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Contexte & Objectifs 

Les maladies du système nerveux central (SNC, cerveau et moelle épinière), dont  la plupart 

sont directement  liées à  l’allongement de  l’espérance de vie  (Alzheimer, Parkinson, etc.) et/ou aux 

nouveaux modes de vie (tumeurs cérébrales, SIDA, maladies à prion, etc.), ont une  incidence et un 

coût socio‐économique qui augmentent de manière très alarmante. Tout individu présentera un jour 

des  troubles  du  système  nerveux  (migraine,  insomnie,  dépression...)  et  un  individu  sur  dix 

développera  une  maladie  grave  du  système  nerveux,  sans  traitement  curatif.  Aujourd’hui,  les 

traitements des maladies du SNC, bien qu’essentiellement palliatifs, représentent le troisième poste 

des ventes de médicaments dans le monde (d’après IMS Health) derrière ceux de l’oncologie et des 

maladies  cardiovasculaires,  et  sont  en  forte  croissance  par  rapport  à  l’ensemble  du  marché  des 

médicaments,  toutes  classes  thérapeutiques  confondues.  Il  est  vraisemblable  que  ce  taux  de 

croissance se maintiendra voire augmentera encore à l’avenir. Pour illustrer cette dynamique, notons 

que le "pipeline" de cette classe thérapeutique aux USA contient plus de 1329 nouvelles molécules 

(PhRMA  Report,  2015),  en  deuxième  position  derrière  les  traitements  des  cancers.  Au  niveau 

européen, le coût annuel des troubles et maladies du SNC a été estimé à €800 Mds par an (DiLuca et 

Olesen, 2014). 

Les molécules  à  potentiel  thérapeutique  développées  par  l’industrie  pharmaceutique  pour 

traiter ces pathologies sont abandonnées après des développements très coûteux, notamment pour 

des  problèmes  d’inaccessibilité  au  parenchyme  nerveux,  protégé  par  la  barrière  hémato‐

encéphalique (BHE). De ce fait, la BHE contribue au taux d’attrition élevés, les plus élevés comparés à 

l’ensemble  des  aires  thérapeutiques,  des médicaments  développés  par  l’industrie  pharmaceutique 

pour  traiter  les  pathologies  et  lésions  du  SNC.  De  nouvelles  stratégies  permettant  le  transfert  de 

principes actifs vers le SNC, dont celles présentées dans ce manuscrit commencent à être exploitées 

par quelques sociétés au niveau mondial et les perspectives de marché sont considérables. 

L’UMR 7259 et  la  société VECT‐HORUS collaborent activement depuis plusieurs  années  sur 

cette problématique de l’adressage d’agents thérapeutiques vers le SNC. L’UMR 7259 est une Unité 

Mixte  de  Recherche,  rattachée  à  Aix  Marseille  Université  (AMU)  et  au  CNRS,  basée  à  Marseille, 

spécialisée  dans  l’étude  des  pathologies  du  SNC  et  dans  l’évaluation  d’approches  thérapeutiques 

innovantes,  sur  le  plan  moléculaire  et  cellulaire.  VECT‐HORUS  est  une  société  de  biotechnologies 

issue de ce laboratoire, créée fin 2005, dont la mission est de développer des stratégies permettant 

d'adresser des agents thérapeutiques ou d’imagerie vers le SNC. Les deux structures collaborent pour 

développer des molécules « vecteurs » qui facilitent le transfert de ces agents à travers la BHE en se 

liant à des récepteurs spécifiques impliqués dans le processus de transcytose.  
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C’est dans ce contexte qu’au cours de notre thèse, nous avons poursuivi trois objectifs.  

Notre premier objectif a été de mettre en place et de valider des modèles in vitro de BHE de 

rat  et  souris,  hautement  reproductibles,  basés  sur  une  production  de  cultures  primaires 

hebdomadaires,  et  indispensable  à  la  poursuite  des  deux  autres  objectifs  fixés.  De  tels  modèles 

permettent d’adresser des questions fondamentales sur le fonctionnement des cellules endothéliales 

et des cellules partenaires de la BHE et sur le rôle des nombreuses protéines assurant sa spécificité. 

Ces modèles sont également utilisés par l’industrie pharmaceutique pour le screening de molécules à 

visée cérébrale.  

Notre  deuxième  objectif  a  été  d’utiliser  les  modèles  in  vitro  de  BHE  mis  en  place  pour 

étudier des stratégies de transport  à visée cérébrale. A titre d’exemple, l’encapsulation de molécules 

dans  des  liposomes  et  nanoparticules  est  une  stratégie  qui  est  exploitée  pour  le  transport  de 

molécules à  travers  la BHE. Nous avons  collaboré avec  le  laboratoire de neurobiologie de  l’institut 

Nencki  en  Pologne  qui  exploite  des  nanoparticules  de  type  poly(lactic‐co‐glycolic  acid)  (PLGA)  afin 

d’explorer  leurs  interactions  avec  les  monocouches  de  celulles  endothéliales  microvasculaires 

cérébrales (CEMCs) du modèle  in vitro de BHE et leur potentiel à traverser ces monocouches. Nous 

avons  également  utilisé  les  modèles  in  vitro  de  BHE  pour  approfondir  nos  connaissances  sur  le 

mécanisme  de  transcytose  récepteur‐dépendante  au  niveau  de  la  BHE.  Les  voies  de  trafic 

intracellulaire des récepteurs et ligands sont encore relativement peu connues, voire quasiment non 

décrites  pour  certains  des  récepteurs  ciblés  dans  nos  projets.  Dans  le  cadre  de  notre  thèse,  nous 

avons focalisé nos recherches sur le récepteur au LDL (LDLR) et sur des peptides vecteurs développés 

pour se lier à ce récepteur.  

Notre  troisième  objectif  a  été  de  mettre  en  place  des  modèles  in  vitro  de  barrières 

endothéliales  du  SNC  en  situation  inflammatoire,  notamment  la  BHE  et  la  barrière  sang‐moelle 

épinière  (BSME).  Peu  d'études  abordent  les  différences  constitutives  entre  la  BHE  et  la  BSME. 

L’inflammation  des  barrières  endothéliales  serait  une  composante  générale  associée  aux 

traumatismes,  lésions aigues du SNC  liées à  l’ischémie, notamment à  l’accident vasculaire  cérébral 

(AVC),  et  aux  pathologies  chroniques  neurodégénératives  du  SNC.  Nous  avons  tenté  de  mieux 

caractériser  au  niveau  moléculaire  les  différences  entre  ces  deux  endothéliums  dans  le  but  de 

proposer  à  terme  des  stratégies  de  vectorisation  adaptées  à  ces  tissus,  notamment  en  situation 

inflammatoire. 
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Résumé global 

La  barrière  hémato‐encéphalique  (BHE)  protège  le  système  nerveux  central  (SNC)  des 

fluctuations  plasmatiques  des  molécules  endogènes,  mais  aussi  exogènes,  et  notamment  des 

molécules à potentiel thérapeutique. L’imperméabilité de la BHE est compensée par la présence de 

nombreux  mécanismes  spécifiques  qui  assurent  le  transport  transendothélial  des  nutriments 

nécessaires au tissu nerveux, parmi lesquels la transcytose modulée par différents récepteurs. Dans 

le  but  d’améliorer  le  transfert  d’agents  thérapeutiques  à  travers  la  BHE,  nous  développons  des 

« vecteurs » qui se lient à certains de ces récepteurs cibles.  

Au  cours  de  notre  thèse,  nous  avons  développé  et  optimisé  des  outils  et  approches 

cellulaires,  notamment  des  modèles  in  vitro  de  BHE  et  barrière  sang‐moelle  épinière  (BSME) 

syngéniques  de  rat  et  souris,  basés  sur  la  co‐culture  de  cellules  endothéliales  microvasculaires 

(CEMs)  cérébrales  (CEMCs)  ou  spinales  (CEMSs)  et  d'astrocytes.  Ces  modèles  sont  hautement 

reproductibles, avec un contrôle qualité permettant de développer des projets avec des partenaires 

académiques et industriels, tels que l’évaluation du transport de différentes formes de nanovecteurs 

(liposomes  ou  nanoparticules),  et  l’étude  de  différents  récepteurs  potentiellement  impliqués  dans 

des processus de transcytose. En particulier, avec des modèles de BHE préparés à partir de rats ou 

souris, sauvages ou invalidés pour le LDLR (ldlr ‐/‐) et d’une approche de « pulse‐chase » permettant 

le  suivi  du  trafic  intracellulaire  du  LDLR  et  du  LDL,  nous  montrons  que  le  LDLR  est  exprimé  à  la 

membrane plasmique apicale des CEMCs et confirmons qu’il est impliqué dans la transcytose du LDL 

à  travers  le  compartiment  vésiculaire,  tout  en  évitant  le  compartiment  lysosomal,  confirmant 

l’intérêt  de  son  ciblage  dans  nos  approches.  Nous  montrons  que  nos  vecteurs,  conjugués  à  une 

molécule  organique  de  type  TAMRA  ou  un  cargo  protéique  (fragment  Fc  d'un  anticorps  IgG1 

humain),  sont  endocytés  par  les  CEMCs  de  façon  LDLR‐dépendante,  évitent  le  compartiment 

lysosomal  et  franchissent  la monocouche  de  CEMCs.  Cette  étude  au  niveau  cellulaire  a  permis  de 

valider le potentiel de nos vecteurs et nous poursuivons leur conjugaison à des principes actifs ou à 

des agents d'imagerie présentant une faible exposition cérébrale. 

Sachant  que  l’inflammation  des  CEMs  est  associée  à  des  degrés  divers  à  de  nombreuses 

pathologies  du  SNC,  nous  avons  mis  en  place  et  caractérisé,  notamment  par  des  approches 

transcriptomiques, des modèles  in vitro de BHE et BSME en situation inflammatoire. L’utilisation de 

ces  modèles  sera  poursuivie  pour  mieux  comprendre  les  processus  inflammatoires  des  cellules 

endothéliales  du  SNC  et  évaluer  des  stratégies  de  vectorisation  ciblant  préférentiellement  les 

structures du SNC en situation pathologique. 
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Setting‐up of in vitro models of the blood‐brain barrier and study of the 

transendothelial transfer of vectors and conjugates that target the LDL 

receptor 

Global abstract 

The  blood‐brain  barrier  (BBB)  protects  the  central  nervous  system  (CNS)  from  plasma 

fluctuations  of  endogenous,  but  also  exogenous  molecules,  including  those  with  therapeutic 

potential.  The  BBB’s  restrictive  properties  are  compensated  by  the  presence  of  many  specific 

mechanisms  that  provide  transport  of  nutrients  across  the BBB,  from bloodstream  to  the  nervous 

tissu,  including  transcytosis  of  endogenous  ligands  mediated  by  receptors.  Our  objective  is  to 

improve drug delivery across the BBB and we develop “vectors” that target different recpetors.  

During  our  thesis we  developed  and  optimized  cellular  tools  and  approaches,  in  particular 

syngeneic in vitro models of the BBB and blood‐spinal cord barrier (BSCB) from both rat and mouse, 

based  on  the  co‐culture  of  brain  (BMECs)  or  spinal  cord  (SCMECs) microvascular  endothelial  cells 

(MECs)  and  astrocytes.  These models  are  highly  reproducible, with  high  quality  control  standards, 

allowing  us  to  develop  projects  with  academic  and  industrial  partners,  such  as  the  evaluation  of 

transport of different forms of nanocarriers (liposomes and nanoparticles), and the study of different 

receptors potentially involved in transcytosis process. In particular, using models prepared from wild 

type or LDLR knock out (ldlr ‐/‐) rat and mice and a “pulse‐chase” approach, we show that the LDLR is 

expressed  at  the  apical  plasma  membrane  of  the  BBB‐endothelial  cells  and  confirmed  that  it  is 

involved  in  transcytosis  of  LDL  through  the  vesicular  compartment,  while  avoiding  the  lysosomal 

compartment,  further  establishing  its  interest  as  a  target  receptor.  We  show  that  our  vectors 

conjugated  to  a  TAMRA  organic  molecule  or  to  a  protein  cargo  (Fc  fragment  of  a  human  IgG1 

antibody) are endocytosed by MECs in a LDLR‐dependent manner, avoid the lysosomal compartment 

and cross the MEC monolayers. Our work at the cellular level confirmed the potential of our vectors 

and we  are  now  involved  in  conjugating  them with  active  compounds or  imaging  agents with  low 

brain exposure. 

Considering that vascular endothelium inflammation is associated with many CNS lesions and 

pathologies, using transcriptomic approaches, we have developed and characterized BBB and BSCB in 

vitro  models  in  inflammatory  conditions.  These  models  will  be  useful  to  better  understand  the 

inflammatory  processes  of  CNS  endothelial  cells  and  to  evaluate  vectorization  strategies 

preferentially targeting CNS structures in pathological condition.   



 

 

17 

Liste des publications internationales, communications affichées‐

orales et brevets 

1. Posters 

‐ Characterisation of peptides specific for receptor/transport systems of the blood brain barrier, as 

lead  molecules  for  the  development  of  drug  delivery  vectors.  Molino  Y,  David  M,  Fortoul  A, 

Khrestchatisky M. (Journées de l’IFR Jean‐Roche, Marseille, 2011). 

‐ Setting  up  in  vitro  rat  Blood  Brain  Barrier  (BBB)  and  Blood  Spinal  Cord  Barrier  (BSCB) models: 

comparative analysis under pro‐inflammatory  treatment. Molino Y,  Jabès F,  Sbaï O, Bernard A, 

Vlieghe P, Khrestchatisky M. (10ième colloque de la Société des Neurosciences, Marseille, 2011). 

‐ Setting up an in vitro model of rat Blood‐Brain Barrier (BBB): a focus on BBB impermeability and 

receptor‐mediated  transport.  Molino  Y,  Jabès  F,  Lacassagne  E,  Gaudin  N,  Khrestchatisky  M. 

(Journées de l’école doctorale, Marseille, 2013). 

‐ The LDLR promotes transcytosis of LDL and peptide vectors developed for cargo delivery to the 

brain in an in vitro model the Blood‐Brain barrier. Molino Y, Varini K, Jabès F, David M, Gaudin N, 

Bernard A,  Lécorché P,  Jacquot G, Khrestchatisky M.  (11th  international  conference of Cerebral 

Vascular Biology, CVB, Paris, 2015). 

 

2. Tables rondes 

‐ Meeting annuel de l’école doctorale des sciences de la Vie et de la Santé (Marseille, 2014). 

‐ Société d’Etudes des Interfaces entre le Sang et le Cerveau (SEISC), table ronde animée par Jean‐

François  Ghersi‐Egea  (Directeur  de  recherche,  Blood‐brain  interfaces  exploratory  platform, 

INSERM U1028), Pierre‐Olivier Couraud  (Professeur et Directeur de  l’Institut Cochin, Université 

Paris  Descartes,  INSERM  U1016,  CNRS  UMR8104)  et  Roméo  Cecchelli  (Professeur  et  ancien 

Directeur du laboratoire de physiopathologie de la BHE, Université d'Artois, Lens) (Paris, 2014). 

 

3. Publications scientifiques 

‐ Molino Y, Jabès F, Lacassagne E, Gaudin N, Khrestchatisky M. Setting‐up an in vitro model of rat 

blood‐brain barrier (BBB): a focus on BBB impermeability and receptor‐mediated transport. J Vis 

Exp. 2014, (88):e51278. doi: 10.3791/51278. (article 1 de ce manuscrit) 

‐ Chaturvedi M*, Molino Y*, Sreedhar B, Khrestchatisky M, Kaczmarek L. Tissue inhibitor of matrix 

metalloproteinases‐1  loaded  poly(lactic‐co‐glycolic  acid)  nanoparticles  for  delivery  across  the 

blood‐brain  barrier.  Int  J  Nanomedicine  2014,  9:575‐588.  doi:  10.2147/IJN.S54750.  (*  authors 

contributed equally to this work). (article 2 de ce manuscrit) 



 

 

18 

‐ van Gijsel‐Bonnello M,  Acar  N, Molino  Y,  Bretillon  L,  Khrestchatisky M,  de  Reggi M,  Gharib  B. 

Pantethine Alters  Lipid  Composition  and Cholesterol  Content  of Membrane Rafts, With Down‐

Regulation  of  CXCL12‐Induced  T  Cell  Migration.  J  Cell  Physiol  2015,  230(10):2415‐2425.  doi: 

10.1002/jcp.24971.  

‐ Molino  Y*,  Varini  K*,  Jabès  F,  David  M,  Gaudin  N,  Bernard  A,  Lécorché  P,  Jacquot  G, 

Khrestchatisky  M.  The  LDLR  promotes  transcytosis  of  LDL  and  peptide  vectors  developed  for 

cargo delivery  to  the brain  in an  in vitro model  the Blood‐Brain barrier.  (* authors contributed 

equally to this work). 2015. (article 3 de ce manuscrit, soummis) 

 

4. Brevets 

‐ Khrestchatisky M, David M, Molino Y, Vlieghe P. Peptide derivatives and use thereof as carriers 

for molecules in the form of conjugates. Patent Application WO 2010/046588 (Issued in the US, 

Europe and South Africa. Pending in other countries).  

‐ Vlieghe P, David M, Molino Y, Khrestchatisky M. Peptide derivatives, their preparation and their 

uses. Patent Application WO 2011/131896. (Issued in France, USA and Eurasia. Pending in other 

countries).  

‐ Jacquot G, Lécorche P, Malcor JD, Payrot N, David M, Molino Y, Khrestchatisky M. Compositions 

and methods for drug delivery. Patent Application WO 2014/060601.  

   



 

 

19 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

 

 

   



 

 

20 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CHAPITRE I : LE SNC ET SON ENDOTHELIUM, CONCEPT DE BARRIERE 
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I. La BHE : historique d’une découverte jusqu’à 15 ans avant nos jours 

Le  concept  de  barrière  entre  le  sang  et  le  cerveau  apparaît  pour  la  première  fois  avec  les 

travaux  du  physiologiste  Allemand  Paul  Ehrlich  en  1885  (Erlich,  1885).  Ses  études  ont  montré 

qu’après injection intraveineuse chez la souris d’un colorant vital dérivé de l'indigo, l’aniline, tous les 

organes se coloraient à l’exception du cerveau. Cette observation avait été interprétée par une faible 

affinité du colorant pour  le tissu cérébral. Quelques années plus tard, en 1913, son étudiant Edwin 

Goldman constata qu’un autre colorant, le bleu Trypan, lorsqu’il était injecté dans le liquide céphalo‐

rachidien,  teintait  l’ensemble  du  cerveau  mais  ne  diffusait  pas  dans  le  système  périphérique 

(Goldmann,  1913).  Cette  absence  de  passage  du  colorant  du  sang  vers  la  circulation  sanguine 

démontrait  sans  équivoque  l’existence  d’une  barrière  limitant  les  échanges  entre  le  sang  et  le 

cerveau.  Le  terme  de  BHE  fut  employé  pour  la  première  fois  en  1922  par  Stern  et  Gautier  et  sa 

localisation au niveau des capillaires  fut établie  lorsque  les  jonctions serrées ont été observées par 

microscopie  électronique  entre  les  cellules  endothéliales  des  capillaires  cérébraux  (Reese  et 

Karnovsky,  1967).  Cette  barrière  est maintenant  connue  comme  une  interface  dynamique  dont  le 

rôle de filtre sélectif vise à maintenir l’homéostasie cérébrale nécessaire au bon fonctionnement des 

neurones et des cellules gliales.  La BHE, chez  l’homme, commence à  se  former à  la  fin du premier 

trimestre  de  grossesse  (Woollett,  2005).  Cependant,  il  semble  que  ses  propriétés  définitives  ne 

prennent place qu’au début de la période post‐natale (Rubin et Staddon, 1999). 

 

II. L’homéostasie cérébrale et la BHE  

Le SNC est un organe sensible et un système complexe qui doit être dissocié des fluctuations 

plasmatiques du sang afin de maintenir entre autres un environnement ionique stable indispensable 

à l’activité neuronale et au potentiel d’action. Le maintien de l’homéostasie cérébrale est assuré par 

un  endothélium  spécifique  qui  « limite  et  contrôle »  les  échanges  entre  le  sang  et  le  SNC.  Cet 

endothélium  facilite  également  le  transport  des  nutriments  du  sang  vers  le  tissu  nerveux  par  des 

récepteurs et transporteurs spécifiques présentés à  la membrane apicale des cellules endothéliales 

(Kim et al., 2006). La notion de barrière endothéliale que nous allons détailler au niveau cellulaire et 

moléculaire  limite  la diffusion des molécules par  leur  simple gradient de diffusion comme dans  les 

endothéliums périphériques dit fenêstrés. Cette notion de maintient de l’homéostasie cérébrale sera 

reprise  à  de  nombreuses  occasions  dans  le  manuscrit  et  sera  un  fil  conducteur  dans  la 

compréhension des propriétés de la BHE. 
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III. L’hétérogénéité de l’arbre vasculaire du SNC 

A. Hétérogénéité au niveau des zones cérébrales  

Il existe différentes entités qui isolent le SNC du « système périphérique » : la BHE et la BSME 

entre  le  sang et  le  tissu nerveux et  la barrière hémato‐liquidienne  (BHL) entre  le  sang et  le  liquide 

céphalo rachidien (LCR). Il existe une troisième zone cérébrale ou la vasculature n’a pas le phénotype 

de barrière, les organes circumventriculaires (OCV) (Figure 1) (Abbott, 2004 ; Abbott et al., 2006).  

 

1. Les organes circumventriculaires (OCV) 

On dénombre  six  de  ces  régions  qui  se  localisent  au  niveau  des  plexus  choroïdes.  Ce  sont 

l'organe subfornical,  l'organe vasculaire de la  lame terminale,  la neurohypophyse,  la glande pinéale 

ou épiphyse, l'organe subcommissural et l'area postrema. Ces structures permettent la détection des 

substances  toxiques,  la  composition  et  la  température  du  sang  et  participent  au  contrôle  du 

vomissement, de  la faim, de  la soif, de  la température corporelle et de  la sécrétion d'hormones du 

parenchyme nerveux via la circulation sanguine. 

 

2. La barrière hémato‐liquidienne (BHL) 

Les plexus choroïdes sont concentrés à deux endroits:  (i) à  la  jonction entre  les ventricules 

latéraux et  le  troisième ventricule et  (ii)  au niveau du quatrième ventricule,  juste  sous  le  cervelet. 

Chez l’homme, le volume total de liquide contenu dans les ventricules et l'espace subarachnoïde est 

d'environ  150  mL,  et  on  estime  que  ce  volume  est  remplacé  toutes  les  huit  heures.  Les  plexus 

choroïdes  produisent  de  450  à  500  mL  de  LCR  par  jour,  et  ce  liquide  circule  des  ventricules  de 

l'encéphale  vers  le  quatrième  ventricule,  puis,  en  passant  par  des  canaux  vers  l'espace 

subarachnoïde  le  LCR  sera  évacué  dans  le  sinus  sagittal  par  les  villosités  arachnoïdiennes.  La 

composition du LCR ressemble en partie à la composition du plasma sanguin, avec beaucoup moins 

de protéines et de sucres, un peu plus d'ions Na+, Cl‐ et H+, et un peu moins d'ions Ca2+ et K+. En 

fait, le LCR est issu du plasma qui a été filtré au niveau des plexus choroïdes. Ces plexus sont formés 

de  capillaires  semi‐perméables  d'où  le  plasma  peut  rejoindre  les  ventricules.  Ces  capillaires  sont 

entourés d'une couche de cellules épendymocytes qui agissent comme un  filtre empéchant  l’accès 

des protéines, du glucose et qui contrôle la réabsorption de certains ions. 

 

3. La barrière hémato‐encéphalique (BHE) 

La  BHE  est  localisée  au  niveau  des  cellules  endothéliales  des  « capillaires »  cérébraux 

entourés par des types cellulaires spécifiques qui induisent son phénotype spécifique comme nous le 

détaillerons  plus  loin.  Les  capillaires  cérébraux  humains  représentent  une  surface  d’échange 
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d’environ  20 m2  pour  un  réseau  d’environ  650  kilomètres  comprenant  100 milliards  de  capillaires 

dans  le  cerveau  soit  autant  que  de  neurones.  Cette  grande  surface  d’échange  entre  la  circulation 

sanguine et  le parenchyme nerveux,  comparée aux  autres  zones  cérébrales  énoncées  ci‐dessus  en 

fait son intérêt principal dans les approches visant à délivrer des agents thérapeutiques vers le SNC.  

 

 

Figure 1 : Il existe différentes barrières au niveau du SNC, la BHE (blood‐brain barrier, BBB) qui est un 

endothélium continu et la BHL (blood cerebrospinal fluid barrier, B‐CSF barrier) qui est un épithélium 

continu.  Les  autres  endothéliums  au  niveau  des  organes  circumventriculaires  (circum  ventricular 

organs, CVOs, zone de sécrétion de certaines hormones qui doivent pouvoir passer du parenchyme 

nerveux  vers  la  circulation  sanguine)  et  des  ventricules  cérébraux  sont  constitués  d’endothéliums 

fenêstrés (Adapté de Abbott et al., 2006). 
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IV. Le concept d’unité neuro‐glio‐vasculaire (UNGV)  

L’environnement  module  le  phénotype  des  différents  types  cellulaires  de  l’UNGV  et 

réciproquement.  Le  rôle  de  l’environnement  tissulaire  cérébral  dans  l’induction  des  propriétés  de 

barrière  au  niveau  des  cellules  endothéliales  microvasculaires  a  été  illustré  par  l’expérience  de 

Stewart  et  Wiley  (1981),  qui  greffèrent  un  tissu  cérébral  embryonnaire  de  caille  non  encore 

vascularisé dans la cavité coelomique d’un embryon de poulet. Le tissu cérébral fut progressivement 

vascularisé  par  des  vaisseaux  d’origine  abdominale.  Les  vaisseaux  ainsi  formés  au  sein  du  greffon 

présentaient  des  caractéristiques  structurelles,  fonctionnelles  et  histochimiques  de  la  BHE  (forte 

densité mitochondriale,  formation de  jonctions serrées, activité de  la phosphatase alcaline et de  la 

cholinestérase). A l’inverse, le tissu somitique (mésoderme dorsal) de caille greffé dans le cerveau de 

poulet fut vascularisé par des vaisseaux d’origine cérébrale qui contenaient peu de jonctions serrées 

mais de nombreuses vésicules de pinocytose, et présentaient peu de mitochondries.  L’injection de 

bleu Trypan  révéla que  les  vaisseaux ayant  envahi  le  greffon  cérébral  restreignaient  le passage du 

colorant à travers la paroi vasculaire, alors que les vaisseaux qui s’étaient développés dans le greffon 

mésodermique  ne  présentaient  pas  de  propriétés  restrictives.  Un  dispositif  expérimental  similaire 

permit de démontrer  l’induction de  la protéine HT7 ‐ une glycoprotéine spécifique à  l’endothélium 

de la BHE ‐ au sein des microvaisseaux envahissant le greffon cérébral (Ikeda et al., 1996).  

