement une paire de cystéines constitue une signature fonctionnelle impliquée dans la 

stabilité protéique [136]. Ces acteurs vasculaires induisent leurs effets biologiques au travers 

l’interaction avec trois récepteurs de type tyrosine kinase : les VEGF-R1, -R2 et –R3, et des co-

récepteurs ; les semaphorin receptors neuropilin 1 et 2 (NP-1 et -2) [137].  
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Figure 21 : Conformation quaternaire des ligands membres de la superfamille 

des VEGFs.  

Biologiquement actif sous forme dimérique, les sept ligands composant la superfamille des VEGFs présentent une 
topologie globale similaire basée sur la présence d’un motif cystein knot et sur une forte conservation des résidus 
impliqués dans la structuration protéique. C : Extrémité carboxi-terminale ; N : Extrémité amino-terminale. 
Modifiée d’après Iyer & Acharya, 2011 [136]. 

i. VEGF-A 

Considéré comme le chef de file de cette superfamille, le VEGF-A joue un rôle capital 

dans l’angiogenèse. D’abord identifié par Senger et collaborateurs en 1983 sous le terme de 

vascular permeability factor (VPF ; [138]), il fut isolé, séquencé et nommé VEGF-A en 1989 

par l’équipe de Ferrara et collaborateurs [139]. Le gène du VEGF, situé sur le chromosome 6, 

est composé de huit exons et génère de multiples isoformes par épissage alternatif des exons 6 

et 7 (Figure 22 ; [140]). Cinq isoformes matures sont retrouvées : le VEGF-A121, le VEGF-

A189, le VEGF-A148, le VEGF-A206 et le VEGF-A165, ce dernier représentant la forme la plus 

fréquemment exprimée, et deux formes minoritaires le VEGF-A145 et le VEGF-A183 [141]. Par 

ailleurs, des variants supplémentaires ont été identifiés. Issus d’une série d’épissages alternatifs, 

les VEGF-Axxxb (Figure 22) sont en mesure de se fixer aux VEGF-R mais sans activer 

efficacement la cascade signalétique, ayant un rôle anti-angiogénique [142]. Principalement 

relayée par le facteur HIF [143], l’expression du VEGF-A se présente sous forme 

homodimérique ou hétérodimérique [144], et est stimulée en condition d’hypoxie. Cependant 

son expression est influencée par d’autres facteurs, tels que les facteurs de croissance epidermal 
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growth factor (EGF) et PDGF [145]. Interagissant avec deux des récepteurs au VEGF, le 

VEGF-R1 et le VEGF-R2, le VEGF-A stimule la perméabilité vasculaire, la survie, la migration 

et la prolifération des cellules endothéliales, permettant le mécanisme d’angiogenèse [146]. De 

nombreuses études ont mis en évidence qu’une dérégulation du système VEGF entraînait des 

perturbations développementales sévères, telles que l’invalidation du gène codant le VEGF-A 

qui provoque une létalité embryonnaire [147].  

 

Figure 22 : Produits résultants de l’épissage alternatif du VEGF-A.  

S’effectuant à l’extrémité 5’ ou 3’ des sites d’épissage, une multitude d’isoformes du VEGF-A peut être générée. 
Deux catégories distinctes aux fonctions opposées apparaissent : les isoformes pro-angiogéniques et anti-
angiogéniques. Les isoformes pro-angiogéniques (à gauche), que sont le VEGF-A121, le VEGF-A189, le VEGF-
A148, le VEGF-A206, le VEGF-A165, le VEGF-A145 et le VEGF-A183, sont générées à partir de la partie proximale 
du site d’épissage au sein des exons 6 et 7. Les isoformes anti-angiogéniques (à droite), que sont les VEGF-Axxxb, 
sont issues de la partie distale du site d’épissage de l’exon 8. D’après Harper et al., 2008 [148].  

ii. VEGF-B, C, D, E et F 

Caractérisés par la présence de 8 résidus cystéines formant une structure dite cystein-knot, 

des homologues du VEGF-A sont retrouvés, à savoir les VEGF-B, -C, -D, -E et -F, et jouent 

des rôles distincts soit dans l’angiogenèse soit dans la lymphangiogenèse. 

Le VEGF-B, largement distribué au niveau tissulaire, présente une activité angiogénique, 

bien qu’il n’influence pas la perméabilité vasculaire contrairement à son homologue le VEGF-

A [149]. Majoritairement exprimé au sein du système cardiaque, le VEGF-B joue un rôle dans 

le développement du système cardio-vasculaire [150]. La déficience en VEGF-B provoque une 

diminution de la densité des vaisseaux sanguins au sein du myocarde ischémié chez la Souris 
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[151], bien qu’une absence de défaut vasculaire soit retrouvée au niveau des autres organes. En 

effet, l’invalidation du VEGF-B chez la Souris n’entraîne pas d’altération particulière globale 

que cela soit sur un plan développemental, ou en ce qui concerne la fertilité et la vie postnatale 

[149]. 

Les VEGF-C et -D présentent des similitudes structurales et fonctionnelles. Ils sont 

principalement impliqués dans la régulation de la lymphangiogenèse ([152] ; [153]). En effet, 

la surexpression de VEGF-C dans les kératinocytes entraîne une augmentation du nombre de 

vaisseaux lymphatiques [154]. De la même manière, la surexpression du VEGF-D dans les 

kératinocytes entraîne une stimulation de la lymphangiogenèse chez la Souris, accompagnée 

d’une augmentation de la migration des cellules endothéliales lymphatiques [155].  

Identifié au sein du génome du parapoxvirus Orf, le VEGF-E joue un rôle capital dans le 

processus d’infection virale, en stimulant la vascularisation autour du site de lésion [156].  

Le VEGF-F est la forme la plus récemment identifiée des VEGFs, dérivant du venin de 

serpent [157]. Présentant une structure commune avec les VEGFs de mammifères, le VEGF-F 

stimule la perméabilité vasculaire [158] et joue un rôle dans la réduction de la pression sanguine 

[159].  

iii. Le PlGF 

Découvert dans le placenta chez l’Homme en 1991 [160], le PlGF constitue le dernier 

membre de la superfamille des VEGFs. Bien qu’une identité de conformation soit 

remarquablement retrouvée entre le PlGF et le VEGF-A, le PlGF humain présente uniquement 

42 % d’homologie de séquence avec ce dernier [161] ; [162]. Protéine dimérique glycosylée, le 

PlGF est principalement synthétisé pendant la grossesse par le placenta, organe transitoire 

assurant les apports en oxygène et en nutriments, ainsi que l’élimination des métabolites générés 
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par le fœtus. Bien que le placenta constitue la source majoritaire de PlGF, d’autres organes tels 

que le cœur, les poumons, la glande thyroïde et les muscles squelettiques l’expriment également 

[163]. Enfin, alors que des études de transcriptomique ou de protéomique identifient une faible 

expression du PlGF dans le SNC [164], une étude controversée définit le cerveau comme une 

source non négligeable [165].  

Situé sur le chromosome 14 chez l’Homme, et le chromosome 12 chez la Souris, le PlGF 

est constitué de sept exons. Différentes isoformes sont générées à la suite d’épissage alternatif. 

Alors que chez l’Homme quatre isoformes du PlGF sont retrouvées, nommées PlGF-1 

(PlGF131), PlGF-2 (PlGF152), PlGF-3 (PlGF203) et PlGF-4 (PlGF224), seule l’isoforme PlGF-2 a 

été identifiée chez la Souris (Figure 23 ; [166]).  

 

Figure 23 : Epissage alternatif du PlGF et produits correspondants. 

Illustration représentative des quatre isoformes du PlGF, résultant de l’épissage alternatif. Au-delà de leur taille 
variable, ces isoformes diffèrent par leurs affinités de liaison au récepteur. Modifiée d’après Ribatti, 2008 [167]. 

Fortement conservé au cours de l’évolution, suggérant un rôle spécifique, le PlGF est 

exprimé au cours du développement embryonnaire. Impliqué dans l’invasion trophoblastique, 

son expression est particulièrement élevée dans le syncytiotrophoblaste géant des villosités 

placentaires, soulignant son implication dans la vascularisation placentaire [168] ; [169]. En 

conditions physiologiques, le PlGF présente ainsi une activité pléiotrope, associée à de 

nombreux effets biologiques. Au travers son rôle pro-angiogénique, le PlGF agit sur la 
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croissance et la maturation vasculaires en stimulant la prolifération, la migration et la survie des 

cellules endothéliales [170] ; [171]. De plus, en conditions pathologiques, de nombreuses 

cellules expriment le PlGF, telles que les fibroblastes, les hépatocytes ou encore les cellules 

tumorales [172]. L’invalidation du gène codant le PlGF n’entraîne pas d’anomalies du 

développement embryonnaire, les souris adultes étant viables et fertiles [171]. Ces observations 

ont contribué à penser que cet acteur vasculaire n’intervenait pas de manière majoritaire dans 

le développement cérébral. Cependant, de récents travaux ont démontré que l’absence de PlGF 

provoque des perturbations du développement vasculaire cortical [165] ; [173]. Par ailleurs, au 

cours d’un épisode hypoxo-ischémique, le traitement par le PlGF favorise l’angiogenèse et la 

revascularisation [172]. Enfin, bien que le PlGF soit majoritairement exprimé par le placenta, 

son récepteur le VEGF-R1 est fortement exprimé au niveau du cerveau fœtal, soulignant un 

rôle direct du PlGF placentaire sur la vascularisation corticale fœtale, démontrant ainsi 

l’existence d’un axe fonctionnel « placenta-cerveau » [173].  

e. Récepteurs du VEGF et du PlGF 

 Généralités  

Les fonctions biologiques des membres des VEGFs sont relayées par trois récepteurs : le 

VEGF-R1 (ou fms related tyrosine kinase 1 ; Flt-1), le VEGF-R2 (ou fetal liver kinase 1 ; Flk-

1) et le VEGF-R3 (ou fms related tyrosine kinase 4 ; Flt-4). Tout comme leurs ligands qui 

présentent des similitudes structurales, les récepteurs de la superfamille des VEGFs 

s’organisent selon un modèle commun : une partie extracellulaire, un domaine 

transmembranaire, ainsi qu’une partie intracellulaire contenant 2 domaines à activité tyrosine 

kinase [166]. La liaison du ligand sur le récepteur s’effectue sur le domaine extracellulaire, et 

provoque la dimérisation de ce dernier. La formation d’homo-dimères ou d’hétéro-dimères 

([174] ; Figure 24), est cependant insuffisante pour activer la cascade biologique [175]. La 

dimérisation du récepteur s’accompagne de modifications de conformation au niveau des 

domaines intracellulaires contenant les domaines tyrosine kinase, aboutissant à l’exposition des 

sites de liaison à l’ATP, et à la phosphorylation du récepteur [176].  
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Figure 24 : Ligands et récepteurs de la superfamille du VEGF.  

Le VEGF-A, ligand chef de file de la superfamille, interagit avec les récepteurs VEGF-R1 et VEGF-R2. Le 
VEGF-B, impliqué principalement dans le développement cardiaque, interagit uniquement avec le VEGF-R1. 
Intervenant dans la lymphangiogenèse, les VEGF-C et VEGF-D interagissent avec les VEGF-R2 et VEGF-R3. 
Par ailleurs, le PlGF se lie au VEGF-R1. Enfin, non représenté, le VEGF-E lie uniquement le VEGF-R2 alors que 
le VEGF-F lie les VEGF-R1 et VEGF-R2. Présent sous forme homo-dimérique ou hétéro-dimérique, le VEGF-
R1 est le seul récepteur comportant une forme soluble. Enfin, les NRP-1 et NRP-2 agissent à la fois en tant que 
récepteurs du VEGF et co-récepteurs de VEGF-R1 et de VEGF-R2. Modifiée d’après Ruiz de Almodovar, 2009 
[153].  

Les membres de la superfamille des VEGFs interagissent avec les récepteurs du VEGF 

selon une spécificité et une affinité distincte, et déclenchent des cascades de signalisation 

permettant notamment les processus d’angiogenèse et de lymphangiogenèse [153]. Les trois 

récepteurs sont en mesure d’activer les mêmes voies de signalisation intracellulaire à savoir 

l’activation de phospholipase C gamma (PlCγ ; [177]), de phosphoinositide 3 kinase/AKT 

(PI3K/AKT ; [178]) et extracellular signal-regulated kinase ½ (ERK1/2 ; [179] ; Figure 24). 

Toutefois, ces dernières sont activées avec des efficacités différentes assurant une modulation 
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fine de la transduction du signal en fonction des équilibres « ligand/récepteur ». L’activation de 

ces différents récepteurs participent ainsi au contrôle de la multiplication, de la migration, du 

bourgeonnement et de la survie des cellules endothéliales [153].  

 Organisation et rôle des VEGF-R1, -R2 et -R3 

Glycoprotéine de 180-185 kDa, le récepteur VEGF-R1 est activé par liaison au VEGF-

A, VEGF-B ou au PlGF, et joue un rôle dans l’angiogenèse en régulant la différenciation et 

l’organisation du réseau vasculaire [175]. Principalement exprimés par les cellules 

endothéliales à la fois au cours du développement et chez l’adulte [180] ; [181], d’autres types 

cellulaires expriment également le VEGF-R1, tels que les macrophages, les monocytes, le 

trophoblaste et les cellules dendritiques [175]. Par ailleurs, une forme soluble du VEGF-R1 

(sVEGF-R1) est générée par épissage alternatif  [182]. Fortement présente au sein du placenta 

[183], cette forme soluble exerce un rôle physiologique dans la maturation vasculaire [184]. A 

l’instar de l’invalidation du VEGF-A, l’invalidation du récepteur VEGF-R1 conduit à une 

létalité embryonnaire [185]. Cependant, la délétion des domaines tyrosine kinase du VEGF-R1 

n’entraîne pas de défaut de développement vasculaire [186]. Malgré une faible activité tyrosine 

kinase, le VEGF-R1 présente une forte affinité pour le VEGF-A, affinité plus importante que 

pour le PlGF [187]. L’ensemble de ces constatations suggère alors un rôle des VEGF-R1 et 

sVEGF-R1 dans la régulation de la signalisation du VEGF-R2, communément appelé le 

« VEGF decoy effect », prévenant d’une activation excessive du VEGF-R2 en séquestrant le 

VEGF-A. A l’inverse, en se liant au VEGF-R1, le PlGF favorise la liaison du VEGF-A sur le 

VEGF-R2. Cette compétition « ligand/récepteur » entraîne alors un contrôle de l’angiogenèse 

(Figure 25 ; [171] ; [172]).  
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Figure 25 : Modification de la réponse angiogénique par le PlGF.  

(A) Lorsque le PlGF est minotaire, le VEGF-A interagit à la fois avec le VEGF-R1 et le VEGF-R2. (B) Malgré 
une spécificité de liaison avec le VEGF-R1, le PlGF lorsqu’il est présent en grande quantité, est en mesure d’activer 
indirectement le VEGF-R2. Interagissant avec le VEGF-R1, le PlGF favorise la liaison du VEGF-A sur le VEGF-
R2. (C) Cette compétition « ligand/récepteur » entraîne ainsi une augmentation de l’angiogenèse. Modifiée d’après 
Iyer & Acharya, 2011 [136].  
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Glycoprotéine de 210-230 kDa liant le VEGF-A avec une plus faible affinité que le 

VEGF-R1 [188], le VEGF-R2 est majoritairement exprimé par les cellules endothéliales et leurs 

précurseurs au cours du développement embryonnaire, mais également par certaines cellules 

non vasculaires telles que les cellules pancréatiques [189]. Présentant un rôle majoritaire et 

essentiel dans l’angiogenèse, le VEGF-R2 constitue le principal effecteur du VEGF-A. Il régule 

la survie des cellules endothéliales, leur prolifération et leur migration. Le VEGF-R2 joue par 

conséquent un rôle majeur dans la formation du réseau vasculaire [175]. A l’instar du VEGF-

A, l’invalidation du VEGF-R2 chez la Souris provoque un défaut de développement des cellules 

endothéliales associé à une mort in utero à E8,5 [190].  

Enfin, constituant le troisième membre de cette famille de récepteurs, le VEGF-R3 est 

une glycoprotéine de 195 kDa liant le VEGF-C et VEGF-D [191]. Le VEGF-R3 joue un rôle 

critique dans la régulation de la lymphangiogenèse [192] et son invalidation provoque une mort 

in utero à E10,5 chez la Souris [193]. 

 Rôle des co-récepteurs 

Les neuropilines 1 et 2 (NRP-1 et NRP-2), glycoprotéines d’environ 130 kDa présentent 

un domaine intracellulaire court. Elles ont été identifiées comme co-récepteurs des VEGFs 

modulant la signalisation du système VEGF. Dépourvues d’activité catalytique intrinsèque et 

donc de signalisation biologique, les neuropilines nécessitent l’interaction avec les récepteurs 

du VEGF afin de réguler leurs effets [194]. A titre illustratif, la co-expression de NRP-1 et de 

VEGF-R2 provoque à une amplification de la phosphorylation, et in fine de la signalisation de 

VEGF-R2 [195], conduisant à une augmentation de la migration et de la survie cellulaire [196]. 

Par ailleurs, la double invalidation NRP-1/NRP-2 provoque une mort in utero à E8,5 confirmant 

l’implication des NRP dans la signalisation VEGF [197].  

Enfin, plus récemment, l’équipe de Jiang et collaborateurs a mis en évidence l’existence 

d’un autre co-récepteur du VEGF-R2, le cluster of differentiation 146 (CD146). Identifié au 
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niveau des cellules endothéliales, le CD146 stimule la liaison du VEGF-A sur le VEGF-R2, 

stimulant ainsi la migration cellulaire [198].  

II. Alcoolisation in utero : Troubles associés et impacts sur le 

neurodéveloppement  

1. Syndrome d’alcoolisation fœtale (SAF) et Troubles causés par 

l’alcoolisation fœtale (TCAF) : Conséquences d’une consommation 

d’alcool au cours de la grossesse 

a. Alcool et société 

Emblème de la gastronomie et du patrimoine français, l’alcool est un élément essentiel 

de la culture française. La consommation de vin à table est socialement inscrite dans l’Histoire, 

exprimant traditionnellement le partage social, les festivités et la joie qui les entourent. 

Cependant, cette consommation d’alcool engendre des effets néfastes sur la santé.  

Au cours de l’Histoire, la place et la vision de l’alcool ont ainsi arboré une certaine 

ambivalence, passant d’une image tantôt positive à négative. Dans l’antiquité, l’alcool était 

perçu comme sacré et mystique du fait de ses propriétés enivrantes incomprises, en témoignent 

les cultes de Dionysos en Grèce, Dieu de la vigne et du vin ou encore celui de Bacchus, pour 

les Romains. Par ailleurs, sa consommation était monnaie courante lors de cérémonies 

religieuses ou lors de banquets philosophiques, l’alcool étant considéré comme une porte 

d’entrée vers le monde des Dieux [199].  

Progressivement, des questionnements entourant cette consommation virent cependant le 

jour. Désordres, délires, excès en tout genre, violences et échecs, vont peu à peu être associés à 

l’alcool, l’affligeant d’une étiquette négative [200]. Cependant, au Moyen-âge, la 

consommation excessive d’alcool était considérée comme un péché par l’Eglise qui prôna alors 

une consommation modérée. Bien au fait de cette ambivalence, la France aborde une position 

particulière ancrée dans la culture du bon vivant, la situant au 6ème rang des pays les plus 

consommateurs d’alcool au monde [201].  
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En France, on retrouve des campagnes publicitaires datant des années 50 prônant un 

discours positif sur la consommation d’alcool à l’ensemble de la population, comprenant entre 

autres les femmes allaitantes et les enfants. Malgré une diminution globale des ventes d’alcool 

au cours des cinquante dernières années, les modes de consommation évoluent parmi les 

différentes tranches d’âges. La consommation quotidienne d’alcool est principalement 

retrouvée chez les 65-75 ans alors que les alcoolisations ponctuelles importantes (API), 

également connues sous le terme de binge drinking et qui référent à des quantités excessives de 

boissons alcoolisées consommées sur de courtes périodes, sont majoritairement retrouvées chez 

les 18-24 ans et 25-34 ans [202]. Cette nouvelle forme de consommation fait ainsi partie 

intégrante d’habitudes de consommation à risque, tant sur le plan social que sanitaire. Il est 

alors essentiel d’éduquer les jeunes en âge de procréer, afin d’abandonner ces habitudes de 

consommation en particulier au cours d’une grossesse.  

b. Historique d’un syndrome 

Les méfaits de l’alcool sur le fœtus ont été pressentis depuis longtemps. Les Grecs anciens 

interdisaient la consommation d’alcool pendant les noces des jeunes époux, craignant des effets 

néfastes sur l’enfant qui pourrait être conçu [203]. Au XVIIIème siècle, le peintre anglais 

William Hogarth publia une estampe [204] décrivant les dérives de la consommation de Gin. A 

la suite d’une diminution de la taxe sur le Gin, les médecins purent observer une diminution de 

la natalité, associée à une augmentation de la mortalité infantile et de troubles neurologiques.  

Laissant le temps aux observations et études scientifiques de se développer, c’est en 1968 

qu’un pédiatre français mis en lumière l’existence d’un lien entre des effets tératogènes et une 

consommation d’alcool au cours de la grossesse. Grâce à l’examen de 127 enfants nés de mères 

souffrant d’alcoolisme, le Dr Paul Lemoine, alors chef du service de pédiatrie au CHU de 

Nantes, identifie des anomalies faciales associées à des troubles du développement [205]. 

Malheureusement rejetée dans un premier temps par la communauté scientifique, son étude sera 

corroborée en 1973 par les docteurs David W. Smith et Kenneth L. Jones, qui confirment le 

tableau clinique précédemment décrit par leur confrère, chez 11 enfants nés de mères ayant 
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reconnu avoir consommé de l’alcool au cours de la grossesse [206]. Le syndrome 

d’alcoolisation fœtale (SAF ou FAS en anglais pour Fetal Alcohol Syndrom) fut alors 

publiquement identifié, se caractérisant par la présence d’une dysmorphie faciale, un retard de 

croissance pré et postnatal et une déficience mentale dans les cas les plus sévères [207]. 

Par la suite de nombreuses études ont permis d’affiner les connaissances sur le SAF. Il 

fut ainsi mis en évidence qu’une exposition à l’alcool pendant la grossesse n’engendrait pas 

systématiquement toutes les caractéristiques pour conclure à un diagnostic de SAF [208]. Les 

conséquences d’une alcoolisation maternelle étant variables, différentes déclinaisons du 

syndrome furent identifiées, l’ensemble étant regroupé sous le terme de troubles causés par 

l’alcoolisation fœtale (TCAF ou FASD en anglais pour Fetal Alcohol Spectrum Disorder) dont 

le SAF constitue la forme la plus sévère [209].  

c. Troubles associés à une alcoolisation maternelle  

Dans le monde, on estime que 1 femme sur 10 consomme de l’alcool au cours de sa 

grossesse, et la prévalence du syndrome d’alcoolisation fœtale se situe à 1,5 cas pour 1000 

naissances (Figure 26 ; [210 ; 211]), contre 7 cas pour 1000 naissances pour les TCAF [212]. 

En Europe, 25 % des femmes enceintes consomment de l’alcool au cours de la grossesse, et la 

prévalence du SAF se situe aux alentours de 3 cas pour 1000 naissances [213]. La France ne 

fait malheureusement pas exception. Selon le baromètre santé 2017, 1 femme sur 10 

consommeraient de l’alcool alors qu’elles savent qu’elles sont enceintes, et 6 femmes sur 10 

déclarent avoir été informées par le personnel médical des dangers associés [214]. Ces données 

épidémiologiques révèlent ainsi un problème de santé publique majeur, et pourtant évitable.  
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Figure 26 : Prévalences mondiales de la consommation d’alcool au cours de la 

grossesse et du SAF au sein de la population générale, en 2012. 

(A) Prévalence globale (en %) parmi la population générale de la consommation d’alcool au cours de la grossesse 
en 2012. Se situant à 9,8 %, la prévalence moyenne des femmes consommant de l’alcool au cours de leur grossesse, 
masque en réalité des disparités relatives à des indicateurs socio-économiques, culturels et religieux. Ainsi, les 
5 pays ayant la plus forte prévalence appartiennent tous à la zone Europe, et ceux présentant la plus faible, 
appartiennent à la région méditerranéenne orientale. (B) Prévalence globale de SAF en 2012, parmi la population 
générale. La Biélorussie, l’Italie, l’Irlande, la Croatie et l’Afrique sont les 5 pays avec la prévalence la plus haute 
de SAF (pour 10 000 personnes). Les 5 pays avec la prévalence la plus faible sont le sultanat d’Oman, les Emirats 
Arabes Unis, l’Arabie Saoudite, le Qatar et le Koweït. D’après Popova et al., 2017 [210].  

La mise en place d’un parcours de soins adapté se révèle particulièrement complexe du 

fait de l’éventail de troubles qu’engendre une alcoolisation maternelle. Ces troubles se 

traduisent notamment par des déficits cognitifs, des troubles de l’apprentissage, de l’attention 

ou encore de la mémorisation [215]. L’alcoolisation prénatale représente ainsi la première cause 

de retard mental acquis aux Etats-Unis [216], les scores des quotients intellectuels étant 
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diminués chez les individus exposés in utero à l’alcool [215]. Des troubles du langage peuvent 

également être retrouvés, les individus TCAF présentant des déficits au niveau des capacités 

grammaticales [217]. Des troubles des fonctions motrices sont également retrouvés. En effet, 

des altérations de la motricité fine [218] et une diminution des performances sensorimotrices 

[219] ont été décrites chez des enfants fortement exposés à l’alcool au cours de la grossesse. 

Enfin, la planification et la résolution de problèmes peuvent également être altérées chez les 

enfants exposés in utero à l’alcool. Un ensemble d’études a notamment montré que le temps 

passé à identifier une stratégie optimale pour résoudre une situation problématique était diminué 

chez les enfants TCAF, conduisant à l’utilisation de stratégies moins efficaces, et à une 

augmentation de la violation des règles [207].  

Les troubles associés à une alcoolisation maternelle sont donc multiples et entraînent des 

conséquences au long terme. Ces altérations neurodéveloppementales conduisent à l’émergence 

de troubles secondaires qui aboutissent à des inadaptations sociales importantes (échec scolaire, 

exclusion sociale, perte d’autonomie, consommation de substances illicites, délinquance, …) 

[220]. A titre d’exemple, les patients TCAF présentent des troubles d’ordre psychiatrique de 

façon significative [221]. Du fait de l’éventail des troubles associés, la prise en charge des 

patients exposés in utero à l’alcool requiert donc une multitude de soins et de services qu’ils 

soient médicaux, chirurgicaux, comportementaux, éducationnels ou encore judiciaires. 

L’ensemble constitue un réel fardeau pour l’enfant, sa famille mais également pour la société 

[222]. De nombreuses études ont tenté d’estimer le coût de prise en charge de ces troubles. Au 

Canada, une étude récente a ainsi évalué le coût annuel de la prise en charge des individus 

TCAF entre 1,3 et 2,3 millions de dollars canadiens [223]. Pour la prise en charge d’un individu 

SAF sur l’ensemble de sa vie, le coût estimé s’élève à environ 2 millions de dollars [222]. En 

France, le coût par individu, de la naissance à ses 20 ans, est estimé à 520 000 euros [224].  

La prévention primaire visant à informer sur la nécessité d’une absence de consommation 

d’alcool pendant la grossesse constitue un réel enjeu pour nos sociétés, la communication au 
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grand public étant essentielle. Par ailleurs, un diagnostic précoce des enfants exposés in utero 

à l’alcool est important afin de les orienter vers une prise en charge le plus précoce possible. 

Enfin, l’amélioration de la prise en charge dans le but de limiter le handicap et ces conséquences 

au long terme, ainsi que la formation au dépistage par les professionnels, sont partie intégrante 

de la stratégie à déployer [214].  

2. Influence de l’alcool sur le neurodéveloppement 

a. Mécanismes d’action de l’alcool et vulnérabilité cérébrale 

Rapidement absorbé après ingestion, l’éthanol diffuse librement aux travers des 

membranes biologiques du fait de sa nature liposoluble, jusqu’à atteindre un équilibre avec le 

compartiment plasmatique. Le métabolisme de l’éthanol est assuré majoritairement par 

détoxication hépatique, par processus d’oxydation à l’aide de trois enzymes : l’enzyme alcool 

déshydrogénase (ADH), le cytochrome P450 2E1 (CYP2E1) et la catalase [225]. Aboutissant 

à la production d’acétaldéhyde, métabolite hautement toxique, ces réactions d’oxydation 

participent aux dommages tissulaires par production de radicaux libres (Figure 27 ; [226]). Par 

ailleurs, une proportion mineure de l’éthanol ingéré est transformée par voie non-oxydative, les 

produits obtenus pouvant servir de biomarqueurs d’exposition à l’éthanol tels que le fatty acid 

ethyl ester (FAEE ; [227]). Enfin, bien que la métabolisation de l’éthanol soit majoritairement 

hépatique, le cerveau est également en mesure de le dégrader par oxydation par le CYP2E1, 

l’enzyme ADH étant peu exprimé au sein de cet organe [228].  
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Figure 27 : Mécanismes impliqués dans le métabolisme de l’alcool dans le foie par 

les processus oxydatifs. 

De multiples mécanismes métaboliques permettent une élimination de l’alcool par l’organisme. La métabolisation 
de l’éthanol en acétaldéhyde s’effectue par le biais de trois voies oxydatives distinctes que sont : l’enzyme alcool 
déshydrogénase (ADH), la catalase, et enfin le cytochrome P4502E1 (CYP2E1), respectivement présents au sein 
du cytosol, du peroxysome et du réticulum endoplasmique. Métabolisé en acétate par l’acétaldéhyde 
déshydrogénase (ALDH) dans la mitochondrie, ce dernier est principalement distribué dans l’organisme. La 
quantité résiduelle d’acétate au sein de la structure hépatique est transformée en AcétylCoA, composant essentiel 
du cycle de Krebs, par l’intermédiaire de l’enzyme AcétylCoA synthétase. ADH : alcool déshydrogénase ; ALDH : 
acétaldéhyde déshydrogénase ; H2O : eau ; H2O2 : eau oxygénée ; O2 : dioxygène ; NAD+ : nicotinamide adénine 
dinucléotide ; NADH : hydrure de NAD ; NADP+ : nicotinamide adénine dinucléotide phosphate ; NADPH : 
hydrure de NADP. [225] ; [227]. 

Franchissant aisément la barrière placentaire, l’éthanol et ses produits de dégradation 

diffusent au sein du compartiment fœtal, en s’accumulant dans le liquide amniotique [229]. Au 

cours de la période fœtale, le métabolisme de l’éthanol est limité associé à une élimination de 

l’alcool lente. La voie majeure d’élimination de l’alcool chez le fœtus s’effectue grâce un 

transfert du compartiment fœtal vers le compartiment maternel. Il en résulte une accumulation 

de l’alcool dans le liquide amniotique, et les phénomènes de déglutition par le fœtus accentuent 

le processus d’exposition, transformant le liquide amniotique en réservoir d’alcool [230].  

b. Impacts de l’alcoolisation fœtale sur les populations cérébrales 

Associés à des mécanismes multiples et complexes, les effets liés à une exposition 

prénatale à l’alcool présentent une grande variabilité inter-individuelle. Ainsi, certains enfants 
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exposés in utero à l’alcool présentent des déficits associés ou non à des caractéristiques 

physiques, alors que d’autres en sont exemptés [231]. A l’instar des autres organes, le cerveau 

fœtal est vulnérable au cours de son développement. Pendant toute la durée de la grossesse, ce 

dernier est susceptible d’être impacté par l’éthanol. Un consensus scientifique concernant un 

seuil de risque zéro n’ayant pas été établi, la communauté scientifique s’accorde à dire qu’il n’y 

a ni dose ni période autour de laquelle consommer de l’alcool serait sans danger [231]. Ainsi, 

le principe de précaution s’applique, et le message porté par les institutions de santé vont dans 

la même direction : « Zéro alcool pendant la grossesse ».  

Une exposition prénatale précoce à l’alcool peut coïncider avec la période 

d’organogenèse, correspondant aux premières étapes de formation des organes d’un individu. 

Une consommation au cours de cette période peut notamment entraîner l’apparition d’une 

dysmorphie cranio-faciale caractéristique du SAF regroupant un ensemble de signes (Figure 

28, [232]). Par ailleurs l’atteinte des cellules de la crête neurale vont impacter le développement 

du système nerveux ([233] ; [234]). Des malformations cérébrales ont ainsi été décrites chez 

les enfants exposés in utero à l’alcool, en particulier des microcéphalies, une hydrocéphalie et 

une dysplasie corticale [231]. A partir d’études d’imagerie cérébrale, de multiples anomalies 

cérébrales ont été identifiées à la suite d’une exposition in utero à l’alcool, notamment des 

anomalies de formation du corps calleux, du cervelet ou encore des noyaux gris centraux [231]. 

De plus, la structure calleuse est particulièrement affectée par l’alcoolisation maternelle, 

provoquant des agénésies du corps calleux dans les cas les plus sévères [235]. 

                                                 

[231] Pruett et al. ,  2013 .  
[232] Smith et al . ,  2014 .  
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Figure 28 : Malformations cranio-faciales caractéristiques du syndrome 

d’alcoolisation fœtale chez l’Homme et la Souris.  

Les enfants atteints du SAF (A) et les souriceaux exposés in utero à l’alcool (B), comparativement à un souriceau 
contrôle (C), présentent des anomalies cranio-faciales caractéristiques (D) : des fentes palpébrales étroites, un 
philtrum lisse et bombé, une lèvre supérieure lisse, une micrognathie et éventuellement une microcéphalie. D’après 
Clarke & Gibbard, 2001 [236] et modifiée d’après Sulik, 2005 [237].  

Bien qu’il ne possède pas de récepteur spécifique, l’éthanol présente la capacité d’agir 

sur de multiples mécanismes et types cellulaires, par des actions directes en tant que molécule 

tératogène, et indirectes, induit par ses métabolites. Particulièrement délétère au cours du 

neurodéveloppement, l’éthanol entraîne une réduction de la neurogenèse [238], associée à une 

neurodégénescence apoptotique [239]. Parallèlement, la glie est impactée par une 

consommation maternelle d’alcool, associée dans un premier temps à une augmentation de 

l’activité microgliale [240] et à l’inhibition de la prolifération astrocytaire [241], pour in fine, 

provoquer une mort astrocytaire et microgliale ([242] ; [243]). La population oligodendrogliale 
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[238] Ikonomidou et al. ,  2002 .  
[239] Olney et al. ,  2002 .  
[240] Fernandez-Lizarbe et al . ,  2009 .  
[241] Guerri et al. ,  2009 .  
[242] Wilhem & Guizzetti, 2016 .  
[243] Kane et al. ,  2011 .  
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n’est également pas épargnée, l’exposition prénatale à l’alcool entraînant une mort apoptotique 

et des défauts de différenciation oligodendrocytaire, associés à des altérations de la substance 

blanche ([244] ; [245] ; [246]). Les processus de migration cellulaire sont également touchés 

par l’exposition prénatale à l’alcool [244], engendrant notamment des défauts de 

positionnement des interneurones GABAergiques par action délétère de l’éthanol sur l’activité 

endothéliale des microvaisseaux piaux dans le cortex en développement ([247] ; [248]). Chez 

l’Homme, ces altérations de positionnement sont également retrouvées, les interneurones 

GABAergiques présentant de plus des interactions vasculaires réduites [249].  

Au niveau moléculaire, l’éthanol influence la transmission synaptique, tant inhibitrice par 

le système GABAergique, qu’excitatrice par le système glutamatergique [250]. Présentant des 

propriétés d’antagoniste du NMDA-R, l’éthanol engendre des effets variables en fonction du 

mode d’exposition à l’alcool. Dans le cadre d’une consommation d’alcool aigüe, la conductance 

du NMDA-R est inhibée alors qu’en cas de consommation chronique, il existe une 

augmentation de la transmission glutamatergique [251]. Par ailleurs, des modulations de 

l’expression des sous-unités du NMDA-R sont également retrouvées, une exposition à l’alcool 

au cours de la troisième semaine de gestation induisant chez le Rat une augmentation de 

l’expression de la sous unité GluN2B [252]. A l’instar du système glutamatergique, l’éthanol 

perturbe également le système GABAergique. En effet, une faible exposition à l’éthanol au 

cours de la gestation favorise chez la Souris la migration tangentielle des interneurones 

GABAergiques [253] tandis qu’une exposition chronique induit une altération de la maturation 

du système GABAergique [254] et une inhibition de l’activité du récepteur GABAA [255].  

De nombreuses études ont récemment mis en lumière l’implication de processus 

épigénétiques parmis les anomalies induites par l’alcoolisation fœtale [256]. Engendrant des 

modifications stables et réversibles ou non, les modulations épigénétiques modifient la lecture 
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génétique sans modifier la séquence d’ADN. L’accès à la machinerie transcriptionnelle est 

modulé par des processus de méthylation de l’ADN, de méthylation et d’acétylation des 

histones [257]. Le fœtus étant particulièrement vulnérable aux facteurs environnementaux, ces 

modifications épigénétiques peuvent entraîner des conséquences à long terme. Ainsi, 

l’exposition in utero à l’alcool est responsable de modifications des profils de méthylation de 

l’ADN en particulier au niveau de la lignée germinale pouvant conduire à des atteintes chez la 

descendance ([258] ; [259]). Par ailleurs, un lien entre la consommation d’alcool par la mère et 

l’acétylation des histones dans le cerveau fœtal a été identifié. Les groupements acétyles formés 

lors du catabolisme de l’alcool sont en effet directement impliqués dans l’acétylation des 

histones au sein de l’hippocampe, altérant par voie de conséquence la transcription génique au 

sein de cette structure [260]. 

c. Impact de l’alcoolisation fœtale sur la vascularisation cérébrale 

Plus récémment, le système vasculaire a été identifié comme une nouvelle cible de 

l’éthanol pouvant affecter la mise en place des vaisseaux [261]. L’exposition à l’alcool 

provoque notamment une diminution des processus de cicatrisation de lésions cutanées [262] 

ou encore une diminution de l’expression de Glut1, transporteur du glucose essentiellement 

exprimé au sein des cellules endothéliales, pouvant dès lors entraîner un déficit en apport 

d’énergie au cours du neurodéveloppement [263]. Par ailleurs, une perturbation de la 

dynamique associée à l’angiogenèse est également retrouvée, l’alcool engendrant une 

pertubation de l’expression des membres de la superfamille des VEGFs. In vitro, une 

diminution de l’expression de VEGF-R2 est retrouvée, et à la suite d’une exposition in utero à 

l’alcool, une augmentation de VEGF-R1 est observée au niveau cortical [264]. Associée à ces 

perturbations moléculaires, une perte de l’orientation radiale des microvaisseaux corticaux est 

identifiée après une exposition in utero à l’alcool chez la Souris et chez l’Homme [264].  
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d. Le placenta : outil de diagnostic précoce des troubles du 

neurodéveloppement  

Organe transitoire essentiel au bon déroulement de la grossesse, l’exposition in utero à 

l’alcool impacte directement le placenta, provoquant chez l’Homme une vasoconstriction 

rapide, responsable d’une diminution d’apport en oxygène au fœtus [265]. Des modulations de 

l’expression de facteurs angiogéniques placentaires, après exposition prénatale à l’alcool ont 

été décrites telles qu’une diminution des taux d’ARNm codant le PlGF [266], associée à une 

diminution de son expression protéique [173]. De plus, des travaux menés chez la Souris au 

sein du Laboratoire, ont permis de mettre en évidence qu’une répression placentaire du PlGF 

mime les effets d’une exposition in utero à l’éthanol sur l’organisation vasculaire intra-corticale 

([173] ; Brevet FR1555727). Ceci souligne alors l’existence d’un axe fonctionnel « placenta-

cerveau » impliqué dans le contrôle de l’angiogenèse cérébrale et qui est pertubé par 

l’alcoolisation fœtale [164]. L’exploration de cet axe « placenta-cerveau » pourrait ainsi 

permettre un diagnotic précoce des troubles du neurodéveloppement par l’identification de 

biomarqueurs placentaires d’atteinte cérébrale.  

 

                                                 

[265] Taylor et al. ,  1994 .  
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HYPOTHESE & OBJECTIFS 

61 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CHAPITRE 2 
HYPOTHESE & OBJECTIFS



 

 



HYPOTHESE & OBJECTIFS 

63 

La consommation d’alcool par la femme enceinte entraîne de multiples atteintes 

regroupées sous le terme de troubles causés par l’alcoolisation fœtale (TCAF), dont le syndrome 

d’alcoolisation fœtale (SAF) représente la forme la plus sévère. Affectant en moyenne 1 enfant 

sur 1000 naissances en France, ce syndrome est associé à un retard de croissance in utero, des 

anomalies du développement cérébral, ainsi que des troubles du comportement, de 

l’apprentissage ou de l’attention chez l’enfant puis chez l’adulte. Caractérisé par la présence 

d’anomalies de la face, qui permettent une identification et une prise en charge précoce des 

enfants, le SAF représente un problème de santé publique majeur, constituant la première cause 

non génétique de handicap mental chez l’enfant. Dépourvus de dysmorphie faciale, les enfants 

TCAF échappent au diagnostic périnatal précoce, mais présentent des troubles du 

neurodéveloppement qui apparaissent progressivement avec l’âge, et qui sont le plus souvent 

détectés au cours de la scolarisation.  

Il est clairement établi depuis de nombreuses années que l’alcoolisation in utero est 

responsable de multiples désordres neurodéveloppementaux, affectant l’ensemble des 

populations nerveuses. Cependant, il a été décrit dans la littérature que l’alcoolisation fœtale 

altérait également le processus d’angiogenèse, à la fois chez l’Homme et chez la Souris, 

provoquant une désorganisation vasculaire notamment traduite par une perte de l’orientation 

radiale des microvaisseaux corticaux.  

Au cours du neurodéveloppement, il existe une étroite communication entre les acteurs 

angiogéniques et les acteurs nerveux. Au-delà de la concomitance des processus d’angiogenèse 

et de neurogenèse, les vaisseaux fournissent aux cellules nerveuses, l’oxygène, les nutriments 

et les facteurs de croissance essentiels à leur développement. Plus récemment, une fine 

interaction entre les vaisseaux périventriculaires et la population oligodendrocytaire a été 

identifiée, les oligodendrocytes utilisant les vaisseaux cérébraux comme support de migration 

tangentielle. Compte-tenu de ces processus vasculo-associés, l’hypothèse d’une altération de 

l’angiogenèse corticale induite par l’alcool contribuant à des défauts de mise en place du lignage 

oligodendroglial a été émise.  

L’objectif de mon projet de thèse visait donc à caractériser l’organisation des 

oligodendrocytes au niveau du cortex en développement en ciblant les interactions vasculaires, 

à évaluer l’impact de l’alcoolisation in utero sur la répartition de ce profil, et sur la 

différenciation oligodendrocytaire et ses conséquences sur la substance blanche.  
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Par ailleurs, la littérature a mis en évidence l’existence d’un axe fonctionnel « placenta-

cerveau » impliqué dans le contrôle de l’angiogenèse cérébrale. L’alcoolisation prénatale altère 

l’expression de marqueurs placentaires tels que le PlGF, biomarqueur majoritairement exprimé 

par le placenta, un organe transitoire mais indispensable au développement correct de la 

grossesse et du fœtus. Plus récemment, il a été décrit chez la Souris que la répression placentaire 

du PlGF mime la perturbation de la mise en place du réseau vasculaire cortical chez le fœtus. 

En perspective de mon projet de thèse, compte-tenu de l’existence de cet axe « placenta-

cerveau », une modulation placentaire de l’expression du PlGF a été initiée afin d’évaluer 

l’influence de cet axe sur la mise en place du lignage oligodendroglial, et ouvrir la voie à des 

applications thérapeutiques potentielles de prévention des anomalies de migration des cellules 

nerveuses à la suite d’une alcoolisation in utero. 
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I. Lignée de souris et hébergement 

Les souris NMRI (Naval Medical Research Institute) proviennent du laboratoire Janvier 

(Le Genest Saint Isle, France), et sont hébergées dans des cages en plexiglass avec nourriture 

et eau ad libitum. La température des salles d’hébergement est fixe (21 ± 1 °C) associée à un 

cycle jour/nuit de 12heures/12heures (les lumières étant allumées de 7h à 19h). Le sevrage, 

suivi du sexage des individus, est réalisé à P21. Les expérimentations sont réalisées suivant les 

recommandations du comité d’éthique français et des directives européennes (2010/63/UE), et 

sous la supervision d’investigateurs autorisés (B.J.G., & M.L., du Ministère de l’Agriculture et 

de la Pêche ; Autorisation de projet : APAFIS#22136-2019092013438607 v4).  

II. Traitement in vivo des mères gestantes et allaitantes 

Une injection quotidienne d’éthanol (3g/kg ; dilué à 50 % (v/v) dans du NaCl 0,9 %) ou 

de NaCl (0,9 %) est réalisée en sous-cutanée du 15ème jour gestationnel (JG15) au JG20 (Jégou 

et al., 2012 [264] ; Lecuyer et al., 2017 [173]). Le jour de mise-bas (P0) et un jour après (P1), 

les mères allaitantes reçoivent une injection quotidienne suivant le même protocole. La dose 

d’éthanol circulante résultante correspond alors à 1,5 g/L de sang, 30 minutes après injection. 

Après 3 heures, l’alcoolémie de la femelle gestante est revenue au niveau basal (Jégou et al., 

2012 [264]).  

III. Evaluations comportementales  

Les tests comportementaux ont été conduits selon un planning et un expérimentateur 

donné, afin de limiter de potentiels effets liés à la manipulation des animaux. Associé à 

l’évaluation comportementale, un suivi de poids a été réalisé pour chaque individu, de P2 à P10, 

puis à P15 et P45.  

1. Evaluation des capacités sensorimotrices des souriceaux 

La mise en place des capacités sensorimotrices des souriceaux a été évaluée à l’aide de 

deux tests (Figure 29) : le test de retournement (righting reflex test ; de P2 à P8) et le test de 

géotaxie négative (negative geotaxis test ; de P5 à P8).  

Placé sur le dos, le test de retournement permet de mesurer le temps en seconde mis par 

le souriceau à se retourner sur ses quatre pattes. Par jour, chaque souriceau effectue deux essais, 

qui seront moyennés. Un cut off, soit une durée maximale du test, est fixée à 60 secondes, et 

conditionne l’arrêt de l’essai en cours.  
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Placé tête en bas sur une pente inclinée à 45°, le test de géotaxie négative évalue le temps 

en seconde mis par le souriceau à se retourner à 180°, soit tête en haut. Un essai est effectué par 

jour et par souriceau, le cut off étant fixé à 60 secondes.  

 

Figure 29 : Illustrations des tests utilisés pour l’évaluation sensorimotrice des 

souriceaux. 

(A) Test de retournement ou righting reflex test réalisé chez le souriceau de P2 à P8. (B) Test de géotaxie négative 
ou negative geotaxis test réalisé chez le souriceau de P5 à P8.  

2. Evaluation des capacités motrices chez la Souris à P15 et à P45 

Les capacités motrices des Souris exposés in utero à l’alcool ou au NaCl ont été évaluées 

à P15 et à P45 via un test d’activité locomotrice (Figure 30), réalisé au sein de la plateforme 

comportementale (Service Commun d’Analyse Comportementale, SCAC) de l’Institut de 

Recherche et d’Innovation Biomédicale (IRIB ; Université Rouen Normandie). Préalablement, 

chaque individu est isolé dans une cage individuelle pendant 5 minutes, puis est déposé au 

centre du dispositif expérimental, une boîte carrée en plexiglass opaque de 50x50x38 cm (l x L 

x h cm) de côté. Ce test comportemental se base sur la tendance naturelle des souris à explorer 

un nouvel environnement. Au cours de chaque session test, d’une durée de 30 minutes, 

l’exploration environnementale réalisée par la souris est enregistrée par vidéo tracking, et le 

logiciel EthoVision XT (Noldus®) fournit un ensemble de paramètres préalablement établis 

(distance parcourue, temps d’activité, temps d’immobilité, etc.) au sein de deux zones 

auparavant définies (zone centrale versus zone périphérique).  
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Figure 30 : Illustration du test d’activité locomotrice chez la Souris à P15 et à 

P45. 

Le test d’activité locomotrice se base sur la tendance naturelle des Souris à l’exploration de leurs environnements. 
Ainsi, au travers un ensemble de paramètres, tels que la distance parcourue, le temps passé dans une zone d’étude 
ou encore le temps d’immobilité, la locomotion globale des individus est évaluée. Préalablement au test, 2 zones 
d’études sont définies au sein du dispositif : la zone périphérique (ZP) et la zone centrale (ZC), cette dernière 
représentant une zone d’inconfort pour la Souris. Enfin, l’étoile représente l’endroit où chaque individu est déposé 
au début de la session d’enregistrement.  