Ces expériences démontraient que  les  interactions entre  le parenchyme cérébral et  le tissu 

vasculaire  en  développement  étaient  nécessaires  à  l’établissement  du  phénotype  de  barrière.  De 

plus,  après  isolement  de  leur  environnement,  les  cellules  endothéliales  cérébrales  perdent 

rapidement  une  partie  de  leurs  propriétés,  phénomène  appelé  dé‐différenciation  (Rubin  et  al., 

1991),  indiquant  également  que  le  tissu  environnant  la microvasculature  cérébrale  détermine  ses 

propriétés. Ce paramètre de régulation du phénotype par l’environnement cellulaire et moléculaire 

sera  exploité  par  les  scientifiques  désireux  de  reproduire  des  modèles  in  vitro  de  BHE  grâce  à 

l’établissement  de  co‐cultures.  En  effet,  ces  observations  indiquent  le  rôle  inducteur  de 

l’environnement  cérébral  dans  l’établissement  de  la  BHE  et  cet  environnement  inclut  des 

composantes  cellulaires  (cellules  gliales,  neurones  et  péricytes)  et  acellulaires  (matrice 

extracellulaire) qui sont «  individuellement et en combinaison » à l’origine de cette induction. 

Depuis, les concepts de barrière endothéliale et d’homéostasie cérébrale ont évolué. La BHE 

est  aujourd’hui  connue  comme  une  interface  dynamique,  dont  les  caractéristiques  structurales  et 

métaboliques  résultent  d’une  coopération  entre  cellules  vasculaires  (cellules  endothéliales  et 

péricytes)  et  nerveuses  (cellules  gliales  et  neurones)  (Hawkins  et  Davis,  2005).  Cette  coopération 

cellulaire  a mené  au  concept  d’unité  fonctionnelle  appelée  UNGV  (Figure  3)  (Abbott  et  al.,  2006; 

Zlokovic, 2008). 
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                    Capillaire cérébral                                    Capillaire normal 

           

Figure 3 : Comparaison de la structure anatomique d’un capillaire cérébral par rapport à un capillaire 

normal permettant de  comprendre  les propriétés  spécifiques des  cellules  endothéliales de  la BHE, 

autrement  appelée  unité  neuro‐glio‐vasculaire  (UNGV).  Les  cellules  endothéliales  des  capillaires 

cérébraux sont entourées d’une matrice extracellulaire de composition spécifique, de péricytes, de 

pieds astrocytaires et probablement de contacts synaptiques avec les neurones (non schématisés ici) 

qui leur procurent leur phénotype spécifique (Adapté de Cleaver et Melton, 2003). 

 

De nombreux travaux démontrent l’importance de l’environnement cérébral et en particulier 

l’impact  de  la  présence  des  astrocytes  dans  l’établissement  des  caractéristiques  des  cellules 

endothéliales des capillaires cérébraux (Hawkins et Davis, 2005). Il existe plusieurs types de cellules 

gliales.  La  microglie  a  un  rôle  de  défense  du  SNC.  Ces  cellules  sont  considérées  comme  des 

macrophages résidents du SNC (Aloisi, 2001) puisque les cellules immunitaires en sont normalement 

exclues en condition physiologique, non inflammatoire. Les oligodendrocytes sont spécialisés dans la 

myélinisation. Les astrocytes ont un rôle trophique, métabolique et de soutien des neurones, et  ils 

peuvent  aussi  communiquer  avec  les  cellules  environnantes  (neurones,  vaisseaux  sanguins,  autres 

cellules gliales) en créant un  réseau de  communication, et  sont des cellules excitables  capables de 

libérer  des  glio‐transmetteurs.  Sous  ce  terme  d’astrocyte  se  cache  en  réalité  différentes  classes 

cellulaires qu’il est pour l’instant difficile de différencier si ce n’est par leur contact exclusif avec les 

neurones, les vaisseaux sanguins, les autres cellules gliales ou l’ensemble de ces acteurs (Volterra et 

Meldolesi,  2005).  Les  différentes  composantes  de  l’UNGV  sont  détaillées  dans  les  paragraphes  ci‐

dessous.  
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A. Les cellules endothéliales 

Ces  cellules  sont  dotées  de  nombreuses  caractéristiques morphologiques  et  enzymatiques 

particulières  permettant  de  les  différencier  de  celles  des  endothéliums  périphériques.  Pour 

commencer,  elles  possèdent  plusieurs  paramètres  de  restriction  du  passage  par  simple  diffusion 

passive de molécules. L’absence de fenestrations (Fenstermacher et al., 1988) et un nombre restreint 

de  vésicules  de  pinocytose  limitent  le  flux  transcellulaire  (Sedlakova  et  al.,  1999)  alors  que  les 

jonctions serrées hautement différenciées induisent une résistance électrique très élevée bloquant le 

flux paracellulaire et entrainant leur polarisation en 2 pôles de composition moléculaire différentes, 

une membrane  apicale  en  contact  avec  le  flux  sanguin  (compartiment  luminal)  et  une membrane 

basolaterale  en  lien  avec  le  parenchyme  nerveux  (compartiment  abluminal).  De  plus,  les 

mitochondries en abondance représentent à elles seules 10 % du volume cytoplasmique (contre 2 à 

5%  pour  les  cellules  endothéliales  périphériques)  et  leur  permettent  d’assurer  un  métabolisme 

énergétique élevé nécessaire au maintien de leur phénotype de barrière (Oldendorf et al., 1977). 

 

B. La membrane basale, impacts structurel et métabolique 

La  membrane  basale  est  une  matrice  extracellulaire  spécialisée,  produite  par  les  cellules 

endothéliales, les péricytes et les astrocytes qui va elle même réguler les phénotypes de ces cellules 

(Tilling  et  al.,  1998).  Au  niveau  de  la  BHE,  elle  forme  un  réseau  extracellulaire  continu  d’une 

épaisseur  de  30  à  40  nm  à  l’âge  adulte  (Farkas  et  Luiten,  2001).  Elle  présente  une  structure 

composée principalement de collagène de type 4, de laminine, de fibronectine, et de protéoglycanes 

heparanes  sulfates.  La  structure  en  réseau  et  la  présence  de  charges  anioniques  confèrent  à  la 

membrane basale des propriétés de filtres sélectifs qui viennent s’ajouter à celles de l’endothélium 

cérébral. En plus de son rôle structural, des études réalisées in vitro montrent que les composants de 

la  membrane  basale  exercent  une  influence  sur  la  différenciation  des  cellules  endothéliales  en 

induisant la formation des jonctions serrées (Tilling et al., 1998). La membrane basale et l’activation 

des  intégrines  influencent  également  la  prolifération  des  cellules  endothéliales  en  induisant 

l’expression de surface de récepteurs à des  facteurs  trophiques  tels que  le VEGF et b‐FGF  (Tsou et 

Isik,  2001).  La  perte  de  la  stabilité  de  la  membrane  basale  en  condition  inflammatoire  induite 

notamment par la libération de diverses protéases ou collagénases est fréquemment observée dans 

les  manifestations  pathologiques  à  l’origine  de  la  rupture  de  la  BHE  (Gasche  et  al.,  2006).  Ces 

observations  indiquent  l’importance de  la membrane basale dans  le maintien des propriétés de  la 

barrière endothéliale. 
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C. Les péricytes, stabilisateurs de jonction serrées PDGF‐B dépendantes 

Découverts  en  1870  par  Rouget,  les  péricytes  sont  localisés  au  niveau  de  la  membrane 

abluminale des cellules endothéliales des capillaires cérébraux, appartenant à  la  lignée des cellules 

musculaires  lisses.  Ces  cellules  projettent  des  extensions  qui  pénètrent  la  membrane  basale  et 

recouvrent 20 à 30% de  la surface capillaire (Figure 4). Dans  le cerveau,  le ratio péricytes / cellules 

endothéliales  est  de 1 pour 3. On estime que  la  distance qui  sépare  ces deux  types  cellulaires  est 

d’environ  20  nm  (Bonkowski  et  al.,  2011)  et  qu’ils  sont  liés  à  la  membrane  abluminale  de 

l’endothélium à intervalles irréguliers (Tagami et al., 1990). 

 

 

Figure 4 : Péricytes enveloppant des microvaisseaux cérébraux. Les pericytes sont des cellules ayant 

un  phénotype  myo‐contractile,  incorporés  dans  la  membrane  basale  des  capillaires  du  SNC, 

également  nécessaires  à  la  néoangiogenèse  et  au  maintient  des  propriétés  de  la  BHE.  Le 

dysfonctionnement  de  cette  population  cellulaire  entraine  une  hyperdilation  vasculaire,  des 

hémorragies et  contribue au développement de pathologies  telles que  l'oedème et  la  rétinopathie 

diabétique (adapté de Bergers et Song, 2005). 

 

Les  observations  réalisées  in  vivo  démontrent  que  le  degré  d’imperméabilité  de 

l’endothélium vasculaire augmente avec le ratio péricytes / cellules endothéliales (Shepro et Morel, 

1993)  via  la  stabilisation  des  jonctions  serrées  entre  les  cellules  endothéliales  des  capillaires 

cérébraux. Ces résultats sont confirmés par des études qui montrent que l’absence de péricytes au 

niveau des capillaires cérébraux induit une augmentation de la perméabilité vasculaire par altération 

de  la structure du complexe  jonctionnel (Hellstrom et al., 2001). Des études  in vitro ont également 

montré que l’ajout de ces cellules dans une culture de cellules endothéliales provoque la formation 

de structures de type capillaire (Ramsauer et al., 2002) et induit également les propriétés de barrière 

en  renforçant  les  jonctions  serrées  lors  d’une  tri‐culture,  cellules  endothéliales,  astrocytes  et 
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péricytes  (Nakagawa et al.,  2007). Une  telle proximité  suggère  leur  implication dans  la physiologie 

des  capillaires  cérébraux  ainsi  que dans  l’induction et  le maintien des propriétés de  la BHE  (Lai  et 

Kuo, 2005).  

Des  études menées  sur  des  souris  déficientes  en  péricytes  ont  permis  d’étudier  in  vivo  la 

fonction  des  péricytes  dans  divers  organes  dont  le  cerveau  et  leur  rôle  dans  la  néoangiogenèse 

cérébrale.  Ces  souris  ont  été  mutées  pour  des  gènes  impliqués  dans  la  voie  de  signalisation 

« platelet‐derived growth  factor‐B  (PDGF‐B)/platelet‐derived growth  factor  receptor‐ß  (PDGFR‐ß) », 

qui  est  nécessaire  au  recrutement  des  péricytes  lors  de  l’angiogenèse  (Gaengel  et  al.,  2009).  Les 

cellules  endothéliales  en  migration  secrètent  le  PDGF‐B  alors  que  les  précurseurs  des  péricytes 

expriment  le  récepteur  PDGFR‐ß  qui  leur  permet  de  se  diriger  vers  les  cellules  endothéliales  des 

vaisseaux  en  formation.  Ainsi,  ce  type  cellulaire  longtemps  négligé  dans  l’étude  de  la 

physiopathologie de la BHE, s’est révélé être un acteur majeur dans la mise en place et du maintien 

des  propriétés  de  la  BHE  (Armulik  et  al.,  2011).  Enfin,  les  péricytes  participent  également  aux 

propriétés  métaboliques  de  la  BHE,  en  induisant  l’expression  d’enzymes  dans  les  cellules 

endothéliales  ou  en  renforçant  l’expression  de  certaines  pompes  d’efflux  telle  que  MRP‐6 

(Berezowski et al., 2004). 

 

D. Les astrocytes, un lien majeur entre capillaires et neurones 

L’établissement  de  la  BHE  au  cours  du  développement  coïncide  avec  la  formation  des 

manchons  astrocytaires  et  de  la membrane  basale  autour  des  capillaires  cérébraux  (Wolff  et  Bär, 

1972). Ces travaux ont confirmé le rôle important des cellules gliales sur l’induction du phénotype de 

barrière. A l’âge adulte dans le parenchyme cérébral, les astrocytes sont abondants et recouvrent les 

capillaires cérébraux avec leurs multiples pieds astrocytaires. Le ratio neurone/astrocyte est de 1:10 

sachant  qu’un  cerveau  adulte  contient  environ  100  milliards  de  neurones.  Les  multiples  « pieds 

astrocytaires » occupent plus de 85% de  la  surface des capillaires,  formant un manchon continu  le 

long des vaisseaux (Fenstermacher et al., 1988) (Figure 5). Ils forment entre eux des « jonctions  gaps 

» et des desmosomes (Nakazawa et Ishikawa, 1998). Le potentiel des astrocytes dans l’induction des 

propriétés de l’endothélium cérébral a été étudié de façon approfondie in vitro grâce à des modèles 

de  co‐cultures  cellulaires  utilisant  des  cellules  endothéliales  cultivées  sur  filtre  en  présence 

d’astrocytes ou de milieu conditionné par des astrocytes. Ces expériences ont montré la capacité de 

ces cellules à  induire  les propriétés de BHE (Dehouck et al., 1990; Rubin et al., 1991) en renforçant 

les jonctions serrées (Dehouck et al., 1990), ou encore en induisant l’expression de pompes d’efflux 

comme la P‐gp et certaines multidrug resistance protein (MRP) (Fenart et al., 1998; Berezowski et al., 

2004). Dans ces modèles cellulaires, il n’y a pas de contact direct entre les deux types cellulaires, ce 



 

 

30 

qui  suggère que  les astrocytes secrètent des  facteurs  solubles  indispensables à  l’établissement des 

propriétés de la BHE. Cette influence des astrocytes sur la différenciation des cellules endothéliales 

ainsi que sur  la modulation des propriétés de perméabilité de  la BHE, notamment  le renforcement 

des jonctions serrées a été largement reprise et décrite dans la  littérature (Hawkins et Davis, 2005, 

Abbott et al., 2006; Abbott et al., 2009, Abbott et al., 2010). Réciproquement, il a été montré que les 

cellules endothéliales influencent également la différenciation des astrocytes (Persidsky et al., 2006) 

par la secrétion de molécules telles que le leukaemia inhibitory factor (LIF) (Abbott, 2002). 

 

 

Figure  5 :  Illustration  du  degré  de  couverture  des  micro‐vaisseaux  cérébraux  par  les  pieds 

astrocytaires ainsi que les multiples contacts avec les autres types cellulaires cérébraux, notamment 

les neurones dont  les astrocytes englobent  les synapses avec pour effet de  limiter  la  libération des 

neurotransmetteurs dans l’espace interstitiel. (Abbott et al., 2010). A droite, photographies prises en 

microscopie  confocale  (50 Z‐slice) d’une coupe de  cortex de  rat montrant  les astrocytes  (jaune) et 

leurs  prolongements  (pieds  astrocytaires)  entourant  des  microvaisseaux  (rouge).  Les  noyaux 

cellulaires sont en bleu (Adapté de Wikipedia). 

 

Au même titre que les péricytes, les astrocytes participeraient à la dégradation de la matrice 

via  l’activation  de  metalloproteinases  matricielles  (matrix  metalloproteinases,  MMPs)  (Green  et 

Friedland,  2007)  lors  de  la  néoangiogenèse. De  par  leur  forme  et  leur  situation,  étant  à  la  fois  en 

contact avec des neurones et des cellules endothéliales,  les astrocytes représentent le  lien idéal de 

communication  entre  ces  deux  types  cellulaires  (Kim  et  al.,  2006).  Les  astrocytes  réguleraient 

l’excitabilité  neuronale  (Fellin  et  al.,  2007)  et  seraient  les  cellules  nourricières  du  cerveau,  via  la 

dégradation  du  glycogène  en  lactate,  lors  d’un  déficit  de  glucose  (Brown  et  Ransom,  2007).  Les 

astrocytes,  comme  les  oligodendrocytes,  sont  également  responsables  de  la  synthèse  de  novo  de 

95%  du  cholestérol  cérébral  (revue  par  Dietschy  et  Turley,  2001,  2004)  permettant  au  SNC  d’être 

quasi‐autonome en synthèse de cholestérol en conditions physiologiques. 
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E. Les neurones, rôles dans l’UNGV 

Les intercommunications entre les neurones et les cellules endothéliales de la BHE ont connu 

ces dix dernières années un intérêt croissant avec l’émergence du concept d’UNGV. Initialement, les 

neurones ont  été  impliqués  lors  de  la mise  en place de  la  BHE,  durant  les  premières  étapes  de  la 

vascularisation  du  cerveau.  De  études  récentes  ont  révélé  une  relation  entre  l’activité  neuronale 

locale et la régulation de la micro‐circulation cérébrale, proportionnellement à la densité du réseau 

de  capillaire  dans  ces  zones,  permettant  de  subvenir  aux  besoins  métaboliques  (Harrison  et  al., 

2002). De ce fait, les neurones seraient le dernier maillon de cette chaine cellulaire interconnectée. 

Cette situation peut être illustrée avec la synthèse de novo du cholesterol cérébral. Chez l’adulte, en 

condition physiologique, le taux de synthèse cérébral excède les besoins métaboliques en stérol. Cela 

se résume en un échange préférentiel du cholestérol du tissu nerveux vers la circulation (revue par 

Dietschy et Turley, 2004). A  l’état d’équilibre,  l’essentiel de  la  synthèse de novo du cholesterol est 

balancée  par  l’excrétion  via  la  BHE  du  24S‐hydroxycholesterol  qui  est  issu  de  l’hydroxylation  du 

cholesterol  excédentaire  par  un  cytochrome  P450,  CYP46,  majoritairement  neuronal  à  l’état 

d’équilibre physiologique (Björkhem et al., 1998). Dans le cas d’une défaillance des neurones, il a été 

mis  en  avant  que  les  astrocytes  peuvent  hydroxyler  le  cholesterol  car  ils  possèdent  également  la 

CYP46 (Lund et al., 2003).  

Pendant l’embryogenèse, l’apparition des jonctions serrées est l’une des caractéristiques les 

plus précoces des cellules endothéliales cérébrales. En effet, les jonctions serrées se forment lorsque 

les vaisseaux sanguins envahissent le cerveau à E11 chez la souris et E12 chez le rat (Daneman et al., 

2010).  Concernant  la  gliogenèse,  elle  ne  commence  pas  avant  E17  pour  se  terminer  après  la 

naissance E21 en période post‐natale. C’est pourquoi certains auteurs ont suggéré que la formation 

des jonctions serrées serait initiée par les neurones et/ou les cellules progénitrices cérébrales plutôt 

que  par  de  la  glie  différenciée,  au  moins  dans  un  premier  temps  (Daneman  et  al.,  2010).  Par 

exemple, dans une lignée de cellules endothéliales cérébrales de rat (RBE4), il a été démontré que les 

astrocytes  et  le  collagène  de  type  IV  induisaient  l’expression  de  l’occludine  au  sein  des  cellules 

endothéliales que si ces dernières étaient mises en contact avec des cellules neuronales (Schiera et 

al.,  2005).  Une  autre  étude  impliquant  une  co‐culture  de  cellules  endothéliales  cérébrales  et  de 

progéniteurs neuronaux a démontré que ces derniers induisaient une diminution de la perméabilité 

paracellulaire et une augmentation de  la  résistance électrique, suggérant  l’induction du phénotype 

de BHE au niveau des cellules endothéliales (Weidenfeller et al., 2007). 

Il est intéressant de noter que la perte de l’intégrité de la BHE en réponse à une modification 

pathologique du débit sanguin cérébral (ischémie, hémorragie ou dommages traumatiques) pourrait 
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être un événement  compensatoire plutôt qu’une  simple  rupture  anatomique  (Lee et al.,  2012).  La 

communication  entre  les  neurones  et  l’endothélium  cérébral  pourrait  être  réalisée  soit  par  une 

innervation  directe  de  l’endothélium  soit  par  l’intermédiaire  des  pieds  astrocytaires,  soit  les  deux 

comme  cela  a  été  évoqué  dans  le  rôle  des  astrocytes  en  tant  que  lien  entre  les  neurones  et 

l’endothélium. De  telles observations  révèlent  l’importance de  la  régulation croisée des cellules de 

l’UNGV. L’analyse détaillée des acteurs moléculaires mis en scène par les différents types cellulaires 

permettent  de  définir  deux  concepts :  le  concept  de  barrière  physique  et  le  concept  de  barrière 

fonctionnelle. 

 

V. La BHE, concept de barrière physique 

L’une  des  particularités  de  la  BHE  est  la  présence  des  jonctions  serrées  et  jonctions 

adhérentes  entre  les  cellules  endothéliales des  capillaires  cérébraux  scellant  littéralement  l’espace 

intercellulaire. La mise en place des jonctions intercellulaires joue un rôle primordial dans le maintien 

de l’homéostasie du compartiment cérébral en empêchant le flux paracellulaire par diffusion passive 

des molécules plasmatiques  vers  le parenchyme cérébral. Contrairement au  système vasculaire du 

tissu  hépatique,  l’objectif  n’est  pas  de  filtrer  les molécules  plasmatiques mais  de  protéger  le  tissu 

nerveux  de  celles‐ci.  Cependant,  ces  jonctions  intercellulaires  n’assument  pas  à  elles  seules  la 

régulation  de  la  perméabilité  de  la  BHE.  Les  cellules  endothéliales  cérébrales  se  caractérisent 

également  par  une  faible  densité  de  vésicules  d’endocytose  et  de  pinocytose  et  par  l’absence  de 

canaux transendothéliaux limitant également le flux transcellulaire. 

 

A. Les protéines de jonctions intercellulaires endothéliales  

L’espace  entre  les  cellules  endothéliales  de  la  BHE  est  caractérisé  par  la  présence  d’un 

complexe jonctionnel  incluant des jonctions adhérentes (JA) ainsi que des jonctions serrées (JS) qui 

s’organisent et se polarisent dans un ordre précis de la membrane apicale en contact avec la lumière 

du  capillaire  (sang)  jusqu’à  la membrane  basolatérale  en  contact  avec  le  compartiment  abluminal 

(parenchyme nerveux) (Bazzoni et Dejana, 2004). La structure de ces complexes fait  interagir entre 

elles  des  protéines  transmembranaires  et  cytosoliques  reliées  entre  elles  et  au  réseau  d’actine 

intracellulaire (Huber et al., 2001; Hawkins et Davis 2005) (Figure 6). 
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1. Les jonctions serrées 

Grâce  aux  jonctions  serrées,  l’endothélium  des  capillaires  cérébraux  peut  être  considéré 

comme  un  endothélium  de  type  «  continu  »  (Figure  3).  La  présence  de  ces  jonctions  restreint  la 

diffusion  des  ions  (Hansen  et  al.,  1977)  et  limite  le  passage  des  molécules  hydrophiles  non 

électrolytes  (Oldendorf,  1971),  ce  qui  confère  à  l’endothélium  une  forte  résistance  électrique 

transendothéliale  et  une  perméabilité  paracellulaire  très  faible  (Huber  et  al.,  2001).  Les  jonctions 

serrées  sont  un  complexe  dynamique  qui  fait  interagir  des  protéines  transmembranaires  et  des 

protéines intracytoplasmiques. 

 

a) Les protéines transmembranaires 

Les  protéines  transmembranaires  incluent  l’occludine,  les  claudines  et  les  JAM 

respectivement  dans  leur  ordre  de  disposition  de  la  membrane  apicale  vers  la  membrane 

basolatérale. 

L’occludine a été la première protéine transmembranaire identifiée des jonctions serrées. Les 

cellules endothéliales non cérébrales (intestinales, rénales et cardiaques) expriment peu l’occludine 

qui  se  répartit  alors  de manière  discontinue  dans  les membranes  cellulaires.  A  l’inverse,  dans  les 

cellules  endothéliales  cérébrales,  l’occludine  est  fortement  exprimée  et  elle  se  répartie 

uniformément à  la périphérie des cellules.  Il s’agit d’une phosphoprotéine d’approximativement 65 

kDa dont le degré de phosphorylation va influencer directement sa localisation cellulaire. Les formes 

les moins phosphorylées sont localisées dans la membrane basolatérale et le cytoplasme, alors que 

la  forme  la  plus  phosphorylée  se  concentre  exclusivement  en  périphérie  au  contact  des  autres 

cellules (Sakakibara et al., 1997). 

Les claudines sont également des protéines phosphorylées de 20 à 27 kDa avec 4 domaines 

transmembranaires qui portent à  leur extrémité C‐terminale un domaine homologue extrêmement 

conservé leur permettant d’interagir avec plusieurs protéines cytoplasmiques telles que ZO1, 2 et 3. 

A  l’opposé,  les  domaines  extracellulaires  sont  capables  de  former  des  dimères  avec  leurs 

homologues  de  la  cellule  adjacente.  La  liaison  ainsi  formée  permet  une  adhésion  entre  les  deux 

membranes plus forte que celle produite par l’occludine. Les claudines sont exclusivement trouvées 

au niveau des jonctions serrées. Au niveau des cellules endothéliales de la BHE, les claudines 3, 5, et 

12 sont fortement exprimées avec une expression majoritaire de la claudine 5 (Wolburg et al., 2003). 

Le troisième type de protéines transmembranaires est  représenté par  les  JAM (40 kDa) qui 

appartiennent  à  la  superfamille  des  immunoglobulines.  Certains  composants  des  JAM  peuvent 

interagir avec ceux des jonctions serrées tel que ZO1. L’existence de cinq membres de cette famille a 
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été  rapportée.  Elles  jouent  un  rôle  important  dans  la  formation  des  jonctions  serrées  et  dans 

l’acquisition de la polarité cellulaire (Ebnet et al., 2004). 