IV. Evaluation moléculaire du lignage oligodendrocytaire 

1. Approche par Western blot 

Après extraction au 20ème jour embryonnaire (E20), à P2, P15 et P45, les hémisphères 

cérébraux ont été lysés à l’aide d’un tampon de lyse Tébu Bio© supplémenté à 1 % avec des 

inhibiteurs de protéases et de phosphatases. Après 20 minutes sur glace, une centrifugation des 

lysats protéiques a été réalisée pendant 20 minutes à 12000g. Les surnageants ainsi obtenus ont 

été dosés selon la méthode de Bradford, la concentration protéique étant mesurée par 

spectrophotométrie à 595 nm, à l’aide d’une gamme étalon de bovine serum albumin (BSA). 

Cinquante microgrammes de protéines cérébrales complémentés avec du tampon Laemmli 2X 

(Tris-HCL 0,5 M ; pH 6,8 ; SDS 8 % ; bleu de bromophénol 0,5 % ; glycérol 10 % ; β-

mercaptoéthanol 10 %), ont été dénaturés par chauffage à 100°C pendant 5 minutes, puis 

déposés sur des gels de polyacrylamide 10 %, parallèlement au dépôt d’un marqueur de poids 

moléculaire. La migration a été réalisée à 250 V pendant 30 minutes dans un tampon de 

migration (Tris-Base ; Glycine ; SDS 10 %). A la suite de l’activation des gels pendant 5 

minutes (Gel Doc EZ Imager™), les protéines ont été transférées sur membrane de 

nitrocellulose immergée dans un tampon de transfert (trans-blot turo 5X transfert buffer, 

éthanol) pendant 7 minutes à 25 V, à l’aide du système Trans-Blot Turbo™. Saturée dans une 

solution de blocage (Tris buffer saline Tween 20 (TBST) 0,1 % ; lait 5 %) pendant 1 heure afin 

d’éviter des interactions non-spécifiques entre les anticorps, la membrane a ensuite été incubée 
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pendant une nuit à 4°C avec les anticorps primaires des protéines d’intérêt (Tableau 1). Après 

3 rinçages de 10 minutes dans du TBST, une incubation de 1h30 à température ambiante avec 

les anticorps secondaires couplés à une horseradish peroxyidase (HRP) dirigés contre 

l’anticorps primaire a été réalisée. A l’aide du kit ECL et du système ChemiDoc Imaging System 

(Biorad ; Marnes-la-Coquette, France), les protéines ont été révélées par chemiluminescence. 

Le niveau d’expression de chaque protéine d’intérêt est quantifié après correction par la mesure 

du ratio sur la β-actine.  

 

 

Tableau 1 : Tableau récapitulatif des anticorps primaires et secondaires utilisés 

en Western blot 

CNPase : 2',3'-Cyclic-nucleotide 3'-phosphodiesterase ; HRP : horseradish peroxidase ; MBP : myelin basic 
protein ; Olig2 : oligodendrocyte transcription factor 2 ; PDGFRα : platelet-derived growth factor receptor A.  

2. Approche par qRT-PCR 

A partir des hémisphères cérébraux isolés à E20, P2 et P15, les ARNm ont été extraits à 

l’aide du kit d’extraction NucleoSpin RNA Plus (Macherey-Nage ; Hoerdt, France). La 

concentration des échantillons et le calcul des ratios A260/A280 et A260/A230 ont été déterminés à 

l’aide du Nanodrop 2000/2000c® (Thermo Fischer Scientific ; Massachusetts, USA). Afin de 

dégrader l’ADN contaminant restant, un traitement des échantillons à la DNase I a été réalisé. 

La rétro-transcription des ARNm a été réalisée à l’aide du kit Reverse Transcription System 

(Promega ; Madison, Wiconsin, USA), au travers l’incubation d’un microgramme d’ARNm 

avec un mélange réactionnel contenant le tampon de RT, le MgCl2 [25 mM], les dNTP, 

l’enzyme avian myeloblastosis virus RT (AMVRT) ainsi qu’un inhibiteur de RNase. Une fois 

les échantillons rétro-transcrits, ces derniers sont dilués au 1/10ème, et associés au mélange 

réactionnel d’amplification SYBR Green PCR MIX (Biorad, Californie, USA) et des amorces 

sens et anti-sens spécifiques des gènes d’intérêt étudiés et préalablement validées (Tableau 2).  

Anticorps primaire Référence Hôte Fournisseur

CNPase ab227218 Rabbit Abcam
MBP ab7349 Rat Abcam
Olig2 ab136253 Rabbit Abcam

PDGFRα PA5-16571 Rabbit ThermoFischer
β-actine A5441 Mouse Sigma-Aldrich

Anticorps secondaire HRP Référence Fournisseur

Goat anti Rat sc-2065 Santa Cruz
Mouse anti Rabbit sc-2357 Santa Cruz

Donkey anti Mouse 715.035.151 Jackson



MATERIELS & METHODES 

71 

 

Tableau 2 : Tableau récapitulatif des séquences des amorces utilisées en qRT-PCR. 

Les amorces ont été obtenues chez le fournisseur Invitrogen.  

Réalisé à l’aide du lecteur LightCycler® 96W1.1 (Roche, Bâle, Suisse) le programme de 

PCR est défini comme suit : (i) 95°C pendant 3 minutes, 40 cycles alternant 10 secondes à 95°C 

et 30 secondes à 60°C, 97°C pendant 10 secondes, puis 65°C pendant 60 secondes, et enfin 1 

seconde à 97°C. La méthode 2-ΔΔCt permet le calcul de la quantité d’ADN complémentaire 

(ADNc). La glycéraldhéhyde-3phosphate (GAPDH) a été choisie comme gène de référence. 

Enfin, la dénomination « Ct » pour « threshold cycle » correspondant à la mesure de 

fluorescence où l’intensité du signal de fluorescence est supérieure au bruit de fond défini par 

le thermocycleur :  

ΔΔCt échantillon = Ct gène cible – Ct gène de référence (GAPDH) 

ΔΔCt échantillon = ΔCt échantillon – ΔCt (moyenne des Ct du groupe choisi comme référence) 

V. Evaluation histologique des oligodendrocytes 

1. Immunohistochimie 

Après extraction des cerveaux aux différents âges d’intérêt (E20, P2, P15 et P45), les 

cerveaux sont successivement immergés dans du PFA 4 % pendant 1h, puis dans une solution 

de cryoprotection (saccharose dilué à 30 % dans du phosphatate-buffered saline (PBS)) pendant 

72h. Les cerveaux sont par la suite congelés dans du 2-méthylbutane (VWR, Pennsylvanie, 

USA) à -35°C, puis conservés à -80°C avant utilisation. A l’aide du cryostat Leica CM 1950® 

(Nussloch, Allemagne), des coupes de cerveaux de 20 µm ont été réalisées. Afin de réaliser les 

marquages cibles, les coupes sont préalablement incubées à température ambiante pendant 45 

minutes dans un tampon de perméabilisation (BSA 1 % ; Triton x100 3 % dans du PBS), puis 

Amorces Séquences 5’   3’

PDGFRα f GACGTTCAAGACCAGCGAGTT

PDGFRα r CAGTCTGGCGTGCGTCC

CNPase f AGACAGCGTGGCGACTAGACT

CNPase r GGGCTTCAGCTTCTTCAGGT

MBP f ACGAGAACTACCCATTATG

MBP r GATGGAGGTGGTGTTC

Olig2 f AGCCAGGTTCTCCTC

Olig2 r GGGCAGAAAAAGATCATC

GAPDH f CCTGCTTCACCACCTTCTTGA

GAPDH r CATGGCCTTCCGTGTTCCTA
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incubées une nuit à 4°C avec les anticorps primaires d’intérêts, dilués au 1/200ème (Tableau 3). 

Après 3 rinçages au PBS, les lames ont été incubées avec les anticorps secondaires Alexa 

Fluor® 488 et 594 correspondants, dilués au 1/400ème (Tableau 3). Après 3 nouveaux rinçages 

au PBS, le montage des lames sous lamelle a été réalisé avec un mélange PBS-glycérol 50 % 

(v/v), puis scellé à l’Eukitt®. A l’aide d’un microscope Leica DMI 600B couplé à une caméra 

et au logiciel Métamorph® (Roper Scientific, Downingtown, USA), d’un microscope Leica 

confocal TCS SP8 MP ou d’un Thunder Imaging CTR5500, les différents fluorochromes ont 

été visualisés.  

 

 

Tableau 3 : Tableau récapitulatif des anticorps primaires et secondaires utilisés 

pour les expériences d’immunohistochimie. 

CD31 : cluster of differenciation 31 ; CNPase : 2',3'-Cyclic-nucleotide 3'-phosphodiesterase ; Glut1 : glucose 
transporter 1 ; MBP : myelin basic protein ; Olig2 : oligodendrocyte transcription factor 2 ; PDGFRα : platelet-
derived growth factor receptor A ; PECAM : platelet endothelial cell adhesion molecule.  

2. Quantification de la densité des cellules Olig2-positives au sein du corps 

calleux et des couches corticales 

La densité des cellules Olig2-positives a été évaluée au sein du corps calleux, des couches 

corticales profondes et des couches corticales superficielles. A la suite d'un immunomarquage 

dirigé contre Olig2 aux stades E20, P2 et P15, et après acquisition des images, une région 

d’intérêt (ROI) a été définie dans chaque zone d’étude (corps calleux, couches corticales 

superficielles, couches corticales profondes) via l’utilisation du logiciel d’analyse d’images FIJI 

Anticorps primaire Référence Hôte Fournisseur

CD31/PECAM cat 550274 Rat BD-Pharmigen
CD34 790-2927 Mouse ROCHE

CNPase NB100-1935 Chicken Novus Biological
Glut1 sc-1605 Goat Santa Cruz
MBP ab7349 Rat Abcam
Olig2 ab136253 Rabbit Abcam

PDGFRα AF1062 Goat R&D System

Anticorps secondaire Référence Fournisseur

Donkey anti Rabbit Alexa Fluor 594 A21207
Donkey anti Rat Alexa Fluor 594 A21209
Chicken anti Rat Alexa Fluor 488 A21470

Donkey anti Goat Alexa Fluor 488 A11055
Goat anti Chicken Alexa Fluor 488 A11039

ThermoFischer
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(Fiji Is Just ImageJ). A l’aide de l’outil multi-point, les cellules Olig2-positives ont été 

dénombrées par seuillage au sein de chaque ROI. La densité a ensuite été déterminée par un 

ratio du nombre de cellules au sein de la ROI sur l’aire de la ROI. Le dénombrement cellulaire 

a été réalisé au sein de chaque zone d’étude de la zone fronto-pariétale, dans les deux 

hémisphères, sur trois coupes par individus (Léger et al., 2020 [247]).  

3. Mesure du profil immuno-réactif des oligodendrocytes immatures et 

matures au sein des couches corticales 

Afin de déterminer le profil d’expression des oligodendrocytes immatures et matures au 

sein des couches corticales, des immunomarquages ciblant les protéines CNPase et MBP ont 

été réalisés à P15. Après acquisition des images au sein de la zone fronto-pariétale, une 

quantification de l’intensité de fluorescence au sein des couches corticales a été réalisée en 

utilisant l’outil linescan du logiciel Metamorph®. Pour se faire, une répétition de 5 mesures 

d’intensité de fluorescence a été réalisée au sein d’une coupe par individu, avant d’être 

moyennée. Enfin, l’aire sous la courbe des intensités de fluorescence de chaque couche corticale 

a été évaluée. Une comparaison des distributions relatives des profils d’expression de la CNPase 

et de la MBP a été effectuée couche par couche.  

4. Quantification des fibres MBP-positives et des faisceaux MBP-positif 

respectivement au sein des couches corticales et du striatum 

A l’aide d’un immunomarquage réalisé à P15 ciblant la protéine MBP, les 

oligodendrocytes matures ont été visualisés au sein des structures étudiées. Après acquisition 

des images au niveau de la zone fronto-pariétale, une ROI a été définie au sein du cortex à l’aide 

du logiciel FIJI. Par la suite, une quantification par seuillage des fibres MBP-positives au cœur 

de cette ROI a été réalisée, donnant accès à une densité de fibres MBP-positives au sein des 

couches corticales. Des acquisitions supplémentaires au niveau du striatum ont été effectuées. 

Après définition d’une ROI, l’aire correspondante ainsi que le nombre d’objet au sein de cette 

ROI ont été obtenus à l’aide du logiciel FIJI, donnant accès à la densité de faisceaux MBP-

positif au sein du striatum. L’ensemble des quantifications a été réalisé sur les deux hémisphères 

au sein d’une coupe par individu, et pour six individus.  

5. Microscopie électronique des corps calleux chez la souris à P15 

Afin de réaliser les acquisitions de microscopie électronique, une succession de fixation 

a été réalisée à partir des corps calleux extraits à P15, issus d’individus préalablement exposés 
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in utero au NaCl ou à l’éthanol. Ainsi, une première fixation des corps calleux a été réalisée à 

partir de glutaraldéhyde à 2 % (dans un tampon Sörensen + 1 % de saccharose) pendant une 

nuit. Après 3 rinçages de 10 minutes (tampon Sörensen/Saccharose/NaCl), une seconde fixation 

des corps calleux a été effectuée à l’aide de tétroxyde d’osmium à 1 % (dans un tampon 

Sörensen + NaCl). Une déshydratation progressive des échantillons via des expositions 

successives d’éthanol à concentration croissante a ensuite été réalisée, la déshydratation 

complète étant finalisée à la suite d’un bain de 1h acétonitrile/éthanol (vol/vol), suivi d’un bain 

de 1h d’acétonitrile. Pour terminer, l’inclusion en résine époxy des échantillons a été effectuée 

au travers des bains successifs résine/acétonitrile, avec une concentration croissante de résine 

comme suit : 25 % pendant 4h, 50 % pendant 1 nuit, 75 % pendant 4h, 90 % pendant 1h, puis 

résine pure pendant 1h. Enfin, un sixième bain de résine EPON pure a été effectuée pendant 

une nuit. A partir des blocs ainsi obtenus, des coupes semi-fines ont été réalisées, colorées à 

l’aide du bleu de toluidine, d’acétate d’uranyle et de citrate de plomb dans le but d’améliorer le 

contraste et d’identifier les zones d’intérêt puis des coupes ultrafines ont été effectuées, et 

examinées au microscope électronique PHILIPS CM10.  

6. Evaluation des profils axonaux myélinisés et des épaisseurs de gaine de 

myéline au sein du corps calleux 

A partir des acquisitions de microscopie électronique de corps calleux de souris à P15 

(grossissement x295), la densité des axones myélinisés a été quantifiée à l’aide du logiciel FIJI, 

via un dénombrement des axones myélinisés rapportés à l’aire de la ROI. La surface axonale 

myélinisée globale ainsi que l’épaisseur de la gaine de myéline ont été quantifiées dans un 

second temps sur des acquisitions à plus fort grossissement (x895).  

7. Evaluation de l’orientation vasculaire et des interactions oligo-vasculaires 

Afin d’évaluer les interactions entre les oligodendrocytes et les vaisseaux corticaux, un 

double immunomarquage a été réalisé à E20, P2 et P15, utilisant les anticorps primaires Olig2, 

CD31 ou Glut1 (Tableau 3). Les images ont été acquises à l’aide d’un microscope Leica 

confocal TCS SP8 MP, associées à une résolution 1024x1024 pixels et une compilation 

d’images en z. L’interaction oligo-vasculaire a été considérée comme effective lorsque la 

distance entre la partie la plus centrale de la cellule Olig2-positive et celle du vaisseau, est 

inférieure à 10 µm. Le dénombrement des cellules Olig2-positives associées aux vaisseaux, a 

été effectué selon le même protocole mis en place lors de l’évaluation de la densité Olig2-

positive. Par ailleurs, l’orientation des vaisseaux corticaux a également été déterminée sur ces 
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mêmes images. Le dénombrement des interactions oligo-vasculaires a été réalisé dans la zone 

fronto-pariétale des deux hémisphères cérébraux, sur trois coupes par individus, et pour six 

individus.  

VI. Influence des modulations placentaires sur l’axe placenta-

cerveau & alcoolisation in utero 

La surexpression placentaire du PlGF a été réalisée par la technique d’électroporation in 

utero à E13, puis le traitement des mères gestantes, à l’éthanol (3g/kg) ou au NaCl (0,9 %), a 

été réalisé du JG15 au JG20 (Lecuyer et al., 2017 [173]). Pratiquement, les souris gestantes ont 

été anesthésiées par un bolus d’isoflurane 5 %, et maintenues sous masque à 1,8 % d’isoflurane. 

Un contrôle thermique des souris a été réalisé pendant l’intégralité de la chirurgie. En 

application, après une désinfection de la peau de l’animal suite à un rasage des poils, ainsi que 

l’application d’un anesthésique local (lidocaïne), un champ stérile a été déposé sur l’abdomen 

des souris. Une laparotomie a été réalisée afin d’accéder aux embryons et aux placentas. Après 

identification des positions de chaque embryon au sein des cornes utérines, les injections des 

plasmides enhanced green fluorescent protein (eGFP), codant la protéine fluorescente, et des 

plasmides lentiviraux d’activation ciblant le PlGF (Clustered Regular Interspaced Short 

Palindromic Repeats-Activation du PlGF (CRISPR-PlGF-Act) ; Figure 31) ont été effectuées 

à l’aide d’une pipette de verre standardisée par une jauge millimétrée (0,58 mm de diamètre 

interne, et 1,0 mm de diamètre externe) au sein des placentas.  

 

Figure 31 : Composition du complexe de plasmides lentiviraux d’activation 

(CRISPR-PlGF-Act). 

La technologie CRISPR-Act (Clustered Regular Interspaced Short Palindromic Repeats-Activation) permet de 
surexprimer un gène cible, et se compose de 3 plasmides fonctionnant en synergie mais ayant des fonctions 
spécifiques respectives (SantaCruz Biotechnology, CA, USA).  
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Après injection, l’électroporation est réalisée via l’application d’un courant à l’aide d’une 

électrode en platine spécifique disposée de part et d’autre du placenta préalablement injecté 

(CUY650P5 ; Nepagene Co., Ichikawa, Japon). Après la transfection de trois placentas (soit 

trois embryons) par mère gestante, les cornes utérines ont été délicatement replacées au sein de 

la cavité abdominale. Le péritoine et la peau ont été suturés respectivement par surjet à point 

passé et par point simple, à l’aide d’un fil stérile (Prolène 6-0, ETHICON, Lidingö, Suède). 

Avant le réveil de l’animal, la suture a été nettoyée avec de la biseptine et 1 mL de NaCl 0,9 % 

a été injecté en sous cutané. Les souris ont été surveillées dans les heures suivant l’opération, 

et un contrôle des sutures a été réalisée à 24h post-chirurgie. Après traitement quotidien des 

mères gestantes à l’éthanol (3g/kg) ou au NaCl (0,9 %) de JG15 à JG20, une hystérectomie a 

été réalisée à JG20. Par la suite, les cerveaux des embryons et les placentas correspondants ont 

été prélevés afin d’évaluer, via des expériences d’immunohistochimie, de Western blot et de 

qRT-PCR, l’impact d’une modulation placentaire du PlGF en contexte d’alcoolisation 

maternelle sur le lignage oligodendrocytaire et les interactions oligo-vasculaires.  

VII. Analyses statistiques 

Le montage des figures et l’analyse statistique ont été réalisées à l’aide du logiciel Graph 

Pad Prism® version 9.00 (La Jolla, CA). Les tests utilisés et les p values associées sont résumés 

au sein des articles originaux dans le chapitre 4 – Résultats. Les données sont présentées sous 

forme de moyenne ± SEM. Par ailleurs, bien qu’une analyse par sexe ait été réalisée, les 

résultats des mâles et des femelles ont été regroupés au sein des figures lorsqu’il n’a pas été 

identifié d’effet sexe. Les données dégroupées femelles/mâles peuvent être retrouvées au sein 

des résultats complémentaires des articles originaux (Chapitre 4 – Résultats).  
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Etude 1 

In utero alcohol exposure impairs the vessel-associated positioning 

and differentiation of oligodendrocytes in the developing 

neocortex 

Brosolo M1, Lecointre M1, Laquerrière A1,2, Janin F1, Genty D2, Lebon A3, Lesueur C1, 
Vivien D4,5, Marret S1,6, Marguet F1,2, Gonzalez BJ1 

 

En révision dans Neurobiology of Disease 
 

La consommation d’alcool par la femme enceinte peut engendrer un syndrome 
d’alcoolisation fœtale (SAF) représentant la forme la plus sévère des troubles causés par 
l’alcoolisation fœtale (TCAF). Outre un impact délétère sur de nombreuses cellules nerveuses, 
des travaux réalisés au sein du laboratoire ont mis évidence le rôle néfaste de l’alcool sur la 
cellule endothéliale et l’angiogenèse cérébrale. En particulier, l’exposition chronique à 
l’éthanol de souris gestantes au cours de la dernière semaine de gestation entraîne chez les 
nouveau-nés une perturbation de l’expression de facteurs pro-angiogéniques de la famille du 
VEGF ainsi qu’une perte de l’orientation radiale des microvaisseaux corticaux. Par ailleurs, les 
microvaisseaux périventriculaires constituent un support de migration tangentielle des 
oligodendrocytes. Cette étude repose sur l’hypothèse que l’altération de l’angiogenèse corticale 
induite par l’exposition prénatale à l’alcool pourrait induire un défaut de migration radiale et de 
maturation des oligodendrocytes corticaux, et par conséquent, contribuer aux déficits de 
myélinisation identifiés chez les enfants SAF. 

Dans cet article, nous avons mis en évidence que : 

• Des interactions oligo-vasculaires sont retrouvées au niveau des vaisseaux corticaux 
radiaux à la fois chez l’Homme et la Souris 

• L’alcoolisation in utero altère l’organisation radiale du réseau vasculaire en période 
périnatale sans impacter l’association oligo-vasculaire 

• Un défaut/retard de positionnement des oligodendrocytes au sein des couches corticales 
est retrouvé en période périnatale à la suite d’une alcoolisation in utero 

• L’exposition prénatale à l’alcool perturbe l’expression de marqueurs de différenciation 
oligodendrocytaire, favorisant le maintien d’un profil oligodendrocytaire immature  

• Une atteinte postnatale du processus de myélinisation est retrouvée à la suite d’une 
alcoolisation in utero 

• Ces anomalies développementales sont associées à des troubles moteurs qui persistent 
chez l’adulte 

Ces résultats démontrent l’impact de l’alcoolisation in utero sur la mise en place vasculo-
associée des oligodendrocytes corticaux. Ils révèlent un défaut/retard de positionnement et de 
maturation oligodendrocytaire au sein des couches corticales et suggèrent que l’altération de 
l’organisation radiale des microvaisseaux pourrait contribuer à ces anomalies 
développementales.
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ABSTRACT 

Prenatal alcohol exposure (PAE) is a major cause of nongenetic mental retardation and can lead 

to fetal alcohol syndrome (FAS), the most severe expression of fetal alcohol spectrum disorder 

(FASD). FASD infants present behavioral disabilities resulting from neurodevelopmental 

defects. Both grey and white matter lesions have been characterized and are associated to 

apoptotic death and/or ectopic migration profiles. In the last decade, it was shown that PAE 

impairs brain angiogenesis; the radial organization of cortical microvessels is lost. 

Concurrently, several studies reported that tangential migration of oligodendrocyte precursors 

(OPC) originating from ganglionic eminences is vasculo-associated. Because numerous 

migrating oligodendrocytes enter the developing neocortex, the present study aimed to 

determine if migrating OPC were interacting with radial cortical microvessels and if alcohol-

induced vascular impairments were associated to altered positioning and differentiation of 

cortical oligodendrocytes. Using a 3D morphometric analysis, results revealed that during 

perinatal life, 15 to 40 % of Olig2-positive cells were in close association with radial cortical 

microvessels. This association was found in both mouse and human fetuses. Despite a perinatal 

vascular disorganization, PAE did not modify the vessel-association of Olig2-positive cells but 

impaired their positioning between deep and superficial cortical layers. At a molecular level, 

PAE markedly but transiently reduced the expression of CNPase and MBP, two differentiation 

markers of immature and mature oligodendrocytes. In particular, PAE inverted their 

distribution profiles in cortical layers V and VI and reduced the thickness of myelin sheath of 

efferent axons. These perinatal oligo-vascular defects were associated with motor disabilities 

that persisted in adults. Altogether, the present study provides the first evidence that Olig2-

positive cells entering the neocortex are associated with radial microvessels. PAE disorganized 

the cortical microvasculature and delayed the positioning and differentiation of 

oligodendrocytes. Whereas most of these oligovascular defects occurred at perinatal life, 

offspring developed long-term motor troubles. Altogether, these data suggest that alcohol-

induced oligo-vascular impairments may contribute to the neurodevelopmental troubles 

described in FASD. 
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1. Introduction 

Despites public health messaging, nearly 10% of worldwide women consume alcohol 

during their pregnancy (Popova et al., 2019). Prenatal alcohol exposure (PAE) represents a 

major cause of nongenetic mental retardation, making alcohol consumption during pregnancy, 

an extremely important public health concern (Lange et al., 2017). Indeed, PAE can cause fetal 

alcohol syndrome (FAS), the most severe expression of fetal alcohol spectrum disorders 

(FASD; Riley et al., 2011). FAS is characterized by a large set of physical and mental disorders 

including intrauterine growth retardation, craniofacial dysmorphism, neurodevelopmental 

defects and neurobehavioral troubles, such as learning or attention deficits (Riley et al., 2011). 