 

b) Les protéines intracytoplasmiques 

Les  protéines  intracytoplasmiques  incluent  les  zonula  occludens  (ZO)  et  la  cinguline.  Elles 

sont associées aux protéines transmembranaires et permettent  leur organisation et  leur connexion 

avec  le  cytosquelette  d’actine.  Les  protéines  ZO1  (220  kDa),  ZO2  (160  kDa),  ZO3  (130  kDa) 

appartiennent à  la  famille des guanylates kinases associées aux membranes (membrane associated 

guanylate kinase, MAGUK). ZO1 est  la première protéine associée aux  jonctions serrées à avoir été 

identifiée  (Stevenson  et  al.,  1986).  Son  absence  au  sein  du  complexe  protéique  entraine  une 

augmentation  de  la  perméabilité  endothéliale  (Abbruscato  et  al.,  2002)  ce  qui  lui  confère  un  rôle 

essentiel dans la stabilisation des jonctions serrées. ZO2 et ZO3 possèdent une structure similaire à 

celle de ZO1 bien que leur fonction propre n’ait pas encore été approfondie. 

La  Cinguline  est  un  dipeptide  (140  kDa)  localisé  sur  la  face  cytoplasmique  des  jonctions 

serrées.  La  cinguline  aurait  un  rôle  dans  la  transduction  de  la  force  mécanique  générée  par  la 

contraction  de  l’actine  et  de  la myosine,  pouvant  agir  sur  la  perméabilité  au  niveau  paracellulaire 

(Guillemot et al., 2004). 

 

2. Les jonctions adhérentes  

Les  jonctions  adhérentes  remplissent  plusieurs  fonctions,  comme  l’initiation  et  la 

stabilisation  de  l’adhésion  cellule‐cellule,  la  régulation  de  l’organisation  du  cytosquelette  d’actine 

ainsi  que  la  régulation  de  la  signalisation  intracellulaire.  Elles  sont  constituées  principalement  de 

protéines  transmembranaires  de  la  famille  des  cadhérines  et  d’un  groupe  de  protéines 

cytoplasmiques  appelées  caténines  (Gumbiner  et  Simons,  1986).  Les  cadhérines  font  partie  d’une 

famille  de  glycoprotéines  possédant  un  domaine  transmembranaire.  Elles  interagissent  entre  elles 

par reconnaissance homotypique en présence de calcium régulant  l’adhésion cellulaire. Les cellules 

endothéliales expriment la cadhérine 5, appelée vascular endothelial‐cadhérine (Bazzoni et al., 2004) 

et elle joue un rôle important dans la stabilisation des jonctions adhérentes (Vestweber et al., 2009). 

Les  caténines  sont  des  proteines  intracytoplasmique  se  liant  aux  cadhérines  et  assurant  la 

communication entre les jonctions serrées, les jonctions adhérentes et le cytosquelette d’actine. 

Enfin,  l’actine,  protéine  structurale  du  cytosquelette  cellulaire,  intervient  dans  la  mise  en 

place et le maintien de ce complexe jonctionnel. La forme globulaire de l’actine se polymérise sous la 

forme de filaments (F‐actine), dont la dynamique donne au cytosquelette l’infrastructure nécessaire 

au maintien de  la morphologie  cellulaire.  L’augmentation de  la  résistance électrique des  vaisseaux 
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cérébraux est associée à la redistribution de la F‐actine (Rubin et al., 1991). En l’absence de jonctions 

serrées,  l’actine  filamenteuse  est  diffuse  et  répartie  dans  tout  le  cytoplasme  de  la  cellule 

endothéliale.  À  l’inverse,  lorsque  les  cellules  endothéliales  présentent  des  jonctions  serrées,  la  F‐

actine est  localisée principalement au niveau de  la membrane plasmique et  le marquage au niveau 

du cytoplasme est nettement atténué. L’actine est capable de se lier aux proteines ZO, aux claudines 

et  à  l’occludine  et  joue  un  rôle  important  dans  la  modulation  de  la  perméabilité  de  la  BHE  en 

conditions physiologiques et pathologiques (Lai et al., 2005). 

Ce complexe jonctionnel bloque la diffusion passive paracellulaire de nombreuses molécules 

(protéines,  lipides dont  le  cholestérol,  sucres acides aminés etc…) du plasma vers  le  tissu nerveux. 

Afin d’approvisionner le tissu nerveux en nutriments, les cellules endothéliales cérébrales possèdent, 

comme dans les autres endothéliums, un mécanisme d’endocytose ou simple pinocytose permettant 

de  capter  des  molécules  plasmatiques  et  de  les  diriger  vers  leur  compartiment  lysosomal  pour 

dégradation et/ou exploitation a des fins fonctionnelles et/ou structurelles.  

 

3. Les vésicules transendothéliales limitantes 

Les cellules endothéliales cérébrales se différencient des autres cellules endothéliales par un 

nombre  limité de  vésicules. De plus,  les  canaux  transendothéliaux qui  proviennent de  la  fusion de 

plusieurs vésicules sont rares (Simionescu et al., 2009). Les vésicules se déplacent librement entre la 

membrane  apicale  en  contact  avec  compartiment  luminal  (sang)  et  la membrane  basolatérale  en 

contact avec le compartiment abluminal (parenchyme nerveux). Le nombre limité de vésicules a pour 

conséquence  de  limiter  les  échanges  entre  les  compartiments,  et  de  protéger  l’homéostasie 

cérébrale. La corrélation entre le nombre de vésicules présentes au niveau des cellules endothéliales 

de différents tissus (muscle, poumon, SNC entre autres) et la perméabilité aux macromolécules du lit 

vasculaire a été étudiée et révèle que le nombre de vésicules ne suffit pas à prédire la perméabilité 

du  tissu vasculaire aux macromolécules.  Il  semblerait que  la  faible perméabilité de  la BHE pour  les 

macromolécules  soit  corrélée  au  faible  taux  d’expression  des  récepteurs  spécifiques  pour  ces 

molécules plutôt quà une inhibition du mécanisme d’endocytose (Stewart, 2000). Nous reviendrons 

sur  ce  point  dans  le  chapitre  concernant  le  transport  spécifique  de  molécules  essentielles  au 

fonctionnement cérébral. 

Les  caractéristiques  de  la  BHE  ne  se  limitent  pas  aux  propriétés  de  restrictions  physiques 

conférées par les jonctions serrées et l’existence d’un transport vésiculaire réduit. En effet, d’autres 

verrous  restreignent  l’échange  de molécules  entre  le  sang  et  le  cerveau.  Les  capillaires  cérébraux 

possèdent  en  effet  des  enzymes  spécifiques  et  des  pompes  d’efflux  permettant  de  participer  au 

maintien de l’homéostasie cérébrale. 
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VI. La BHE, concept de tri sélectif endothélial et neuroprotection 

A. Les enzymes  

De  nombreuses  enzymes  du  métabolisme  sont  exprimées  dans  les  cellules  endothéliales 

cérébrales.  Les  enzymes  les  mieux  connues  intervenant  dans  cette  barrière  métabolique  sont  la 

phosphatase alcaline (PAL), la monoamine oxydase B (MAO‐B) (Lasbennes et al., 1988) et la gamma‐

glutamyltranspeptidase (γ‐GT) (Méresse et al., 1989; Dehouck et al., 1990; Lawrenson et al., 1999). 

La  PAL  est  présente  dans  de  nombreux  tissus  où  elle  a  pour  rôle  d’hydrolyser  les  métabolites 

phosphorylés et de contrôler le transport d’esters de phosphates et d’ions phosphates. Tout comme 

la γ‐GT,  cette enzyme est abondante au niveau des cellules endothéliales des capillaires  cérébraux 

(Meyer  et  al.,  1990;  Lawrenson  et  al.,  1999).  La  MAO  dégrade  les  neurotransmetteurs 

monoaminergiques  (dopamine,  sérotonine,  noradrénaline,  adrénaline)  et  limite  ainsi  les  échanges 

transcellulaires de ces neurotransmetteurs et de  leurs précurseurs du sang vers  le cerveau (Betz et 

al., 1980). La γ‐GT représente l’enzyme la plus caractéristique de la BHE (Meyer et al., 1990). Il s’agit 

d’une  glycoprotéine  associée  à  la  membrane.  C’est  un  hétérodimère  fortement  glycosylé  dont 

l’activité  permet  de  catalyser  le  transfert  de  résidus  γ  du  glutamyl  d’un  peptide  donneur 

(essentiellement le glutathion) à un peptide accepteur (Meyer et al., 1990). Bien que son activité soit 

plus  élevée  au  niveau  des  cellules  endothéliales  de  la  BHE,  elle  est  présente  dans  d’autres  types 

cellulaires  (Wolff  et  Bär,  1972),  notamment  au  niveau  des  péricytes  (Frey  et  al.,  1991).  La  γ‐GT 

semble impliquée dans le transport et l’excrétion de nombreux acides aminés à travers la BHE dont 

l’accumulation  cérébrale  peut  être  neurotoxique,  ce  qui  confère  à  cette  enzyme  un  rôle 

neuroprotecteur. D’autres enzymes telles que les cytochromes P450 mono‐oxygénases,  les NADPH‐

cytochromes P450 réductases, les glucurosyl transférases, les gluthation péroxidases et les époxyde 

hydrolases participent à  la fonction de détoxification de  la BHE (Ghersi‐Egea et al., 1995). Bien que 

ces enzymes soient surtout exprimées au niveau des plexus choroïdes, elles sont responsables de la 

dégradation de certains xénobiotiques au niveau de la BHE.  

Une autre série d’enzymes, les lipoprotéines lipases présentes dans le glycocalix, confère à la 

batterie  d’enzymes  endothéliales  cérébrales  une  autre  fonction  neuroprotectrice.  Ces  enzymes 

permettraient  de  trier  les  acides  gras  essentiels  polyinsaturés  de  type  Omega  3  tel  que  l’acide 

arachidonique  et  son  dérivé  l’acide  docosahexaenoïque  (DHA)  contenus  dans  les  HDL‐ApoAI 

plasmatiques,  captés  par  des  récepteurs  « scavenger »  exprimés  à  la  BHE  (Cf  paragraphe : 

Transporteurs d’acides gras). 
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En complément de ces enzymes (i) de tri sélectif et (ii) neuroprotectrices, l’endothélium de la 

BHE présente un degré supplémentaire de protection de l’homéostasie cérébrale grâce à l’expression 

de transporteurs d’efflux qui agissent en synergie pour limiter la pénétration cérébrale de nombreux 

composés (Shawahna et al., 2013). 

 

B. Les pompes d’efflux : xénobiotiques et peptide β  amyloid 

Les  pompes  d’efflux  participent  à  l’excrétion  active  de  molécules  à  la  fois  endogènes  et 

exogènes  permettant  de  protéger  et  détoxifier  le  SNC.  Un  grand  nombre  de  médicaments 

liposolubles  développés  pour  passer  facilement  les  membranes  cellulaires  pénètrent  très  peu  le 

parenchyme cérébral en raison de leur élimination par les transporteurs ABC (ATP‐Binding Cassette) 

présents au niveau de la BHE (Seelig, 2007).  

Les  gènes  codant  pour  les  transporteurs  ABC  sont  regroupés  en  sous‐familles  selon 

l’organisation de leurs domaines et l’homologie de leurs séquences en acides aminés. Chez l’homme, 

49 gènes ABC sont classés en sept sous‐familles de A à G (ABCA, ABCB, ABCC, ABCD, ABCE, ABCF et 

ABCG)  (Sagare et al.,  2012).  Les  trois principales  sous‐familles  impliquées dans  les propriétés de  la 

BHE sont : (i) la sous‐famille ABCB dont le membre principal est ABCB1 ou P‐glycoprotéine (P‐gp), la 

première pompe d’efflux à avoir été découverte (Juliano et Ling 1976), (ii) ABCC pour la sous famille 

des multidrug resistance associated proteins (MRP) dont MRP1, MRP2, MRP4 et MRP5 et enfin (iii) 

ABCG appelées aussi Breast Cancer Resistance Protein  (BCRP)  (Cooray et al.,  2002).  La plupart des 

transporteurs  ABC  requièrent  la  liaison  d’une  molécule  d’adénosine  tri  phosphate  (ATP),  dont  le 

niveau est maintenu par l’abondance en mitochondries des cellules endothéliales de la BHE, puis son 

hydrolyse pour produire  l’énergie nécessaire à  l’efflux du substrat à  travers  la membrane cellulaire 

(Figure 7). 
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Figure 7 : Schéma montrant  la distribution des transporteurs ABC (ATP‐Binding Cassette) au niveau 

de l’endothélium cérébral entre le compartiment sanguin et les fluides interstitiels du tissu nerveux. 

Les membres de la famille ABC sont présentés en rouge. Les autres types de pompes d’efflux sont en 

bleu (non détaillées dans ce manuscrit). Au niveau des cellules endothéliales cérébrales, de nouvelles 

données indiquent que les P‐gp pourraient être également présentes au niveau des organelles et de 

l’enveloppe nucléaire (Adapté de Redzic, 2011). 

 

La P‐gp et les BCRP effluent préférentiellement de larges molécules hydrophobes, neutres ou 

chargées  positivement  mais  ayant  une  très  petite  masse  moléculaire  entre  200  et  2000  Daltons 

tandis que les transporteurs de la famille MRP effluent les molécules hydrophobes non chargées et 

les  composés  anioniques  solubles  dans  l’eau.  Parmi  ces  molécules  se  trouvent  des  cations 

organiques, des bases organiques faibles, des anions organiques et des dérivés polypeptidiques. Ces 

transporteurs  sont  surtout  étudiés  du  fait  de  leur  implication  dans  la  biodisponibilité  des 

médicaments,  puisqu’ils  sont  responsables  de  leur  efflux  des  tissus  (Löscher  et  Potschka,  2005), 

notamment dans les lignées tumorales. Les cellules tumorales rendues résistantes à un cytostatique 

particulier pourraient développer une résistance croisée envers d’autres cytotoxiques de structure et 

de fonctions différentes et présenter un phénotype de résistance multiple aux médicaments (MDR). 

En  effet,  de  nombreux médicaments  ou  substances  actives  sont  également  pris  en  charge  par  ces 
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transporteurs  d’efflux  :  opioïdes,  antibiotiques,  bloqueurs  de  canaux  calcium,  molécules 

chimiothérapeutiques,  immunosuppresseurs, médicaments  contre  le  VIH  (Stenehjem  et  al.,  2009). 

Toutefois, ces transporteurs ne sont pas spécifiques de la BHE puisque certains sont trouvés dans les 

tissus  sains  ayant  une  fonction  excrétoire  tels  que  les  cellules  épithéliales  des  canaux  biliaires  et 

pancréatiques,  l’épithélium  des  bronches  et  bronchioles,  les  hépatocytes,  les  cellules  du  tubule 

contourné  proximal  du  rein,  les  cellules  endothéliales  des  capillaires  placentaires  et  testiculaires 

(barrière hémato‐testiculaire) et dans les capillaires cérébraux (Ceckova‐Novotna et al., 2006). La P‐

gp  est  également  largement  distribuée  au  niveau  des  organes  et  des  tissus  et  les  protège  des 

xénobiotiques (pesticides, médicaments, antibiotiques).  

Les pompes d’efflux protègent la fonctionnalité des neurones selon 2 axes : (i) une restriction 

des  échanges  entre  le  compartiment  plasmatique  et  les  cellules  endothéliales  sous  la  forme  d’un 

efflux  des  xénobiotiques  et  molécules  endogènes  plasmatiques  dont  la  fluctuation  ne  doit  pas 

impacter sur le fonctionnement cérébral et (ii) un efflux des molécules endogènes sous la forme de 

produits de dégradation des métabolismes endothélial et cérébral vers la circulation plasmatique.  

 

Récemment,  la famille des pompes d’efflux de type ABC présente à la BHE a été impliquée, 

directement  ou  indirectement,  dans  la  chaine  d’interaction  aboutissant  à  l’efflux  du  peptide  β 

amyloide  intracérébral  vers  la  circulation  plasmatique.  Brièvement,  l’accumulation  du  peptide  β 

amyloide  intracérébral est une des conséquences de  la pathologie d’Alzheimer  (Schindowski et al., 

2008)  qui  implique  également  la  BHE  par  (i)  la  présence  de  récepteurs  pour  le  peptide β  amyloid 

(Girouard  et  Ladecola,  2006)  et  (ii)  sa  capacité  à  produire  et  dégrader  les  peptides  β‐amyloïdes 

(Crossgrove  et  al.,  2007).  Les  pompes  d’efflux  ABCA1,  ABCG2,  ABCG4  (BCRP)  seraient  également 

impliquées dans  l’efflux cérébral des peptides ß amyloid 1‐40 (Do et al., 2012). ABCB1 (P‐gp) serait 

aussi  impliquée  directement  dans  l’efflux  du  peptide β  amyloid  (Lam  et  al.,  2001)  et  in  vitro  son 

expression serait diminuée au niveau des cellules endothéliales cérébrales par le peptide β amyloide 

lui même (Kania et al., 2011). 
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CHAPITRE II : LE SNC ET SES BARRIERES, IMPACT DE 

L’INFLAMMATION 
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La  grande  majorité  des  désordres  affectant  directement  ou  indirectement  le  SNC  sont 

associés à une composante  inflammatoire qui représente une part  importante dans  l’évolution des 

lésions  cérébrales,  sans  en  être  la  cause  principale,  tels  que  (i)  les  désordres  neuro‐dégénératifs : 

accident vasculaire cérébral (AVC) ou un dommage des tissus suite à une hypoxie/ischemie, résultant 

par  exemple  d’un  arrêt  cardiaque  prolongé,  épilepsie,  sclérose  en  plaques  (Petry  et  al.,  2010), 

maladie des neurones moteurs, maladie d’Alzheimer, maladie de Parkinson, maladie de Huntington, 

(ii)  les  cancers de  type glioblastome, voire  (iii) des maladies psychiatriques : dépression, anxiété et 

schizophrénie  (Lucas  et  al.,  2006).  L’inflammation  du  SNC  a  lieu  également  dans  des  conditions 

normales de défense contre un agent infectieux. En première instance, l’inflammation fait partie du 

processus de guérison tissulaire. Différents travaux ont abordé l’impact de la neuro‐inflammation sur 

le tissu nerveux et l’implication de la BHE dans ce processus global. Les mécanismes mis en place lors 

de  la  neuro‐inflammation  impliquent  des  partenaires  cellulaires  locaux  de  l’UNGV  ainsi  que  des 

partenaires  moléculaires  tels  que  des  cytokines  et  chimiokines  dont  la  balance,  tissu‐spécifique, 

permet de maintenir un équilibre constitutif. Suite à un stimulus, la réponse inflammatoire peut être 

modulée  par  l’activation  ou  l’inhibition  des  partenaires  cellulaires  et  moléculaires  avec  pour 

conséquence une modulation à la hausse ou à la baisse de l’inflammation.  

 

I. Activation de la microglie et invasion leucocytaire 

Initiallement,  en  raison  des  barrières  physiques  (BHE,  BSME  et  BHL),  le  SNC  fut  envisagé 

comme un organe protégé du système immunitaire avec une absence totale d’immuno‐surveillance. 

Depuis,  le  SNC  est  plutôt  considéré  comme  immuno‐spécialisé  du  fait  de  la  présence  des  cellules 

microgliales et d’une immunosurveillance constante. 

A. Les cellules microgliales et les astrocytes 

Les cellules microgliales sont considérées comme les macrophages spécialisés du SNC. Elles 

sont  capables  de  reconnaître  le  « non‐soi »  dans  la  réponse  immunitaire.  Les  astrocytes  sont 

également importants dans la réponse immunitaire. Ils reconnaissent aussi le « non‐soi » tels que les 

agents  infectieux.  La  microglie  et  les  macrophages  du  sang  peuvent  être  activés  en  duo  par  les 

dommages  ou  l’infection  locale  du  SNC  ainsi  que  dans  différentes  pathologies  comme  la maladie 

d’Alzheimer (McGeer et McGeer, 1999) ou la sclérose en plaques (Petry et al., 2010). Dans le cas de 

la  maladie  de  Parkinson,  la  microglie  activée  envahit  la  substance  noire  contenant  les  neurones 

dopaminergiques  en  dégénérescence  (Whitton,  2007).  Cette  activation  microgliale  est  rapide  et 

entraine  la  libération  de médiateurs  inflammatoires.  Ces médiateurs  pro‐  ou  anti‐  inflammatoires 

provenant du foyer vont réguler l’étendue de la propagation de l’inflammation. 
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B. Protection et destruction locale : le recrutement leucocytaire 

Une fois activées, les cellules microgliales migrent vers le tissu infecté ou lésé et libèrent des 

cytokines,  médiateurs  pro‐inflammatoires  et  facteurs  trophiques  ayant  un  effet  protecteur  ou 

délétère  sur  les  cellules  environnantes  (Lucas  et  al.,  2006).  Cette  activation  au  niveau  local  va 

également  engendrer  une  cascade  inflammatoire  par  la  secrétion  de  cytokines  qui  induisent  la 

secrétion de chimiokines et l’expression de molécules d’adhésion par les cellules endothéliales de la 

BHE,  responsables  du  recrutement  local  puis  de  la  pénétration  de  leucocytes  circulants  et 

d’immunoglobulines à travers la BHE (Farina et al., 2007).  

Dans  la  sclérose  en plaques  et  son modèle  expérimental,  l’encéphalomyélite  auto‐immune 

expérimentale (EAE),  le SNC est envahi par des cellules T et des macrophages qui endommagent  la 

gaine de myéline des axones, conduisant à une perte de fonction et à la mort neuronale (Lucas et al., 

2006 ; Petry et al., 2010). L’utilisation de l’imagerie par résonance magnétique (IRM) a été utilisée en 

tant que marqueur de diagnostic et de suivi de l’évolution de cette pathologie (Petry et al., 2007). Du 

fait de la présence de la BHE, cette invasion leucocytaire du SNC est tout de même moins rapide que 

celle des autres organes. L’utilisation d’antagonistes, en particulier un anticorps thérapeutique dirigé 

contre  l’intégrine alpha‐4  (very  late antigen 4, VLA‐4), exprimé par  les cellules T et  responsable de 

leur  adhésion  à  l’endothélium  de  la  BHE  par  l’intermédiaire  de  VCAM‐1,  ont  été  utilisés  afin  de 

supprimer leur pénétration cérébrale (Deloire et al., 2004).  

 

II. Les partenaires moléculaires de la neuroinflammation 

A. Les Cytokines 

Plus  de  100  cytokines  ont  été  identifiées  à  ce  jour  (Lucas  et  al.,  2006).  Il  est  difficile  d’en 

donner  une  définition  précise  en  raison  de  leur  nature  variée.  Elles  sont  plus  généralement  sur‐

produites en réponse à une inflammation ou un dommage des tissus. Elles ont une masse comprise 

entre 8 et 26 kDa et sont souvent libérées pour agir localement en modifiant la fonction des tissus. 

Les cytokines sont en général classées en deux groupes : les cytokines pro‐inflammatoires et les anti‐

inflammatoires  (Szelenyi,  2001).  Parmi  les  cytokines  pro‐inflammatoires  se  trouvent  :  IL‐1,  TNF‐α, 

IFN‐γ, IL‐12, IL‐18 et GMCSF. Les cytokines anti‐inflammatoires comptent : IL‐4, IL‐10, IL‐13, et TGF‐β 

(Cavaillon, 2001).  

A  l’état basal dans  le cerveau,  il existe une « expression constitutive » et un équilibre entre 

les  cytokines  pro‐  et  anti‐inflammatoires  et  donc  entre  les  signaux  neuro‐dégénératifs  et  neuro‐

protecteurs qui contribuent aux fonctions physiologiques normales du SNC. Les cytokines ne sont pas 

seulement  impliquées dans  l’invasion  leucocytaires  et  la  réponse  immunitaire.  Les  cytokines,  aussi 
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bien  au  niveau  du  SNC  que  périphérique,  sont  des  immunorégulateurs  et  des  neuromodulateurs 

(Szelenyi,  2001).  Elles  sont  soit  sécrétées  par  les  cellules  du  SNC  soit  importées  de  la  circulation 

plasmatique.  Par  exemple,  IL‐1,  IL‐6  et  TNF‐α  pénètrent  la  BHE  selon  un  mécanisme  saturable 

(Plotkin  et  al.,  2000 ;  Pan  et  Kastin,  2002 ;  Banks  et  al.,  2002‐2003)  et  ont  un  rôle  de médiateurs 

entre  l’inflammation périphérique et  centrale.  Ces mêmes  cytokines,  IL‐1β,  IL‐6  et  TNF‐α,  peuvent 

également être produites dans le SNC par les cellules astrocytaires et microgliales, pour exemple en 

réponse à l’accumulation du peptide β‐amyloïde intra‐cérébral. 

 

1. Cytokines pro‐inflammatoires et transport à la BHE 

a) IL‐1 

Les  cytokines  de  la  famille  IL‐1  sont  non  seulement  des  acteurs  pro‐inflammatoires,  mais 

elles  auraient  aussi  un  rôle  soit  neuro‐protecteur,  soit  neuro‐toxique  (Szelenyi,  2001).  Elles  sont 

impliquées  dans  l’induction  de  la  fièvre,  la  diminution  de  l’appétit  et  du  sommeil.  Elles  sont 

exprimées par  les  cellules  endogènes du  SNC mais  à de  faibles niveaux dans  le  tissu nerveux  sain. 

Lors du processus inflammatoire, ce sont d’abord les cellules microgliales qui expriment IL‐1 puis les 

astrocytes.  Les  oligodendrocytes,  les  neurones,  les  cellules  vasculaires  et  les  cellules  immunitaires 

circulantes peuvent aussi produire  l’IL‐1 (Lucas et al., 2006). La famille des  IL‐1 comprend plusieurs 

membres dont IL1‐β qui, pour être actif, doit être clivé par une protéase de la famille des capsases. 