Although most FASD children frequently express life-long behavioural disabilities as FAS, 

they do not present morphological dysmorphism, leading to delayed diagnosis and medical care 

(Chasnoff et al., 2015).  

At any stages of gestation, alcohol can be harmful and, even if it impacts numerous 

organs and cell types, its deleterious effects are highly noxious for the developing brain (Sulik 

et al., 2014). In particular, based on clinical research and animal model studies, it has been 

shown that PAE alters oligodendrocyte morphology and survival (Creeley et al., 2013; Dalitz 

et al., 2008; Newville et al., 2017). Thereby, Dalitz and co-workers identify attenuated 

processes and altered oligodendrocyte cell bodies in brains of sheep fetuses in utero exposed to 

alcohol (Dalitz et al., 2008). Similarly, the group of Olney showed that in macaque fetuses, 

PAE induces apoptosis of oligodendrocytes (Creeley et al., 2013). Furthermore, it is well 

established that in utero alcohol exposure can lead to persistent white matter abnormalities, 

leading to corpus callosum deformities visualised using diffusion tensor imaging both in rodents 

and human (Newville et al., 2017 ; Wozniak et al., 2009).  

Beyond the main role of oligodendrocytes consisting in improving neuronal signal 

conduction along myelinated axons in the mature brain (Baraterio et al., 2016), a tight cell-cell 

interaction has been recently evidenced in the developing brain between microvessels and 

oligodendrocytes (Yuen et al., 2014). Indeed, in addition to their functions of oxygen, trophic 

factors and nutrient supplier, it is now established that cortical microvessels constitutes physical 

supports for nervous cell migration (Segara et al., 2019). Firstly described for GABAergic 

interneurons (Won et al., 2013), Tsai and co-workers more recently shown that, 

oligodendrocytes constitute a second population of nervous cell migrating using a vessel-

associated process (Tsai et al., 2016). In particular, oligodendrocyte precursors migrate 
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tangentially to reach the developing corpus callosum (Tsai et al., 2016). Consistent with these 

neurodevelopmental data, in vitro studies previously showed that growth factor production by 

endothelial cells, such as BDNF or VEGF, takes part in proliferation and survival of 

oligodendrocytes (Aria et al., 2009). Jointly, oligodendrocytes promote vascular remodelling in 

white matter (Myamoto et al., 2014). Altogether, these data suggested that, as recently showed 

for GABAergic interneurons (Léger et al., 2020a), oligodendrocytes invading the cortical layers 

migrate along radial microvessels. 

Several in vivo studies performed in adult mice and nonhuman primates showed that 

alcohol affects angiogenesis and vasculogenesis by altering wound healing and new vessel 

formation (Radek et al., 2005; Williams et al., 2008). In vitro, ethanol has also been shown to 

disrupt VEGF receptor signalling in cultured endothelial cells (Radek et al., 2008). More 

recently, in vitro and in vivo studies performed in the developing brain, have demonstrated that 

alcohol impairs brain angiogenesis causing a loss of the radial organization of cortical 

microvessels, a dysfunction of endothelial MM9 activity and a disruption of the vessel-

associated migration of GABAergic interneurons (Jégou et al., 2012; Léger et al., 2020a and 

2020b). At a mechanistic level, these effects are associated to a deregulation of the expression 

of the VEGF receptor 1 (VEGFR1) and the endothelial NMDA receptor (Léger et al., 2020a). 

These deleterious effects of in utero alcohol exposure on the cortical vasculature and the 

mispositioning of GABA interneurons were also described in human fetuses (Jégou et al., 2012; 

Marguet et al., 2020). However, the effect of PAE on oligovascular interactions remains 

unexplored. 

Given the critical role of oligodendrocytes for neuronal signal conduction (Jäkel and 

Dimou, 2017), the recently described vessel-associated migration of oligodendrocytes in the 

developing corpus callosum (Tsai et al., 2016) and our recent data evidencing that alcohol 

impairs cortical angiogenesis and endothelial activity (Léger et al., 2020a and 2020b), we 

hypothesized that PAE would impair the vessel-associated positioning of migrating 

oligodendrocytes invading the developing cortex and the maturation of the oligodendrocytic 

lineage. To this purpose, first, we researched oligovascular interactions in the developing cortex 

of human fetuses and, second, used a mouse model of FASD to: (i) assess the effects of alcohol 

on oligovascular interactions and oligodendrocytes positioning on cortical layers, (ii) 

characterize the impact of prenatal alcohol exposure on oligodendrocyte maturation stages and, 
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(iii) determine if such neurodevelopmental defects would be associated to perinatal and adult 

behavioural troubles.  

2. Material and methods 

2.1. Control and alcohol-exposed human brains 

In agreement with the local ethic committee and French laws, fetal brains used in this study 

(Fig. 1A) belong to a collection which has been declared to the French Ministry of Health 

(Collection number DC-2015-2468, cession number AC-2015-2467, located in A. 

Laquerrière’s Pathology Laboratory, Rouen University Hospital). Every cases were obtained 

with the written consent of the parents and autopsy procedures were performed according to 

standardized protocols. Clinical characteristics and cause of death of control and FAS patients 

are presented in Table 1. 

2.2. In vivo treatment of pregnant and lactating mice 

NMRI (Naval Medical Research Institute) mice were purchased from Janvier (Le Genest Saint 

Isle, France). Mice were kept in a temperature-controlled room (21 ± 1 °C) with a 12h/12h 

light/dark cycle (lights on from 7 a.m. to 7 p.m.) and free access to food and tap water. Pregnant 

NMRI mice received a daily subcutaneous injection of 0.9% NaCl or 3g/kg Ethanol diluted in 

50% NaCl, vol/vol, from gestational day 15 (GD15) to GD20 (Fig. 1B). At parturition day (P0) 

and one day after parturition (P1), mothers received a daily injection of the same composition 

(Jégou et al., 2012; Lecuyer et al., 2017; Léger et al., 2020b). The administered dose of ethanol 

was based on a previous study (Jégou et al., 2012) and resulted in a blood alcohol level (BAL) 

of 1.5 g/L 30 min after the injection. This BAL value which is representative of drunkenness in 

human was below 0.5 g/L after 3 hours. Mice were used according to the French Ethical 

Committee recommendations and European directives 2010/63/UE, and experiments were 

carried under the supervision of authorized investigators (authorization no. APAFIS#22136-

2019092013438607 v4 from the Ministère de l’Agriculture et de la Pêche). 

For immunohistochemistry, qRT-PCR and western blot experiments targeting differentiation 

markers of the oligodendrocyte lineage, brains from fetuses and pups were collected at 

embryonic day 20, postnatal day 2 (P2), P15 and P45.  

2.3. Quantitative reverse transcriptase polymerase chain reaction  

From E20, P2 and P15 in utero-exposed cortices, RNA was column-purified according to the 

manufacturer’s guidelines (Macherey-Nagel, Germany). After DNase digestion, cDNA was 
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prepared from 1 µg total RNA using random primers and Avian Myeloblastosis Virus Reverse 

Transcriptase (Promega, Madison). A master mix was prepared using sens and antisens primers 

(Invitrogen; Table 2) and SYBR Green PCR Mix (Biorad). Using a LightCycler® 96W1.1 

machine (Roche; Bâle, Suisse), PCRs were performed using the cycle conditions: 95°C (180s), 

95°C (10s) and 60°C (30s) for 40 cycles, 95°C (10s), 65°C (60s) and 97°C (1s). The 

comparative threshold cycle (Ct) method was used and cDNA amount in sample was expressed 

as 2-ΔΔCt using glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) as internal control. 

GAPDH mRNA level was not affected by ethanol treatment. 

2.4. Analysis by western blot of cortical extracts from mouse 

Cortical extracts from control and in utero alcohol-exposed animals were microdissected and 

homogenized in ice-cold lysis buffer. Fifty micrograms of proteins extracts, determined by the 

Bradford assay, were denatured at 100°C for 5 minutes in Laemmli buffer (Tris-HCL 0,5 M ; 

pH 6,8 ; SDS 8% ; bromophenol blue 0,5% ; glycerol 10% ; β-mercaptoethanol 10%), loaded 

onto a 10% SDS-polyacrylamide gel. After separation, proteins were electrically transferred 

onto a nitrocellulose membrane (Biorad Laboratories, Marne la Coquette, France). The 

membrane was incubated with blocking solution (5% BSA or 5% milk in Tris-Buffer saline 

containing 0,05% Tween 20) at room temperature for 1h and incubated overnight with primary 

antibodies (Table 3). After incubation with the corresponding secondary antibody coupled to 

peroxidase (Santa Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA), proteins were visualized using an 

enhanced chemiluminescence (ECL) immunoblotting detection system (Biorad Laboratories, 

Marne la Coquette, France). The intensity of the immunoreactive bands was quantified using a 

blot analysis system (Biorad Laboratories, Marne la Coquette, France), and β-actin was used as 

a loading control. Commercial markers (Seeblue pre-stained standard; Invitrogen) were used as 

molecular weight standards. 

2.5. Immunohistochemistry 

In mice, brain sections previously fixed with 4% PFA in PBS were incubated overnight at 4°C 

with various primary antibodies (Table 3) diluted in incubation buffer (PBS containing 1% BSA 

and 3% Triton X-100). Slices were rinsed thrice with PBS for 10 min and incubated with the 

same incubation buffer containing the appropriate secondary antibody. By omitting the primary 

antibodies, control for non-specific binding of the secondary antibody was performed. 

Immunolabeled slices were visualized using Leica DMI 600B, Thunder Imaging System 
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CTR5500 or Leica TCS SP8 MP confocal microscope. Analyses were done using the FIJI Is 

Just Image J (FIJI) software. 

In humans, immunohistochemistries were performed on 6-μm dewaxing brain sections, 

according to standardized protocols, identical in mice.  

2.6. Quantification of immunoreactive profiles of differentiation markers of 

oligodendrocytes in cortical layers 

Measurements of immature and mature oligodendrocytes immunoreactive profile in cortical 

layers were performed after immunostaining of P15 slices with CNPase and MBP antibodies, 

respectively (Table 3). After 10x magnification acquisitions, quantification of CNPase or MBP 

fluorescent intensity profiles in the developing cortex was performed in animals prenatally 

exposed to NaCl or ethanol, using the “line scan” tool of the Metamorph® software (Roper 

Scientific, Downingtown, USA). Then, the area under the curve of each cortical layers was 

evaluated. For a given cortex, a comparison of the distribution pattern of the CNPase (immature 

oligodendrocyte) and MBP (mature oligodendrocyte) was then performed. 

2.7. Quantification of the Olig2-positive cell density in the developing cortical layers and 

corpus callosum 

Measurement of the density of oligodendrocytes in cortical layers and corpus callosum was 

performed after immunostaining of E20, P2 and P15 slices using the Olig2 antibody (Table 3). 

Images were acquired at 10x magnification, and regions of interest (ROI) were defined within 

the superficial cortical layers, the deep cortical layers and the corpus callosum. Fluorometric 

analysis using the multi-point counting tool of the FIJI software gave access to the number of 

immunoreactive cells present in the ROI. Density was then determined by a ratio between the 

number of cells and the ROI area. The analysis was repeated to cover the corpus callosum, the 

superficial and deep cortical layers, in both hemispheres and in three slices per animal (Léger 

et al., 2020a). 

2.8. Measurement of microvascular organization and oligo-vascular interactions in the 

developing cortex 

The quantification of the angular orientation of cortical microvessels was performed in the 

fronto-parietal cortex of control and alcohol-exposed mice at E20, P2 and P15 as previously 

described (Jégou et al., 2012). Practically, a frame of lines was defined perpendicular to the 

cortical border (radial orientation). For microvessels parallel to these lines, the Metamorph 



RESULTATS 

88 

Software arbitrary attributed the angular value 0°. Maximal angular value affected was 90°. 

Angle values of cortical microvessels were then distributed in four classes [0-25°[, [25-

50°[,[50-75°[ and [75-90°[. 

The quantification of vessel-associated oligodendrocytes was performed in human and mouse 

brain slices after double immunostaining with Olig2 (oligodendrocytic lineage) and CD31, 

Glut1 or CD34 (endothelial cells) antibodies (Table 3). In human, experiments were conducted 

on a control fetal brain at GW30 and on a FAS fetal brain at GW29. In mouse, experiments 

were performed in cortex slices at E20, P2 and P15. Z stacks acquisitions were done and saved 

in TIFF format using a Leica TCS SP8 MP confocal microscope. Afterwards, Z-stack series of 

images were loaded into IMARIS imaging software 9.0.2 (Bitplane, Zurich, Switzerland) for 

3D reconstruction (sVideo 1 and 2). To validate a vessel-oligodendrocytes interaction, the 

maximal distance between the center part of Olig2-positive cells and the center part of the vessel 

was fixed at 10 µm. 

2.9. Quantification of MBP-positive fibres in the cortical layers and MBP-positive 

bundles in the striatum 

After immunostaining of P15 mouse brain slices with MBP antibody (Table 3), high resolution 

images were acquired at 10x magnification using a Thunder Imaging System CTR5500. Images 

were loaded in the FIJI software and a thresholding of the immunoreactive MBP fibers was 

done in each ROI of the cortex, giving access to the thresholded fiber area/ROI area ratio. 

Similarly, a quantification of MBP-positive bundles was performed in the striatum at the same 

stage. Morphometric analysis gave access to the number of immunoreactive bundles per ROI 

area. 

2.10. Electronic microscopy and quantification of axonal myelinated fibres and 

myelin sheath thicknesses in the corpus callosum at P15 

Electron microscopy ultrastructural studies were carried out according to standardized 

protocols (Roux et al., 2014). Briefly, cortices obtained from P15 corpus callosum of neonates 

previously in utero-exposed to NaCl or ethanol were fixed in a 2% glutaraldehyde solution, 

postfixed with 1% osmium tetroxide, and embedded in epoxy resin. Semithin sections were 

stained with toluidine blue, uranyl acetate and lead citrate to enhance contrast, and examined 

under a PHILIPS CM10 electron microscope. Axonal myelinated fibres density and myelin 

sheath thickness in the corpus callosum was performed at P15 after electronic microscopy 

acquisitions at 120x and 295x magnification FIJI software gave access to the area and number 
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of object (myelinated fibres) within the ROI and to ROI area ratio, performed in four plans per 

animal. Myelin sheath thickness was evaluated using FIJI lines tools.  

2.11. Behavioural evaluations 

Each mouse was submitted to the same series of behavioural tests, respecting the same schedule 

in order to limit the potential confounding factors linked to animal manipulations. Following 

the last day of treatment, weight tracking was recorded daily from P2 to P10 and, subsequently, 

at P15 and P45 (sFig. 1). Because in human, white matter lesions, such as leucomalacia, are 

frequently associated to motor disabilities (Volpe et al., 2009), behavioural tests were focused 

on sensorimotor impairments. 

2.11.1. Behavioural evaluation of pup sensorimotor disabilities 

From P2 to P8, the righting reflex test consists in the evaluation of a reflexive sensorimotor 

ability task (Daher et al., 2017; Syed et al., 2016). Practically, pups were placed supine on a 

plane surface and their mean time to restore a normal prone position on two consecutive trials 

was noted. The cut-off time per trial was set at 60 seconds, and value was the mean of 2 

successive trials. 

From P5 to P8, the negative geotaxis test is a vestibular and body coordination task (Daher et 

al., 2017; Syed et al., 2016). The animals were placed on a 20° tilted plane, with their head 

facing downwards, and the mean time to realize a full rotation of 180°, face up, was measured 

in each group. The latency for a semi rotation (90°) was also counted. The cut-off time per trial 

was set at 60 seconds. 

2.11.2. Evaluation of the locomotor activity  

Locomotor activity of control and in utero alcohol-exposed mice was assessed at P15 and P45. 

Animals were isolated for 5 min in individual cages before being placed in individual 50 x 50 

x 38 cm compartments sound-attenuated and temperature-regulated (20±1°C) room to limit 

anxiety. This test takes advantage of a rodent’s natural tendency to explore a new environment. 

The recording apparatus was connected to a computer to process the data. Distance travelled 

was measured by video tracking using EthoVision XT logiciel (Noldus®) during a 30-min 

period. Data were expressed by 10-min segments and the whole recording period.  

2.12. Statistical Analysis 

Statistical analyses were performed using the biostatistics Prism software (GraphPad® 

Software, La Jolla, CA). Tests used and p values were summarized in the Table 4 and Table 5. 
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Error bars in the graphs represent SEM. Females and males were identified. However, when 

results showed no sex differences, data were pooled on the same figure. Unpooled data are 

provided in the supplementary figures 3, 4, 7, 8 and 9. 

3. Results 

3.1. Vessel association of Olig2-positive cells persists in human FAS cortices 

Previous studies reported that PAE impairs the cortical vasculature in the developing human 

brain (Jégou et al., 2012). This effect which is also retrieved in mouse is associated with a 

dysfunction of cortical endothelial cells (Léger et al., 2020b). Because migrating 

oligodendrocytes use microvessels as guides (Tsai et al., 2016), we explored if PAE altered the 

oligovascular association (Fig. 2). Double immunostaining experiments with Olig2 and CD34 

antibodies were done in a FAS 29GW fetus (Fig. 2A). Confocal acquisitions performed in the 

deep cortical layers supported that some Olig2-positive cells were vessel-associated (Fig. 2B; 

arrows) whereas several other Olig2-positive cells were at distance (Fig. 2A,B; arrowhead). To 

validate the vessel-association, Z-stack acquisitions were realized and a 3D map built (Fig. 2C-

E). Rotation around the vessel axis and quantification of the oligo-vascular distances indicated 

that, in deep cortical layers, about 6% of the Olig2-positive cells were vessel-associated (Fig. 

2C-E; Fig. 2J; sVideo 1). Similarly, experiments were conducted in a control 30GW (Fig. 2F-

H). Morphometric analysis showed that, as observed in the FAS case, several Olig2-positive 

cells were vessel-associated (Fig. 2G,H; arrow). Quantitative analysis revealed a higher 

percentage of vessel-associated Olig2 cells in the control fetus (15.79%; Fig. 2I). Nevertheless, 

considering i) the scarcity of human tissues and ii) the frequent multi-intoxication profiles of 

human FAS fetuses, pre-clinical experiments were conducted using a mono-intoxication model 

of PAE. 

3.2. PAE impairs the cortical vasculature but not the Olig2-vascular association 

In order to evaluate the consequence of PAE on oligo-vascular interactions, double 

immunolabeling experiments targeting Olig2 and CD31 were performed in the developing 

cortex at three developmental stages E20, P2 and P15 (Fig. 3). As performed for human fetuses, 

3D Imaris maps were built to validate and quantify oligo-vascular associations (Fig. 3A,B). 

Such approach was required to exclude false-associated cells (Fig. 3B; arrowheads and sVideo 

2). Two parameters were quantified, the vascular organization and the percentage of Olig2-

positive cells associated with microvessels (Fig. 3C-N). 
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Regarding the vascular organization, at E20 and P2, radial microvessels (angle class [0-25[) 

were majority in the developing cortex (Fig. 3C-E and Fig. 3G-I). PAE significantly reduced 

and disorganized the cortical vasculature at both stages (Fig. 3E; Chi square NaCl E20 vs Eth 

E20, df : 9.709, 3 ; *p=0.0212 and Fig. 3I; Chi square NaCl P2 vs Eth P2, df : 8.536, 3 ; 

*p=0.0361). At P15, whereas radial microvessels remained majority (Fig. 3K-M), no significant 

effect of PAE on the vascular organization of the cortex was found anymore (Fig. 3M; Chi 

square NaCl P15 vs Eth P15, df : 0.8597, 3 ; p=0.8351). Concerning the oligo-vascular 

interactions, PAE did not modify the percentage of associated cells whatever the stage and the 

cortical region considered (Fig. 3F,J,N). 

3.3. PAE transiently altered the positioning of oligodendrocytes in the developing cortex 

Because, on one hand, the microvascular organization was impaired by PAE and, on another 

hand, oligo-vascular association preserved, we hypothesized that Olig2-positive cells could 

present positioning defects as recently described for GABAergic interneurons (Léger et al., 

2020b; Marguet et al., 2020). A time-course quantification of the density of Olig2-positive cells 

was performed at E20, P2 and P15 (Fig. 4). In control condition, Olig2-positive cells were 

present in deep (DCL) and superficial (SCL) cortical layers and their density markedly 

increased from E20 to P2 in both regions (Fig. 4A,C,D; ****p<0.0001). Afterwards, a 

significant decrease occurred from P2 to P15 (Fig. 4C,D; ****p<0.0001). No significant effect 

of PAE was observed on the density of Olig2-positive cells whatever the stage considered (Fig. 

4C,D; black bars). Quantification of the SCL/DCL ratio showed that, in control condition, a 

marked increase occurred between E20 and P2, reflecting the progressive invasion of the SCL 

by migrating oligodendrocytes (Fig. 4E; ****p<0.0001). PAE reduced the SCL/DCL ratio at 

both P2 (Fig. 4E-G; *p<0.05) and P15 (sFig. 2F). Similar analysis was performed in the corpus 

callosum and did not showed significant effect of PAE on the density of Olig2-positive cells 

(sFig. 2D). Altogether, these data indicate that Olig2-positive cells progressively invade the 

neocortex according to regionalized and timeline ways. During the postnatal period, PAE 

impaired the balance of Olig2-positive cells positioned in the deep and superficial cortical 

layers. 

3.4. PAE altered the expression of differentiation markers of the oligodendrocyte lineage 

in the developing cortex 

According to clinical data, consumption of alcohol during pregnancy can lead to white matter 

impairments (Mattson et al., 2011). Because studies performed in nonhuman primates 
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supported stage-dependent vulnerability of oligodendrocytes to alcohol (Creeley et al., 2013), 

we studied, by RT-PCR and western blot, the effect of PAE on the expression of differentiation 

markers of the oligodendrocyte lineage at stages where oligo-vascular defects were observed 

(E20-P15; Fig. 5). PDGFRα was used as a marker of progenitors (OPC) and pre-

oligodendrocytes (Pre-OL), CNPase as a transition marker from Pre-OL to immature 

oligodendrocytes, MBP as a marker of mature oligodendrocytes and Olig2 as a full lineage 

marker (Fig. 1C). In control condition, PDGFRα mRNA expression significantly increased 

from E20 to P2 and, subsequently, decreased to P15 (Fig. 5A; ****p<0.0001). CNPase and 

MBP expression progressively increased from E20 to P15 (Fig. 5B,C; ****p<0.0001) while a 

bell shape profile of mRNA Olig2 expression was observed (Fig. 5D). PAE differently 

impacted the expression of these markers: no effect was found concerning mRNA expression 

of PDGFRα and Olig2 (Fig. 5A,D; black bars), even not significant, a decrease of CNPase 

expression was quantified at P15 (Fig. 5B; black bars) and finally, a reduction of MBP 

expression was firstly detected at P2 and became significant at P15 (Fig. 5C; black bars; 

##p<0.01). RT-PCR quantifications were systematically performed considering females and 

males (sFig. 3). While data were, most of the time, similar between the two sexes, one result 

showed sex-dependent specificity. Indeed, the inhibitory effect of PAE on MBP expression was 

more pronounced in females (sFig. 3E; ##p<0.01). 

Western blot experiments revealed that PAE did not modify the expression of PDGFRα and 

Olig2 (Fig. 5E,F,I). CNPase protein levels were reduced by PAE at all stages E20 (p<0.05), P2 

(p<0.01) and P15 (Fig. 5E,G). MBP was not detected by western blot at E20 and P2 whereas at 

P15, PAE induced a marked decrease of MBP protein levels (Fig. 5E,H; **p<0.01). As 

performed for RT-PCR experiments, western blot data were expressed considering females and 

males at E20, P2 and P15 (sFig. 4). While results were very close between both sexes, the 

inhibitory effect of PAE on MBP protein levels was more pronounced in females (sFig. 4J). 

Altogether, these data indicate that PAE differently impaired the expression of maturation 

markers of oligodendrocytes in the developing cortex, affecting in particular CNPase and MBP, 

indicators of immature and mature oligodendrocytes, respectively. 

3.5. PAE inverted the distribution profiles of CNPase and MBP in the developing cortex 

Whereas RT-PCR and western blot experiments provide data regarding expression levels, the 

use of tissue homogenates did not make possible to determine if specific cortical areas were 

affected. To research evidence of alcohol-induced impairments of oligodendrocyte maturation 
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in the developing cortex, we established the distribution profiles of CNPase and MBP 

immunoreactivities at P15 (Fig. 6). In control condition, linescan acquisitions showed that 

CNPase immunoreactivity was distributed in all cortical layers (Fig. 6A,C). Quantification of 

the areas under the curve (AUC) indicated that the CNPase-related signal was higher in layers 

V and VI (Fig. 6D; *p<0.05). Similarly, the cortical distribution of the MBP-like signal was 

performed at P15 (Fig. 6E-H). In control mice, the MBP-associated signal was maximal in layer 

VI and progressively decrease up to layer I (Fig. 6G). PAE induced a significant decrease of 

the MBP-integrated signal in the cortical layer VI (Fig. 6H; *p<0.05). Interestingly, the 

comparative analysis of CNPase and MBP profiles indicated that, in control condition, linescan 

curves intersected at the level of layer V (Fig. 6I). In contrast, in the PAE group, CNPase and 

MBP profiles never intersected (Fig. 6J). Accordingly, the MBP/CNPase ratio was significantly 

reduced in layer VI after PAE (Fig. 6K; **p<0.01). Altogether, these data indicate that effects 

of PAE quantified by RT-PCR and western blot reflected impairment of the maturation profiles 

of oligodendrocytes along cortical layers. 

3.6. PAE impaired axonal myelination of efferent cortical axons 

Axons from cortical pyramidal cells constitute efferent projections and belongs to inter-

hemispheric and corticofugal pathways (Usrey and Sherman, 2019). In order to determine if the 

modification of the CNPase/MBP ratio evidenced at P15 in the developing cortex was 

associated to alteration of corticofugal pathways, we explored the effects of PAE on striatal 

myelinated (MBP-positive) bundles at P15 (sFig. 5A,B). Whereas PAE induced an increase of 

MBP-positive bundles density (sFig. 5C; *p<0.01), it induced a significant decrease of their 

areas (sFig. 5D; **p<0.01). Accordingly, the distribution of MBP-positive bundles showed that 

PAE increased the proportion of small size bundles (sFig. 5E). Surprinsingly, the effects of 

PAE evidenced at P15 on striatal bundles were not retrieved at P45 (adult mice; sFig. 6). 

Because efferent cortical fibers run through the corpus callosum, we performed electronic 

microscopy acquisitions at P15 to quantify the impact of PAE on myelinated axons (Fig. 7). 

When compared to the control condition, PAE induced a decrease of the density of myelinated 

axons (Fig. 7A,C,E; *p<0.05). This effect was associated with a marked reduction of the 

thickness of the myelin sheath (Fig. 7B,D,F; ***p<0.001). Furthermore, measurement of axonal 

section areas indicated that PAE increased the percentage of small size axons (Fig. 7G). 

Altogether, these data indicate that the decrease of MBP expression after PAE is associated 

with both neuronal (reduced axon density) and oligodendrocyte (reduced myelin sheath) 

impairments. 
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3.7. PAE induced neonatal sensorimotor disabilities and persistent locomotor disorders 

In several human pathologies and animal models, impaired myelination is associated to motor 

disabilities, although not exclusively (Niu et al., 2021; Ueda et al., 2018). To investigate if PAE 

oligo-vascular impairments identified in the perinatal period are correlated to sensorimotor 

disorders, behavioural tests were conducted in PAE-exposed neonates from P2 to P8 (Fig. 

8A,B; sFig. 7), at P15 (sFig. 8) and P45 (Fig. 8C-H and sFig. 9). In control neonates, the righting 

reflex test showed that latency to turn from the supine position to a normal prone position 

regularly decreased from P2 to P8 (Fig. 8A; black curve). In contrast, PAE neonates presented 

at P2 a tonic profile characterized by a propensity to rapidly return in prone position (Fig. 8A; 

****p<0.001). However, no evolution of the latency to turn was measured until P6 (Fig. 8A; 

dotted curve). At P6, PAE neonates were substantially less rapid to turn than control neonates 

(Fig. 8A; ***p<0.01). While observed in both females and males, the effect of PAE was more 

pronounced in females (sFig. 7A,B). In the negative geotaxis test, no effect of PAE was 

quantified whatever the stage and the sex considered (Fig. 8B; sFig. 7C,D). To assess long-term 

motor effects of PAE, locomotor activity was analysed at P15 (sFig. 8) and P45 using an open-

field (Fig. 8C-H; sFig. 9). At P15, PAE had no significant effect on the locomotor activity of 

both females and males measured in the entire compartment as well as in peripheral and central 

areas (sFig. 8). Furthermore, PAE did not impair the time spent in the central zone (sFig. 8G-

I). At P45 (adult stage), PAE induced a marked reduction of the distance travelled by mice (Fig. 

8C,F; red line tracking; ****p<0.001 after 30 min). A similar effect was found when central 

and peripheral regions were separately analysed (Fig. 8D,E). To determine if the decrease of 

the travelled distance resulted from a slower travel speed or to longer periods of immobility, 

mobility maps were analysed (Fig. 8F; false color scale). PAE induced a significant increase of 

the period of immobility (Fig. 8G; ****p<0.001 after 30 min). These periods of immobility 

were essentially observed in the peripheral part of the open field (Fig. 8H). The effects of PAE 

on the locomotor activity was similar between females and males (sFig. 9 A-D; *p<0.05 and 

***p<0.001, respectively). 

4. Discussion 

The present study revealed the following highlights, i) as shown for cortical interneurons, 

oligodendrocytes invading cortical layers are associated with radial microvessels, ii) the vessel-

association of Olig2-positive cells is found in humans and mice, iii) despite a vascular 

disorganization induced by PAE, the vessel-association of Olig2-positive cells persisted, iv) 
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PAE transiently impaired the distribution of Olig2-positive cells between deep and superficial 

cortical layers, v) the effect of PAE on the cortical positioning of Olig2-positive cells was 

associated with a dysregulation of the expression of differentiation markers of 

oligodendrocytes, vi) PAE induced myelination deficits associated with long term behavioural 

disabilities (Fig. 9). 

It is well established in the literature that alcohol consumption during pregnancy can lead to 

neurodevelopmental disabilities (Chasnoff et al., 2015; Riley et al., 2011) and, in particular, to 

white matter defects (Donald et al., 2015; Lebel et al., 2011; Riley et al., 1995). Recently, 

several studies showed that PAE delayed maturation of oligodendrocytes (Darbinian et al., 

2021). For example, it has been described that prenatal alcohol exposure is associated with 

delayed oligodendrocytes maturation in human fetal brain. Nevertheless, processes involved in 

these developmental defects are far to be understood. In the last decade, major discoveries have 

been made regarding modalities of tangential migration of immature oligodendrocytes (Tsai et 

al., 2016). Indeed, migrating OPC generated in ganglionic eminences reach the developing 

corpus callosum using periventricular tangential microvessels as guides (Tsai et al., 2016). In 

addition, numerous oligodendrocytes also invade and populate the cortical layers although their 

migration modalities remain unclear (Choe et al., 2014). We recently evidenced in both human 

and animal models that PAE disorganised the radial organization of cortical microvessels 

(Jégou et al., 2012; Lecuyer et al., 2017; Li et al., 2021). Regarding our recent data and those 

from Tsai and co-workers, it was tempting to speculate a vascular link in the deleterious effects 

of PAE on oligodendrocyte differentiation.  

4.1. Radial microvessels support cortical oligodendrocytes 

During brain development, immature GABAergic interneurons and oligodendrocytes share 

similarities starting with their migration (Luhmann et al., 2015; Paredes et al., 2018; Segara et 

al., 2019). Contrasting to the large majority of cortical glutamatergic neurons, most cortical 

GABAergic interneurons are generated in ganglionic eminences and reach the neocortex using 

a vessel-associated tangential migration mode (Luhmann et al., 2015; Won et al., 2013). In 

particular, migrating interneurons arriving tangentially from the pial migratory route use radial 

microvessels in an outside-in direction to populate superficial cortical layers (Léger et al., 

2020a). At a mechanistic level, the endothelial NMDA receptor has been shown to contribute 

in the control of this migration process by activating the MMP9 activity (Léger et al., 2020a). 

Similarly, cortical oligodendrocytes are generated in ganglionic eminences (Kessaris et al., 
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2006) and, as demonstrated by Tsai and co-workers, they use periventricular microvessels to 

reach tangentially the corpus callosum and, subsequently, cortical layers (Tsai et al., 2016). At 

a mechanistic level, it has been reported a strong communication between endothelial cells and 

oligodendrocytes including activation of the Wnt pathway (Tsai et al., 2016; Yuen et al., 2014). 

For example, a reduction of Wnt activity induced an altered angiogenic response resulting in 

white matter defects (Chavali et al., 2020). In the present study, a 3D-modelisation approach 

performed on cortices from human fetuses and mouse neonates, evidenced that up to 15% and 

40% of Olig2-positive cells were respectively associated with radial microvessels. Although 

additional experiments such as timelaps studies would be interesting, these data suggest that, 

as recently shown for GABAergic interneurons, radial cortical microvessels constitute a 

migration support for immature oligodendrocytes entering the neocortex. 

4.2. Effects of prenatal alcohol exposure on cortical vasculature and vessel-associated 

oligodendrocytes 

In human, consumption of alcohol by pregnant women is frequently associated with a poly-

intoxication behaviour associating alcohol, tobacco, cannabis…. (Forray et al., 2016). In order 

to clarify the effects of alcohol exposure on brain vasculature and Olig2-vessel association, we 

used a TCAF-like mono-intoxication preclinical model previously characterized (Jégou et al., 

2012 ; Lecuyer et al., 2017; Léger et al., 2020b). In particular alcohol exposure during the last 

days of mouse gestation (GD15 to birth) has been shown to induce cortical vascular 

impairments without the characteristic facial dysmorphisms described in FAS models (Petrelli 

et al, 2018). Surprisingly, a time-course study of the cortical vascular development at three 

developmental stages (E20, P2 and P15) revealed that PAE impaired the cortical vasculature at 

E20 and P2 but that this effect was not retrieved at P15 anymore. A possible interpretation of 

these data would be that the absence of alcohol exposure from P2 to P15, at a period where 

cortical angiogenesis is still going on (Harb et al., 2013), attempted vascular impairments. In 

order to test this hypothesis, it would be interesting to investigate if an early postnatal alcohol 

exposure (from P3 to P15), corresponding to third trimester of pregnancy in humans, could 

durably impair cortical microvasculature (Kelly et al., 1990; Xu et al., 2018). 

Several studies from the literature established that in utero alcohol-exposure impaired the 

survival and the positioning of different cell types such as interneurons (Léger et al., 2020b) 

and oligodendrocytes (Creeley et al., 2013). However, considering that migration of these two 

cell types is vessel-associated (Dejana and Betsholtz, 2016; Tsai et al., 2016), we explored if 
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PAE could impair the vessel-association of oligodendrocytes. Data revealed that, whatever the 

stage considered from E20 to P15 and despite vascular disorganization, in utero alcohol 

exposure did not modify the proportion of Olig2-positive cells associated to cortical 

microvessels. Altogether, these results suggest that i) the recruitment process of 

oligodendrocytes with microvessels is not affected by alcohol and ii) if oligodendrocyte are still 

vessel-associated and the microvascular network disorganized, then the positioning of Olig2-

positive cells could be impaired. 

4.3. PAE induced a transient oligodendrocyte mispositioning on cortical layers 

During brain development, vascular network is established before OPC emergence (Daneman 

et al., 2009). Therefore, alcohol-induced vascular defects could lead to a wrong migratory route 

for nervous cells. Consistent with this hypothesis, it has been recently shown in human and 

mouse models that PAE induces a mispositioning of GABAergic interneurons (Léger et al., 

2020b; Marguet et al., 2020). Using preclinical models, it was shown that alcohol, in addition 

to disorganizing microvessels, impaired the activity of endothelial cells such as glutamate-

induced calcium mobilization and in situ activation of endothelial metalloproteinases (MMP9; 

Léger et al., 2020a). These effects were, at least in part, mimicked by invalidation of the 

endothelial NMDA receptor (Léger et al., 2020b). In line with these data, our experiments 

showed an imbalance of Olig2-positive cells in the developing cortex at birth (P2). After PAE, 

a greater proportion of oligodendrocytes was found in deep cortical layers than in superficial 

cortical layers. Again, as found for microvasculature, this effect was significant at P2 and, even 

if still observed, attenuated at P15. Altogether these data suggest that, in our model of PAE, 

ethanol delayed the positioning of oligodendrocytes entering cortical layers. 

4.4. PAE impaired the differentiation profile of cortical oligodendrocytes  

In order to determine whether effects of PAE on the cortical distribution of oligodendrocytes 

were associated to differentiation defects, we explored the expression and distribution of 

PDGFRα, CNPase and MBP which are representative of different maturation stages of the 

lineage (Baraterio et al., 2016). Western blot analyses revealed that PAE markedly reduced the 

expression of CNPase, a myelin-associated enzyme, and MBP, a major constituent of 

the myelin sheath (Baraterio et al., 2016). Again, these effects were stage dependent i.e. CNPase 

reduction was maximum at P2 while the effect of PAE on MBP was firstly found at P15 and 

vanished at adulthood. As suggested by transient vascular impairments and transient Olig2 

positionning, these data support a delay of the late differentiation of oligodendrocytes. In 
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agreement with these results, Cantacorps et al. (2017) also found a reduction of several myelin 

markers after prenatal and early neonatal alcohol exposure in mice. In the same way, late 

exposition to alcohol, in a binge drinking model, also reduced myelin marker expression (Rice 

et al., 2019) indicating a high sensitivity of oligodendrocytes to ethanol whatever the alcohol 

exposure protocol. Regarding clinical research, a recent study described an increase of 

progenitor markers and a decrease of mature oligodendrocyte markers (Darbinian et al., 2021) 

in the brain of fetuses prenatally exposed to alcohol. Even if performed from microdissected 

extracts, RT-PCR and western blot experiments do not inform on the cortical maturation profile 

of oligodendrocytes. Focusing on immature (CNPase-positive) and mature (MBP-positive) 

oligodendrocytes, scanline analysis were performed in the developing cortex at P15 and showed 

that the highest level of intensity profiles corresponding to mature oligodendrocytes was found 

in cortical layers V and VI (Tan et al., 2009). PAE reversed the CNPase and MBP intensity 

profiles, especially in layer VI supporting that effects of alcohol on CNPase and MBP 

expression affected cell populations present in layer VI. Altogether, these data indicate that the 

mispositioning of Olig2-positive cells observed in deep cortical layers after PAE is associated 

with an immature-like oligodendrocyte profile. 

4.5. PAE induced transient white matter damages but long-term locomotor impairments 

Axon myelination is required for a correct nerve impulse conduction, neuronal integrity and 

metabolic support (Fields and Dutta, 2019; Philips and Rothstein, 2017). In humans, it has long 

been established that in utero alcohol exposure alters corpus callosum formation leading to 

global white matter reduction (Sowell et al.; 2002) and, for the more severe cases, to callosal 

agenesis (Lebel et al., 2011; Riley et al., 1995). The present data revealed that at P15, PAE 

induced a significant reduction of i) MBP expression in cortical layers, ii) a reduction of myelin 

sheath and axonal sections in the corpus callosum and iii) a disorganization of myelinated 

bundles in the striatum, a corticofugal target. Again, as found for microvasculature 

disorganization, and expression of differentiation markers, these effects significantly observed 

at P15 were attenuated in adult mice supporting a recovery process. Interestingly, a recent study 

showed a very similar disorganization of axonal fibres in the rat corpus callosum after alcohol 

exposure (Newville et al., 2022). However, two main differences emerged between the two 

studies: first, contrasting with our data, in the study from Newville and co-workers the 

myelination impairments persisted in adult rats and, second, authors used a postnatal (P3-P15) 

window of exposure rather than a prenatal (E15-Birth) as we did. Altogether, these data suggest 

that the later occurred the exposure, lesser would be the recovery. 
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In human, FAS corresponds the more severe expression of FASD and it is characterized by 

morphological abnormalities such as facial dimorphism (Riley et al., 2011), 

neurodevelopmental impairments such as reduction of the corpus callosum volume (Darbinian 

et al., 2022) and behavioural troubles (De Avila et al., 2020; Kleiber et al., 2011). By using fine 

morphometric and imagery tools, several research groups tried to correlate dismorphism and/or 

neurodevelopmental defects with behavioural disorders in order to improve diagnosis (Biffen 

et al., 2018; Fan et al., 2016). However, the early diagnosis of FASD remains challenging and 

numerous infants are still undiagnosed until school age (Chasnoff et al., 2015). Interestingly, 

the present data showed, using a FASD model of prenatal alcohol exposure, that neonates which 

presented marked perinatal oligovascular impairments subsequently developed long term 

behavioural deficits (reduced locomotor activity; Cantacorps et al., 2017).  

In conclusion, it is now well established that prenatal alcohol exposure represents a main cause 

of neurobehavioral troubles. Numerous studies have focused on nerve cells, ignoring the 

recently evidenced neurovascular dysfunction. On one hand, it is now demonstrated that cortical 

microvessels are altered by PAE both in humans and mice. On another hand, oligodendrocytes 

require microvessels to reach the neocortex from ganglionic eminences. Using an in utero 

exposure model of FASD, the present study provides the first evidence that, PAE induced a 

transient disorganization of the cortical microvasculature whereas the vessel-association of 

immature oligodendrocytes was preserved. Concomitantly, a mispositioning and a delayed 

differentiation profile of oligodendrocytes were observed in cortical layers. Whereas most of 

these morphometric and developmental parameters were transient and observed in the two first 

postnatal weeks, offspring will develop long-term motor behavioural deficits. Altogether, these 

data support that alcohol-induced vascular defects recently described in human neonates may 

provide new research avenues for the early diagnosis of FASD infants. Supplementary figures 

to this article can be found online. 
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Figure Legends 

Fig. 1. A,B. Graphical description of the experiments conducted in human brains from control 

and alcohol-exposed fetuses (A) and in the preclinical model of FASD (B). C. Maturation 

markers used in the study that representative of the four main stages of oligodendrocyte 

differentiation described in the literature (Marinelli et al., 2016). CD34: Cluster of 

differentiation 34; CNPase: 2',3'-Cyclic-nucleotide 3'-phosphodiesterase; Eth: ethanol; Ex: 

Embryonic day x; GD15: gestational day15; GW: gestational weeks; MBP: myelin basic 

protein; Olig2: oligodendrocyte transcription factor 2; OL: oligodendrocyte; OPC: 

oligodendrocyte progenitors cells ; PDGFRα: platelet-derived growth factor-α; Pre-OL: pre-

oligodendrocytes; Px: postnatal day x; q-RTPCR: reverse transcription polymerase chain 

reaction; WB: western blot. 

Fig. 2. Oligo-vascular interactions in the human fetal cortex. A. Immunohistochemistry 

experiments targeting Olig2 and CD34 in human neocortices from a FAS fetus at gestational 

week 29 (29GW). B. Focus on one vessel (x40), presenting associated (arrows) and non-

associated (arrowheads) Olig2-positive cells. C-E. 3D IMARIS reconstruction of Z-stacks 

acquired from B. The 3D map is visualized under three different angles (0°; 65°; 180°). 

Morphometric analysis consisted in measuring the distance between Olig2-positive nuclei and 

the center of the microvessel (dotted bareline). F-H. Visualization of oligo-vascular interactions 

in the control fetus (Ctrl) at 30GW at low (F) and high (G,H) magnification. I,J. Quantification 

of the number of vessel-associated Olig2-positive cells in the deep cortex of control (I) and FAS 

(J) fetuses. 

Fig. 3. Effect of PAE on oligo-vascular interactions in the neocortex of mouse neonates. A. 

Visualization by double immunolabeling of Olig2-positive cells and microvessels (CD31) in 

the developing cortex at P2 (A). B. 3D map reconstruction of the Z-stack acquisition shown in 

A. Cells in interaction with microvessels (distance < 10 µm) are indicated by arrows. Olig2-

positive cells at distance of microvessels are indicated by arrowheads. A video is provided as 

supplementary file to clearly objectivize cell distances. C,D. Immunohistochemistry 

experiments visualizing the association of Olig2-positive cells with radial microvessels in 

control (C) and alcohol-exposed (D) cortices at E20. E. Distribution of microvessel orientation 

(angle classes) in the developing cortex of control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) 

mice at E20. Statistical analysis was done using the χ2 test. F. Percentage of Olig2-positive 

cells associated with microvessels in the developing superficial (SCL) and deep (DCL) cortical 
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layers of control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) mice at E20. Statistical analysis 

was done using the two way ANOVA test. G,H. Immunohistochemistry experiments 

visualizing the association of Olig2-positive cells with radial microvessels in control (G) and 

alcohol-exposed (H) cortices at P2. I. Distribution of microvessel orientation (angle classes) in 

the developing cortex of control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) mice at P2. 

Statistical analysis was done using the χ2 test. J. Percentage of Olig2-positive cells associated 

with microvessels in the developing superficial (SCL) and deep (DCL) cortical layers of control 

(white bars) and alcohol-exposed (black bars) mice at P2. Statistical analysis was done using 

the ANOVA test. K,L. Immunohistochemistry experiments visualizing the association of 

Olig2-positive cells with radial microvessels in control (G) and alcohol-exposed (H) cortices at 

P15. M. Distribution of microvessel orientation (angle classes) in the developing cortex of 

control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) mice at P15. Statistical analysis was done 

using the χ2 test. N. Percentage of Olig2-positive cells associated with microvessels in cortical 

layers I-IV and V-VI of control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) mice at P15. 

Statistical analysis was done using the ANOVA test. CC : corpus callosum; DCL : deep cortical 

layers; SCL : superficial cortical layers; Eth : ethanol, I-VI : cortical layers I to VI.  

Fig. 4. Effects of PAE on the whole density of Olig2-positive cells in the developing cortex. 

A,B. Visualization of Olig2-positive cells in the developing cortex at P2 of control (A) and 

alcohol-exposed (B) fetuses. Olig2-positive cells were observed in both superficial (SCL) and 

deep (DCL) cortical layers. Microvessels were visualized using CD31 immunolabeling. C,D. 

Time course of the density of Olig2-positive cells in deep (C) and superficial (D) cortical layers 

of control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) fetuses at E20, P2 and P15. E,F. Ratio 

of Olig2-positive cell densities between superficial and deep cortical layers in control (E) and 

alcohol-exposed (F) fetuses at E20, P2 and P15. G. Comparison of SCL/DCL ratio between 

control and alcohol groups at P2. ****p < 0.0001, two way ANOVA test followed by Tukey’s 

post-test ; *p < 0.05 vs control using the unpaired t test. DCL : deep cortical layers; SCL : 

superficial cortical layers; Eth : Ethanol.  

Fig. 5. Effects of PAE on the expression of differentiation markers of the oligodendrocyte 

lineage. A-D. Effect of PAE on mRNA expression of PDGFRα (A), CNPase (B), MBP (C) and 

Olig2 (D) in cortical extracts from control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) fetuses 

at E20, P2 and P15 pups. ****p < 0.0001, **p < 0.01 vs control, two way ANOVA test followed 

by Tukey’s post-test. E-I. Effect of PAE on protein expression of PDGFRα (E, F), CNPase (E, 

G), MBP (E, H) and Olig2 (E, I) in cortical extracts from control (white bars) and alcohol-
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exposed (black bars) fetuses at E20, P2 and P15 pups. MBP was not detected by western blot 

at E20 and P2. *p<0.05, **p<0.01 vs control using the unpaired t test.  

Fig. 6. Effects of PAE on the cortical distribution profile of CNPase and MBP 

immunoreactivities. A,B. Visualization of CNPase-positive cells in the developing cortex of 

control (A) and in utero alcohol-exposed (B) mice at P15. C. Distribution profiles by scanline 

analysis of the CNPase immunoreactivity in cortical layers of control (black curve) and in utero 

alcohol-exposed (red curve) mice at P15. D. Quantification of the relative distribution of 

CNPase immunoreactivity between the cortical layers of control (white bars) and in utero 

alcohol-exposed (black bars) mice at P15. E,F. Visualization of MBP-positive cells in the 

developing cortex of control (E) and in utero alcohol-exposed (F) mice at P15. G. Distribution 

profiles by scanline analysis of the MBP immonoreactivity in cortical layers of control (black 

curve) and in utero alcohol-exposed (red curve) mice at P15. H. Quantification of the relative 

distribution of the MBP immunoreactivity between cortical layers of control (white bars) and 

in utero alcohol-exposed (black bars) mice at P15. I,J. Compared analysis of the CNPase (green 

curves) and MBP (blue curves) distribution profiles in control (I) and in utero alcohol-exposed 

(J) mice at P15. K. Comparison of the MBP/CNPase ratio in the cortical layers from control 

(white bars) and in utero alcohol-exposed (black bars) mice at P15. *p<0.05, **p<0.01 vs 

control using unpaired t test. Crtl : Control ; Eth : Ethanol.  