Des études ont montré une augmentation du niveau d’IL‐1 localement dans les lésions cérébrales et 

dans  le  LCR des patients atteints de  la maladie d’Alzheimer, de  la démence associée au VIH, de  la 

sclérose en plaques, de la maladie de Parkinson et de la maladie de Creutzfeldt‐Jakob (Griffin et al., 

1989; Zhao et Chen 2014). Il existe des études contradictoires de cette augmentation d’IL‐1 dans le 

LCR des patients qui peut s’expliquer par la variabilité entre les patients selon les stades d’évolution 

de  la  pathologie  (Tarkowski  et  al.,  2003).  Dans  le  cas  de  l’épilepsie,  la  rupture  de  la  BHE  et  la 

présence, entre autres d’IL‐1β dans le LCR, agit sur l’influx des ions calcium, inhibe la réabsorption du 

glutamate par les astrocytes et augmente la libération du glutamate via la production de TNF‐α (Oby 

et  Janigro,  2006).  L’IL‐1  régule  positivement  l’expression  de  la  protéine  précurseur  du  peptide  β‐

amyloide et stimule le clivage de ce précurseur en fragments à potentiel amyloïde dans les neurones 

(Rothwell et Luheshi, 2000). 

 

b) IL‐6 

Les  cytokines  de  la  famille  IL‐6  sont  impliquées  dans  l’induction  de  la  fièvre.  Elles  ont 

également  un  rôle  neuro‐protecteur.  L’IL‐6  stimulerait  la  production  de  NGF  par  les  astrocytes  et 

agirait  en  tant  que  facteur  neurotrophique  en  synergie  avec  le  NGF.  L’IL‐6  peut  aussi  induire  la 
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différenciation  neuronale.  On  leur  accorde  cependant  aussi  un  potentiel  à  induire  la 

neurodégénérescence  (Gadient  et  Otten,  1997).  En  effet,  l’IL‐6  est  retrouvée  dans  des  quantités 

élevées dans le LCR de patients atteints de la maladie de Parkinson et de la maladie d’Alzheimer et 

dans cette maladie, IL‐6 régulerait l’expression du précurseur amyloïde (Gadient et Otten, 1997). 

 

c) TNF‐α  

Le  TNF‐α  est  une  cytokine  pleiotropique  synthétisée  par  une  grande  variété  de  cellules  et 

agissant  comme médiateur  de  la  réponse  inflammatoire  dans  un  grand  nombre  de  tissus.  Dans  le 

SNC,  les  macrophages  résidents  ainsi  que  la  microglie  et  les  astrocytes  peuvent  synthétiser  cette 

cytokine  pro‐inflammatoire  et  destructrice  de  tissus.  Le  TNF‐α  peut  aussi  induire  l’apoptose  des 

tissus extraneuronaux cicatriciels et ainsi  faciliter  la régénération des axones endommagés. Dans  la 

pathologie  d’Alzheimer,  la  concentration  en  TNF‐α  dans  le  LCR, mais  non  dans  le  sérum,  est  plus 

élevée  que  chez  les  patients  sains.  Ce  phénomène  ne  serait  pas  imputable  à  une  éventuelle 

déficience de  la  fonctionnalité de  la BHE qui permettrait  l’influx de TNF‐α  (Tarkowski et al., 2003). 

Cependant,  comme  pour  l’IL‐1,  cette  augmentation  du  TNF‐α  n’est  pas  observée  de  manière 

systématique  chez  les  patients  atteints  de  la maladie  d’Alzheimer.  Le  TNF‐α  pourrait  protéger  les 

neurones contre la toxicité engendrée par les β‐amyloïdes par activation du facteur de transcription 

NF‐κB (Barger et al., 1995). 

(1) TNF‐α : transport à travers la BHE via un processus RMT 

La  présence  de  transporteurs  de  cytokines  à  la  BHE  permet  aux  cytokines  de  passer  de  la 

circulation plasmatique vers des sites spécifiques au niveau du SNC sans être dégradées au niveau de 

l’endothélium  cérébral.  Une  étude  a  montré  que  les  souris  invalidées  pour  l’un  des  3  types  de 

récepteurs  liant  le TNF‐α  n’abolissait pas  l’influx de TNF‐α  dans  le  cerveau et abolissait  seulement 

partiellement  l’influx  de  TNF‐α  dans  la  moelle  épinière.  Par  contraste,  les  doubles  mutants  ont 

permis d’abolir complètement le transport du TNF‐α vers le parenchyme nerveux. Cette observation 

a  permis  d’émettre  l’hypothèse  d’une  synergie  des  récepteurs  TNFR1  (p55)  et  TNFR2  (p75) 

permettant de transporter  le TNF‐α à  travers  la BHE (Pan et Kastin, 2002). Une étude comparative 

des  propriétés  des  cellules  endothéliales  cérébrales  versus  périphériques  a  montré  que  le  TNFR2 

était plutôt enrichi au niveau des veinules périphériques (MacDonald et al., 2010). 

(2) TNF‐α : perte d’intégrité de la BHE et glucocorticoïdes protecteurs 

Il existe une dualité dans la littérature concernant l’effet du TNF‐α sur la perte d’intégrité de 

la  BHE. Dans  la majorité  des  études,  le  TNF‐α  entraine une perte  d’intégrité  des monocouches de 

CEMCs issues de modèles in vitro de BHE (Petty et Lo, 2002 ; Stamatovic et al., 2008), quantifiée par 
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le flux paracellulaire du saccharose, de la fluorescéine, de la cisplatine, de l'inuline, du FITC‐dextran 

avec un poids moléculaire de 3, 4 et 70 kDa ainsi que de l’albumine. Dans d’autres cas, aucun effet 

sur  l’intégrité  des  monocouches  de  CEMCs  n’a  été  observé  (revue  par  Deli  et  al.,  2005).  La 

controverse  pourrait  provenir  de  différences  entre  les  doses  de  TNF‐α  utilisées,  le  temps 

d'incubation, voire le niveau de restrictivité initial des différents modèles in vitro de BHE utilisés dans 

ces études. L’effet d’ouverture paracellulaire de  la BHE par  le TNF‐α peut être  limité ou  inhibé par 

l’addition de glucocorticoïdes utilisés dans le traitement de nombreuses pathologies affectant le CNS, 

tel  que  l’hydrocortisone  qui  limite  la  diminution  d’expression  de  l’occludine  (Forster  et  al.,  2005, 

2008). En effet, à  l’état physiologique,  l’hydrocortisone  induit  l’expression de  l’occludine  (ARNm et 

protéine) grâce à son interaction avec un glucocorticoid recepteur (GR) et sa liaison putative avec le 

« glucocorticoide responsive element » au niveau du promoteur de l’occludine (Forster et al., 2005). 

(3) TNF‐α : inducteur de transcytose à la BHE 

Dans  les  études  utilisant  des  modèles  de  BHE  in  vitro  où  aucune  perte  d’intégrité  de  la 

barrière  n’avait  était  observée,  le  TNF‐α  augmentait  a  contrario  la  transcytose  du  LDL,  de  la 

transferrine (Descamps et al., 1997; Miller et al., 2005) et de la  lactoferrine (Fillebeen et al., 1999). 

Ces études, bien que controversées, ont permis de mettre en évidence un  rôle éventuel du TNF‐α 

dans le trafic des macromolécules à la BHE. Il a également été montré que le TNF‐α était responsable 

d’une augmentation de l’expression (ARNm et protéine) de la P‐gp (MDR1) (Yu et al., 2007). 

(4) TNF‐α : cible thérapeutique  

Le TNF‐α présente des niveaux sériques élevés dans la pathologie de Huntington (Bonifati et 

Kishore, 2007). Ainsi, un blocage du TNF‐α circulant a été envisagé en tant que cible thérapeutique. 

La forme soluble du récepteur au TNF‐α lie et bloque l’action du TNF (α et β) circulant. Bien que son 

temps de demi‐vie soit court, la fusion d’une fraction du récepteur P75 au fragment Fc d’une IgG1 a 

permis  de  générer  une  forme  dimérique  de  150  kDa  (Enbrel‐Etanercept)  plus  stable  ayant  une 

activité  anti‐inflammatoire  puissante  lorsqu’elle  est  injectée  2  fois  par  semaine  par  voie 

intraveineuse  chez  la  souris  (t1/2  =  102 hrs)  (revue par  Pardridge et Boado,  2012 ;  Sumbria et  al., 

2013). A défaut de pouvoir pénétrer la BHE, ces inhibiteurs sont largement utilisés en médecine afin 

de traiter l’inflammation périphérique (Tansey et al., 2009). Cependant, de nombreuses pathologies 

cérébrales  impliquent  des  processus  inflammatoires  TNF‐α‐dépendants.  Par  exemple,  chez  des 

patients atteints de démence vasculaire, la concentration en TNF‐α dans le LCR est plus élevée que 

chez des patients contrôles atteints d’autres maladies, alors qu’il n’y  a pas de différences dans leur 

sérum  (Tarkowski  et  al.,  2003).  Le  remplacement  du  fragment  Fc  par  un  anticorps  monoclonal 

reconnaissant  le  TfR  de  rat  (OX‐26)  a  permis  d’augmenter  le  transport  de  la  fraction  du  TNFR  à 

travers la BHE de rat (revue par Pardridge et Boado, 2012). 
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2. IL‐10: cytokine anti‐inflammatoire 

L’IL‐10, initialement appelé CSIF (cytokine synthesis inhibitory factor), inhibe la production ou 

l’activité  de  cytokines  comme  IFN‐γ,  TNF‐α,  IL‐2,  IL‐4  et GM‐CSF.  Elle  inhibe  aussi  la  sécrétion  des 

chimiokines  et  d’autres  molécules  impliquées  dans  le  processus  inflammatoire.  Elle  augmente  la 

survie des cellules B et T et promeut l’activité des cellules NK. L’effet principal d’IL‐10 est de réduire 

l’inflammation  limitant  ainsi  les  symptômes  de  la  maladie  d’Alzheimer,  des  méningites  et  de  la 

sclérose en plaques (Pestka et al., 2004). 

 

3. TGF‐β et NF‐κB  

a) La voie de signalisation TGF‐β 

(1) Activité biologique et implication pathologique 

Le transforming growth factor‐beta (TGF‐β) est une cytokine appartenant à la famille du TGF‐

β dont  les membres possèdent également des propriétés de facteur de croissance. Sa synthèse est 

ubiquitaire  dans  tout  l’organisme.  La  voie  de  signalisation  TGF‐β  est  impliquée dans  pratiquement 

tous  les  grands  processus  physiopathologiques  tels  que  l’inflammation,  la  réparation  tissulaire,  la 

carcinogenèse,  la  dégénérescence  et  la  sénescence  ou  plus  particulièrement  dans  les  traumas, 

l’ischémie, les pathologies neurodégénératives, les désordres cérébraux vasculaires et la sclérose en 

plaque.  La  régulation  de  son  activité  biologique  est  très  complexe  et  comme de  nombreux  autres 

médiateurs  inflammatoires,  son  activité  biologique  peut  être  contradictoire  suivant  l’organe  ou  le 

tissu considéré. Ainsi, une régulation de l’activité du TGF‐β et de sa voie de signalisation permettrait 

de contrôler ses fonctions opposées et essentielles à la santé et au vieillissement sain (Zhao et Chen, 

2014). 

(2) Mécanisme d’activation 

La  sous  famille  TGF‐β  comprend  3  isoformes,  TGF‐β1,  2  et  3  qui  agissent  de  façon 

contextuelle en fonction du type cellulaire et de son environnement, promouvant la survie cellulaire 

ou induisant l’apoptose, stimulant la prolifération cellulaire ou induisant la différenciation et surtout 

initiant ou  limitant  l’inflammation  (ten Dijke et Hill,  2004; Massague et al.,  2005; Feng et Derynck, 

2005). Les trois formes sont exprimées par les neurones, les astrocytes et la microglie. Le TGF‐β1 est 

localisé  au  niveau  des  méninges,  des  ependymocytes  et  des  cellules  gliales.  TGF‐β2  et  3  sont 

exprimés dans les cellules gliales et les neurones. De plus, du fait de leur régulation hormonale et par 

des  signaux  émis  lors  du  développement,  TGF‐β2  et  3  pourraient  avoir  un  rôle  important  dans  le 

développement du CNS. L’activité biologique des TGF‐β est modulée par un complexe de récepteurs 

consistué des TGF‐β type 1 (ALK5) et type 2 (TβRII) (revue par Massagué et al., 2000). L’endoglin et le 
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betaglycan sont des co‐récepteurs ou récepteurs de type 3, qui modulent la signalisation (ten Dijke 

et  Hill,  2004).  La  liaison  du  TGF‐β  au  complexe‐récepteur  entraine  le  recrutement  et  la 

phosphorylation  de  la  protéine  receptor‐regulated  smad  (R‐Smad).  Une  fois  phosphorylés,  les  R‐

Smad s’associent avec Smad4 et le complexe est transloqué dans le noyau ou il se lie au Smad DNA‐

binding element (SBE) permettant de réguler la transcription génique. Dans le cytosol, des inhibiteurs 

de R‐Smad tels que Smad7 entrent en compétition avec le recrutement et  la  liaison des R‐Smad au 

récepteur de type I ce qui inhibe la signalisation et oriente le récepteur et son complexe vers la voie 

de dégradation ubiquitine (Figure 8). Sous l’induction du TGF‐β, Smad4 peut aussi se lier à HOXA9, un 

répresseur puissant de la transcription de la phosphoprotein 1 (SPP1 ou ostéopontine), permettant à 

Smad3 de passer dans le noyau et de servir alors de facteur de transcription au niveau du promoteur 

de SPP1 (Itoh et al., 2000). 

 

 

Figure  8 :  Voie  de  signalisation  classique  du  TGFβ  Smad‐dépendante.  La  liaison  du  ligand  TGF‐β 

entraine la phosphorylation des 2 sous unités de son récepteur (type I et type II), la phosphorylation 

des  R‐Smad  (Smads  activés),  qui  se  complexent  avec  les  Co‐Smads  entrainant  la  translocation  du 

complexe dans le noyau, et le contrôle de l'expression de gènes cibles en fonction du type cellulaire 

et du tissu (Adapté de Itoh et al., 2000). 
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(3) Le TGF‐ β et la neuroprotection 

Le  rôle  important  de  la  voie  TGF‐β  au  niveau  du  CNS  a  été mise  en  évidence  grâce  à  des 

souris transgéniques possédant le gène codant pour la luciferase sous le control des promoteurs SBE 

(Luo et al., 2006). Chez ces souris, le cerveau et surtout l’hippocampe ont présenté une activité TGF‐

β basale supérieure à tous les autres organes. De plus, la présence de formes actives phosphorylées 

de  différentes  Smad  au  niveau  des  neurones  de  différentes  zones  cérébrales  pourrait  expliquer  la 

variété  de  ces  actions  biologiques.  La  suppression  de  la  fonctionnalité  des  TGF‐β  induit  des 

dommages  sévères et une mortalité embryonnaire  chez  la  souris  (Weinstein et al.,  2000),  corrélés 

avec une mortalité neuronale généralisée à l’ensemble du cerveau (Brionne et al., 2003). De plus, des 

mutations  entrainant  une dysfonction  de  la  voie  TGF‐β  ont  également  été  liées  à  certains  cancers 

(Massague  et  al.,  2000).  Le  TGF‐β  est  considéré  en  tant  que  neuroprotecteur  en  réponse  à  des 

toxines ou en prévention de  l’ischémie. Une surexpression de TGF‐β par  les  cellules gliales permet 

également de prévenir la neurodégénérescence dans un modèle de lésions cérébrales induites par le 

kainate (Brionne et al., 2003).  

Dans le cas des pathologies neurodégénératives telles que les pathologies d’Alzheimer et de 

Parkinson,  une  signalisation  TGF‐β  défaillante  a  été  rapportée  (Buckwalter  et  Wyss‐Coray,  2004). 

Dans  le  cas  de  la  pathologie  d’Alzheimer,  il  a  été montré  que  le  taux  d’expression  du  TGF‐β  était 

inversement proportionnel à la présence des plaques amyloïdes cérébrales, résultat appuyé par une 

augmentation de  la quantité de plaques amyloides suite à une réduction de  l’expression du TGF‐β. 

De  plus,  la  réduction  drastique  du  taux  de  TβRII  dans  le  cerveau  des  patients  atteints  de  cette 

pathologie a permis de postuler qu’une défaillance en TGF‐β pourrait contribuer à  l’évolution de  la 

pathologie d’Alzheimer (Tesseur et al., 2006). 

Au  niveau  cellulaire,  les  neurones  primaires  déficients  en  TGF‐β1  (Brionne et  al.,  2003)  ou 

exprimant  une  sous‐unité  non  fonctionnelle  du  récepteur  TβRII,  ne  survivent  pas  (Tesseur  et  al., 

2006), confirmant  le  rôle de  la voie de signalisation neuronale du TGF‐β dans  la maintenance et  la 

survie cellulaire. Il existe plusieurs évènements intracellulaires pouvant corréler ce mécanisme. TGF‐

β1 diminue  l’activité de  facteurs pro‐apoptotiques  via  la  voie NF‐kB  (König et al.,  2005) ou encore 

rentre  en  synergie  avec  des  neurotrophins  afin  de  favoriser  leurs  actions  (Revue  par  Unsicker  et 

krieglstein,  2002).  Une  autre  facette  de  l’action  neuroprotectrice  du  TGF‐β1  est  associée  à  son 

potentiel à augmenter l’expression de la laminine, une protéine de la matrice extracellulaire, connue 

pour favoriser la différenciation et la survie neuronale ainsi que l’apprentissage et la mémorisation. 

(4) Le TGF‐β et la BHE 

Au niveau des cellules endothéliales de la BHE, des taux bas de TGF‐β1 sont nécessaires à la 

prolifération et  l’angiogenèse alors que des taux élevés entrainent une synthèse de protéines de  la 
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matrice extracellulaire et  la différenciation (Goumans et al., 2003). En effet,  la voie de signalisation 

classique Smad‐dépendante impliquant ALK1, TβRII et Smad1 permet de promouvoir la synthèse de 

la  membrane  basale  et  la  différenciation  alors  que  la  voie  impliquant  uniquement  ALK1  induit  la 

prolifération et l’angiogenèse (Goumans et al., 2003). Il a été montré que les cellules précurseurs des 

oligodendrocytes  (OPC)  secrètent  du  TGF‐β1  soluble  et  que  l’activation  de  la  voie  de  signalisation 

TGB‐β‐receptor‐MEK/ERK permet de maintenir l’intégrité de la BHE par augmentation de l’expression 

des jonctions serrées et de l’imperméabilité de la barrière à des molécules de référence (Seo et al., 

2014).  

Deux  récepteurs,  ALK1  et  endoglin  ont  été  décrits  comme  essentiels  pour  l’angiogenèse. 

Chez  l’homme,  des  mutations  héréditaires  dans  les  gènes  codant  pour  l’endoglin  et  ALK1  sont 

responsables  de  « l’hereditary  hemorrhagic  telangiectasia  (HHT) »  causant  des  malformations 

artério‐veineuse  et  des  hémorragies.  Inversement,  une  surproduction  de  TGF‐β  entraine  une 

surproduction  de  matrice  extracellulaire  qui  est  néfaste  pour  la  vasculature.  De  plus,  une 

surexpression  du  TGF‐β  spécifiquement  au  niveau  vasculaire  entraine  un  dépôt  amyloide  et  une 

dégénérescence vasculaire. Cet effet d’induction d’une fibrose vasculaire est similaire aux conditions 

pathologiques  caractérisées  dans  les  cas  de  fibroses  pulmonaires.  La  fibrose  cérébrovasculaire 

observée dans l’hypertension ou lors du vieillissement normal pourrait résulter d’une augmentation 

vasculaire  du  TGF‐β  entrainant  la  formation  des  dépots  amyloides  cérébrovasculaires.  Il  est 

intéressant  de  savoir  que ALK1  est  aussi  exprimé par  les  neurones  (König et  al.,  2005).  Après  une 

lésion,  la signalisation ALK1‐dépendante, sous  l’effet de son ligand TGF‐β,  induit  la neuroprotection 

par activation de la voie NF‐kB (König et al., 2005). En effet, il a été montré que le TGF‐β joue un rôle 

critique  dans  la  régulation  de  la  réponse  inflammatoire  via  NF‐κB  (Le  et  al.,  2004;  Ishinaga  et  al., 

2009).  

 

b) Le facteur de transcription NF‐κB 

Le facteur de transcription NF‐κB joue un rôle critique dans la régulation de l’inflammation, la 

réponse immunitaire, la tumorigenèse et la protection contre la mort cellulaire et l’apoptose dans la 

plupart des tissus en induisant la transcription de gènes impliqués dans la survie cellulaire (Li et al., 

2002; Mattson et Meffert, 2006). Dans  le  cerveau en développement, NF‐κB est  responsable de  la 

neurogenèse.  En  condition  physiologique,  l’expression  de  NF‐κB  dans  le  cerveau  antérieur, 

l’amygdale et surtout l’hippocampe reste élevée pendant tout l’âge adulte (Bhakar et al., 2002). Dans 

ces  régions,  NF‐κB  est  majoritairement  localisé  au  niveau  des  terminaisons  synaptiques,  des 

dendrites  et  des  axones  et  s’active  en  réponse  à  des  médiateurs  tels  que  les  cytokines  et  les 

neurotrophines  (Mattson  et  Meffert  2006).  NF‐κB  est  aussi  présent  au  niveau  de  la  BHE  où  son 
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activation par des médiateurs ayant  la capacité ou pas de  franchir cette barrière, est cruciale pour 

l’activation neuronale et le développement (Bhakar et al., 2002). 

(1) Les activateurs 

L’activation de NF‐κB au niveau de  l’amygdale  s’est  avérée essentielle pour  l’induction des 

cytokines  pro‐inflammatoires  TNF‐α  et  IL1‐β  en  permettant  la  plasticité  synaptique  et  la 

consolidation de la mémoire (Mattson et Meffert, 2006). Comme évoqué, l’IL1‐β, le TNF‐α et le TGF‐

β modulent l’activation de leur propre facteur de transcription NF‐κB ce qui leur permet de réguler la 

survie neuronale, la neurogenèse et la potentialisation à long‐term (PLT) (Mattson et Meffert 2006; 

Le et al., 2004). Ces signaux de survie sont également portés par  les neurotrophines, dont  le nerve 

growth  factor  (NGF),  qui  est  également  capable  d’activer  NF‐κB.  De  plus,  les  cytokines  et  les 

neurotrophins s’influencent mutuellement à travers la voie de signalisation NF‐κB. Par exemple, il a 

été démontré que le TNF‐α  induit  l’expression du brain derived neurotrophic factor (BDNF) grâce à 

l’activation de NF‐κB. Certains récepteurs de cytokines et neurotrophines sont également impliqués 

dans l’activation de NF‐κB et régulent la survie cellulaire (TrkA et TNFR2), la mort cellulaire (TNFR1) 

ou les deux (p75) (Mattson et Meffert, 2006). 

(2) Les mécanismes d’activation 

NF‐κB est un facteur de transcription dimérique composé de deux sous‐unités, p50 (NF‐κB1) 

et p65 (RelA) (Hatada et al., 2000). NF‐κB est normalement retenu dans le cytoplasme par sa liaison 

avec  IκB  (sous‐unité  inhibitrice  de  NF‐κB)  l’empêchant  de  pénétrer  le  noyau  pour  y  exercer  son 

activité.  Suite  à  un  stimulus  tel  qu’une  infection  bactérienne  ou  une  inflammation,  la 

phosphorylation  puis  la  dégradation  de  IκB  (sous‐unité  inhibitrice  de  NF‐κB)  par  des  IKKs  (IκB 

kinases),  entraine  l’activation  et  la  libération  de  NF‐κB.  La  phosphorylation  d’IκB  par  les  IKKs 

nécessite  l’activation  d’IP3,  MAPK  et  du  récepteur  N‐methyl‐D‐aspartic  acid  (NMDA).  Après  sa 

phosphorylation,  IκB est  rapidement  re‐synthétisé alors que  le  complex NF‐κB pénètre  le noyau et 

déclenche  la  transcription  de  gènes  NF‐κB‐dépendants,  codant  pour  des  cytokines  dont  le  TNF‐α, 

leur récepteur, des chemokines et des prostaglandines (Bonizzi et al., 2004). Des études ont montré 

que  la dégradation de  IκB ne permettait pas une activité  transcriptionnelle maximale de NF‐κB. En 

effet,  le  complexe  NF‐κB  doit  subir  plusieurs  modifications  post‐traductionnelles  telles  que  la 

phosphorylation  site‐spécifique  et  l’acétylation  (Chen  et  al.,  2005).  La  sous‐unité  RelA  est  la  cible 

principale des phosphorylations (Wang et al., 2000; Vermeulen et al., 2003). La sous‐unité RelA est 

également  acétylée  en  plusieurs  sites  en  réponse  au  TNF‐α,  son  propre  produit  de  transcription 

(Hoberg et al., 2006). Il a également été démontré que TGF‐β1 augmente la transcription du TNF‐α 

de façon NF‐κB dépendante grâce à l’acétylation de la sous‐unité RelA par la protein kinase A (PKA) 

(Ishinaga et  al.,  2009). De plus,  l’acétylation de NF‐κB ne  conduit  pas  simplement  à  son  activation 
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mais entraine des modifications de son activité biologique telles que l’altération de sa liaison à l’ADN 

et  de  son  activité  transcriptionnelle  (Gu  et  al.,  2004).  Une  autre  étude  contradictoire  avec  les 

précédentes  montre  que  le  TGF‐β  induit  l’expression  de  Smad7  qui  empêcherait  la  transcription 

génique  NF‐kB‐dépendante  activée  par  le  TNF‐α,  en  empêchant  la  phosphorylation  du  complexe 

p50/p65 tout en activant également IκB (Figure 9). Il a été montré que NF‐κB pouvait être impliqué 

dans la neuroprotection ou la neurodégénéresence en fonction de l’activation variable d’une de ses 2 

sous‐unités,  p50  ou  p65. D’autres  études  ont montré  que  la  réponse  suite  à  l’activation  de NF‐κB 

était  dépendante  des  types  cellulaires  l’exprimant:  la mort  cellulaire  chez  les  cellules  gliales  ou  la 

neuroprotection  chez  les  neurones  (Bhakar  et  al.,  2002 ; Mattson  et Meffert  2006)  sans  que  l’on 

comprenne encore les mécanismes associés à cette versatilité de fonctions. 

 

 

Figure 9 : Schéma de la voie de signalisation TGF‐β Smad‐dépendante. Smad4 se lie à Smad2/Smad3 

phosphorylés pour former le complexe Smad qui opère sa translocation dans le noyau pour réguler 

les gènes cibles y compris Smad7. La régulation positive de Smad7 empêche  la phosphorylation du 

complexe NF‐kB/p50/p65 et empêche sa translocation nucléaire en induisant l'expression iKBα. Par 

conséquent,  Smad4  agit  comme  un  inducteur  de  la  fibrose  régulée  par  Smad3  tout  en  inhibant 

l'inflammation NF‐kB dépendante (Adapte de Lan, 2011; Freudlsperger et al., 2013). 

 

c) TGF‐β : cible thérapeutique 

Du fait de leur potentiel d’action, pas seulement dans les pathologies du CNS mais également 

dans  les  pathologies  périphériques,  les  voies  de  signalisation  TGF‐β1  et  TGF‐β  sont  des  cibles 

thérapeutiques  attractives.  L’utilisation  d’inhibiteurs  spécifiques  des  kinases  liées  au  récepteur  de 
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type I, ALK5, a été proposé comme une piste intéressante en préclinique (Ge et al., 2004 ; Bonniaud 

et  al.,  2004).  Ce  concept  thérapeutique  reprend  une  stratégie  déjà  utilisée  sur  d’autres molécules 

avec  l’imatinib  (Glivec®)  et  le  geftinib  (Iressa®)  déjà  utilisés  en  clinique.  Cependant,  le  blocage 

général  d’une  voie de  signalisation aussi  ubiquitaire  et de  réponses opposées en  fonction du  tissu 

peut s’avérer complexe. En effet, dans  le domaine de  la  transplantation d’organes, des équipes de 

recherche tentent de freiner l’activité de TGF‐β pour éviter la bronchiolite oblitérante (Ramirez et al., 

2004)  alors  que  simultanément  d’autres  tentent  de  surexprimer  la  molécule  afin  d’atténuer 

l’inflammation  liée  aux  phénomènes  d’ischémie‐reperfusion  (Daddi  et  al.,  2003)  que  nous 

reprendrons en tant qu’exemple général à la fin de ce chapitre. 

 

B. Les Chimiokines 

Les  chimiokines  et  leurs  récepteurs  jouent  un  rôle  crucial  dans  le  trafic  des  cellules 

immunitaires,  et  sont  d'un  intérêt  particulier  dans  le  cadre  des  réponses  immunes  spécifiques 

induites dans le SNC : trauma, lésion suite à une hypoxie‐ischémie ou encore la sclérose en plaques. 

Les  chimiokines  sont  responsables  du passage des  cellules  immunitaires  de  la  circulation  sanguine 

vers  les  tissus  environnants,  un mécanisme  appelé  chimiotactisme.  Les  chimiokines  sont  une  sous 

famille  des  petites  cytokines  de  8  à  14  kDa  (revue  par  Borish  et  Steinke,  2003).  Il  existerait  une 

cinquantaine  de  chimiokines  chez  l’homme.  Elles  sont  caractérisées  par  la  présence  de  quatre 

cystéines en des positions très conservées. Il existe quatre sous‐familles de chimiokines (Townson et 

Liptak,  2003)  (Figure  10).  Les  chimiokines  agissent  en  se  liant  à  des  récepteurs  couplés  à  des 

protéines  G.  La  nomenclature  des  récepteurs  est  corrélée  à  celle  des  chimiokines  puisque  les 

premières lettres correspondent à la sous‐famille de chimiokines qu’ils  lient. Une même chimiokine 

est capable de se lier à plusieurs récepteurs et un même récepteur peut être activé par différentes 

chimiokines (Savarin‐Vuaillat et Ransohoff, 2007). 

 

1. La sous famille CC 

La plus grande sous famille est nommée « CC » à cause des deux cystéines adjacentes. Elle 

compte  parmi  ses  membres,  MCP‐1  (CCL‐2),  MIP‐1α  (CCL‐3),  MIP1β  (CCL‐4)  et  RANTES  (CCL‐5) 

(Rollins, 1997)  responsables du chimiotactisme des cellules  immunitaires  telles que  les monocytes, 

les éosinophiles, les basophiles, les lymphocytes T et les cellules natural killer (NK). 

 

CCL‐2 et son récepteur CCR‐2 

CCL‐2 (CC chemokine ligand 2) ou MCP‐1 (monocyte chemotactic protein‐1) est aussi appelée 

MCAF (macrophage chemoattractant and activating factor). C’est un puissant chimioattractant bien 
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que  son expression et  sa  concentration dans  le  SNC  reste  faible en  condition physiologique. CCL‐2 

peut  être  exprimée  par  différents  types  cellulaires  dont  les monocytes,  les  astrocytes,  les  cellules 

endothéliales,  les  cellules musculaires  lisses  et  les  fibroblastes.  Après  un  trauma ou  une  lésion  du 

SNC,  la  concentration  cérébrale  de  CCL‐2  augmente  rapidement,  produite  par  les  astrocytes,  la 

microglie,  les  neurones  et  les  macrophages  résidents  dans  le  SNC  (Glabinski  et  Ransohoff,  1999). 

Cette  production  est  capable  d’attirer  sur  le  lieu  de  l’inflammation  les  cellules  exprimant  son 

récepteur  CCR‐2,  comprenant  entre  autres  les  monocytes,  les  lymphocytes  T,  les  cellules 

dendritiques  myéloïdes  et  les  cellules  NK  (Stamatovic  et  al.,  2005).  La  sclérose  en  plaques  est 

associée, entre autres, à une activation inappropriée du réseau de chimiokines dont CCL‐2 et à une 

ouverture de la BHE par modulation de la phosphorylation des occludines (Morgan et al., 2007). 

Au niveau de la BHE, l’interaction entre les cellules endothéliales et les monocytes conduit à 

une  augmentation  de  la  sécrétion  de  CCL‐2  (ainsi  que  d’IL‐8)  qui  est  indépendante  de  la  réponse 

précoce de l’IL‐1 ou du TNF‐α. Le TNF‐α joue un rôle critique dans cette maladie en étant un puissant 

inducteur  de  l’expression  de  CCL‐2  par  les  cellules  gliales  (Owens  et  al.,  2005).  En  effet,  il  a  été 

démontré  que  le  traitement  de  ces  cellules  en  culture  par  le  TNF‐α  entraine  une  augmentation 

drastique, dose dépendante, de l’expression de CCL‐2 (Zach et al., 1997). Il semblerait que le TNF‐α 

module  l’expression de  CCL‐2  via  les  formes  réactives  de  l’oxygène  (FRO).  Il  semblerait  également 

que CCL‐2 puisse auto‐réguler négativement sa synthèse et sa libération au niveau neuro‐vasculaire 

(Ge et al., 2008). Une fois passés du sang dans le parenchyme nerveux, les monocytes interagissent 

avec  les  astrocytes,  par  le  biais  notamment  de  l’expression  des  molécules  d’adhésion  ICAM‐1  et 

VCAM‐1, ce qui conduit également à une augmentation de la production de CCL‐2 par les deux types 

cellulaires. Cette augmentation de l’expression de CCL‐2 est en partie modulée par les cytokines pro‐

inflammatoires  IL‐1β et TNF‐α  (Andjelkovic et al., 2000). Des souris déficientes en CCL‐2 ou en son 

récepteur CCR2 sont résistantes à l’EAE, empêchant les leucocytes de pénétrer dans le SNC (Mahad 

et Ransohoff, 2003). CCL‐2 peut également induire la production de MMP‐9, une métalloprotéinase 

impliquée dans les dommages tissulaires et l’ouverture de la BHE (Bonoiu et al., 2009). 

 

2. La sous famille CXC 

La deuxième sous‐famille s’appelle « CXC » du fait de la présence de deux cystéines séparées 

par un seul acide aminé dans la partie N‐terminal (Rollins, 1997). Les chimiokines CXC attirent, selon 

leur spécificité, soit les polynucléaires neutrophiles, soit les lymphocytes et monocytes. 
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C. La balance MMPs ‐ TIMPs 

En raison de leurs substrats multiples dans le SNC, les métalloprotéinases matricielles (matrix 

metalloproteinases,  MMPs)  sont  impliquées  dans  l'angiogenèse,  la  réponse  inflammatoire  post‐

traumatique,  le  stress  oxydatif,  l'hémorragie  intracérébrale,  et  dans  de  nombreuses  pathologies 

majeures  partageant  des  processus  communs  tel  que  l'inflammation,  la  rupture  de  la  BHE  et  la 

remodélisation  de  la MEC  (Gasche  et  al.,  2006;  Jin  et  al.,  2010).  En modulant  la MEC,  les MMPs 

facilitent  la migration  des  leucocytes  contribuant  ainsi  à  l’inflammation  et  à  l’ouverture  de  la  BHE 

dans différentes pathologies, dont la sclérose en plaques, l’encéphalite, la méningite, les tumeurs et 

l’ischémie  cérébrale  (revue  par  Rivera  et  al.,  2010).  Les  protéases,  et  notamment  les MMPs  sont 

également  impliquées  dans  l’activation  et/ou  l’inactivation  de  nombreuses  cytokines/chimiokines, 

qui  sont  produites  sous  leur  proformes  inactives  et  qui  nécessitent  une  maturation  par  clivage 

protéolytique (Frankowski et al., 2012).  

Les MMPs constituent une famille d'endopeptidases à Zinc d’une vingtaine de membres, qui 

clivent  une  variété  de  propeptides  (Dzwonek  et  al.,  2004),  protéines  péricellulaires  incluant  des 

cytokines,  des  récepteurs  de  surface  et  molécules  d'adhésions  et  des  composants  de  la  matrice 

extracellulaire  (MEC).  A  l'exception  de  quelques  MMPs  membranaires  (MT‐MMPs),  elles  sont 

généralement  sécrétées  sous  leur  forme  latente  inactive,  pro‐MMP ou  zymogène  (Massova et  al., 

1998; Frankowski et al., 2012). Ces formes présentent un peptide signal N‐terminal, nécessaire à leur 

sécrétion,  un  propeptide  qui  doit  être  clivé  pour  l’activation  de  l'enzyme,  suivi  du  domaine 

catalytique, une région charnière et un domaine C‐terminal de type hemopexin. Les MMPs et  leurs 

inhibiteurs  spécifiques endogènes,  les « tissue  inhibitors of metalloproteinases  (TIMPs) agissent en 

synergie. Les TIMPs font partie d'une famille de quatre membres, TIMP‐1 à 4 qui inhibent l'ensemble 

des  membres  de  la  famille  des MMPs  (Murphy  et Willenbrock,  1995;  Dzwonek  et  al.,  2004).  Les 

TIMPs peuvent jouer des rôles paradoxaux : ainsi, il a été montré que la forme non active pro‐MMP‐2 

peut  se  lier  à  une MMP membranaire, MT1‐MMP  (ou MMP‐14)  via  son  inhibiteur  TIMP‐2,  et  être 

ainsi activée par MT1‐MMP par clivage de son propeptide (Brew et al., 2000).  

Les MMP‐2, MMP‐9 (connues sous le nom de gélatinases) ont été particulièrement étudiées 

au niveau cérébral. Elles clivent le collagène de type IV, un constituant majeur de la MEC engainant la 

BHE,  et  le  collagène  de  type  I  (Murphy  et  Crabbe,  1995;  Rosenberg  et  al.,  1996).  La MMP‐2  (ou 

gelatinase A) est exprimée dans  l’endothélium et au niveau cérébral par  les astrocytes. En plus du 

collagène, elle clive l’élastine, la fibronectine et la laminine 5. La MMP‐9 est moins présente dans la 

glie et est exprimée surtout par les neurones (Dzwonek et al., 2004). La MMP‐9 est impliquée dans le 

clivage  ou  la  dégradation  de  nombreuses  protéines  du  SNC  et  de  la  BHE  dans  des  conditions 
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inflammatoires (Trysberg et al., 2004). MMP‐9 est un membre de la famille des collagénases de type 

IV,  un  composant  principal  de  la  membrane  basale  des  cellules  endothéliales  de  la  BHE.  Il  est 

reconnu  que  la  dégradation  de  la  lame basale  entraine  une  ouverture  de  la  BHE. Dans  une  étude 

utilisant  un modèle  in  vitro  de  BHE  à  partir  des  cellules  porcines,  il  a  été montré  que  les  cellules 

endothéliales augmentaient  leur  sécrétion de MMP‐9  sous  l’influence des péricytes. Par  contraste, 

l’addition  d’astrocytes  en  co‐culture  permettait  de  réduire  l’activité  protéolytique  (Zozulya  et  al., 

2008). D’autres études ont montré que cette ouverture peut être réduite avec différents inhibiteurs 

des MMPs, notamment les TIMPs. TIMP‐1 inhibe MMP‐9 et une étude a montré que la diminution du 

taux  circulant  de  MMP‐9  suite  à  l’injection  intraveineuse  de  glucocorticoïdes  était  due  à  une 

augmentation de l’expression de TIMP‐1 en parallèle de la répression de la transcription de MMP‐9 

(Forster et al., 2007). Ainsi, l’inhibition de MMP‐9 protègerait la BHE et le tissu neural. L’inhibition de 

l’expression  de MMP‐9  au  niveau  des  cellules  endothéliales  de  la  BHE  et  des  leucocytes  grâce  au 

MMP‐9‐siRNA a été évaluée comme stratégie protectrice. De façon surprenante, l’extinction du gène 

codant pour MMP‐9 a entrainé une augmentation de l’expression de gènes codant pour la MEC (dont 

le  collagène)  et  une  diminution  de  la  résistivité  de  la  monocouche  cellulaire  endothéliale. 

L’expression du gène codant pour TIMP‐1 a également été augmentée. Ces observations ont permis 

de  montrer  l’importance  de  la  balance  entre  MMP‐9  et  son  inhibiteur  naturel  TIMP‐1  dans  le 

maintien  de  l’intégrité  de  la  BHE  (Bonoiu  et  al.,  2009),  invalidant  les  stratégies  visant  à  inhiber 

complètement MMP‐9. L’utilisation d’inhibiteurs synthétiques plus ou moins spécifiques de MMP‐9, 

les  approches  d’inactivation  du  gène  codant  pour MMP‐9  ou  l’étude  de  souris  invalidées  pour  ce 

gène ont permis d’impliquer cette protéase dans le clivage des protéines de jonctions serrées après 

injection intraveineuse ou lors d'ischémie cérébrale chez le rat (Asahi et al., 2000 & 2001; Yang et al., 

2007; Bonoiu et al., 2009). 

La MMP‐3 a été identifiée au niveau des neurones et de la microglie activée (Dzwonek et al., 

2004).  Les  MMP‐3  et  MMP‐7  pourraient  cliver  les  précurseurs  de  certaines  neurotrophines,  ces 

dernières participant à la survie neuronale et à la plasticité synaptique.  

Dans  la  pathologie  d’Alzheimer,  les  MMPs  possèdent  parmi  leurs  substrats  la  protéine 

précurseur de l’amyloid (APP) et le peptide β amyloid. La MMP‐9 clive l’excès de peptide β amyloïde 

en métabolites non toxiques (Dzwonek et al., 2004). Une étude a montré que l’expression de MMP‐2 

et MMP‐9  au  niveau  des  astrocytes  et  de  la membrane‐type  1‐MMP  (MT1‐MMP  ou MMP‐14)  au 

niveau  neuronal  étaient  augmentées  au  niveau  de  l’hippocampe,  proportionnellement  aux  stades 

d’évolution de la pathologie des souris trangénisques 5xFAD, modèles de la maladie d’Alzheimer (Py 

et al., 2014). De plus la co‐localisation de ces MMPs avec les plaques amyloides a permis d’avancer 

l’hypothèse d’une implication de ces MMPs dans la régulation du système APP/Aβ.  
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Dans  la  sclérose  en  plaques,  les  symptômes  cliniques  de  cette  maladie  corrèlent  avec  le 

niveau d’expression des ARNm codant pour MMP‐7 et MMP‐9. Une autre étude a montré que le taux 

d’expression  de  MMP‐12  était  associé  à  l’évolution  de  la  phase  de  demyelinisation  d’un  modèle 

murin de la sclérose en plaque, confirmé par la réduction de celle‐ci et de ses conséquences chez les 

souris invalidées pour le gène codant pour MMP‐12 (Hansmann et al., 2012). 

 

III. Hypoxie et ischémie cérébrale : exemple de cascade inflammatoire 

L’hypoxie  et  l’ischémie  cérébrale  induisent  une  ouverture  de  la  BHE.  Cette  situation  est 

associée à des troubles tels que l'accident vasculaire cérébral (AVC), l’arrêt cardiaque prolongé, une 

détresse respiratoire ou encore une intoxication au monoxyde de carbone. Des altérations dans les 

cellules endothéliales comme  l'augmentation des vésicules de pinocytose et  la désorganisation des 

protéines des  jonctions serrées entraînant un gonflement des pieds d'astrocytes ont été associés à 

une perte d’intégrité de la BHE (Kaur et al., 2008). L’ischémie cérébrale conduit à une dérégulation 

du flux sanguin qui induit une augmentation de la perméabilité de la BHE et une rapide déplétion en 

nutriments  et  en  oxygène  (Petty  et Wettstein,  2001).  La  perte  d’intégrité  transitoire  de  la  BHE  au 

niveau  des  jonctions  serrées  a  été  proposée  comme  réponse  palliative  permettant  de  préserver 

temporairement  la  fonctionnalité  des  neurones  plutôt  qu’une  conséquence  délétère  de  l’hypoxie 

(Hawkins et Davis, 2005). 

Dans  le  cadre  de  la  méningite  bactérienne,  de  la  sclérose  en  plaques  ou  de  l’ischémie 

cérébrale,  les  taux  de  MMP‐9  augmentent  dans  le  LCR  et  sont  associés  à  une  augmentation  de 

l’activité protéolytique dans  le  LCR et  le  sang.  La majorité des MMPs dont MMP‐9 et MMP‐2  sont 

présentes  sous  leur  proformes  inactives,  dans  l’attente  de  leur  activation  par  différents  protéases 

(clivage d’un propeptide inhibiteur), elles mêmes modulées dans leur expression par l’IL1β, le TNF‐α, 

ou dans leur expression et activité par les reactive oxygen species (ROS) (Jin et al., 2010) (Figure 11). 

Les  ROS,  associés  au  stress  oxydatif  consécutif  au  trauma,  vont  également  participer  à  réduire 

l’expression  des  protéines  des  jonctions  serrées  (Abdul‐Muneer  et  al.,  2014).  Comme  évoqué  ci‐

dessus,  les  protéases,  et  notamment  les  MMPs  sont  impliquées  dans  l’activation  de  nombreuses 

cytokines/chimiokines.  Les  processus  neuroinflamatoires  et  les  altérations  au  niveau  de  la  BHE 

impliquent donc clairement des boucles de régulation entre les cytokines/chimiokines et différentes 

familles  de  protéases,  et  entre membres  de  ces  grandes  familles  de  protéines.  Ainsi,  l’activité  de 

MMP‐9 a été associée à celle du tissue plasminogen activator (tPA) dans les cas d’ischémie cérébrale 

(Yamashita  et  al.,  2011).  En  effet,  les  limites  thérapeutiques  du  tPA  concernant  ses  risques 

hémorragiques  cérébral  (Hemorragic  transformation,  HT)  ont  permis  de  mettre  en  évidence  qu’il 

activait  fortement  MMP‐9.  Dans  les  18  à  24  heures  post  traumatisme,  la  MMP‐9  libérée  par  les 
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leucocytes  circulants  et  la  MMP‐2  cérébrale  contriburaient  à  endommager  l’UNGV  et 

consécutivement ouvrirait la BHE. Après la période des 24 heures, l’épisode ischémique responsable 

de l’activation des protéases MMP‐2, MMP‐3 et MMP‐9 ainsi que du tPA et une neuro‐inflammation 

généralisée  seraient  contrebalancés par des processus de  réparation de  la BHE  incluant  la  voie de 

signalisation TGF‐β au niveau des monocytes, des  inhibiteurs des MMPs et des  inhibiteurs des ROS 

(Revue par  Jickling et al., 2014). Au niveau des astrocytes, cette voie de signalisation TGF‐β neuro‐

protectrice pourrait être également impliquée dans l’augmentation de l’expression et de la fonction 

des pompes d’efflux de type P‐gp (ABCB1) (Baello et al., 2014). 

 

 

Figure  11:  Mécanisme  d’activation  des MMPs  dans  le  cas  de  l’ischémie  cérébrale.  La  pro‐MMP‐2 

pourrait être activé par la MT1‐MMP qui serait elle‐même activée par la protéase furin. La pro‐MMP‐

9 pourrait être activée par MMP‐3,  le  tPA,  son expression dépendrait notamment de  facteurs pro‐

inflammatoires (IL‐1β et TNF‐α) et les ROS. La plasmine pourrait activer MT1‐MMP et MMP‐3. Le tPA 

pourrait  activer MMP‐3  et MMP‐9  et  être  inhibé  par  la  neuroserpin  et  l'activated  protein  C  (APC) 

(Adapté de Jin et al., 2010). 
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CHAPITRE III : LA BHE ET L’INFLUX CEREBRAL NATUREL 
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Au niveau de la BHE, les passages de molécules (i) en para cellulaire, (ii) par diffusion passive 

ou (iii) par pinocytose sont quasiment inexistants en comparaison des endothéliums périphériques. Il 

existe tout de même un passage passif des molécules au travers de la BHE, mais qui est régi par des 

règles strictes quant aux structures moléculaires susceptibles de passer, et souvent contrecarré par 

un  efflux  actif  des  composés  par  les  pompes  d’efflux  précédemment  citées  (Cf.  Chapitre  I). 

Outrepasser  les  limitations  structuro‐fonctionnelles  de  la  BHE  permettrait  d’élargir  le  potentiel 

thérapeutique des maladies du CNS grâce à l’exploitation des nombreuses molécules (i) déjà utilisées 

efficacement  en  traitement  périphérique, mais  qui  ne  passent  pas  la  BHE  ou  (ii)  abandonnées  en 

raison  de  leur  toxicité  périphérique  aux  doses  efficaces  dans  le  SNC  (relation  dose  /  efficacité  / 

toxicité).  

Afin de contourner  le problème lié au passage à travers  la BHE de ces molécules, des voies 

d’administration invasives ont été proposées comme l’administration intracérébroventriculaire (ICV) 

ou encore intracérébrale. L’administration intranasale a également était considérée comme une voie 

d’entrée vers le tissu cérébral. Toutefois elles ne permettent pas de traiter efficacement la majorité 

des pathologies cérébrales, puisque les composés administrés n’atteignent qu’une partie réduite du 

tissu  cérébral.  À  l’inverse,  mettre  à  profit  la  richesse  du  réseau  de  capillaires  cérébraux  en 

administrant  le  traitement  via  la  circulation  sanguine  permettrait  de  les  traiter  de  manière  plus 

globale.  

Des approches chimiques et biologiques ont été mises en place afin de favoriser la diffusion 

passive  des  composés  en modifiant  leurs  propriétés  physicochimiques  telles  que  la  lipidisation,  la 

glycosylation,  les  prodrogues  et  les  inclusions  dans  des  nanoparticules  bien  que  ces  stratégies  ne 

s’adaptent  pas  à  l’ensemble  des  molécules  thérapeutiques  potentielles  visant  le  SNC  (revue  par 

Vlieghe et Khrestchatisky, 2010, 2013). Afin de répondre aux besoin métaboliques élevés du CNS, les 

cellules endothéliales, sous  l’effet de modulateurs environnementaux  issus de  l’UNGV, expriment à 

leur  surface  des  transporteurs  et  récepteurs  spécifiques  dont  la  fonction  est  de  trier  le  contenu 

plasmatique et d’apporter les nutriments indispensables à (i) leur propre métabolisme et (ii) celui des 

cellules nerveuses associées par passage  transcellulaire  (Figure 12). En condition physiologique,  les 

mécanismes  de  transport  des  molécules  au  niveau  de  la  BHE  sont  parfaitement  contrôlés  afin 

d’assurer une homéostasie parfaite du compartiment cérébral.  

Depuis  les années 1990 et  l’avènement du « drug targeting », ces mécanismes de transport 

naturels spécifiques ont été exploités pour tenter d’améliorer la délivrance de principes actifs dans le 

sanctuaire  cérébral  (Bickel  et  al.,  2001;  Pardridge,  2003;  Roux  et  Couraud,  2005;  Pardridge,  2007, 

2012). 
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Figure  12 :  Schéma  illustrant  les  différentes  possibilités  de  franchissement  de  la  BHE  pour  les 

molécules issues de la circulation plasmatique. (A) Les petites molécules hydrophiles peuvent passer 

en  paracellulaire  à  travers  les  jonctions  serrées.  (B)  Les  petites  molécules  hydrophobes  peuvent 

diffuser  à  travers  la  membrane  plasmique  des  cellules,  mais  sont  souvent  substrat  des  pompes 

d’efflux qui  les  renvoient vers  la  circulation plasmatique.  (C)  Les petites molécules endogènes,  tels 

que les acides aminés, les acides gras, les nucléosides et le glucose sont transportés à travers la BHE 

par des protéines de transport selon un mécanisme de « carrier‐mediated transport (CMT) ». (E) Les 

récepteurs pour les protéines et larges particules plasmatiques, tels que l'insuline, la transferrine et 

les  particules  lipoprotéiques  sont  exprimés  sur  la  face  luminale  de  l'endothélium.  Le  complexe 

ligand‐récepteur  est  endocyté  selon  un  mécanisme  appelé  RMT.  (F)  Les  protéines  plasmatiques 

endogènes, tel que l'albumine, peuvent être transportées à travers la BHE par liaison à l’endothélium 

selon  leur  charge  suivant  un  processus  d’endocytose  appelé  « adsorptive‐mediated  transcytosis 

(AMT) ».  (G)  Les  cellules  immunitaires  ont  été  également  décrites  pour  traverser  l’endothélium 

cérébral par voie transcellulaire ou paracellulaire (Adapté de Boer et Gaillard, 2007). 