Fig. 7. Effects of PAE on axonal myelination in the corpus callosum. A-D. Visualization by 

electronic microscopy of myelinated axons at low (A,C) and high (B,D) magnification in 

transverse sections of corpus callosums from control (A,B) and in utero alcohol-exposed mice 

at P15. E. Quantifications of the density of myelinated fibres in the corpus callosum of control 

(white bar) and in utero alcohol-exposed (black bar) mice at P15. *p<0.05 vs control using 

unpaired t test. F. Quantification of the myelin sheath of axons in the corpus callosum of control 

(white bar) and in utero alcohol-exposed (black bar) mice at P15. ***p<0.001 vs control using 

unpaired t test. G. Distribution of myelinated axon areas in the corpus callosum of control 

(white bar) and in utero alcohol-exposed (black bar) mice at P15. Areas of axonal sections were 

distributed in 5 classes ranging from ]0-2] to >10 µm². Statistical analysis was done using χ2 

test. NaCl: Control ; Eth: Ethanol.  

Fig. 8. Effects of PAE on sensorimotor disabilities. A. Time course quantification of the latency 

to turn from supine to prone position of control (black line) and alcohol-exposed (dotted line) 

neonates. The righting reflex test was done from P2 to P8. ***p<0.001, ****p<0.0001 vs 
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control group using two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test. B. Time course 

quantification of the latency to turn from face-down to face-up position of control (black line) 

and alcohol-exposed (dotted line) neonates. The negative geotaxis tests was done from P5 to 

P8. Statistical analysis was done using two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test. 

C-F. Quantification of the distance travelled by control (white bars) and in utero alcohol-

exposed (black bars) mice at P45. Distance covered was measured during the first 30 min of 

recording and analysed in the whole (C), central (D) and peripheral (E) zones of the open field. 

F. Visualization of the tracking and heat maps used to quantify distance travelled and 

immobility of control (NaCl) and in utero alcohol-exposed (Alcohol) mice at P45. False color 

scale visualizes low (blue) and high (red) durations of immobility. G,H. Quantification of 

immobility of control (white bars) and in utero alcohol-exposed (black bars) mice at P45. 

Immobility was measured during the first 30 min of recording and analysed in the whole (G), 

central (H) and peripheral (H) zones of the open field. *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, 

****p < 0.0001 vs control using two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test and 

unpaired t test. 

Fig. 9. Graphical abstract integrating neurodevelopmental highlights from the present study. A-

C. Data from non-exposed and in utero exposed to alcohol are respectively represented by 

circled and squared numbers. Each symbol is described in the graph legend.  
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Supplementary Figure Legends 

sFig. 1. A-C. Follow-up from P2 to P45 of weight gain in control (NaCl) and in utero alcohol-

exposed (Ethanol) mice. Data were expressed as mean ± SEM from pooled females and males 

(A), females (B) and males (C). Two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test. 

 sFig. 2. Effects of PAE on the whole density of Olig2-positive cells in the developing cortex. 

A-C. Comparison of the density of Olig2-positive cells in the corpus callosum (CC), deep 

(DCL) and superficial (SCL) cortical layers from control (white bars) and alcohol-exposed 

(black bars) fetuses at E20 (A), P2 (B) and P15 (C). D. Time course of the density of Olig2-

positive cells in the corpus callosum (CC) of control (white bars) and alcohol-exposed (black 

bars) fetuses at E20, P2 and P15. E,F. Comparison of SCL/DCL ratio between control and 

alcohol groups at E20 (E) and P15 (F). G. Double immunohistochemistry visualizing GFAP-

positive (green signal) and Olig2-positive (red signal) cells. Note the absence of co-localization 

supporting that Olig2-positive cells belong to the oligodendrocyte lineage. *p<0.05, two way 

ANOVA test followed by Tukey’s post-test; CC: corpus callosum; DCL: deep cortical layers; 

SCL: superficial cortical layers; Eth: ethanol; NaCl: control.  

sFig. 3. A-H. Effect of PAE on mRNA expression of PDGFRα (A,B), CNPase (C,D), MBP 

(E,F) and Olig2 (G,H) in cortical extracts from control (white bars) and in utero alcohol-

exposed (black bars) females (A,C,E,G) and males (B,D,F,H) at E20, P2 and P15. ****p < 

0.0001, **p < 0.01 using two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test.  

sFig. 4. Effect of PAE on protein expression of PDGFRα (A-C), CNPase (D-F), Olig2 (G-I) 

and MBP (J) in cortical extracts from control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) 

females and males at E20 (A,D,G), P2 (B,E,H) and P15(C,F,I,J). at E20, P2 and P15 pups. MBP 

was not detected by western blot at E20 and P2. *p< 0.05 vs control using two-way ANOVA 

test followed by Tukey’s post-test. NaCl: control; Eth: Ethanol. 

sFig. 5. Effects of PAE on MBP-positive bundles in the developing striatum at P15. A,B. 

Visualization by immunohistochemistry of MBP-positive bundles in the developing striatum in 

control (A) and in utero alcohol-exposed (B) mice. Inserts visualize bundles at higher 

magnification. C. Quantification of bundle density in control (white bars) and alcohol-exposed 

(black bars) striatum at P15. D. Quantification of mean bundle areas in control (white bars) and 

alcohol-exposed (black bars) striatum at P15. E. Distribution of bundle sizes in control (white 
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bars) and alcohol-exposed (black bars) striatum at P15. *p<0.05, **p<0.01 vs control using 

unpaired t test. NaCl: control; Eth: Ethanol. 

sFig. 6. Effects of PAE on MBP expression in adult mice. A,B. Quantification by western blot 

of MBP expression in the neocortex of control (white bars) and in utero alcohol-exposed (black 

bars) mice at P45. Data were expressed without considering sex (A) or differentiating between 

females and males (B). C,D. Visualization by immunohistochemistry of MBP-positive bundles 

in the developing striatum in control (A) and in utero alcohol-exposed (B) adult mice. Inserts 

visualize bundles (arrows) at higher magnification. E. Quantification of bundle density in 

control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) striatum at P45. F. Quantification of mean 

bundle areas in control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) striatum at P45. G. 

Distribution of bundle sizes in control (white bars) and alcohol-exposed (black bars) striatum 

at P45. Statistical analysis revealed no significant differences. 

sFig. 7. A,B. Time course quantification from P2 to P8 of the latency to turn from supine to 

prone position of control (black line) and in utero alcohol-exposed (dotted line) neonates using 

the righting reflex test. Data were expressed differentiating females (A) and males (B). *p<0.05, 

**p<0.01 vs control group using two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test. C,D. 

Time course quantification from P5 to P8 of the latency to turn from face-down to face-up 

position of control (black line) and alcohol-exposed (dotted line) neonates using the negative 

geotaxis tests. Data were expressed differentiating females (C) and males (D). Statistical 

analysis was done using two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test. Statistical 

analysis revealed no significant differences. 

sFig. 8. Effect of ethanol on locomotor activity at P15. A-C. Distance travelled during 30 

minutes by control (white bars) and in utero alcohol-exposed (black bars) mice in the entire 

open-field without considering the sex of animals (A) and differentiating between females (B) 

and males (C). D-F. Quantification of immobility of control (white bars) and in utero alcohol-

exposed (black bars) mice during 30 minutes without considering the sex of animals (D) and 

differentiating between females (E) and males (F). G-I. Time spent by control (white bars) and 

in utero alcohol-exposed (black bars) mice in central zone of the open-field during 30 minutes 

without considering the sex of animals (G) and differentiating between females (H) and males 

(I). Statistical analysis revealed no significant differences. NaCl group vs Ethanol group, using 

the two way ANOVA test followed by Tukey’s post-test and unpaired t test. Values are 

expressed as the mean ± SEM. 
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sFig. 9. Effect of ethanol on locomotor activity at adulthood (P45). A,B. Distance travelled 

during 30 minutes by control (white bars) and in utero alcohol-exposed (black bars) mice in the 

entire open-field and differentiating between females (A) and males (B). C,D. Quantification 

of immobility of control (white bars) and in utero alcohol-exposed (black bars) mice during 30 

minutes and differentiating between females (C) and males (D). E-G. Time spent by control 

(white bars) and in utero alcohol-exposed (black bars) mice in central zone of the open-field 

during 30 minutes without considering the sex of animals (E) and differentiating between 

females (F) and males (G). *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 vs control using two way ANOVA 

test followed by Tukey’s post-test and unpaired t test. 

sVideo 1. Video visualizing oligo-vascular interactions in the neocortex of a FASD 29GW fetus 

after IMARIS 3D modelling of Olig2-positive cells and CD34-positive microvessels.  

sVideo 2. Video visualizing oligo-vascular interactions in P2 mouse neocortex after IMARIS 

3D modelling of Olig2-positive cells and CD31-positive microvessels.  
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Table 1. Clinical and morphological characteristics of control and alcohol exposed fetuses. 

Cases Term Morphological characteristics Cause of death 

Control case 30 GW None Cord prolapse 

FAS case 29 GW 

Anteversed nostrils and 
pointed nose 

Ear anomalies 
Indistinct philtrum 

Retrognathism 

In utero fetal death 

Cardiopathy 

 

Table 2. Primers used for qRT-PCR experiments. GAPDH was used as internal control. 

Primers Sequences 5’ to 3’ 

PDGFRα f GACGTTCAAGACCAGCGAGTT 

PDGFRα r CAGTCTGGCGTGCGTCC 

CNPase f AGACAGCGTGGCGACTAGACT 

CNPase r GGGCTTCAGCTTCTTCAGGT 

MBP f ACGAGAACTACCCATTATG 

MBP r GATGGAGGTGGTGTTC 

Olig2 f AGCCAGGTTCTCCTC 

Olig2 r GGGCAGAAAAAGATCATC 

GAPDH f CCTGCTTCACCACCTTCTTGA 

GAPDH r CATGGCCTTCCGTGTTCCTA 
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Table 3. Antibodies used for immunohistochemitry and western blot experiments. 

Antibodies Trade reference 
Purified 
species 

Supplier Dilution 
Solution of 
incubation 

CD31/PECAM IHC: cat 550274 Rat BD-Pharmigen 1/200 
1% BSA, 3% Triton 

X-100 in PBS 

CD34 IHC: 790-2927 Mouse ROCHE Prediluted 
1% BSA, 3% Triton 

X-100 in PBS 

CNPase 
IHC: NB100-1935 

 
WB: Ab227218 

Chicken 
 

Rabbit 
 

Novus Biological 
 

Abcam 

1/200 
 

1/1000 

IHC: 1% BSA, 3% 
Triton X-100 in PBS 

WB: BSA (5% 
TBST) 

 

GFAP IHC : Ab10062 Mouse Abcam 1/200 
1% BSA, 3% Triton 

X-100 in PBS 

Glut1 IHC: SC 1605 Goat Santa Cruz 1/200 
1% BSA, 3% Triton 

X-100 in PBS 

MBP 

 
IHC: Ab7349 

 
WB: Ab7349 

 

Rat Abcam 
1/200 

 
1/1000 

IHC: 1% BSA, 3% 
Triton X-100 in PBS 

WB: BSA (5% 
TBST) 

Olig2 

 
IHC: Ab136253 

 
WB: Ab136253 

 

Rabbit Abcam 
1/200 

 
1/1000 

IHC: 1% BSA, 3% 
Triton X-100 in PBS 

WB: BSA (5% 
TBST) 

PDGFRα 

 
IHC: AF1062 

 
WB: PA5-16571 

 
 

Goat 
 

Rabbit 

R&D System 
 

ThermoFisher 

1/200 
 

1/1000 

IHC: 1% BSA, 3% 
Triton X-100 in PBS 

WB: BSA (5% 
TBST) 

β-Actin WB: A5441 Mouse Sigma- Aldrich 1/5000 
Milk 

(5% in TBST) 

 

Table 4. Main figures statistical analysis. The tests used, the number of independent 

experiments, the number of measures per experiment and p values are detailed for each 

experiments. Error bars in the graphs represent SEM. 

Experiments Test 

n  

independents 
experiments 

p value 

*p<0.05; **p<0.01; ***p<0.001; ****p<0.0001 

Fig. 3E 
Distribution of 
cortical vessels 

orientation at E20 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 9.709, 3 

p=0.0212* 

Fig. 3F 
Olig2-positive 

cells vessel 
associated at E20 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
Interaction F 0.5432 ; p= 0.7594 ; ns 

Zones F 9.934 ; p= 0.2014 ; ns 
Treatment F 0.0022 ; p= 0.9844 ; ns 
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Fig. 3I 
Distribution of 
cortical vessels 

orientation at P2 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 8.536, 3 

p=0.0361* 

Fig. 3J 
Olig2-positive 

cells vessel 
associated at P2 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
Interaction F 0.1072 ; p= 0.8721 ; ns 

Zones F 2.679 ; p= 0.4240 ; ns 
Treatment F 0.01191 ; p= 0.9572 ; ns 

Fig. 3M 
Distribution of 
cortical vessels 

orientation at P15 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 0.8597, 3 
p=0.8351 ; ns 

Fig. 3N 
Olig2-positive 

cells vessel 
associated at P15 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
Interaction F 0.0406 ; p= 0.9366 ; ns 

Zones F 0.09556; p= 0.9030 ; ns 
Treatment F 0.1317 ; p= 0.8862 ; ns 

Fig. 4C 
Olig2-positive 
cells density in 
deep cortical 
layers (DCL) 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
Interaction F 0.1787 ; ns 

Ages F 83.29 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.1792 ; p= 0.5833 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 4D 
Olig2-positive 
cells density in 

superficial 
cortical layers 

(SCL) 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
Interaction F 0.2338 ; ns 

Ages F 85.87 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.5127 ; p= 0.3070 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 4E 
Ratio Olig2-

positive SCL vs 
DCL in NaCl 

 
One way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
F 26.88 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 

E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 4F 
Ratio Olig2-

positive SCL vs 
DCL in Ethanol 

 
One way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
F 32.53 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 

E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 4G 
Ratio Olig2-

positive SCL vs 
DCL at P2 

Unpaired t-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 

NaCl vs Eth p<0.05* 
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animals per 
treatment 

Fig. 5A 
PDGFRα 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.7139 ; p<0.05* 
Ages F 88.81 ; p<0.0001**** 

Treatment F 0.07787 ; p=0.3898 ; ns 
Tukey’s 

E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 5B 
CNPase 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.5603 ; ns 

Ages F 81.99 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.2806 ; p=0.2440 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 5C 
MBP 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 2.643 ; p<0.05* 
Ages F 69.65 ; p<0.0001**** 
Treatment F 1.300 ; P<0.05* 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

P15 NaCl vs P15 Eth p<0.01** 

Fig. 5D 
Olig2 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.4516 ; ns 

Ages F 87.84 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.5053 ; p= 0.0529 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

Fig. 5F 
Western blot 
PDGFRα on 

cortical extracts 

Unpaired t-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

 
E20 NaCl vs E20 Eth p= 0.1169 ; ns 

P2 NaCl vs P2 Eth p= 0.9255 ; ns 
P15 NaCl vs P15 Eth p=0.5642 ; ns 

 

Fig. 5G 
Western blot 
CNPase on 

cortical extracts 

Unpaired t-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

 

E20 NaCl vs E20 Eth p< 0.05* 

P2 NaCl vs P2 Eth p<0.01** 

P15 NaCl vs P15 Eth p=0.1092 ; ns 
 

Fig. 5H 
Western blot 
MBP on P15 

cortical extracts 

Unpaired t-
test 

n = 16 animals per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

P15 NaCl vs P15 Eth p< 0.01** 

Fig. 5I 
Western blot 

Olig2 on cortical 
extracts 

Unpaired t-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

 
E20 NaCl vs E20 Eth p= 0.1349 ; ns 

P2 NaCl vs P2 Eth p=0.4744 ; ns 
P15 NaCl vs P15 Eth p=0.7280 ; ns 

 

Fig. 6D 
Unpaired t-

test 
n = 5 

P15 NaCl vs P15 Eth in cortical layers V ; 

p<0.05* 
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CNPase 
fluorescent 
intensity on 

cortical layers at 
P15 

at least 5 measures 
per animals per 

treatment 

P15 NaCl vs P15 Eth in cortical layers VI 

; p<0.05* 

Fig. 6H 
MBP fluorescent 

intensity on 
cortical layers at 

P15 

Unpaired t-
test 

n = 5 
at least 5 measures 

per animals per 
treatment 

P15 NaCl vs P15 Eth in cortical layers VI 

; p<0.05* 

Fig. 6K 
MBP/CNPase 

ratio of 
fluorescent 
intensity on 

cortical layers at 
P15 

Unpaired t-
test 

n = 5 
at least 5 measures 

per animals per 
treatment 

P15 NaCl vs P15 Eth in cortical layers VI 

; p<0.01** 

Fig. 7E 

Myelinated fibers 
density 

Unpaired t 
test 

n=6 
at least 4 ROI 

analysed from 6 
independent 
animals per 
treatment 

NaCl vs Eth p<0.05* 

Fig. 7F 
Myelin sheath 

thickness 

Unpaired t 
test 

n=6 
at least 4 ROI 

analysed from 6 
independent 
animals per 
treatment 

NaCl vs Eth p<0.001*** 

Fig. 7G 
Distribution of 

axonal area 

Chi-square 
test 

n=6 
at least 4 ROI 

analysed from 6 
independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 5.134, 4 
p=0.2738 ; ns 

Fig. 8A 
Latency to turn in 
the righting reflex 

test over time 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 37 in NaCl ; 
n = 37 in Eth 

Females NaCl = 17 
Females Eth = 18 
Males NaCl = 20 
Males Eth = 19 

ANOVA 
F 8.347 ; p<0.0001**** 

Ages F 29.45 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.007081 ; p= 0.8196 ; ns 

Tukey’s 

P2 NaCl vs P2 Eth p<0.0001**** 
P6 NaCl vs P6 Eth p<0.001*** 

Fig. 8B 
Latency to turn at 
180° in negative 
geotaxis test over 

time 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 37 in NaCl ; 
n = 37 in Eth 

Females NaCl = 17 
Females Eth = 18 
Males NaCl = 20 
Males Eth = 19 

ANOVA 
F 1.366 ; p= 0.2517 ; ns 

Ages F 7.252 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.7704 ; p= 0.1288 ; ns 

Fig. 8C 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P45 in three 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 

ANOVA 
F 0.1014 ; p=0.8279 ; ns 

Time F 49.21 ; p<0.0001**** 
Treatment F 12.87 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 
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consecutive 10-
minutes periods 

Males Eth = 12 P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.001*** 
P45 NaCl vs P45 Eth [10;20] p<0.01** 

P45 NaCl vs P45 Eth [20;30] p<0.001*** 
Fig. 8C  

Distance travelled 
in the entire 

compartment at 
P45 over 30 

minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p<0.0001**** 

Fig. 8D 
Distance travelled 
in the central zone 

at P45 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
F 0.8366 ; p=0.4107 ; ns 

Time F 27.57 ; p<0.0001**** 
Treatment F 5.535 ; p<0.001*** 

Tukey’s 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.01** 

Fig. 8D 
Distance travelled 
in the central zone 

at P45 over 30 
minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p<0.05* 

Fig. 8E 
Distance travelled 
in the peripheral 
zone at P45 in 

three consecutive 
10-minutes 

periods 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
F 0.2576 ; p=0.6161 ; ns 

Time F 48.61 ; p<0.0001**** 
Treatment F 13.85 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.001*** 
P45 NaCl vs P45 Eth [10;20] p<0.01*** 

P45 NaCl vs P45 Eth [20;30] 

p<0.0001**** 

Fig. 8E 
Distance travelled 
in the peripheral 
zone at P45 over 

30 minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p<0.0001**** 

Fig. 8G 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P45 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
F 0.1019 ; p=0.8272 ; ns 

Time F 49.32 ; p<0.0001**** 
Treatment F 12.74 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.001*** 
P45 NaCl vs P45 Eth [10;20] p<0.01** 

P45 NaCl vs P45 Eth [20;30] 

p<0.0001**** 

Fig. 8G 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P45 over 30 
minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p<0.0001**** 
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Fig. 8H 
Immobility over 

30 minutes at P45 
in the central and 
peripheral zone 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
F 0.05429 ; p<0.0001**** 

Zone F 99.67 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.07582 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 
P45 NaCl CZ vs P45 NaCl PZ [0;30] 

p<0.0001**** 
P45 Eth CZ vs P45 Eth PZ [0;30] 

p<0.0001**** 
P45 NaCl PZ vs P45 Eth PZ [0;30] 

p<0.0001**** 

 

Table 5. Supplementary figures statistical analysis. The tests used, the number of independent 

experiments, the number of measures per experiment and p values are detailed for each 

experiments. Error bars in the graphs represent SEM. 