 

I. La diffusion passive 

La diffusion passive est un processus spontané, non saturable, non compétitif, ne nécessitant 

ni  transporteur, ni énergie.  Le passage de molécules par diffusion simple est donc gouverné par  le 

gradient  de  concentration  entre  le  sang  et  le  liquide  extracellulaire  (ou  intestitiel)  cérébral.  La 

diffusion passive dépend de la masse et des propriétés lipophiles des molécules. Ce mécanisme est 

restreint à quelques molécules (i) de petite masse (<500 Daltons), (ii) non ionisées telles que le gaz 
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carbonique, l’oxygène et les substances très lipophiles comme la nicotine et l’éthanol, (iii) non liées 

aux  protéines  et  (iv)  possédant  les  propriétés  structurelles  leur  permettant  de  franchir  les 

membranes lipidiques endothéliales selon leur gradient de concentration (Grieb et al., 1985; Lipinski 

et al., 2001; Lipinski, 2000, 2004).  

Par  contre,  le  transport  des  ions,  des  substances  peu  liposolubles  et/ou  de  haut  poids 

moléculaire (>5 kDa) nécessite le plus souvent un transporteur ou canal protéique. Ces canaux situés 

sur  la  face  luminale  et/ou  abluminale  de  l’endothélium  cérébral  permettent  la  régulation  de 

l’équilibre ionique de part et d’autre de la BHE. 

 

II. La diffusion facilitée : transporteurs transcellulaires non vésiculaires 

La diffusion facilitée permet le transport de composés à travers la BHE selon leur gradient de 

concentration,  par  l’intermédiaire  d’un  transporteur  et  ne  nécessite  pas  d’énergie.  Il  s’agit  d’un 

mécanisme  passif  et  saturable  lorsque  les  concentrations  dépassent  la  capacité  de  transport,  et 

pouvant être inhibé par un agoniste ou un antagoniste. La diffusion facilitée participe activement au 

transport d’une vaste gamme de molécules telles que les acides aminés, les hexoses, les acides gras, 

les  peptides,  les  nucléosides,  les  acides  monocarboxyliques,  les  amines,  les  purines,  certaines 

vitamines et régule même les échanges d’eau et d’ions (revue par Deeken et Loscher, 2007). 

 

A. Le transport de l’eau et des ions  

1. Le transport de l’eau 

La  répartition  des  ions,  indispensables  à  l’activité  neuronale  et  au  fonctionnement  de 

nombreux  canaux  et  transporteurs,  est  liée  à  l’homéostasie  de  l’eau.  Les  aquaporines  (AQPs) 

forment  une  famille  de  canaux  qui,  selon  les  sous‐types,  facilitent  les  flux  d’eau  et/ou  de  solutés 

(glycérol et urée notamment) à travers les membranes de nombreux types cellulaires (Badaut et al., 

2002). Elles forment des pores permettant le transport bidirectionnel de l’eau selon les principes de 

l’osmolarité. Jusqu’à présent 13 AQPs ont été décrites chez l’homme (Sorani et al., 2008). Sur les six 

AQPs  décrites  au  niveau  du  cerveau  des  rongeurs  (AQP  1,  3,  4,  5,  8  et  9),  l’AQP‐4  est  l’une  des 

premières AQPs découvertes au niveau du SNC, où elle est  la plus abondamment exprimée (Figure 

13). Elle est localisée au niveau des pieds astrocytaires en contact avec les capillaires cérébraux et est 

en étroite association avec le transport des ions K+ (Wolburg et al., 2009). L’AQP4 semble jouer un 

rôle important au niveau de la BHE dans plusieurs pathologies cérébrales associées à l’inflammation 

tells que les lésions aiguës du cerveau (AVC, trauma) et les pathologies neurodégénératives (Badaut 

et al., 2014). L’AQP4 et l’entrée d'eau à travers la BHE ont un rôle dans la formation et la résolution 
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de l'œdème vasogénique cérébral (Tourdias et al., 2011). Dans des animaux déficients ou présentant 

une délocalisation de l’AQP‐4,  l’oedème vasogénique associé aux tumeurs cérébrales est augmenté 

(Bonomini et Rezzani, 2010). 

 

2. Le transport des ions 

Le  transport  des  ions  implique  l’intervention  de  différents  canaux  ioniques,  localisés  au 

niveau des membranes  luminale et abluminale des cellules endothéliales de  la BHE,  jouant un rôle 

dans la régulation du pH cérébral (Wolburg et al., 2009) (Figure 13). L’ATPase Na+/K+, localisée face 

abluminale, est  responsable de  l’influx actif de Na+ vers  le parenchyme cérébral en échange de K+ 

afin de maintenir un gradient de Na+/K+ à la BHE. En effet, l’excès d’ions K+ libérés par les astrocytes 

est pris en charge par  l’ATPase Na+/K+ puis rejoint  le compartiment sanguin grâce a des canaux K+ 

sensibles  à  l’amiloride.  Le  cotransporteur  Na+/K+/2Cl-,  principalement  exprimé  au  niveau  de  la 

membrane  luminale,  transporte  les  quatre  ions  du  sang  vers  le  cytoplasme  endothélial.  Ce 

mécanisme permet de maintenir  la  concentration des  ions K+ dans  le  liquide  interstitiel  cérébral à 

2,8 mM (versus 3 à 5 mM plasmatique) et ainsi préserver  l’activité de  l’influx nerveux. L’échangeur 

Na+/H+, localisé au niveau luminal, permet l’exclusion d’un proton contre l’entrée d’un ion sodium. 

Pour  finir,  l’échangeur  Cl-/HCO3‐  est  exprimé  sur  les  2  faces  luminale  et  abluminale  des  cellules 

endothéliales.  Il  est  est  impliqué  dans  l’entrée  d’ions  Cl‐  dans  la  cellule  endothéliale  contre  la 

sécrétion d’ions HCO3‐.  
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systèmes  peuvent  transporter  différents  acides  aminés.  Il  y  a  donc  une  possibilité  de  compétition 

entre eux. De plus, ces  transporteurs  fonctionnent généralement en situation de saturation du  fait 

de  concentrations  plasmatiques  élevées  en  acides  aminés.  Cette  situation  rend  le  cerveau  très 

vulnérable à un déséquilibre en acides aminés  comme c’est  le  cas  chez  les personnes atteintes de 

phénylcétonurie (Hawkins et al., 2006). 

 

C. Le transport des acides gras 

1. Les acides gras essentiels 

Les  acides  gras  puisés  dans  les  matières  grasses  alimentaires  servent  à  satisfaire  non 

seulement  une  partie  de  nos  dépenses  énergétiques  mais  également  nos  besoins  en  acides  gras 

essentiels que sont les acides gras polyinsaturés (AGPI). Deux familles d’AGPI, la série n‐3 (oméga 3) 

et la série n‐6 (oméga 6) se distinguent par le degré d’insaturation de leurs chaines hydrocarbonées. 

Ces 2  familles ont chacune un précurseur métabolique exclusivement d’origine végétale,  l’acide α‐

linolénique  (ALA  ;  18  :3n‐3) pour  la  série n‐3 et  l’acide  linoléique  (LA  ;  18  :2n‐6) pour  la  série n‐6. 

Chez  les  vertébrés  ces  2  AGPI  doivent  être  obligatoirement  apportés  par  l’alimentation  puisque 

contrairement  aux  végétaux,  ils  ne  possèdent  pas  les  enzymes  qui  permettent  d’introduire  les 

doubles  liaisons  en  position  n‐6  et  n‐3.  Il  est  aujourd’hui  bien  admis  que  les  AGPI  issus  de  notre 

alimentation,  de par  leur nature et  leur  abondance,  influencent  la  santé de  l’homme et  jouent un 

rôle  dans  l'étiologie  d'un  grand  nombre  de  pathologies  métaboliques,  cardiovasculaires, 

inflammatoires et neurodégénératives. 

 

2. Rôle des AGPI au niveau du CNS : structure et métabolisme 

Après le tissu adipeux, le SNC présente les teneurs en lipides les plus élevées de l’organisme 

(30 à 50% du poids sec du cerveau). Les précurseurs des AGPI sont détectés à l’état de trace dans le 

cerveau contrairement à  l’acide docosahexanoic (DHA, 22 :6n‐3) et acide arachidonic (AA, 20 :4n‐6) 

qui sont  les constituants  fondamentaux des membranes des cellules neurales et se distinguent par 

une  richesse  notable  en  DHA  (>20%  des  acides  gras  totaux)  comparativement  aux  tissus 

périphériques (Figure 14) (Extier et al., 2010). L’apport en AGPI pendant la période périnatale (Innis 

et Friesen, 2008) est  importante pour  le neurodéveloppement et  la neurogenèse  (Cao et al., 2005; 

Kawakita et al., 2006). Pendant cette période, le DHA représente rapidement 7% de la masse totale 

des  lipides  du  cerveau  humain  soit  une  concentration  2  fois  plus  élevée  que  dans  le  foie  et  le 

placenta (Lauritzen et al., 2001).  

Chez l’adulte, les AGPI modulent la synthèse et l’activité des cytokines inflammatoires (Layé 

et al., 2010) et contribuent au bien‐être, en particulier chez les sujets âgés (Layé et Duffaud, 2010). Il 
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a  été  montré  qu’une  diminution  du  DHA  cérébral  potentialise  l’expression  des  cytokines 

inflammatoires cérébrales en situation inflammatoire (Mingam et al., 2008). La supplémentation en 

AGPI n‐3 à chaine longue module les effets comportementaux des cytokines dans le cerveau. In vitro, 

le DHA inhibe la synthèse de facteurs inflammatoires par les cellules microgliales (De Smedt‐Peyrusse 

et al., 2008). Les mécanismes d’action anti‐neuroinflammatoire du DHA passent par un remaniement 

de la composition membranaire et de la localisation des récepteurs des facteurs inflammatoires dans 

la  membrane  des  cellules  microgliales  (De  Smedt‐Peyrusse  et  al.,  2008).  Il  a  été  montré  que  les 

altérations comportementales  liées à  l’expression d’IL‐6 plasmatiques sont atténuées chez des  rats 

nourris par une diète enrichie en huile de poisson (apport de DHA) (Miguelez et al., 2006). Le DHA a 

également été impliqué dans les troubles du comportement tel que l’hyperactivité, la dépression et 

la  maladie  d’Alzheimer  (Suominen‐Taipale  et  al.,  2010).  Il  a  été  proposé  que  la  consommation 

hebdomadaire  de  poisson  permettrait  de  réduire  le  risque  de  développement  de  la  maladie 

d’Alzheimer  (Barberger‐Gateau  et  al.,  2007).  Des  données  tendent  à  montrer  que  le  DHA  et  son 

dérivé  la  neuroprotectine  D1  (NPD1)  limiteraient  l’agrégation  du  peptide  Aβ  à  l’origine  de  la 

formation  des  plaques  amyloïdes  (Lukiw  et  al.,  2005  ;  Lim  et  al.,  2005).  Cependant,  à  ce  jour,  les 

essais  de  supplémentation  en  AGPI  n‐3  de  sujets  atteints  de  la Maladie  d’Alzheimer  ont  été  peu 

fructueux.  

Au niveau membranaire,  l’enrichissement en DHA permet également de ralentir  l’apoptose 

induite  in  vitro  par  la  staurosporine  (un  inhibiteur  des  kinases)  (Kim  et  al.,  2000).  Cet  effet  anti‐

apoptotique du DHA dépendrait de la voie de signalisation phosphatidylinositol 3‐kinase/Akt et de la 

capacité  du DHA  à  favoriser  l’accumulation membranaire  de  la  phosphatidylsérine,  qui  elle‐même 

stimule l’activité d’Akt (Akbar et Kim, 2002). 

Les cellules endothéliales du cerveau contrairement aux cellules neuronales présentent une 

composition membranaire riche en AA représentant 27% des acides gras totaux versus 10% dans le 

cortex  cérébral.  Bien que  la  teneur  en DHA  soit  faible dans  les  cellules  endothéliales  représentant  

6% des acides gras totaux versus 23% dans le cortex, un abaissement du DHA à 3% résultant d’une 

carence alimentaire en ALA perturbe certaines fonctions de la BHE, dont le transport de glucose de la 

circulation vers le cerveau (Pifferi et al., 2005). Par contraste, la rétine se distingue à la fois par son 

exceptionnelle richesse en DHA (>40% des acides gras totaux) et sa faible teneur en AA. Au niveau de 

la rétine, la réception du photon et sa transduction en signal électrique nécessitent des changements 

très  rapides  et  réversibles  de  la  conformation  de  la  rhodopsine,  le  photopigment  rétinien.  Ces 

changements  sont modulés  directement  par  la  composition  en  phospholipides  des membranes  et 

notamment par la concentration élevée en DHA au niveau des membranes photo‐réceptrices (Salem 

et  al.,  2001).  Ces  observations  laissaient  prévoir  des  fonctions  particulières  du  DHA  dans  le  tissu 

nerveux et ont impulsé les investigations cliniques et expérimentales depuis une vingtaine d’années. 
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Figure 14 : Modèle de captage et de synthèse des AGPI longues chaines dans le cerveau à partir des 

AGPI présents dans la circulation sanguine (adapté de Moore, 2001) 

 

3. Les transporteurs d'acides gras 

L’absence  de  synthèse  en  autonomie  des  AGPI  et  leur  importance  métabolique  ainsi  que 

structurelle  au  niveau  du  CNS  pose  la  question  de  leur  transport  à  la  BHE.  Dans  la  circulation 

sanguine, les particules lipoprotéiques de haute densité tel que les HDL‐ApoAI sont enrichies en AGPI 

sous  la  forme  de  phospholipides  tels  que  les  lysophosphatidylcholines  (LysoPC).  Une  enzyme 

plasmatique,  la  lecithin  cholesterol  acyltransferase  (LCAT)  serait  responsable  d’élaguer  les  LysoPC 

des HDL au même titre que les lipoprotéines lipases à la surface des capillaires cérébraux (Rapoport 

et  al.,  2001;  Ishida  et  al.,  2003;  Ouellet  et  al.,  2009)  (Cf.  Chapitre  I.  IV.  A.  Les  enzymes  et  la 

neuroprotection). Les LysoPC semblent constituer la forme d’apport lipidique cérébral à long terme 

(Lagarde et al., 2001) et plusieurs mécanismes de transport ont été décrit à  la BHE. Les HDL‐ApoAI 

circulants,  riches  en  AGPI  peuvent  être  captés  par  l’endothélium  cérébral  grâce  au  récepteur 

scavenger type B member  I  (SR‐BI) et pénétrer  intégralement ou en partie dans  le cerveau (Goti et 

al.,  2001,  2002;  Balazs  et  al.,  2004).  Le  phénomène  de  résécrétion  de  la  particule  de  HDL  évidée 

d’une partie de son contenu, notamment les acides gras, pourrait représenter l’enchainement des 2 

mécanismes  de  transport  des  acides  gras  initialement  controversés.  La  captation  endothéliale  des 

HDL  circulants  grâce  au  récepteur  SR‐BI,  permettrait  le  contact  avec  les  lipoprotéines  lipases 

endothéliales  qui  pourraient  trier  les  composants  essentiels  des  particules,  permettant  aux  acides 

gras  de  traverser  les  membranes  par  simple  diffusion  (faible  vitesse  d’apport)  (Spector  1988 ; 

Hamilton  et  al.,  2002 ;  Hamilton  et  Brunaldi  2007)  ou  être  pris  en  charge  par  des  transporteurs 
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récemment  décrit  dans  la  littérature  et  dépendants  du  degré  de  saturation  et  de  la  longueur  des 

chaines d’acides  gras,  tels  que  les  « fatty  acid  transport  proteins »  (majoritairement  FATP‐1  et  ‐4), 

« fatty acid binding protein 5 » et « fatty acid translocase (CD36) » (Abumrad et al., 1999; Mitchell et 

al.,  2011;  Pèlerin  et  al.,  2014)  ou  encore Mfsd2a,  récemment  décrit  pour  le  transport  du  DHA  et 

critique  dans  la  formation  et  la  fonction  de  la  BHE  (Nguyen  et  al.,  2014;  Betsholtz,  2014).  En 

complément,  il  a  également  été  montré  que  les  astrocytes  synthétisent  le  DHA  à  partir  des 

précurseurs n‐3 (Williard et al., 2011). 

 

D. Le transport du glucose 

1. Le glucose, source énergétique cérébrale principale 

Le  glucose  est  d’une  importance  toute  particulière  pour  deux  raisons :  (i)  il  représente  la 

source d’énergie principale nécessaire à  l’activité cérébrale et (ii)  il doit être capté de  la circulation 

sanguine et  transporté  à  travers  la BHE.  Le  cerveau est  l’organe qui  consomme  le plus de  glucose 

proportionnellement  à  son  poids.  En  effet,  représentant  seulement  2%  du  poids  du  corps,  il 

consomme  25%  du  glucose  total  et  20%  de  l’oxygène  au  repos.  Sur  la  base  de  la  différence  de 

concentration artérioveineuse, on estime chez l’homme la consommation cérébrale de glucose à 31 

μmoles/100 g/min. Cette  forte consommation est notamment due au besoin  important en énergie 

de la pompe Na+/K+ ATPase précédemment citée pour rétablir les potentiels de membrane au cours 

des processus de neurotransmission. Le glucose entre dans la voie de la glycolyse afin de donner du 

pyruvate, lequel est utilisé dans le cycle de Krebs et la voie de la phosphorylation oxydative dans la 

mitochondrie. Ceci permet la production de molécules d’ATP, utilisées par la pompe Na+/K+ ATPase 

pour assurer au niveau du neurone et de l’astrocyte le rétablissement des gradients ioniques. Il a été 

estimé que cette pompe utilisait environ la moitié de l’ATP produit in situ (Maher et al., 1991; Maher, 

1995; Simpson et al., 2007). 

 

2. Le couplage neuro‐vasculaire : régulation de l’apport en glucose cérébral 

Concernant  l’environnement  cérébral,  trois  acteurs  cellulaires  sont  impliqués  dans  le 

métabolisme  énergétique  cérébral  :  le  neurone,  principal  consommateur  d’énergie  du  SNC 

notamment  pour  rétablir  les  potentiels  de membranes  lors  d’une  activation neuronale,  l’astrocyte 

qui  participe  au  recyclage  des  neurotransmetteurs  comme  le  glutamate  mais  également  à  la 

fourniture de substrats énergétiques alternatifs au neurone et à la cellule endothéliale, qui régule, en 

tant que 3ème acteur cellulaire l’entrée du glucose dans le cerveau.  

Autour  de  ces  3  partenaires,  plusieurs  mécanismes  de  couplage  cellulaire  entre  activité 

neuronale et utilisation du glucose ont été proposés (Leybaert, 2005). Le couplage neuro‐vasculaire 
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associe  la  variation  d’activité  neuronale  à  la  dilatation  des  vaisseaux  et  donc  au  débit  sanguin. 

L’astrocyte joue un rôle vasorégulateur dans ce couplage en libérant des molécules vasodilatatrices 

ou vasoconstrictrices et permet ainsi d’augmenter les apports en glucose et oxygène au neurone. Ce 

couplage  est  associé  à  un  second  couplage  neurovasculaire  dénommé  neurone‐barrière 

(«neurobarrier  coupling») qui  consiste à adapter  spécifiquement au niveau de  la BHE  la  vitesse de 

transport  du  glucose  à  la  demande  énergétique  en  modulant  la  quantité  et/ou  l’activité  des 

transporteurs dont le glucose transporter‐1 (GLUT‐1). 

 

3. Etat de repos et activation neuronale 

En  situation  de  repos,  il  existe  une  relation  entre  les  consommations  de  glucose  et 

d’oxygène,  cette  molécule  étant  complètement  utilisée  pour  l’oxydation  du  glucose.  L’activation 

neuronale  locale  provoque  une  augmentation  de  la  consommation  d’ATP  et  l’utilisation  cérébrale 

locale du glucose augmente de 15‐20% alors que (i) l’augmentation de la consommation en oxygène 

local  est  seulement  de  5%  et  (ii)  le  neurone  est  incapable  d’augmenter  par  lui‐même  sa 

consommation de glucose pour satisfaire la demande d’énergie supplémentaire. Dans ce cas, il a été 

proposé que  la demande métabolique  soit  assurée par une glycolyse anaérobie qui  s’affranchit de 

l’oxygène  (Nehlig  et  Coles,  2007).  Il  avait  été  montré  que  le  couplage  neuro‐vasculaire  associe 

également l’activité neuronale et le métabolisme énergétique de l’astrocyte (Pellerin et Magistretti, 

1994). Dans cette situation d’activation, les astrocytes produisent du lactate par glycolyse anaérobie 

et pourraient fournir au neurone un substrat énergétique alternatif au glucose. Dans ce modèle, les 

astrocytes  déclencheraient  l’augmentation  de  la  captation  du  glucose  plasmatique  via  les  cellules 

endothéliales.  Ce mécanisme a  été proposé  au niveau des  synapses  glutamatergiques en  tant que 

« astrocyte‐neuron lactate shuttle » (Pellerin et Magistretti, 1994). 

 

4. Le glucose transporter‐1 (GLUT‐1) 

Afin  de  maintenir  ce  métabolisme  aérobie  et  une  parfaite  homéostasie  neuronale,  une 

régulation fine de l’apport cérébral en glucose est nécessaire et s’effectue via un transport facilité. Le 

glucose  transporter‐1  (GLUT‐1)  (isoforme de  55  kDa)  est majoritairement  exprimé  au  niveau de  la 

BHE  (Pardridge  et  al.,  1990;  revue  par  Guo  et  al.,  2005;  Uchida  et  al.,  2011;  Pardridge,  2012).  Ce 

transporteur présente une distribution asymétrique au sein des cellules endothéliales de la BHE avec 

une densité plus  importante au niveau de  la membrane  luminale  (le  ratio membrane abluminale  / 

luminale est de 0,85) (Farrell et al., 1992; Cornford et Hyman, 2005). L’expression et  la distribution 

de  GLUT‐1  sont  sensibles  aux  environnements  sanguin  et  cérébral  permettant  à  ce  ratio  de 

complètement  s’inverser  à  façon. Concernant  l’environnement  sanguin,  la présence de GLUT‐1 est 
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Figure 17 : Représentation schématique du mécanisme de transcytose. Après endocytose et transfert 

vers les endosomes précoces (early endosomes), le cargo peut suivre 3 chemins, (1) recyclage vers la 

membrane  apicale  pour  exocytose  ou  adressage  vers  un  compartiment  appelé  corps 

multivésiculaires  (CMVs)  puis  adressage  soit  (2)  vers  le  compartiment  lysosomal  pour  dégradation 

(endosomes  tardifs  puis  lysosomes)  soit  (3)  adressage  vers  la  membrane  basolaterale  pour 

transcytose de  tout ou partie du  contenu. Une différence  concernant  l’AMT et  le RMT pourrait  se 

situer après  le compartiment endosome précoce avec un adressage vers  l’endosome de tri  (sorting 

endosome, acidification croissante du pH) où le récepteur et son ligand se séparent pour suivre des 

voies  différentes,  par  exemple  recyclage  du  récepteur  à  la membrane  plasmique  et  adressage  du 

ligand vers le lysosome ou la membrane basolatérale (Adapté de Broadwell, 1989). 

 

A. Le glycocalix : impact sur l’AMT et le RMT 

L’épaisseur du glycocalix peut varier de 50 nm à 11 μm et il est composé d’un réseau chargé 

négativement  de  proteoglycanes,  glycoprotéines  et  de  glycolipides  (Figure  18).  Son  rôle  vasculaire 

principal  serait  de  maintenir  l’homéostasie  entre  la  circulation  plasmatique  et  la  membrane 

vasculaire  apicale.  Le  glycocalix  contient  également  une  grande  variété  d’enzymes  et  de proteines 



 

 

74 

permettant  entre  autres  de  prévenir  la  coagulation  et  de  réguler  l’adhésion  des  leukocytes.  Par 

exemple,  l’on  distingue,  l’endothelial  nitric  oxide  synthase  (endothelial  NOS),  des  facteurs  de 

croissances, des chemokines, des apolipoprotéines et des lipoproteines lipases. Le glycocalix semble 

impliqué dans le tri sélectif des cellules endothéliales via les contacts de molécules plasmatiques en 

surface luminale. 

Le  glycocalix  pourrait  être  responsable  de  la  liaison  électrostatique  primaire  des 

lipoprotéines plasmatiques  circulantes à  la BHE. En effet,  l’étude de Kreuter en 2007 avait montré 

que  la  liaison  de  nanoparticules  par  l’intermédiaire  des  récepteurs  aux  apolipoproteines  n’était 

qu’une étape dans  leur  transfert de  la circulation plasmatique à  travers  la cellule endothéliale.  Les 

heparan  sulfate  proteoglycanes  (HSPG)  du  glycocalix  ont  été  décrits  comme  la  première  étape 

déterminante  de  la  liaison  des  lipoprotéines  plasmatiques  à  la  vasculature  favorisant  la  liaison 

ultérieure  à  leurs  récepteurs  (Datta  et  al.,  2000).  Une  séquence  riche  en  arginine  du  domaine  de 

liaison au  récepteur de  l’ApoE permettrait d’augmenter  la  captation et  la  clearance du LDL par  les 

cellules.  Il  en  résulte  une  dissociation  entre  la  captation  du  LDL  et  la  présence  ou  l’absence  des 

récepteurs LRP1 et LDLR même si le mécanisme est saturable par un excès de LDL. Un prétraitement 

avec une heparinase et une heparitinase atténue la captation et la dégradation des LDLs de plus de 

80%.  La  séquence  riche  en  arginine  issue  de  l’ApoE  binding  domain  aurait  ainsi  des  propriétés  de 

« cell penetrating peptide » (CPP) connu pour passer les membranes par AMT. Les HSPG pourraient 

être impliqués dans le mécanisme de captation des lipoprotéines plasmatiques en aval de la liaison 

au  récepteur et permettraient d’associer  les mécanismes d’AMT et de RMT via cette phase  initiale 

commune. 
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tissu nerveux (Temsamani et Vidal, 2004; Kumar et al., 2007; revue par Vlieghe and Khrestchatisky, 

2013). Cependant, cette endocytose dépendante de la charge nette de la protéine, qui ouvre l’accès 

au  tissu  nerveux,  est  très  peu  spécifique  de  la  BHE  comparée  à  l’endocytose  dépendant  d’un 

récepteur  exprimé à  la BHE.  L’AMT et  le RMT partagent d’autres propriétés,  avec notamment des 

processus  d’endocytose  et  d’exocytose  des  vésicules  formées  par  invagination  de  la  membrane 

plasmique apicale. Ces néo‐vésicules peuvent être recouvertes soit de clathrine soit de cavéoline qui 

vont orienter leur trafic intracellulaire. 