Experiments Test 

n  

independents 
experiments 

p value 

*p<0.05; **p<0.01; ***p<0.001; ****p<0.0001 

sFig. 1A 
Weight tracking 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

ANOVA 
Interaction F 0.07278 ; p= 0.0695 ; ns 

Ages F 96.85 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.04493 ; p<0.0011** 

sFig. 1B 
Weight tracking 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.2042 ; p<0.0001**** 

Ages F 98.32 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.03235 ; p<0.0058** 

sFig. 1C 
Weight tracking 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.03507 ; p= 0.0532 ; ns 

Ages F 99.12 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.04785 ; p<0.0001**** 

sFig. 2A 
Distribution of 
olig2-positive 
cells density at 

E20 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 0.1845, 2 
p=0.9119 ; ns 

sFig. 2B 
Distribution of 
olig2-positive 

cells density at P2 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 0.6670, 2 
p=0.7164 ; ns 
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sFig. 2C 
Distribution of 
olig2-positive 
cells density at 

P15 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 0.2403, 2 
p=0.8868 ; ns 

sFig. 2D 
Olig2-positive 
cells density in 

corpus callosum 
(CC) 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

ANOVA 
Interaction F 1.155 ; p= 0.7371 ; ns 

Ages F 46.33 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.1407 ; p= 0.7861 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.05* 

sFig. 2E 
Ratio Olig2-

positive cells SCL 
vs DCL at E20 

Unpaired t-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

NaCl vs Eth p= 0.8080 ; ns 

sFig. 2F 
Ratio Olig2-

positive cells SCL 
vs DCL at P15 

Unpaired t-
test 

n=5 
at least 3 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

NaCl vs Eth p= 0.2843 ; ns 

sFig. 3A 
PDGFRα 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.4193 ; p= 0.2107 ; ns 

Ages F 91.77 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.6680 ; p<0.05* 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.01** 

sFig. 3B 
PDGFRα 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.2666 ; p= 0.6127 ; ns 

Ages F 89.74 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.04027 ; p= 0.7008 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

sFig. 3C 
CNPase 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 1.261 ; p= 0.1089 ; ns 

Ages F 86.04 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.5934 ; p= 0.1456 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

sFig. 3D 
CNPase 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 1.100 ; p= 0.4469 ; ns 

Ages F 73.55 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.5546 ; p= 0.3680 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
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sFig. 3E 
MBP 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 5.676 ; p<0.05* 
Ages F 62.39 ; p<0.0001**** 
Treatment F 2.766 ; p<0.05* 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

P15 NaCl vs P15 Eth p<0.01** 

sFig. 3F 
MBP 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.8260 ; p= 0.5474 ; ns 

Ages F 74.87 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.3841 ; p= 0.4552 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

sFig. 3G 
Olig2 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.4205 ; p= 0.2810 ; ns 

Ages F 91.81 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.05686 ; p= 0.5554 ; ns 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

sFig. 3H 
Olig2 

Q-RTPCR on 
cortical extracts 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.1477 ; p= 0.0607 ; ns 

Ages F 85.54 ; p<0.0001**** 
Treatment F 1.934 ; p<0.01** 

Tukey’s 
E20 NaCl vs P2 NaCl p<0.0001**** 
P2 NaCl vs P15 NaCl p<0.0001**** 

P2 NaCl vs P2 Eth p<0.01** 
sFig. 4A 

Western blot 
PDGFα on 

cortical extracts at 
E20 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.0003 ; p= 0.9926 ; ns 

Sexes F 1.342 ; p= 0.5465 ; ns 
Treatment F 9.226 ; p= 0.1216 ; ns 

sFig. 4B 
Western blot 
PDGFα on 

cortical extracts at 
P2 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 9.615 ; p= 0.1141 ; ns 

Sexes F 4.287 ; p= 0.2844 ; ns 
Treatment F 0.2702 ; p= 0.7858 ; ns 

sFig. 4C 
Western blot 
PDGFα on 

cortical extracts at 
P15 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.4724 ; p= 0.7210 ; ns 

Sexes F 0.09618 ; p= 0.8718 ; ns 
Treatment F 1.518 ; p= 0.5231 ; ns 

sFig. 4D 
Western blot 
CNPase on 

cortical extracts at 
E20 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.1520 ; p= 0.8242 ; ns 

Sexes F 3.724 ; p= 0.2766 ; ns 
Treatment F 16.17 ; p<0.05* 

sFig. 4E 
Western blot 
CNPase on 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

ANOVA 
Interaction F 2e-005; p= 0.9979 ; ns 
Sexes F 0.2077 ; p= 0.7914 ; ns 
Treatment F 24.25 ; p<0.01** 
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cortical extracts at 
P2 

Females = 8 

sFig. 4F 
Western blot 
CNPase on 

cortical extracts at 
P15 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.02871 ; p= 0.9221 ; ns 

Sexes F 1.100 ; p= 0.5462 ; ns 
Treatment F 12.49 ; p<0.05* 

sFig. 4G 
Western blot 

Olig2 on cortical 
extracts at E20 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.007199 ; p= 0.9607 ; ns 

Sexes F 5.868 ; p= 0.1658 ; ns 
Treatment F 5.416 ; p= 0.1825 ; ns 

sFig. 4H 
Western blot 

Olig2 on cortical 
extracts at P2 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 0.2240 ; p= 0.8086 ; ns 

Sexes F 0.6667 ; p= 0.6765 ; ns 
Treatment F 1.844 ; p= 0.4890 ; ns 

sFig. 4I 
Western blot 

Olig2 on cortical 
extracts at P15 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 2.079 ; p= 0.4452 ; ns 

Sexes F 0.5403 ; p= 0.6960 ; ns 
Treatment F 0.3442 ; p= 0.7551 ; ns 

sFig. 4J 
Western blot 

MBP on cortical 
extracts at P15 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 1.476 ; p= 0.4459 ; ns 

Sexes F 1.289 ; p= 0.4760 ; ns 
Treatment F 26.90 ; p<0.01** 

Tukey’s 
P15 NaCl Females vs P15 Eth Females 

p<0.05* 

sFig. 5C 
MBP bundles 
density in the 

striatum at P15 

Unpaired t-
test 

n=5 
at least 2 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

NaCl vs Eth p<0.01** 

sFig. 5D 
MBP bundles 

aera in the 
striatum at P15 

Unpaired t 
test 

n=5 
at least 2 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

NaCl vs Eth p<0.05* 

sFig. 5E 
Distribution of 
MBP bundle 
areas at P15 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 2 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 0.7006, 6 
p=0.9945 ; ns 

sFig. 6A 
Western blot 

MBP on cortical 
extracts at P45 

Unpaired t 
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

NaCl vs Eth p=0.8722 ; ns 
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sFig. 6B 
Western blot 

MBP on cortical 
extracts at P45 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

ANOVA 
Interaction F 3.029 ; p= 0.3630 ; ns 

Sexe F 1.184 ; p= 0.5677 ; ns 
Treatment F 0.2588 ; p= 0.7889 ; ns 

sFig. 6E 
MBP bundles 
density at P45 

Unpaired t 
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

NaCl vs Eth p=0.9345 ; ns 

sFig. 6F 
MBP bundles 

area at P45 

Unpaired t 
test 

n = 16 animals per 
age and per 
treatment 
Males = 8 

Females = 8 

NaCl vs Eth p=0.8946 ; ns 

sFig. 6G 
Distribution of 
MBP bundle 
areas at P45 

Chi-square 
test 

n=5 
at least 2 slices 
analysed from 5 

independent 
animals per 
treatment 

Chi-square, df 0.5808, 6 
p=0.9967 ; ns 

sFig. 7A 
Latency to turn in 
the righting reflex 
test over time in 

Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 37 in NaCl ; 
n = 37 in Eth 

Females NaCl = 17 
Females Eth = 18 
Males NaCl = 20 
Males Eth = 19 

ANOVA 
Interaction F 12.98 ; p<0.0001**** 

Ages F 23.86 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.2173 ; p= 0.4094 ; ns 

Tukey’s 
P2 NaCl Females vs P2 Eth Females 

p<0.01** 
P6 NaCl Females vs P6 Eth Females 

p<0.05* 

sFig. 7B 
Latency to turn in 
the righting reflex 
test over time in 

Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 37 in NaCl ; 
n = 37 in Eth 

Females NaCl = 17 
Females Eth = 18 
Males NaCl = 20 
Males Eth = 19 

ANOVA 
Interaction F 6.634 ; p<0.001*** 

Ages F 31.56 ; p<0.0001**** 
Treatment F 0.02647 ; p= 0.7511 ; ns 

Tukey’s 

P2 NaCl Males vs P2 Eth Males p<0.01** 

sFig. 7C 
Latency to turn at 
180° in negative 
geotaxis test over 
time in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 37 in NaCl ; 
n = 37 in Eth 

Females NaCl = 17 
Females Eth = 18 
Males NaCl = 20 
Males Eth = 19 

ANOVA 
Interaction F 2.311 ; p= 0.3707 ; ns 

Ages F 8.6 ; p<0.05* 
Treatment F 0.09161 ; p= 0.7237 ; ns 

sFig. 7D 
Latency to turn at 
180° in negative 
geotaxis test over 

time in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 37 in NaCl ; 
n = 37 in Eth 

Females NaCl = 17 
Females Eth = 18 
Males NaCl = 20 
Males Eth = 19 

ANOVA 
Interaction F 1.337 ; p= 0.5579 ; ns 

Ages F 9.388 ; p<0.01** 
Treatment F 1.147 ; p= 0.1838 ; ns 

sFig. 8A 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P15 in three 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 

ANOVA 
Interaction F 0.9559 ; p= 0.5032 ; ns 

Time F 1.036 ; p= 0.4752 ; ns 
Treatment F 0.3930 ; p= 0.4525 ; ns 
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consecutive 10-
minutes periods 

Males Eth = 12 

sFig. 8A 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P15 over 30 
minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] ; p= 0.6181 ; 
ns 

sFig. 8B 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P15 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.5178 ; p= 0.8421 ; ns 

Time F 0.2977 ; p= 0.9058 ; ns 
Treatment F 0.0008 ; p= 0.9815 ; ns 

sFig. 8B 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P15 over 30 
minutes in 
Females 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] ; p= 0.9880 ; 
ns 

sFig. 8C 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P15 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 2.556 ; p= 0.3876 ; ns 

Time F 5.312 ; p= 0.1435 ; ns 
Treatment F 0.3875 ; p= 0.5911 ; ns 

sFig. 8C 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P15 over 30 
minutes in Males 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] ; p= 0.7254 ; 
ns 

sFig. 8D 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P15 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 0.7857 ; p= 0.5684 ; ns 

Time F 1.232 ; p= 0.4131 ; ns 
Treatment F 0.3417 ; p= 0.4836 ; ns 

sFig. 8D 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P15 over 30 
minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p= 0.6407 ; 
ns 

sFig. 8E 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 0.7385 ; p= 0.7819 ; ns 

Time F 0.1376 ; p= 0.9551 ; ns 
Treatment F 0.4325 ; p= 0.5925 ; ns 
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P15 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Females 

Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

sFig. 8E 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P15 over 30 
minutes in 
Females 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p= 0.7238 ; 
ns 

sFig. 8F 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P15 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 2.0 ; p= 0.4775 ; ns 

Time F 5.456 ; p= 0.1380 ; ns 
Treatment F 0.2101; p= 0.6932 ; ns 

sFig. 8F 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P15 over 30 
minutes in Males 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p= 0.7942 ; 
ns 

sFig. 8G 
Time spent in the 

central zone at 
P15 in three 

consecutive 10-
minutes periods 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.7809 ; p=0.5334 ; ns 

Time F 12.02 ; p<0.001*** 
Treatment F 0.01559 ; p=0.8741 ; ns 

sFig. 8G 
Time spent in the 

central zone at 
P15 over 30 

minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p=0.9003 ; ns 

sFig. 8H 
Time spent in the 

central zone at 
P15 in three 

consecutive 10-
minutes periods 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 2.331 ; p=0.3926 ; ns 

Time F 11.46 ; p<0.05* 
Treatment F 5.116 ; p<0.05* 

sFig. 8H 
Time spent in the 

central zone at 
P15 over 30 
minutes in 
Females 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p=0.0881 ; ns 

sFig. 8I 
Time spent in the 

central zone at 
P15 in three 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 2.412 ; p=0.3644 ; ns 

Time F 14.00 ; p<0.01** 
Treatment F 1.987 ; p=0.1982 ; ns 
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consecutive 10-
minutes periods 

in Males 

Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

sFig. 8I 
Time spent in the 

central zone at 
P15 over 30 

minutes in Males 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p=0.3343 ; ns 

sFig. 9A 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P45 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.1131 ; p= 0.9200 ; ns 

Time F 45.45 ; p<0.0001**** 
Treatment F 9.742 ; p<0.001*** 

Tukey’s 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.05* 

sFig. 9A 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P45 over 30 
minutes in 
Females 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p<0.05* 

sFig. 9B 
Distance travelled 

in the entire 
compartment at 

P45 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.1656 ; p= 0.8297 ; ns 

Time F 53.00 ; p<0.0001**** 
Treatment F 16.29 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.01** 

P45 NaCl vs P45 Eth [10;20] p<0.01** 

P45 NaCl vs P45 Eth [20;30] p<0.001*** 
sFig. 9B 

Distance travelled 
in the entire 

compartment at 
P45 over 30 

minutes in Males 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p<0.001*** 

sFig. 9C 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P45 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 0.08662 ; p= 0.9394 ; ns 

Time F 44.76 ; p<0.0001**** 
Treatment F 9.509; p<0.001*** 

sFig. 9C 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P45 over 30 
minutes in 
Females 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p<0.05* 
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sFig. 9D 
Immobility in the 

entire 
compartment at 

P45 in three 
consecutive 10-
minutes periods 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interaction F 0.2050 ; p= 0.7875 ; ns 

Time F 54.01 ; p<0.0001**** 
Treatment F 16.33 ; p<0.0001**** 

Tukey’s 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;10] p<0.01** 
P45 NaCl vs P45 Eth [10;20] p<0.01** 

P45 NaCl vs P45 Eth [20;30] p<0.001*** 
sFig. 9D 

Immobility in the 
entire 

compartment at 
P45 over 30 

minutes in Males 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P15 NaCl vs P15 Eth [0;30] p<0.001*** 

sFig. 9E 
Time spent in the 

central zone at 
P45 in three 

consecutive 10-
minutes periods 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 0.9409 ; p=0.5118 ; ns 

Time F 0.3515 ; p=0.7781 ; ns 
Treatment F 0.1230 ; p=0.6755 ; ns 

sFig. 9E 
Time spent in the 

central zone at 
P45 over 30 

minutes 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p=0.7584 ; ns 

sFig. 9F 
Time spent in the 

central zone at 
P45 in three 

consecutive 10-
minutes periods 

in Females 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 0.6145 ; p=0.8102 ; ns 

Time F 3.321 ; p=0.3257 ; ns 
Treatment F 0.001637 ; p=0.9733 ; ns 

sFig. 9F 
Time spent in the 

central zone at 
P45 over 30 
minutes in 
Females 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p=0.9815 ; ns 

sFig. 9G 
Time spent in the 

central zone at 
P45 in three 

consecutive 10-
minutes periods 

in Males 

Two way 
ANOVA 

Tukey post-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

ANOVA 
Interactions F 1.335 ; p=0.6192 ; ns 

Time F 2.766 ; p=0.3730 ; ns 
Treatment F 0.3924 ; p=0.5959 ; ns 

sFig. 9G 
Time spent in the 

central zone at 
P45 over 30 

minutes in Males 

Unpaired t-
test 

n = 25 in NaCl ; 
n = 24 in Eth 

Females NaCl = 12 
Females Eth = 12 
Males NaCl = 13 
Males Eth = 12 

P45 NaCl vs P45 Eth [0;30] p=0.6839 ; ns 
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Etude 2 

 

Oligodendrocyte lineage is severely affected in human alcohol-

exposed fetuses  

Florent Marguet1, Mélanie Brosolo,2, Fanny Sauvestre3, Pascale Marcorelles4, Céline Lesueur,2, 

Stéphane Marret,5, Bruno J. Gonzalez2 and Annie Laquerrière1 

In press dans Acta Neuropathologica Communications 

Le syndrome d’alcoolisation fœtale (SAF), qui représente la forme la plus sévère des 
troubles causés par l’alcoolisation fœtale (TCAF), se caractérise par l’existence d’une 
dysmorphie faciale et constitue la première cause de retard mental acquis. La prise en charge 
des enfants TCAF s’avère particulièrement délicate en raison de l’éventail de troubles 
engendrés par l’alcoolisation fœtale : déficits moteurs et cognitifs, troubles de l’apprentissage, 
de l’attention ou encore de la mémorisation. Diagnostiquée chez l’Homme par imagerie 
médicale, l’exposition in utero à l’alcool provoque des lésions de la substance blanche, 
indispensable à la conduction nerveuse et la modulation de l’activité neuronale. Les avancées 
récentes dans le domaine des interactions oligo-vasculaires suggèrent que ces atteintes de la 
substance blanche pourraient résulter d’un impact direct sur les oligodendrocytes. A partir 
d’une cohorte de fœtus exposés in utero à l’alcool, cette étude a visé à évaluer chez l’Homme 
l’impact d’une consommation maternelle d’alcool sur le profil développemental de deux 
marqueurs du lignage oligodendroglial, PDGFRα et Olig2 entre la 15ème et la 37ème semaine de 
grossesse. 

Dans cet article, nous avons mis en évidence que : 

• A l’exception du stade le plus précoce, l’exposition prénatale à l’alcool provoque une 
accumulation des précurseurs oligodendrocytaires (PDGFRα-positifs) au niveau des 
éminences ganglionnaires et de la plaque corticale 

• La densité des cellules Olig2-positives est plus faible au sein du cortex chez les 
individus exposés in utero à l’alcool par rapport aux individus non-exposés 

Ces résultats démontrent un fort impact de l’alcoolisation in utero sur le lignage 
oligodendroglial au cours du développement chez l’Homme. Ils renforcent l’hypothèse d’un 
défaut majeur de génération et de différenciation des oligodendrocytes, pouvant en partie 
expliquer les atteintes cognitives et comportementales des enfants et des adultes exposés in 
utero à l’alcool.  
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Malgré de nombreuses politiques de prévention, les dernières données épidémiologiques 

soulignent encore une forte prévalence de la consommation d’alcool au cours de la grossesse 

[210]. En Europe, 1 femme sur 4 consomme de l’alcool pendant sa grossesse, et cette exposition 

du fœtus à l’alcool constitue une cause majeure de handicap pouvant provoquer un syndrome 

d’alcoolisation fœtale (SAF ; [214]). Problème de santé publique aux conséquences au long 

terme pourtant évitable, le SAF représente la forme la plus sévère des troubles causés par 

l’alcoolisation fœtale (TCAF), et se traduit par un ensemble d’anomalies 

neurodéveloppementales, associées à l’existence d’une dysmorphie craniofaciale 

caractéristique qui permet un diagnostic précoce. Cependant, du fait de l’absence d’anomalies 

faciales, une partie des patients TCAF échappe à un diagnostic précoce [231]. 

Malheureusement, ces derniers ne sont pas exemptés des troubles développementaux 

qu’engendre une alcoolisation maternelle, se traduisant notamment par des déficits moteurs et 

cognitifs, des troubles de l’apprentissage, de l’attention et de la mémorisation [267] ; [208]. 

Parallèlement, il a été démontré qu’une exposition prénatale à l’alcool provoquait des 

modifications structurales de l’encéphale [235] ; [268]. Des atteintes de la substance blanche 

ont notamment été décrites par imagerie médicale chez des individus exposés in utero à l’alcool, 

entraînant une réduction du volume de la substance blanche [269], ou encore des agénésies du 

corps calleux dans les cas les plus sévères [235]. En raison de ces constatations, l’objectif de 

ma thèse a visé à préciser l’impact de l’alcoolisation fœtale sur la mise en place des 

oligodendrocytes, acteurs essentiels dans la formation de la substance blanche. 

Les vaisseaux corticaux, support de migration des oligodendrocytes 

Le positionnement correct des acteurs cellulaires au sein du cerveau étant un prérequis 

pour le bon fonctionnement de ce dernier, une migration appropriée des précurseurs cellulaires 

constitue alors un phénomène attendu. Au cours du développement, des voies de migration des 

cellules nerveuses se mettent en place, la glie radiaire constituant un véritable échafaudage 

permettant la migration des précurseurs neuronaux [270]. L’étroite liaison entre systèmes 

________________________ 

[208] Chasnoff et al. ,  2015 .  
[210] Popova et al. ,  2017 .  
[214] Baromètre Santé 2017 ,  Santé Publique France. 
[231] Pruett et al. ,  2013 .  
[235] Lebel et al. ,  2011 .  
[267] Germanaud & Toutain, 2017 .  
[268] Lebel et al. ,  2008 .  
[269] Donald et al. ,  2015 .   
[270] Saghatelyan et al. ,  2009 .  
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nerveux et vasculaire [127] a permis de faire émerger le concept d’unité neurovasculaire, 

soulignant l’interdépendance et la fine communication nécessaire à une mise en place efficace 

de ces deux systèmes [129], qu’il s’agisse de l’encéphale [271] ; [134], de la rétine [272] ou 

encore de la moelle épinière [273]. Substrat cellulaire contribuant à la mise en place des 

neuroblastes par la sécrétion d’acteurs moléculaires tels que le BDNF par les cellules 

endothéliales [134], le réseau vasculaire cérébral est un support physique essentiel de la 

migration tangentielle des interneurones GABAergiques [14]. De façon similaire, les 

progéniteurs oligodendrocytaires (OPCs) présentent une étroite interaction avec le système 

vasculaire au cours du développement cérébral [23]. Ce type cellulaire est d’ailleurs caractérisé 

par la plus longue migration au sein du SNC, les cellules endothéliales favorisant leur 

prolifération [59] ; [274]. Parallèlement, les oligodendrocytes favorisent à leur tour un 

remodelage vasculaire au niveau de la substance blanche [275]. A l’instar des interneurones 

GABAergiques [14], les travaux de Tsai et collaborateurs ont pu mettre en évidence une étroite 

interaction entre les vaisseaux périventriculaires et les OPCs, ces derniers utilisant les vaisseaux 

cérébraux comme support de migration tangentielle impliquant la voie de signalisation Wnt 

[51]. Dans notre laboratoire, il a été antérieurement démontré que la consommation d’alcool au 

cours de la grossesse altère à la fois l’angiogenèse cérébrale [264] et l’activité endothéliale 

[247]. Dans le but d’évaluer l’impact de l’alcoolisation fœtale sur les interactions 

oligo-vasculaires, des immunohistochimies chez le fœtus humain ont été réalisées en ciblant la 

lignée oligodendrogliale et les vaisseaux. A l’aide du logiciel de modélisation IMARIS, les 

données de reconstitution 3D ainsi obtenues ont permis de démontrer l’existence d’interactions 

oligo-vasculaires sur l’ensemble de la plaque corticale.  

 

________________________ 

[14] Won et al. ,  2013 .  
[23] Parades et al. ,  2018 .  
[51] Tsai et al. ,  2016 .  
[59] Arai & Lo, 2009 .  
[127] Carmeliet & Tessier-Lavigne, 2005 .  
[129] Segarra et al. ,  2019 .  
[134] Snapyan et al. ,  2009 .  
[247] Léger et al. ,  2020a .  
[264] Jégou et al. ,  20120 .  
[271] Parades et al. ,  2016 .  
[272] Usui et al. ,  2015 .  
[273] Du et al. ,  2016 .   
[274] Plane et al. ,  2010 .  
[275] Miyamoto et al. ,  2014 .  
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Alcoolisation fœtale et impact sur la mise en place vasculo-associée des oligodendrocytes 

Particulièrement vulnérables au cours de leur développement, tous les types cellulaires 

cérébraux sont impactés par une exposition in utero à l’alcool (Tableau 4). Ainsi, l’éthanol 

affecte de nombreux types cellulaires [276] notamment les neurones en grain du cervelet [277], 

les cellules microgliales, les astrocytes ou encore les oligodendrocytes [242]. La vascularisation 

cérébrale se mettant en place par angiogenèse et plusieurs types de cellules nerveuses migrant 

le long des microvaisseaux, un consensus scientifique a émergé ces dernières années insistant 

sur la nécessité d’une angiogenèse cérébrale adéquate pour la mise en place correcte des 

différentes structures cérébrales. Toutefois, peu d’études se sont intéressées à caractériser 

l’impact d’une exposition prénatale à l’alcool sur la composante vasculaire. 

 

Tableau 4 : Travaux de la littérature illustrant les altérations du développement 

cérébral à la suite d’une exposition in utero à l’alcool en clinique et en préclinique.  

 

________________________ 

[231] Pruett et al. ,  2013 .  
[235] Lebel et al. ,  2011 .  
[238] Ikonomidou et al.,  2000 .  
[239] Olney et al. ,  2002 .  
[240] Fernandez-Lizarbe et al. ,  2009 .  
[241] Guerri et al. ,  2009 .  
[242] Wilhelm & Guizzetti , 2016 .  
[243] Kane et al. ,  2011 .  
[244] Darbinian et al. ,  2022 .   
[245] Newville et al. ,  2017 .  

[246] Creeley et al. ,  2013 .  
[247] Léger et al. ,  2020a .  
[249] Marguet et al. ,  2020 .  
[276] Granato & Dering, 2018 .  
[277] Kouzoukas et al. ,  2013 .  
[278] Smiley et al. ,  2015 .  
[279] Miller & Roberston, 1993 .  
[280] Tomás et al. ,  2005 .  
[281] Wang et al. ,  2018 .  
[282] Darbinian et al. ,  2021 .  

Alcoolisation in utero & impact sur le système nerveux central Littérature  

Désorganisation de la substance grise et défaut de migration neuronale [231] ; [249]; [247] 

Diminution de la neurogenèse et augmentation de la neurodégénérescence [238] ; [239] ; [278] 

Réduction de la population astrocytaire [241]; [279] ; [280] 

Réduction de la population microgliale, Activation microgliale [240] ; [243] ; [281] 

Désorganisation de la substance blanche [231] ; [235] ; [244] 

Altération des processus de prolifération et de différenciation oligodendrocytaire [246] ; [245] ; [282] 
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Les travaux de différents groupes ont mis en évidence qu’une exposition à l’alcool inhibe 

la tubulogenèse et la néovascularisation [261], et entraîne une diminution des processus de 

cicatrisation des lésions cutanées par défaut de néoangiogenèse [262]. Une dérégulation de 

l’expression a également été retrouvée au niveau endothélial à la suite d’une alcoolisation in 

utero. Ainsi, des études ont mis en évidence un impact de l’alcoolisation sur l’expression des 

membres de la famille du VEGF [264] ; [283]. De cette manière, l’éthanol diminue l’expression 

du PlGF et de la voie de signalisation associée au récepteur VEGF-R2. De même, il a été montré 

que l’éthanol activait la protéine LC3II et stimulait l’induction du processus d’autophagie au 

niveau des microvaisseaux cérébraux [284]. Enfin, des travaux réalisés au sein du laboratoire 

ont également démontré une perte de l’orientation radiale des microvaisseaux corticaux dans le 

cerveau de fœtus humains et de souriceaux exposés in utero à l’alcool [264] ; [173]. 