 

B. Les vésicules de clathrine 

La clathrine est un hexamère d’environ 650 kDa constitué de trois chaînes lourdes et de trois 

chaînes  légères  qui  s’assemblent  spontanément  en  triskèle  autour  de  vésicules  qui  apparaissent 

dense  aux  électrons,  de  tailles  comprises  entre  100  et  150  nm  (Figure  19)  (Johannes  et  Lamaze, 

2002).  La  voie des  vésicules  recouvertes de  clathrine dirige  les molécules  comme  les  lipoprotéines 

vers  la  dégradation  lysosomale  (Anderson  et  Higgins,  1997).  Le  pourcentage  de  la  membrane 

plasmique  recouverte  de  clathrine  a  été  estimé  à  2%  de  sa  surface  totale  (Robinson,  1994).  Bien 

évidemment,  ce pourcentage varie  selon  le  type  cellulaire étudié. Par exemple,  contrairement aux 

hépatocytes, les endothéliums de type continu renferment peu de vésicules recouvertes de clathrine 

(Schnitzer et al., 1994). 

Si  la  voie  d’endocytose  dépendante  de  la  clathrine  a  longtemps  été  considérée  comme 

l’unique voie d’internalisation des récepteurs transmembranaires,  le développement de techniques 

de  purification  et  de  caractérisation  moléculaire  a  mis  en  évidence  l’existence  d’une  autre  voie 

d’endocytose  spécifique  et  saturable,  indépendante  de  la  clathrine  impliquant  une  autre  protéine 

nommée cavéoline formant des structures vésiculaires de type cavéoles. 

 



 

 

77 

 

Figure 19 : Structure de la clathrine et formation des vésicules recouvertes de clathrine. 

a.  Structure  des  triskelions  de  clathrine.  Chaque  membre  constituant  le  triskelion  de  clathrine 

comprend une chaîne légère et une chaîne lourde. La polymérisation des triskelions forme un treillis 

polygonal donnant sa forme à la vésicule naissante (Adapté de Näthke et al., 1992). 

b. Assemblage et désassemblage du manteau de clathrine. La polymérisation de la clathrine entraîne 

une incurvation de la surface membranaire, menant ensuite à la formation d’une vésicule recouverte 

de  clathrine  dans  le  cytoplasme.  L’adaptine  se  lie  à  la  fois  aux  récepteurs  internalisés  et  aux 

triskelions de clathrine, permettant le recrutement de la membrane et du ligand du récepteur pour 

former un puits. Le détachement du puits pour former la vésicule nécessite un phénomène de fusion 

de membrane, qui implique la dynamine. 

c.  Photographies  de  microscopie  électronique  illustrant  la  formation  progressive  d’une  vésicule 

recouverte de clathrine, observée  lors de  l’entrée des  lipoprotéines du vitellus dans un ovocyte de 

poule (Perry et Gilbert, 1979). Les complexes récepteur/ligand se concentrent à la surface externe de 

la membrane, formant ensuite un puits puis une vésicule recouverte de clathrine, qui apparaît dense 

aux électrons. 

 

 



 

 

78 

C. Les cavéoles et les radeaux lipidiques 

Les cavéoles sont des  invaginations sphériques de  la membrane plasmique plus petites que 

les  vésicules  recouvertes  de  clathrine  dont  le  diamètre  varie  de  50  et  100  nm.  Leur  première 

identification  en  microscopie  électronique  a  révélé  une  forme  caractéristique  en  oméga  (Palade, 

1953).  La  protéine  recouvrant  ces  vésicules,  la  cavéoline,  a  été  découverte  40  ans  plus  tard.  La 

cavéoline‐1  (VIP21) est une phosphoprotéine de 22 kDa qui représente  le principal constituant des 

cavéoles.  La  famille  des  cavéolines  comprend  trois  isoformes  :  la  cavéoline‐1,  2  et  3  (Tang  et  al., 

1996).  Au  niveau  cérébral,  les  cavéolines  1  et  2  sont  trouvées  au  niveau  des  microvaisseaux 

cérébraux et plus particulièrement la cavéoline‐1 (Rothberg et al., 1992), qui a été détectée dans les 

cellules endothéliales des capillaires cérébraux, dans les péricytes et les astrocytes. La cavéoline‐3 est 

présente  uniquement  au  niveau  des  astrocytes  (Virgintino et  al.,  2002).  Il  a  été  démontré  que  les 

cavéolines  sont  liées  au  cholestérol  membranaire  avec  une  forte  affinité  (Murata  et  al.,  1995). 

L’utilisation de substances comme la filipine ou l’α‐cyclodextrine, qui lient le cholestérol, provoquent 

une déstructuration des cavéoles, dont le processus est initié par une dissociation de la cavéoline‐1 

et de la membrane. 

Ainsi,  il  a  été  démontré que  les  cavéoles  sont  une  forme  spécialisée  de  radeaux  lipidiques 

(lipid  rafts) bien que ceux‐ci ne présentent normalement pas  la cavéoline. Les cavéoles se  forment 

dans des régions riches en cholestérol, en sphingolipides et en cavéoline‐1  (Boscher et Nabi, 2012) 

(Figure 20). Dans  la plupart des cellules, comme au niveau des cellules endothéliales de  la BHE,  les 

cavéoles  ne  sont  pas  internalisées  de  manière  constitutive  (Thomsen  et  al.,  2002)  bien  que  leur 

implication  dans  les  processus  d’endocytose  soit  largement  établie.  En  effet,  les  cavéoles  sont 

associés  à  d’autres  acteurs  protéiques  tels  que  la  N‐ethylmaleimidesensitive  factor  (NSF),  Soluble 

NSF  Attachment  Protein  (SNAP)  ou  encore  les  protéines  de  fusion  « vesicle  SNAP  Receptor 

(vSNARE) », impliquées dans le détachement des vésicules de la membrane plasmique et la fusion à 

des  compartiments  intra‐cellulaires  (Schnitzer,  2001). De plus,  au niveau des  cellules endothéliales 

de la BHE, la voie des cavéoles participe également au mécanisme de transcytose de l’insuline et de 

la  transferrine  (Zlokovic, 2008), du cholestérol, des acides gras, des  lipoprotéines de haute densité 

(HDLs) (Meresse et al., 1989; Balazs et al., 2004), de la leptine (Zlokovic et al., 2000) ou encore des 

immunoglobulines G (IgGs) (Deane et al., 2005).  

Des études ont montré que la la composition lipidique riche en cholestérol des cavéoles, leur 

confère des propriétés biophysiques particulièrement  fluides qui  leur permettrait de  répondre aux 

modifications  de  la  membrane  plasmique  ainsi  qu’a  une  modulation  dynamique  du  trafic 

intracellulaire dépendant des cavéoles (Parton et Simons, 2007). Un dysfonctionnement cérébral est 

associé à une dérégulation des mécanismes de  transport des cavéoles  (Zlokovic, 2008; Zhao et al., 
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2014). Finalement, il a été démontré que la cavéoline‐1 régule l’expression de l’occludine et de ZO‐1 

dans un modèle de BHE  in vitro et qu’elle serait également un élément protecteur dans  la réaction 

inflammatoire modulé par la chemokine CCL‐2 (Song et al., 2007). 

 

 

Figure 20 : Les cavéolines sont des protéines insérées dans la membrane plasmique des cellules. La 

formation  des  invaginations  de  la  membrane  plasmique  au  niveau  des  domaines  de  type  radeau 

lipidique, qui vont donner lieu aux vésicules de type cavéoles, est dépendante de l’expression de la 

cavéoline.  Outre  cette  fonction,  les  cavéolines  sont  également  des  complexes  régulateurs 

(promoteurs  ou  inhibiteurs)  de  la  signalisation  intracellulaire,  qu’elles  soient  associées  ou  pas  aux 

cavéoles,  et  elles  interagissent  avec  de  nombreux  partenaires.  Les  cavéolines  et  les  radeaux 

lipidiques ont été impliqués dans la compartimentalisation des membranes. En effet, les protéines et 

les  lipides  s’accumulent  au  niveau  de  ces  micro‐domaines  membranaires  où  elles  transmettent 

rapidement  des  cascades  de  signalisation  spécifiques.  Elles  sont  impliquées  dans  la  prolifération 

cellulaire, la survie, l’apoptose ou encore la migration cellulaire (Adapté de Boscher et Nabi, 2012). 
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IV. Les stratégies d’adressage cérébral basées sur le mécanisme de RMT 

Plusieurs  récepteurs  exprimés  au  pôle  apical  des  cellules  endothéliales  de  la  BHE  ont  été 

exploités en tant que cibles pour l’adressage cérébral d’agents pharmacologiques, en raison de leur 

appartenance  au  mécanisme  commun  de  RMT  et  leur  capacité  de  transport  de  molécules 

thérapeutiques  de  haut  poids  moléculaires.  Parmi  les  plus  cités  dans  la  littérature,  il  y  a  l’insulin 

receptor (IR) (Duffy et Pardridge, 1987; Fishman et al., 1987 ; Miller et al., 1994), l’insulin‐like growth 

growth factor receptor  (IGFR)  (revue par Pardridge, 1986),  le transferrin receptor  (TfR)  (Jefferies et 

al., 1984; Pardridge et al., 1987; Raub et Newton, 1991; Skarlatos et al., 1995; Descamps et al., 1996) 

et les récepteurs appartenant à la famille du low‐density lipoprotein receptor (LDLR) tel que les « low 

density lipoprotein receptor related protein‐1 (LRP1) », LRP2 (megalin), LRP8 et le LDLR en tant que 

récepteur  prototypique  de  la  famille  (Méresse et  al.,  1989; Gosselet et  al.,  2009;  Daneman et  al., 

2010). Leur regroupement au sein des récepteurs impliqués dans le mécanisme de RMT ne doit pas 

occulter leurs différences sur les plans structurels et fonctionnels, en particulier le trafic du complexe 

ligand‐récepteur.  

Une  approche  de  « drug  delivery»  apparenté  à  une  approche  « cheval  de  Troie »,  concept 

emprunté  à  la  recherche  en  virologie  (Blumenthal  et  Loyter,  1991),  consiste  à  lier  une  molécule 

active  ne  franchissant  pas  la  BHE  à  un  ligand  du  récepteur  appelé  vecteur  (Pardridge,  2002).  Ce 

vecteur  peut  se  décliner  sous  plusieurs  formes :  un  ligand  naturel  ou  une  séquence  peptidique 

réduite (domaine de liaison au récepteur) ou un anticorps spécifique d’un domaine extracelluliare de 

ce récepteur. Le vecteur peut être compétitif ou pas avec un des ligands naturels du récepteur. Les 

deux entités peuvent être associées par  fusion  (protéine  recombinante) ou par  couplage  chimique 

(e.g. lysines ou cystéines) afin de générer des conjugués qui sont endocytés selon la voie endogène 

de trafic du récepteur (revue par Pardridge, 1999, 2001, 2003, 2007, 2012; Tuma et Hubbard, 2003; 

Misra et  al.,  2003;  Jones  et  Shusta,  2007;  de  Boer  et  Gaillard,  2007;  Gabathuler,  2010;  Vlieghe  et 

Krestchatisky, 2013; Lalatsa et al., 2014; Lajoie et Shusta, 2015). 

 

A. Le récepteur à l’insuline : IR 

L’IR  a  été mis  en  évidence  au  niveau  des membranes  luminale  et  abluminale  des  cellules 

endothéliales de capillaires cérébraux. Toutefois, il a été montré que seul le récepteur exprimé face 

luminale présente une haute affinité pour l’insuline et qu’il permet le transport de l’insuline du sang 

vers  le  cerveau  (Duffy  et  Pardridge,  1987;  Miller  et  al.,  1994).  L’insuline  n’a  cependant  aucune 

incidence  sur  le  transport  du  glucose  à  travers  la  BHE  bien  qu’elle  jouerait  un  rôle  dans  le 

développement cérébral et en particulier la maturation neuronale. La société Armagen Technologies 
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(Santa Monica, CA, USA) développe un anticorps monoclonal de souris contre l'IR humain (HIR mAb) 

afin  d’améliorer  le  passage  de  petites  molécules  non‐organiques,  de  protéines  et  pour  le 

développement d’approches de thérapie génique non virale. La technologie est basée sur l’ingénierie 

moléculaire de protéines  recombinantes par  fusion afin d’obtenir une entité  fonctionnelle  gardant 

l’activité de  la drogue et  l’affinité pour  l’IR. Par exemple,  l’HIR mAb a été  fusionné soit à  l'enzyme 

iduronidase  pour  le  traitement  du  syndrome  de  Hurler,  classé  en  tant  que  « lysosomal  deficiency 

syndrome » (LDS), par « enzyme replacement therapy (ERT) » (pipeline AGT‐181 ; Boado et al., 2007; 

Boado et al., 2009; Boado et al., 2012; revue par Pardridge et Boado 2012; Boado et al., 2014), soit à 

l’érythropoïétine (EPO) en tant qu’agent neuroprotecteur dans  le cadre de  lésions traumatiques du 

cerveau ou de la moelle épinière et la maladie de Parkinson (pipeline AGT‐115). 

 

B. Le récepteur à la transferrine : TfR 

Le  transport  du  fer  au  travers  de  la  BHE  est  lié  à  celui  de  la  transferrine  (Tf)  et  de  son 

récepteur,  le  TfR.  Son  expression  et  sa  fonction  ont  été  extensivement  étudiées  (Jefferies  et  al., 

1984;  Pardridge  et  al.,  1987;  Risau  et  al.,  1986)  et  les  données  initiales  supportaient  la  notion  de 

transcytose de la transferrine di‐ferrique à travers les cellules endothéliales via sa libération dans le 

parenchyme  cérébral  (Descamps  et  al.,  1996;  Raub  et  al.,  1991;  Skarlatos  et  al.,  1995;  Fenart  et 

Cecchelli, 2003). Les résultats obtenus dans des modèles de BHE  in vitro  indiquaient que 75% de la 

transferrine  endocytée  par  les  cellules  endothéliales  atteignaient  le  compartiment  abluminal, 

permettant l’approvisionnement du SNC en fer. Ces résultats étayaient l’hypothèse selon laquelle la 

transferrine  endocytée  n’était  pas  dégradée  mais  transférée,  avec  le  fer  qu’elle  porte,  dans  le 

compartiment abluminal  (Fishman et al., 1987; Pardridge et al., 1991). Ces démonstrations  in vitro 

ont pourtant été controversées in vivo. En effet, le fer présent dans le sang se complexe avec l’apo‐

transferrine  pour  former  l’holo‐transferrine  qui  la  distribue  à  tous  les  tissus  de  l’organisme.  Cette 

holo‐transferrine présente une affinité augmentée pour son récepteur au niveau  luminal de  la BHE 

au pH sanguin. Une fois le complexe endocyté, l’acidité du pH endosomal entraine la dissocation du 

fer  de  la  transferrine mais  ne  dissocie  pas  le  complexe  apo‐Tf‐TfR  qui  est  recyclé  à  la membrane 

apicale (Roberts et al., 1993). Au pH sanguin, l’apo‐transferrine se dissocie de son récepteur et repart 

dans  la  circulation,  avide de  fer.  Le  fer,  quant  à  lui,  est  pris  en  charge par un  transporteur  appelé 

DMT‐1  (Divalent  Metal  Transporter  ‐1).  Celui‐ci  permettrait  la  sortie  du  fer  dans  le  cytosol  de  la 

cellule  endothéliale  (Burdo  et  al.,  2001),  qui  pourrait  rejoindre  le  compartiment  cérébral  en 

empruntant  la  ferroportine.  Cette  dernière  est  par  ailleurs  détectée  au  niveau  de  la  membrane 

abluminale des cellules endothéliales de la BHE (Wu et al., 2004). De nombreuses études réalisées in 

vivo  confirment ce mécanisme. Elles ont montré qu’après  injection de  la Tf par voie  intraveineuse, 
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celle‐ci est  soit  recyclée vers  le sang,  soit  rapidement catabolisée. Ainsi,  seul  le  fer est  retrouvé au 

niveau du parenchyme cérébral (Roberts et al., 1993; Ueda et al., 1993).  

En  parallèle  de  ces  études,  le  TfR  exprimé  à  la  BHE  a  été  exploité  en  tant  que  cible  de 

vectorisation  d’agents  thérapeutiques  vers  le  cerveau.  Des  anticorps  dirigés  contre  le  TfR,  non 

compétitifs avec la transferrine endogène, ont été développés pour le transport de macromolécules 

telles  que  le  glial‐derived  neurotrophic  factor  (GDNF),  l’érythropoïétine  (EPO),  le  TNF  receptor  II 

(TNFR‐II),  et  diverses  enzymes  thérapeutiques  à  travers  la  BHE  dans  des  modèles  pré‐clinique 

(Pardridge, 2012; Pardridge et Boado, 2012). L’anticorps monoclonal OX26 (Pardridge, 2007), dirigé 

contre le TfR de rat, a été utilisé pour transporter le nerve growth factor (NGF) vers le parenchyme 

cérébral  (Friden  et  al.,  1993).  Ce même  anticorps  a  aussi  été  couplé  à  des  liposomes  chargés  de 

daunomycine, une molécule organique utilisée généralement dans  le traitement périphérique de la 

leucémie  et  ici  dans  le  cas  de  tumeurs  cérébrales,  menant  à  la  formation  de  macromolécules 

appelées « immunoliposomes » (Huwyler et al., 1996). Cette construction permit à  la daunomycine 

d’atteindre  spécifiquement  et  en  quantité  plus  importante  le  SNC  par  rapport  à  la  daunomycine 

injectée  par  voie  intraveineuse  seule  ou  associée  à  des  liposomes  stabilisés  ou  non  avec  du  poly‐

éthylène  glycol  (PEG).  La  transcytose de  ces  immunoliposomes  a  été démontrée  in  vitro  et  in  vivo 

chez  le  rat  (Cerletti  et  al.,  2000).  En  chargeant  ces  immunoliposomes  avec  un  plasmide,  il  a  été 

possible  d’induire  l’expression  de β‐galactosidase  au  sein  du  SNC,  notamment  au  niveau  neuronal 

(Shi  et  al.,  2001a).  Cependant,  les  quantités  transférées  du  sang  vers  le  parenchyme  nerveux  ont 

toujours  été modestes  (Yu et  al.,  2011; Wang et  al.,  2013;  Sumbria et  al.,  2013)  avant  la  prise  en 

considération du mécanisme de trafic intracellulaire du complexe Tf/TfR et la notion de dissociation 

du  complexe  Anticorps/TfR.  En  effet,  créer  des  vecteurs  de  haute  affinité  pour  les  récepteurs 

exprimés à la BHE s’est avéré insuffisant s’ils ne se dissocient de leur récepteur cible à pH endosomal, 

et s’ils suivent le récepteur soit dans sa voie de recyclage soit vers le compartiment lysosomal. Deux 

stratégies développées par Hoffmann‐La Roche  (Bâle,  Suisse)  et Genentech  Inc  (San  Francisco,  CA, 

USA)  ont  permis  de  contourner  ces  problématiques  en  diminuant  l'affinité  des  anticorps‐vecteurs 

ciblant le TfR, soit en développant une forme chimérique monovalente (Yu et al., 2011; Niewoehner 

et al., 2014), soit en modifiant par génie génétique le domaine de liaison afin d’obtenir une affinité 

plus faible à pH endosomal (Sade et al., 2014). Ces études ont permis de corréler l’optimisation de la 

dissociation de l’anticorps du TfR avec l’optimisation de leur transfert vers le parenchyme nerveux. 

 

C. Les récepteurs de la famille du LDLR 

Les  récepteurs  de  la  famille  du  LDLR  sont  des  glycoprotéines  transmembranaires 

généralement reconnues comme récepteurs de surface cellulaire capables d’endocytose et qui sont 
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exprimés avec un certain degré de spécificité tissulaire (Brown et Goldstein, 1979, 1986; Yamamoto 

et al., 1984; Herz et Bock, 2002; Chung et Wasan, 2004; reviewed in Lane‐Donovan et al., 2014). Les 

récepteurs  de  la  famille  du  LDLR  sont  composés  de  10  membres  différents.  Les  plus  étudiés  au 

niveau des cellules endothéliales de la BHE sont le LDLR, LRP1, LRP2 (ou megalin), LRP8 et vLDLR. Ils 

sont  également  exprimés  par  les  neurones  (Moestrup  et  al.,  1992),  les  astrocytes  et  les  péricytes 

(Itoh  et  al.,  2006;  Gosselet  et  al.,  2009).  La  présence  des  transcripts  pour  ces  récepteurs  a  été 

démontrée par analyse  transcriptomique de  (i)  cellules endothéliales  cultivées  seules ou  (ii) en co‐

culture  avec  des  astrocytes  (Cecchelli  et  al.,  1999,  2007;  Dehouck  et  al.,  1990)  ou  encore  (iii) 

directement à partir de capillaires cérébraux fraichement extraits (Gosselet et al., 2009; Daneman et 

al., 2010). Ces résultats ont également permis de révéler la communication bidirectionnelle entre les 

cellules endothéliales et les astrocytes ainsi que l’importance de la BHE concernant la régulation de 

l’homéostasie cérébrale du cholestérol.  

Les membres de la famille LDLR sont caractérisés par une structure modulaire commune et 

des domaines fonctionnels distincts présents en nombres spécifiques (Figure 21). Ces modules sont 

les suivants : 

‐ Domaine de  type A  (LA) :  40  répétitions  de  chaque  résidu,  riche  en  cystéines  et  ponts  disulfures 

générant une surface chargée négativement; certaines combinaisons de ces répétitions permettent 

les interactions avec les différents ligands 

‐ Domaine de  type B : aussi  connu comme domaine d’homologie du précurseur à  l’EGF,  contenant 

des répétitions de type EGF et des domaines YWTD de type hélice beta 

‐ Un domaine transmembranaire, 

‐  La  région  cytoplasmique  avec  (a)  le  ou  les  motifs  pour  l'internalisation  du  récepteur  par 

l'intermédiaire des puits recouverts de clathrine ou cavéoline, contenant notamment le tétrapeptide 

consensus Asn‐Xaa‐Pro‐Tyr  (NPxY).  Ce  domaine  cytoplasmique  contrôle  à  la  fois  l'endocytose  et  la 

signalisation en interagissant avec le domaine phosphotyrosine (PTB). 

 

En plus de ces domaines qui peuvent être trouvés dans tous  les récepteurs de  la famille,  le 

LDLR  et  certaines  isoformes  de  LRP8  (ApoER2)  et  du  vLDLR  présentent  une  courte  région  O‐

glycosylée. ApoER2 en outre, présente un site de clivage pour la protéase furine entre les domaine A 

et  B  libérant  un  fragment  soluble  de  récepteur.  Seulement  cinq  des  membres  lient  des 

apolipoprotéines :  LDLR,  vLDLR,  LRP2,  LRP1  et  LRP8  (Hussain  et  al.,  1999;  Gliemann,  1998;  Herz, 

2001).  Le  LDLR  avait  été  mis  en  évidence  au  niveau  protéique  à  partir  de  capillaires  cérébraux 

fraichement extraits (Méresse et al., 1989). Des études complémentaires concernant  la capacité de 

ces récepteurs à faire passer les lipoprotéines plasmatiques à travers la BHE ont été menées à partir 

de  modèles  de  BHE  in  vitro  statique  consistant  en  une  co‐culture  de  cellules  endothéliales  de 
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capillaires cérébraux de bovins et d’astrocytes de rats reproduisant les caractéristiques principales de 

la  BHE  in  vivo  (Cecchelli  et  al.  1999,  2007;  Dehouck  et  al.,  1990).  Ces  études  ont montré  que  les 

cellules  endothéliales  ont  la  possibilité  de  prendre  en  charge  le  LDL  selon  un  mécanisme  LDLR‐

dépendant et de  le transloquer sans  le dégrader à travers  la monocouche de cellules endothéliales 

via une endocytose cavéoline‐dépendante (Dehouck et al 1997; Candela et al., 2008). 

 

 

Figure  21 :  Structures  modulaires  des  récepteurs  de  la  famille  du  LDLR.  Les  domaines  hachurés 

peuvent être différentiellement épissés et ne se trouvent que dans certains isoformes du récepteur 

(Adapté de Hussain et al., 1999).  

 

1. LDLR 

Le LDLR est le récepteur prototypique de la famille. Un aspect caractérisant cette famille est 

leur  potentiel  de  récepteurs  multiligands,  dont  le  trafic  intracellulaire  dans  le  compartiment 

vésiculaire peut être modulé en fonction des différents ligands dont les apolipoprotéines (Hussain et 

al.,  1999;  Lillis  et  al.,  2008;  Spuch  et  al.,  2012).  Dans  la  plupart  des  types  cellulaires,  le  complexe 

apolipoprotéine‐LDLR est internalisé par endocytose suivie par une conversion en endosome précoce 

(early endosome) dont l’acidification du pH entraine la libération et la dégradation lysosomale de la 

particule  lipoprotéique,  tandis  que  le  récepteur  est  recyclé  vers  la  surface  de  la  cellule  (recycling 

endosome) (Figure 22) (Broadwell, 1989; Davis et al., 1987; Esser et Russell, 1988; Gotthardt et al., 
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Huntington  (HD)  et  la  maladie  de  Tangier  (TD)  aussi  connue  sous  le  nom  de  “familial  alpha‐

lipoprotein deficiency” (Martins et al., 2009; Vance, 2012). Dans ces pathologies, la diminution de la 

disponibilité  du  cholestérol  dans  les  liquides  interstitiels  du  cerveau  est  due  à  des  mutations 

génétiques entrainant soit une réduction de la synthèse de cholestérol (Valenza et al., 2010) soit une 

diminution de sa sécrétion par  les astrocytes  (Karasinska et al., 2009).  Les symptômes cliniques de 

ces deux pathologies ont été atténuées par une alimentation riche en gras et une augmentation de la 

captation  du  cholestérol  périphérique  par  la  BHE  (Sun  et  al.,  2007;  Camargo  et  al.,  2012).  Ce 

phénomène  d’augmentation  de  la  captation  des  LDL  par  les  cellules  endothéliales  suite  à  une 

déplétion  de  cholestérol  chez  les  astrocytes  avait  été  démontré  dans  un  modèle  de  BHE  in  vitro 

Dehouck  et  al.,  1994‐1997;  Candela  et  al.,  2008)  ce  qui  renforce  l’implication  de  la  BHE  dans  la 

régulation de l’homéostasie du cholestérol cérébral.  