Véritable support migratoire pour certaines cellules nerveuses [14] ; [51], le système 

vasculaire, qui débute chez la Souris au 10ème jour embryonnaire, se met en place avant 

l’émergence des OPCs [285]. L’hypothèse d’une altération de l’angiogenèse contribuant à des 

défauts d’association vasculaire, de migration cellulaire et de positionnement a été émise. Cette 

hypothèse est étayée par le fait qu’il a été décrit de longue date que l’alcoolisation in utero 

conduit à des hétérotopies [286]. A partir de notre modèle d’alcoolisation maternelle, s’étendant 

du 15ème au 20ème jour embryonnaire, une évaluation de l’organisation du réseau vasculaire et 

des interactions oligo-vasculaires a été réalisée à E20, P2 et P15. En effet, à ce jour aucune 

étude longitudinale n’avait été réalisée. Toutefois, bien que la période d’exposition recouvre en 

partie la période de migration cellulaire vasculo-associée, les processus migratoires se 

poursuivent en postnatal que l’on soit chez l’Homme ou chez la Souris [287]. En accord avec 

les précédents travaux du laboratoire [264] ; [173], une analyse morphométrique après 

visualisation par immunohistochimie des vaisseaux corticaux a confirmé une désorganisation 

vasculaire corticale aux périodes embryonnaire (E20) et périnatale (P2). En revanche, nos 

________________________ 

[14] Won et al. ,  2013 .  
[51] Tsai et al. ,  2016 .  
[173] Lecuyer et al.,  2017 .  
[261] Radek et al. ,  2005 .  
[262] Williams et al. ,  2008 .  
[264] Jégou et al. ,  2012 .  
[283] Radek et al . ,  2008 .  
[284] Girault et al. ,  2017 .  
[285] Daneman et al. ,  2009 .  
[286] De La Monte & Kril, 2014 .  
[287] Tanaka &Nakajima, 2012 .  
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résultats montrent que cette perte de l’orientation radiale des microvaisseaux n’est pas retrouvée 

chez la souris à 15 jours de vie postnatal (P15). Cette récupération d’un profil vasculaire normal 

pourrait s’expliquer par le fait, qu’après la naissance, l’angiogenèse corticale se poursuit 

pendant plusieurs semaines alors que l’exposition à l’alcool a cessé au moment de la naissance 

[288]. Il pourrait donc y avoir une compensation progressive des défauts d’angiogenèse. Dès 

lors, pour tester cette hypothèse, il serait intéressant de caractériser les effets de l’alcoolisation 

sur une période couvrant l’ensemble de la période d’angiogenèse corticale. Un tel modèle 

d’exposition, correspondant au 3ème trimestre de grossesse chez la femme enceinte [289], a 

d’ailleurs été utilisé à l’aide de vapeurs d’alcool en période postnatale et a permis de mettre en 

évidence des déficits comportementaux [290] ainsi que des modifications de la vascularisation 

du cervelet chez le Rat [291].  

Contrairement à l’organisation corticale des microvaisseaux, la densité des cellules 

Olig2-positives associées aux microvaisseaux n’est pas impactée par l’exposition in utero à 

l’alcool. D’autres études scientifiques ont cependant rapporté une mort apoptotique des 

oligodendrocytes [246] ainsi qu’une accumulation des OPCs [292] à la suite d’une exposition 

in utero à l’alcool. Plusieurs hypothèses peuvent permettent de discuter ces différents résultats. 

Tout d’abord, les travaux de Creeley [246] ont montré l’induction de l’apoptose une heure après 

l’alcoolisation mais il n’a pas été déterminé l’impact de cette perte cellulaire sur l’ensemble de 

la population oligodendrogliale à plus long terme. D’autre part, les travaux de Marguet [292] 

plaident pour un éventuel défaut ou retard de maturation oligodendrocytaire, un point qui sera 

discuté plus loin dans ce chapitre. Enfin, il faut également rappeler la grande diversité des 

protocoles d’alcoolisation (alcoolisation chronique, aigue, anténatale, postnatale…) qui ont 

pour but de cibler différentes phases du neurodéveloppement [289]. 

Nos résultats indiquent que l’association des cellules Olig2-positives avec les 

microvaisseaux corticaux n’est pas impactée par une exposition in utero à l’alcool, et ceci quel 

que soit le stade de développement étudié. Ainsi, si les vaisseaux corticaux sont désorganisés 

en période embryonnaire et périnatale, et que les oligodendrocytes restent associés, alors un 

impact de l’alcoolisation in utero sur le positionnement des oligodendrocytes est 

________________________ 

[246] Creeley et al. ,  2013 .   

[288] Harb et al. ,  2013 .   
[289] Almeida et al. ,  2020 .   
[290] Xu et al. ,  2018 .   

[291] Kelly et al. ,  1990 .  
[292] Marguet et al. ,  In press.  
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envisageable. Afin d’évaluer la distribution des cellules Olig2-positives au sein des couches 

corticales, la proportion de cellules Olig2-positives présentes au sein des couches corticales 

superficielles (SCL) par rapport aux couches corticales profondes (DCL) a été déterminée. De 

façon intéressante, le ratio des cellules Olig2-positives SCL/DCL est diminué à la suite d’une 

exposition in utero à l’alcool à P2, soulignant un défaut ou un ralentissement de positionnement 

cortical des cellules Olig2-positives, ces dernières étant maintenues au niveau des couches 

corticales profondes. Ces résultats font écho à ceux concernant les interneurones 

GABAergiques, un autre type cellulaire présentant une migration vasculo-associée [14]. En 

effet, de récentes études réalisées au sein du laboratoire ont mis en évidence des altérations du 

positionnement des interneurones GABAergiques chez l’Homme et chez la Souris à la suite 

d’une exposition prénatale à l’alcool [247] ; [249].

Effet de l’alcoolisation fœtale sur la différenciation oligodendrocytaire 

Ces dernières décennies, des études d’imagerie cérébrale ont révélé des atteintes de la 

substance blanche à la suite d’une exposition prénatale à l’alcool se traduisant notamment par 

une réduction du volume du corps calleux [293] ; [235]. D’un point de vue cellulaire, ces 

anomalies, également retrouvées chez la Souris, ont été directement corrélées à une perte 

neuronale et oligodendrocytaire. En effet, il a été rapporté qu’une exposition prénatale à l’alcool 

entraîne une inhibition de la prolifération [245] ainsi qu’une augmentation de la mort par 

apoptose des neurones [239] et des oligodendrocytaires [246] ; [294]. De plus, il a été montré 

que des expositions tardives et épisodiques de type binge drinking entrainaient une réduction 

de l’expression de marqueurs de myéline tels que la MBP [295]. Toutefois, les avancées 

récentes concernant les interactions oligo-vasculaires [51] suggèrent que les anomalies 

oligodendrocytaires provoquées par l’alcoolisation maternelle pourraient résulter d’un défaut 

de migration et de maturation comme cela a pu être mis en évidence pour d’autres 

________________________ 

[14] Won et al. ,  2013 .  
[51] Tsai et al. ,  2016 .  
[235] Lebel et al. ,  2011 .  
[239] Olney et al. ,  2002 .  
[245] Newville et al.,  2017 .  
[246] Creeley et al. ,  2013 .  
[247] Léger et al. ,  2020a .  
[249] Marguet et al. ,  2020 .  
[293] Sowell et al,  2002 .  
[294] Wang et al,  2020 .   

[295] Rice et al,  2019 .  
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types cellulaires tels que pour les interneurones GABAergiques [247] ou encore la maturation 

des synapses excitatrices [296]. Afin d’évaluer l’impact de l’alcoolisation maternelle sur la 

maturation du lignage oligodendroglial, différents marqueurs spécifiques des stades de 

différenciation des oligodendrocytes ont été étudiés en période anté-, péri- et postnatale, à partir 

d’extrait corticaux. Les données obtenues sur l’ARNm par la technique de qRT-PCR n’ont pas 

révélé de variations significatives sur les différents marqueurs étudiés. En revanche, les données 

protéiques obtenues par la technique de Western blot ont permis de souligner l’action délétère 

de l’alcool sur deux marqueurs de maturation oligodendrocytaire, la CNPase et la MBP, ciblant 

respectivement les oligodendrocytes immatures et matures. 

Toutefois, une diminution de l’expression protéique de la CNPase ou de la MBP ne 

suffit pas à conclure sur un effet de l’alcool en faveur d’un retard ou d’un arrêt de maturation 

du lignage oligodendroglial. En effet, ces diminutions pourraient refléter l’existence d’une mort 

apoptotique induite par l’alcool, décrite dans plusieurs études préalables [245] ; [246] ; [282]. 

Afin d’affiner notre réflexion sur l’impact de l’alcoolisation maternelle sur la maturation du 

lignage oligodendroglial, nous avons entrepris d’étudier la distribution corticale de la CNPase 

et de la MBP par immunohistochimie couplée à une analyse par linescan. Une attention 

particulière a été portée sur la distribution au sein des différentes couches corticales [297]. Les 

résultats ont montré chez les souris contrôles à P15, qu’il existe un gradient dégressif de 

l’expression de la MBP depuis la couche corticale VI vers la couche corticale I. En revanche, 

le profil d’expression de la CNPase est relativement stable entre les couches corticales VI et II. 

De façon très intéressante, l’analyse par linescan révèle que l’exposition prénatale à l’alcool 

réduit le profil oligodendrocytaire mature (MBP) au niveau de la couche corticale VI mais 

renforce le profil CNPase dans les couches corticales profondes induisant une inversion des 

deux profils. Ces résultats plaident en faveur d’un retard de maturation induit par l’alcool qui 

pourrait s’ajouter à la perte cellulaire décrite dans la littérature. Les données obtenues chez 

l’Homme viennent étayer ces résultats. Contrairement à nos observations réalisées chez la 

Souris, les résultats sur prélèvements fœtaux humains montrent une augmentation de la 

population des précurseurs oligodendrocytaires immunoréactifs pour le PDGFRα. 

________________________ 

[245] Newville et al. ,  2017 .  
[246] Creeley et al. ,  2013 .  
[247] Léger et al. ,  2020a .  
[282] Darbinian et al. ,  2021 .  
[296] Kerven et al. ,  2015 .  
[297] Tan et al. ,  2009 .  
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Cette différence entre le modèle préclinique et humain pourrait notamment s’expliquer par les 

modalités d’exposition. En effet, chez l’Homme, l’exposition à l’alcool couvre dans la plupart 

des cas une plus longue période. De plus, il existe des comorbidités telles que la consommation 

de tabac, de cannabis et de certains médicaments (anti-dépresseurs, anti-épileptiques), facteurs 

associés retrouvés chez les mères des fœtus étudiés dans l’étude 2.  

Conséquence de l’exposition prénatale à l’alcool sur les processus de myélinisation 

Parce qu’il est un acteur essentiel à la myélinisation [84], nos données concernant les 

effets de l’alcool sur la différenciation de l’oligodendrocyte cortical soulèvent la question d’une 

altération du processus de myélinisation, qui est indispensable à une propagation correcte de 

l’influx nerveux et au maintien de l’intégrité neuronale [97]. 

Les neurones pyramidaux du néocortex émettent des projections myelinisées vers des 

structures intracorticales inter-hémisphériques et extracorticales [298]. Puisqu’il a été montré 

qu’un SAF sur dix présente une agénésie partielle voire totale du corps calleux [235] ; [244], 

l’impact de l’alcoolisation maternelle sur la myélinisation a été évalué, d’une part, par 

microscopie électronique au niveau des fibres calleuses et, d’autre part, sur les faisceaux 

myelinisés du striatum par immunohistochimie. Chez la souris à P15, nos résultats révèlent une 

diminution de la densité des axones, ce qui serait en accord avec une perte neuronale [238] ; 

[239] cependant ils montrent également une diminution importante de l’épaisseur de la gaine 

de myéline. Au niveau striatal, une augmentation de la densité des faisceaux MBP-positif est 

retrouvée à la suite d’une alcoolisation fœtale, mais est accompagnée d’une diminution de leur 

aire globale. Par ailleurs, la distribution des faisceaux MBP-positifs dans le striatum est 

modifiée en faveur d’une plus forte proportion de petits faisceaux. Compte-tenu de nos résultats 

sur l’expression de marqueurs de différenciation des oligodendrocytes, l’ensemble de ces 

résultats suggère que la diminution de l’expression de la MBP quantifiée par Western blot 

pourrait résulter d’une perte neuronale [278] ainsi qu’un défaut de myélinisation dû à une 

maturation incomplète des oligodendrocytes. Les travaux récents de 

________________________ 
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Newville et collaborateurs [299] viennent étayer cette hypothèse. En utilisant un modèle 

d’exposition à l’alcool postnatale, ces auteurs ont identifié une modification de l’ultrastructure 

des axones calleux myélinisés chez l’adulte directement liée à une réduction de l’épaisseur de 

la gaine de myéline.  

Comme chez l’humain, il est établi de longue date qu’une exposition in utero à l’alcool 

est associée à des troubles du comportement [209] ; [215]. Nous avons donc entrepris une série 

de tests comportementaux couvrant la période postnatale (test de retournement et de géotaxie 

négative) et adulte (activité locomotrice). Chez le souriceau, les analyses biochimiques et 

histologiques concernant notamment l’expression et la distribution de la CNPase et de la MBP 

sont corréler à l’existence de troubles comportementaux périnataux. Cette conjonction peut être 

interpréter comme un lien possible entre retard de maturation oligodendrocytaire et atteintes 

comportementales, un comportement associé à des tremblements importants étant retrouvé chez 

les souris invalidées pour la MBP [94]. Néanmoins, de façon intéressante, les anomalies 

d’expression de la MBP et de la substance blanche observées au niveau du cortex et du striatum 

à P15 n’ont pas été retrouvées chez la souris adulte (P45) alors que des altérations du 

comportement locomoteur sont retrouvées chez l’adulte exposé in utero à l’alcool. Ces 

altérations motrices font directement écho aux nombreux déficits comportementaux observés 

en clinique, également identifiés en préclinique dans divers modèles animaux d’exposition 

prénatale à l’alcool [300] : mauvaise coordination motrice, déficits d’apprentissage, altérations 

du comportement social [301] ; [302] ; [303]. Cette inadéquation entre analyse biochimique et 

comportementale chez l’adulte suggère trois hypothèses : i) un processus de compensation 

moléculaire et histologique a pu se mettre en place, ii) si compensation moléculaire il y a eu, 

alors elle n’a pas suffi à permettre une compensation fonctionnelle, iii) les anomalies 

moléculaires observées au niveau du lignage oligodendroglial ne sont pas en lien avec les 

troubles comportementaux. Toutefois, l’étude de Newville plaide en défaveur de cette dernière 

 

________________________ 
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[302] Kleiber et al. ,  2011 .  
[303] De Avila et al . ,  2020 .  
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hypothèse puisque dans son protocole d’exposition plus tardif que le notre (P3-P15), les même 

atteintes oligodendrocytaires sont retrouvées bien qu’elles persistent cette fois-ci chez l’adulte, 

suggérant qu’un processus de compensation n’a pas pu se mettre en place [299]. En accord avec 

ces hypothèses, nos données sur le développement vasculaire au niveau cortical ont permis de 

mettre en évidence une compensation de l’atteinte vasculaire corticale chez l’adulte. 

L’angiogenèse corticale et la maturation oligodendrocytaire sont deux processus qui se 

poursuivent au cours de la vie postnatale [288] ; [32]. Dans notre protocole, il faut souligner 

que l’alcool n’est plus présent après la naissance, ce qui implique qu’il faudrait vérifier si une 

exposition plus longue couvrant l’angiogenèse postnatale puisse avoir des conséquences 

vasculaires et oligodendrocytaires persistantes. 

En conclusion, ces résultats obtenus, pour une part, chez la Souris et, pour une autre, chez 

l’Homme ont mis en évidence que l’alcoolisation in utero (Figure 32) :  

• Induit une désorganisation périnatale de la microvascularisation corticale 

• N’affecte pas l’association vasculaire des précurseurs oligodendrocytaires 

• Altère le profil cortical de différenciation des oligodendrocytes 

• Est responsable des troubles moteurs durables 

Bien que certaines de ces anomalies identifiées au niveau moléculaire et cellulaire soient 

transitoires dans nos conditions d’exposition, elles sont associées à des atteintes 

comportementales à court et à long terme qui peuvent être rapprochées de celles décrites en 

clinique [220]. Parmi les perspectives au niveau clinique, il serait intéressant de déterminer si 

les enfants exposés in utero à l’alcool ont des anomalies d’apprentissage de la marche car il a 

clairement été établi que l’acquisition de la marche était corrélée au processus de myélinisation 

[304]. 

 

 

 

_________________________ 
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Figure 32 : Graphical abstract résumant l’ensemble des résultats obtenus.  

Les effets observés, obtenus à partir d’individus non-exposés ou exposés in utero à l’alcool, sont respectivement 
représentés par des chiffres au sein d’un cercle et d’un carré. Chaque symbole est décrit au sein de la légende du 
graphique.  

 

 

 

 



DISCUSSION & PERSPECTIVES 

196 

Axe Placenta cerveau : Prévenir les défauts de l’angiogenèse pour prévenir les anomalies 

de maturation oligodendrocytaire et les troubles comportementaux ? 

Alors qu’il a été montré i) un effet de l’alcoolisation in utero sur l’angiogenèse cérébrale 

[264], ii) une migration vasculo-associée des oligodendrocytes [51], iii) un impact de l’alcool 

sur l’expression de marqueurs de différenciation du lignage oligodendroglial (la présente thèse), 

iv) des troubles moteurs associés ([301] et la présente thèse), rien ne relie entre eux ces 

différentes observations qui pourraient constituer des événements parallèles et indépendants. 

Récemment, plusieurs travaux de la littérature ont mis en évidence l’existence d’un axe 

fonctionnel « placenta-cerveau » impliqué dans le contrôle de l’angiogenèse cérébrale [165] ; 

[173] ; [305]. En particulier, il a été mis en évidence que l’alcoolisation in utero réprimait 

l’expression placentaire du PlGF et du récepteur VEGF-R1 au niveau cérébral [173]. De plus, 

la répression placentaire du PlGF par électroporation in utero chez la Souris induit des 

anomalies vasculaires cérébrales comparables à celles observées à la suite d’une alcoolisation 

maternelle alors que, a contrario, la surexpression placentaire du PlGF corrige les anomalies 

vasculaires induites par l’alcool au niveau cortical [173] ; [264].  

Afin de démontrer une contribution endothéliale dans les anomalies du lignage 

oligodendroglial induites par une alcoolisation in utero, nous avons émis l’hypothèse qu’une 

correction des effets de l’alcool sur l’angiogenèse corticale pourrait être en mesure de prévenir, 

au moins en partie, les atteintes oligodendrocytaires. Afin de tester cette hypothèse, une étude 

basée sur la surexpression placentaire du PlGF, par électroporation placentaire d’un CRISPR 

d’activation (CRISPR-PlGF-Act), a été initiée. Pour se faire, un protocole expérimental a été 

mis en place (Figure 33).  

 

 

 

 

________________________ 
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Figure 33 : Protocole expérimental mis en place pour rechercher un lien 

fonctionnel entre les anomalies vasculaires et les anomalies du lignage 

oligodendrocytaire par modulation de l’expression placentaire du PlGF.  

Au 13ème jour de gestation, des transfections placentaires des plasmides eGFP et CRISPR d’activation du PlGF 
(CRISPR-PlGF-Act) ont été réalisées. De E15 à E20, une injection quotidienne en sous-cutanée de NaCl ou 
d’éthanol 3g/kg, dilué à 50% dans du NaCl a été réalisée. Enfin, à E20, les placentas et les cerveaux fœtaux 
correspondants ont été prélevés. Au final, 4 groupes expérimentaux ont été obtenus. CRIPSR : Clustered Regular 
Interspaced Short Palindromic Repeats-Activation ; Eth : Ethanol ; Ex : Jour embryonnaire x ; NaCl : chlorure de 
sodium ; PlGF : placental growth factor ; PGF+ : PlGF placentaire surexprimé.  
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Pour commencer, une étape de validation de la surexpression placentaire de PlGF a été 

réalisée. A partir des placentas, les expériences de Western blot ont permis de valider 

l’efficacité de la transfection par électroporation, l’expression protéique du PlGF étant 

drastiquement augmentée quel que soit les conditions de traitement (Figure 34). 

 

 

Figure 34 : Validation de la surexpression placentaire de PlGF à E20.  

Visualisation (A) et quantification (B) par Western blot des effets de la surexpression placentaire du PlGF et de 
l’exposition prénatale à l’alcool sur l’expression protéique placentaire du PlGF à E20. *p < 0.05 ; ***p < 0.001 ; 
****p < 0.0001, ANOVA deux voies suivi d’un post-test de Tukey. eGFP : enhanced green fluorescent protein ; 
Eth : Ethanol ; PGF+ : PlGF placentaire surexprimé ; Untft : non transfecté.  

Des résultats préliminaires ont été obtenus uniquement au stade développemental E20 et, 

même s’ils ne permettent pas encore de tirer des conclusions, ils tendent à démontrer la 

faisabilité de l’étude. En particulier, une évaluation de l’organisation du réseau vasculaire 

cortical a été effectuée (Figure 35). Ainsi, ils confirment les travaux de Lecuyer et 

collaborateurs, et montrent que l’éthanol désorganise les microvaisseaux corticaux. Lorsqu’il 

est surexprimé au niveau placentaire, le PlGF seul ne modifie pas l’organisation des 

microvaisseaux radiaux (Figure 35). En revanche, en condition d’alcoolisation fœtale, la 

surexpression placentaire du PlGF restaure l’organisation radiale des microvaisseaux corticaux 

(Figure 35). 
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Figure 35 : Effet de la surexpression du PlGF placentaire sur l’orientation 

corticale des microvaisseaux chez des fœtus à E20 exposés ou non à l’alcool in 

utero.  

Les vaisseaux radiaux appartiennent à la classe d’angles [0-25[. ANOVA deux voies suivi d’un post-test de Tukey. 
Eth : Ethanol ; PGF+ : PlGF placentaire surexprimé ; Untft : non transfecté.  

De même, une quantification de l’expression de marqueurs du lignage oligodendroglial a 

été initiée au même stade (E20) par qRT-PCR (Figure 36). Quel que soit le groupe considéré, 

les expressions des ARNm codant PDGFRα et CNPase ne sont pas modifiées. En revanche, 

une tendance à l’augmentation de l’expression des ARNm codant pour le facteur de 

transcription Olig2 est quantifiée à la suite d’une surexpression placentaire du PlGF, et ceci en 

condition d’alcoolisation fœtale ou non (Figure 36). Ces premières données, qui devront être 

reproduites, suggèrent une possible influence de l’axe « placenta-cerveau » et, en particulier, 

d’un facteur angiogénique, le PlGF, sur le lignage oligodendroglial au cours du développement 

cérébral.  

Ces travaux en cours de développement devront être étayés par un plus grand nombre 

d’expériences et par une caractérisation postnatale (P2 et P15) des interactions oligo-

vasculaires. Pour cette caractérisation postnatale, un développement technologique par 

utilisation d’AAV-GFP au niveau cérébral sera nécessaire. En effet, le placenta qui est la cible 

de la surexpression de PlGF par électroporation, est un organe transitoire qui est perdu à la 

naisssance. Or, ce placenta électroporé est nécessaire pour cibler les individus appareillés. 

L’administration d’AAV-GFP au niveau cérébral, en parallèle de l’électroporation, serait un 

bon marqueur pour permettre l’identification et le suivi à long terme de ces individus. 

________________________ 

[306] O’Kieffe & Kenny, 2014 .  
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A terme, ces résultats visent à déterminer si des facteurs angiogéniques placentaires pourraient 

avoir valeur de biomarqueurs d’atteinte cérébrale [306]. En effet, il semble de plus en plus établi 

qu’une angiogenèse cérébrale normale est un prérequis pour un neurodéveloppement correct 

que cela soit pour la mise en place vasculo-associée des oligodendrocytes ou des interneurones 

GABAergiques. La caractérisation d’un axe « placenta-cerveau » fonctionnel impliqué dans le 

développement cortical pourrait alors constituer une approche de prévention des anomalies du 

neurodéveloppement associées à l’alcoolisation in utero. 

 

 

Figure 36 : Effet d’une surexpression placentaire du PlGF et d’une alcoolisation 

in utero sur l’expression de marqueurs du lignage oligodendrocytaire à E20.  

Effet de l’alcool et de la surexpression placentaire du PlGF sur l’expression des ARNm codant PDGFRα (A), 
CNPase (B) et Olig2 (C). CNPase : 2’:3’-cyclic nucleotide-3’-phosphodiesterase ; Eth : Ethanol ; Olig2 : 
oligodendrocyte transcription factor 2 ; PDGFRα : platelet-derived growth factor-α ; PGF+ : PlGF placentaire 
surexprimé ; Untft : non transfecté.  
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Au cours du neurodéveloppement, la consommation d’alcool pendant la grossesse affecte de 

nombreux systèmes de neurotransmission dont le système GABAergique, qui assure la balance 

inhibitrice à maturité cérébrale. A partir d’une cohorte de fœtus humains exposés in utero à 

l’alcool, l’ontogenèse ainsi que les caractéristiques de migration des interneurones 

GABAergiques et calrétininergiques ont été étudiées. Les principaux résultats montrent un 

retard majeur de neurogenèse, un défaut d’interaction vasculaire ainsi qu’une altération du 

positionnement des interneurones GABAergiques au sein des couches corticales. 

L’identification d’une interneuronopathie à la suite d’une exposition prénatale à l’alcool 

pourrait en partie expliquer les troubles neurologiques observés chez ces patients. 
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