Le  potentiel  à  utiliser  les  apolipoprotéines  pour  passer  la  BHE  a  été  validé  avec  des 

nanoparticules  injectées  par  voie  intraveineuse  qui  chargeaient  naturellement  à  leur  surface  les 

apolipoprotéines  plasmatiques.  Ce  phénomène  eut  pour  conséquence  d’augmenter  leur  transport 

cérébral via la BHE et suggérait l’implication du LDLR (Kreuter et al., 2002; Ambruosi et al., 2006; Kim 

et al., 2007). Ces observations ont conduit les scientifiques à utiliser les lipoprotéines telles que ApoB 

et  ApoE  sous  leur  forme  entière  (Kuwahara  et  al.,  2011)  ou  réduite  à  leur  séquence  peptidique 

minimale contenant le domaine de liaison au LDLR (binding domain, BD) pour, soit les coupler à des 

nanoparticules, soit produire des protéines chimériques afin d’augmenter leur transport vers le tissu 

nerveux cérébral.  

Par  exemple,  la  décoration  avec  le  domaine  de  liaison  d’ApoB  de  différents  types  de 

nanoparticules  (NPs)  et  liposomes  contenant  des molécules  thérapeutiques  ne  franchissant  pas  la 

BHE  (revue  par  Vlieghe  et  Khrestchatisky,  2013)  augmente  leur  pénétration  cérébrale  et  par 

conséquence  leur  efficacité  dans  des modèles  de  douleur  (p.ex.  encapsulation  du  peptide  opioïde 

dalargine)  (Kreuter,  2004; Michaelis et  al.,  2006;  Shamenkov et  al.,  2006;  Kreuter et  al.,  2007).  La 

décoration des NPs avec des vecteurs peptidiques a permis également de limiter leur captation par 

les macrophages et le foie (revue par Keck et al., 2013). Dans le cas de tumeurs cérébrales, le ciblage 

du LDLR a été exploité dans une stratégie de « dual targeting » car le LDLR est également exprimé par 

de  nombreuses  cellules  tumorales  dont  les  glioblastomes  (Firestone,  1994;  Versluis  et  al.,  1998; 

Nikanjam et al., 2007; Maletínská et al., 2000; Pinzòn‐Daza et al., 2012) ainsi que les neurones et les 

astrocytes  (Fan et al., 2001). Dans ce cadre,  la  société Capsulution Pharma AG  (Berlin, Allemagne) 

développe des NPs décorées avec différentes apolipoprotéines ciblant probablement le LDLR (Keck et 

al., 2013).  

Parmi les différents peptides issus du BD des apolipoprotéines pour le LDLR, le peptide de 38 

acides  aminés  issu  de  l’ApoB‐BD  a  été  fusionné  à  différentes  enzymes  dans  le  cadre  de  stratégies 
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ERT.  La  séquence ApoB‐BD  a  permis  à  ces  protéines  chimères  de  traverser  la  BHE  et  de  restaurer 

l’activité enzymatique cérébrale chez la souris par rapport aux enzymes non vectorisées (Spencer et 

Verma, 2007; Sorrentino et al., 2013; Böckenhoff et al., 2014). Une autre enzyme, la neprilysine, une 

metalloproteinase qui dégrade  le peptide β‐amyloide accumulé dans  les cellules cérébrales dans  la 

pathologie d’Alzheimer, a été fusionnée à la même séquence d’ApoB‐BD (Spencer et al., 2011). Vingt 

quatre  heures  après  l’administration  intraveineuse  chez  la  souris,  la  neprilysine  chimérique  a  été 

quantifiée dans le cerveau à 1,7 % de la dose injecté et permit de réduire l’accumulation d’Aβ dans le 

cerveau,  d’augmenter  le  nombre  de  synapses  d’ameliorer  l’apprentissage  et  la  mémorisation  par 

comparaison à la néprilysin non conjuguée (Spencer et al., 2014). 

 

2. LRP: sous‐famille 

Les récepteurs de la sous‐famille LRP sont exploités en tant que cibles vasculaires cérébrales 

par  3  sociétés,  Raptor  Pharmaceutical  (Novato,  CA,  USA),  BiOasis  Technologies  Inc  (Vancouver, 

Canada)  et  Angiochem  (Montreal,  Canada)  selon  la  même  approche  du  « cheval  de  Troie »  bien 

qu’elles diffèrent par la nature de leurs vecteurs‐ligands de LRP qui sont soit sous forme de protéine 

entière  ou  réduite  à  une  séquence  peptidique  minimale  représentant  le  domaine  de  liaison  au 

récepteur comme énoncé précédemment. 

Raptor Pharmaceutical a initié un accord de licence avec Roche pour l'évaluation de sa plate‐

forme  NeuroTrans  basée  sur  la  protéine  « receptor  associated  protein  (RAP,  39  kDa) »,  ligand 

préférentiel  de  LRP1  (Pan  et  al.,  2004).  La  protéine  RAP  transporte  des  protéines  thérapeutiques 

telles que l’enzyme iduronidase (Prince et al., 2004) ou de petites molécules organiques telles que la 

doxorubicine dans le cerveau. 

La protéine p97  (80 kDa), aussi  connue en  tant que mélanotransferrine  (MTf), présente un 

taux de transport relativement élevé à travers la BHE qui pourrait impliquer un membre de la famille 

LRP  (LRP1)  (Rothenberger  et  al.,  1996;  Demeule  et  al.,  2002;  Karkan  et  al.,  2008).  BiOasis 

Technologies Inc développe une plate‐forme d’adressage cérébral appelée Transcend basée sur une 

portion  de  peptide  représentant  2%  de  la  MTf  humaine  (MTfp).  Ce  peptide  transporte  des 

anticancéreux organiques tels que la doxorubicine (DOX), l'adriamycine (ADR) et le paclitaxel (PTX) à 

travers la BHE et atteint le parenchyme nerveux en quantité thérapeutique (Karkan et al., 2008). Le 

pipeline de BiOasis est constitué du MTfp conjugué à l'anticorps monoclonal Herceptin (trastuzumab 

TM, Hoffmann‐La Roche) pour le traitement des métastases du cancer du sein au cerveau (pipeline 

BT2111), à l’enzyme iduronidase pour le traitement des LDS par ERT et à des SiRNA.  

AngioChem  est  la  société  la  plus  avancée  dans  la  validation  de  sa  stratégie  BHE/RMT  et 

dispose d'une plateforme appelée « Engineered peptide  compound platform  (EPiC) » basée  sur un 
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peptide de 19 acides aminés appelé Angiopep‐2 (ANG2) dérivé de l’aprotinine un ligand protéique de 

LRP1  (Demeule et  al.,  2008a,  2008b; Bertrand et  al.,  2010).  Le pipeline d’Angiochem est  constitué 

d’ANG2 conjugué à 3 molécules de paclitaxel (ANG1005, Phase clinique II) (Regina et al., 2008), à la 

doxorubicin  (ANG1007),  à  l’etoposide  (ANG1009)  (Ché  et  al.,  2010;  Bertrand  et  al.,  2011)  ou  à 

l’Herceptin  (ANG4043;  phase  préclinique)  (Regina  et  al.,  2014),  pour  le  traitement  des  tumeurs 

cérébrales  métastatiques.  Le  peptide  ANG2  est  également  conjugué  au  peptide  neurotensin 

(ANG2002 ;  phase  préclinique)  (Demeule  et  al.,  2014)  pour  le  traitement  de  la  douleur  et  à  des 

enzymes pour le traitement des LDS par ERT (EPiC‐enzyme platform) en partenariat avec les sociétés 

GlaxoSmithKline  (Brentford,  England,  United‐Kingdom)  et  Genzyme  (Cambridge,  MA,  USA).  Le 

peptide ANG2 a aussi été utilisé pour  fonctionnaliser des NPs dans  le cadre de  la thérapie génique 

dans des modèles animaux de la maladie de Parkinson (Huang et al., 2013). 

Le récepteur LRP8 (ApoER2) est un autre récepteur de  la  famille qui est exprimé au niveau 

cérébral  par  les  astrocytes  et  les  neurones  (Kim et  al.,  1996;  Hussain et  al.,  1999).  Des  études  de 

transcriptomique  détaillent  l’expression  de  ce  récepteur  par  les  cellules  endothéliales  de  la  BHE 

(Gosselet  et  al.,  2009;  Daneman  et  al.,  2010).  La  littérature  est  pauvre  quand  à  son  potentiel  de 

RMT ; ce récepteur est décrit pour avoir un mécanisme de transcytose plus lent comparé aux LDLR et 

LRP1 (Li et al., 2001; Cuitino et al., 2005). Il présente des variantes issues de l’épissage alternatif dont 

un variant serait spécifique de  l’endothélium cérébral  (Korschineck et al., 2001). Le récepteur LRP8 

est associé au récepteur vLDLR au niveau post‐synaptique en tant que co‐récepteur de la Reelin, une 

protéine  de  signalisation membranaire  (Duit  et  al.,  2010).  La  sélénoprotéine  (SePP1)  plasmatique 

dérivée des hepatocytes, une protéine de transport du sélénium essentielle au bon fonctionnement 

cérébral, est un ligand du récepteur LRP8 (Burk et al., 2007; Masiulis et al., 2009; Burk et Hill, 2009). 

Cependant,  le  transport  de  SePP1 à  travers  la BHE dépendante de  LRP8  reste une hypothèse  à  ce 

jour. 

 

D. Autres récepteurs impliqués dans des mécanismes de RMT à la BHE 

1. Le récepteur à la leptine 

Le peptide leptine est un régulateur du poids corporel par régulation de la prise alimentaire. 

La  leptine  est  sécrétée  par  les  cellules  du  tractus  gastro  intestinal  dans  la  circulation  sanguine.  Le 

récepteur ObR exprimé au niveau apical des capillaires cérébraux est impliqué dans le transfert de la 

leptine  selon  un mécanisme de RMT  à  travers  la  BHE  via  le  parenchyme nerveux  afin  d’assurer  la 

satiété.  Des  liposomes  ont  été  décorés  avec  le  peptide  leptine  afin  d’augmenter  leur  transfert 

cérébral  (Tamaru  et  al.,  2010).  Cette  étude  montra  que  l’internalisation  des  complexes  leptin‐

liposomes par  les cellules endothéliales de  la BHE était de  type macropinocytose, non‐dépendante 
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de  la  clathrine  et  de  la  cavéoline  (Ragnarsson  et  al.,  2008;  Malyukova  et  al.,  2009).  L’intérêt  du 

récepteur ObR  est  son  expression  élevée  et  préférentielle  par  les  cellules  endothéliales  de  la  BHE 

(Bjørbaek et al., 1998), bien que son expression dépende de la prise alimentaire.  

 

2. Le récepteur nicotinique de l’acetylcholine 

Le récepteur nicotinique de l’acétylcholine (nAChR) est exprimé par les cellules endothéliales 

des capillaires de la BHE (Kumar et al., 2007; Zhan et al., 2010; Son et al., 2011). Ce récepteur peut 

lier, voire être inhibé par, des peptides et protéines virales neurotoxiques présents dans la circulation 

sanguine, et qui pénètrent le parenchyme nerveux. Ces observations ont donné lieu à l’utilisation du 

nAChR pour le transfert transvasculaire de divers agents thérapeutiques vers le cerveau (Abbruscato 

et  al.,  2002;  Lindstrom et  al.,  2003; Hogg et  al.,  2003; Gotti  et  Clementi,  2004). Un peptide de 16 

acides  aminés,  LCDX  (FKESWREARGTRIERG),  a  été  développé  par  « structure  guided  design ».  Ce 

peptide, avec une affinité submicromolaire pour le nAChR, a été utilisé pour décorer des micelles et 

augmenter leur accès cérébral (Zhan et al., 2011). L’implication de ce peptide et du nAChR dans un 

mécanisme de transcytose et son adressage vers le compartiment lysosomal, a été mis en évidence 

par  liaison  du  peptide  avec  un  traceur  fluorescent  et  incubation  sur  une monocouche  de  cellules 

endothéliales dans un modèle in vitro de BHE (Wei et al., 2015).  

 

3. Le récepteur de la toxine diphtérique 

La  toxine  diphtérique  (TD)  possède  un  récepteur  HB‐EGF  (membrane‐bound  precursor  of 

heparin‐binding  epidermal  growth  factor)  spécifiquement  exprimé  à  la  surface  de  l’endothélium 

cérébral, des neurones et de la glie (Raab et Klagsbrun, 1997). Il ne possède pas de ligand endogène 

et son expression est augmentée  lors de  la pathologie associée,  l’ischémie cérébrale et  les gliomes 

(Gaillard et de Boer, 2006). Le récepteur HB‐EGF a surtout était étudié pour son implication dans le 

développement  de  phénotypes  malins  contribuant  aux  métastases  des  tumeurs  invasives.  Des 

études  récentes  indiquent  une  élévation  significative  de  l'expression du  gène  codant  pour HB‐EGF 

dans  de  nombreux  cancers  (Buzzi  et  al.,  2004),  augmentation  conservée  dans  nombre  de  lignées 

cellulaires tumorales (Miyamoto et al., 2011).  

Un analogue non toxique de la DT, CRM197 (58.4 kDa), se liant au récepteur HB‐EGF, a été le 

premier vecteur développé par la société To‐BBB (Leiden, Pays‐Bas, devenue 2‐BBB) (Gaillard et al., 

2004, 2005a, 2005b). CRM197 présente des paramètres de sécurité excélent chez  l’humain car  il a 

été longtemps utilisé en tant que protéine porteuse à fort pouvoir immunogène dans la vaccination 

contre  la diphtérie (Anderson, 1983). CRM197 a été utilisé comme vecteur conjugué à une enzyme 

pour  lui  permettre  de  traverser  une  monocouche  de  cellules  endothéliales  cérébrales  dans  un 
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modèle in vitro de BHE bovin et à travers la BHE in vivo après injection intraveineuse chez le cochon 

d’inde (Gaillard et al., 2005). Bien que le récepteur HB‐EGF soit exprimé chez l'homme, le singe, le rat 

et  la souris avec une distribution tissulaire semblable,  le rat et  la souris sont résistantes à  la toxine 

diphtérique en raison d'une substitution d'acides aminés dans le domaine de liaison au récepteur de 

HB‐EGF, réduisant la liaison de la toxine diphtérique (Mitamura et al., 1995) et limitant les étapes de 

recherche et dévellopement de CRM197 chez le rongeur. Une autre limite révélée lors d’une étude 

clinique  (Buzzi  et  al.,  2004)  est  la  présence  d’anticorps  neutralisant  la  toxine  diphtérique,  se 

développant suite à l’injection de CRM197 ou présent dans le sérum de patients, conséquence d’une 

précédente vaccination, qui réduit l’efficacité du traitement. 

 

4. Le récepteur de la glutathione 

La glutathione (GSH) est un tripeptide antioxydant endogène, trouvé à des taux élevés dans 

le cerveau. Son récepteur est exprimé abondement par les cellules endothéliales de la BHE (Kannan 

et al., 1990; Zlokovic et al., 1994; Kannan et al., 2000). Jusqu’à récemment, la société To‐BBB (Leiden, 

Pays‐Bas, devenue 2‐BBB) était la plus avancée dans la technologie de développement de liposomes 

dont la base lipidique est couplée à des molécules de polyéthylène glycol (PEG) permettant la liaison 

à  des  molécules  de  GSH  en  tant  que  vecteurs  (GSH‐PEG‐liposomes,  G  Technology),  capables  de 

traverser  la  BHE  (Gaillard,  2010;  Rip  et  al.,  2014).  Les  GSH‐PEG‐liposomes,  formulés  avec  de  la 

doxorubicine (pipeline 2B3‐101) sont actuellement évalués dans une étude clinique en phase II chez 

des patients atteints des métastases cérébrales issues de cancer du sein (Gaillard et de Boer, 2008). 

Une  seconde  étude  clinique  en  phase  I  évalue  un  autre  complexe  GSH‐PEG‐liposomes  dans  le 

traitement de la sclérose en plaques (pipeline 2B3‐201). 

 

5. Le récepteur de la toxine tétanique 

La  toxine  tétanique  (TeNT)  envahit  le  cerveau  en  utilisant  le  transport  rétrograde  axonal 

périphérique  et  trans‐synaptique  en  se  liant  au  récepteur  GT1b  (Sinha  et  al.,  2000).  Comme  les 

autres toxines bactériennes, le précurseur de la TeNT est composé de 2 fragments peptidiques, une 

chaine lourde de 100 kDa et une légère de 50 kDa, maintenues entre elles par un pont disulfure puis 

clivé  par  les  enzymes  bactériennes  libérant  les  2  fragments.  La  toxine  comprend  trois  sites 

fonctionnels,  deux  sur  la  chaîne  lourde  et  un  sur  la  chaîne  légère.  La  chaîne  légère  est  une 

endopeptidase à zinc, avec un pouvoir catalytique. Sur la chaîne lourde on retrouve la région carboxy 

terminale  (TTC),  responsable  de  la  forte  affinité  de  la  toxine  au  récepteur  GT1b  présent  sur  les 

neurones  (Sinha et al.,  2000)  et  la  région amino  terminale qui  sert  à  la  pénétration de  la  toxine  à 

l’intérieur des neurones. La troisième région fonctionnelle, se situant également sur la chaîne légère, 
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est  la  seule  région  toxique,  responsable  du  blocage  de  la  libération  des  neurotransmetteurs.  Le 

fragment TTC liant le récepteur GT1b a été fusionné à des protéines, enzymes et nanoparticules afin 

de les acheminer vers le parenchyme nerveux (Figueiredo et al., 1997, Coen et al., 1997, Fishman et 

al., 1990, Townsend et al., 2007). Afin de palier au problème de forte immunogénicité du fragment 

TTC du à la vaccination, une séquence peptidique réduite gardant les propriétés du fragment initial, 

le peptide Tet1 a été générée selon une approche de phage display par biopanning sur le récepteur 

GT1b (Liu et al., 2005, Federici et al., 2007). 

 

6. Le récepteur SR‐BI 

Le  « scavenger  receptor  class  B  member  I »  (SR‐BI)  est  une  glycoprotéine  membranaire 

majoritairement exprimée dans le foie et les tissus stéroïdogènes ainsi qu’à des taux moindres dans 

le cerveau (Acton et al., 1996; Trigatti et al., 2000). Au niveau du foie, SR‐BI capte les lipoprotéines de 

haute densité (high density lipoproteins, HDL) circulantes contenant les esters de cholestérol issus de 

l’élimination de  l’excès de  cholestérol  par  les  tissus périphériques,  et  assure  le  renouvellement du 

cholestérol  corporel.  Il  a  également  été  montré  que  des  cultures  primaires  de  CEMCs  porcines 

expriment  SR‐BI  à  leur  pole  apical  (Goti  et  al.,  2001;  de  Boer  et  al.,  2003).  La  surexpression 

adénovirale de SR‐BI par les CEMCs, entraine également une augmentation de la captation des HDL, 

et a permis d’étudier l’implication du récepteur dans un mécanisme de transcytose à la BHE (Goti et 

al., 2001). Dans cette étude, il est décrit que les particules de HDL‐ApoAI, par rapport aux particules 

de  LDL,  sont  enrichies  en  α‐tocophérol  (α‐TocH),  la  vitamine  E  essentielle  au  fonctionnement 

cérébral  (Sattler  et  al.,  1996;  Goti  et  al.,  2000).  Une  autre  étude  a  montré  que  le  devenir 

intracellulaire  de  l’α‐TocH  et  des  lipoprotéines  associés  aux HDL,  après  endocytose  par  les  CEMCs 

d’un modèle de BHE in vitro porcin était dissociées (Goti et al., 2000, 2002; Balazs et al., 2004). Ces 

études  sont basées  sur  l’utilisation de différents  types de  tracers  radioactifs pour  les particules de 

HDL,  les  acides  gras  sont  marqués  à  l’iode  125  et  l’α‐TocH  au  C14  afin  de  suivre  le  devenir  des 

différents  composants  après  endocytose  des  particules  de  HDL‐ApoAI.  Une  telle  étude  permis  de 

montrer  que  l’endocytose  des  HDL  par  les  CEMCs  est  SR‐BI  dépendante,  au  niveau  des  radeaux 

lipidiques enrichis en  cavéoline.  Les particules de HDL  sont élaguées  sélectivement de  leurs acides 

gras et α‐TocH qui suivent une voie transendothéliale vers le compartiment basolateral alors que le 

reste de  la particule (ApoAI et cholestérol) est recyclé vers  la circulation plasmatique. Ce processus 

résulterait  de  la  mobilisation  de  lipoprotéines  lipases  endothéliales  (LPL),  responsables  d’un  tri 

sélectif des particules (Goti et al., 2002). De plus, la re‐sécrétion des particules de densités réduites 

n’est  pas  liée  au  recyclage  de  SR‐BI,  suggérant  la  capacité  du  récepteur  à  suivre  une  voie  de 

transcytose  pure.  Le  récepteur  SR‐BI,  présent  au  pole  apical  des  CEMCs  est  également  présent  au 
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pole  basolateral  et  permettrait  de  capter  les  particules  de  HDL‐ApoAI  présentes  dans  les  fluides 

interstitiels cérébraux, de les transporter par transcytose réverse vers la circulation plasmatique puis 

le  foie  et  assurer  ainsi  le  renouvellement  du  cholestérol  corporel  (Panzenboeck  et  al.,  2002).  Des 

approches de PCR quantitative et protéomique ont révélé l’expression et la sécrétion d’ApoAI par les 

cellules endothéliales alors que cette expression était initialement décrite uniquement au niveau de 

l’intestin et du foie (Möckel et al., 1994; Panzenboeck et al., 2002). De plus, cette expression semble 

spécifique des CEMCs puisqu’elle n’est pas observée au niveau des cellules endothéliales aortiques. 

L’ApoAI sécrétée par les CEMCs est dirigée vers les radeaux lipidiques astrocytaires où elle interagit 

avec ABCAI pour former des particules de HDL‐ApoAI, comme les particules de HDL‐ApoE, bien que 

l’ApoE soit produite par les astrocytes eux mêmes (Panzenboeck et al., 2002). La présence de ces 2 

formes  de  HDL  suggère  des  rôles  différents  tel  que  la  neuroprotection  et  l’homéostasie  du 

cholestérol  cérébral.  L’ensemble  des  données  résumées  ci‐dessus  suggèrent  qu’ApoAI  et  SR‐BI 

établissent  un  lien  entre  le métabolisme  lipidique  cérébral  et  périphérique  (Balazs et  al.,  2004)  et 

révèle  l’intérêt  de  SR‐B1  comme  cible  de  vectorisation  associée  à  un  processus  de  transcytose  au 

niveau de la BHE. 
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I. Résumé 

Le manuscrit décrit en détail la mise en place de modèles in vitro de BHE et BSME à partir de 

culture de CEMCs et CEMSs, primaires,  de  rat  et  souris.  Le protocole est  accompagné d’une vidéo 

disponible sur le site web du journal JoVE. Le format multimédia unique de ce journal est idéal pour 

détailler et faciliter aux lecteurs désireux de les utiliser,  les différentes étapes de mise en place des 

modèles  in  vitro.  Quelques  exemples  présentés  dans  les  résultats  permettent  de  comprendre  les 

avantages et les limites de modèles issus de cultures primaires, comparées à d'autres modèles issus 

de lignées stables ou aux modèles dynamiques qui incluent un flux luminal. Quel que soit le modèle à 

l’étude,  il  n’est  pas  envisageable  d'interpréter  correctement  des  données  si  l’on  n'en  connaît  pas 

parfaitement les limites et si les mécanismes étudiés in vitro ne sont pas confrontés à des données in 

vivo. Sur le plan moléculaire, l’accent a été mis sur la caractérisation de certains récepteurs impliqués 

dans le processus de RMT. 

 

Les modèles  in  vitro  de  BHE  et  BSME  sont  difficiles  à mettre  en  place  en  routine  car  cela 

implique l'enchainement et l'optimisation d'étapes sur une période de trois semaines aboutissant à 

une co‐culture de CEMs en monocouche sur un insert suspendu, et d'astrocytes au fond du puits de 

culture, considéré comme modèles in vitro statiques. L’un des enjeux majeurs dans notre utilisation 

de ces modèles a été  la reproductibilité hebdomadaire,  importante dans un contexte de recherche 

fondamentale,  notamment  sur  les  projets  collaboratifs  entre  le  laboratoire  NICN  (UMR7259)  et  la 

société  VECT‐HORUS,  et  essentielle  dans  un  contexte  industriel.  L’article  détaille  notamment  les 

recommandations  concernant  la mise  en  place  d’un  processus  de  contrôle  et  d'assurance  qualité, 

incluant une gestion  très  rigoureuse d'une vingtaine de  réactifs dont certains  impactent  fortement 

sur la qualité finale des barrières (pe. 1 mois de péremption pour les enzymes de digestion tissulaire).  

 

Entre  autres,  les  réactifs  sensibles  tels  que  le  b‐FGF  ou  l'hydrocortisone  sont  ajoutés 

extemporanément  dans  le  milieu  de  base  à  partir  d’aliquots  préservés  selon  les  températures 

préconisées. Les aliquots entamés sont ensuite gardés à 4°C pendant 5 jours maximum avant d’être 

éliminés.  L’objectif  majeur  de  ce  processus  d’assurance  qualité  est  de  limiter  toutes  sources  de 

variabilité.  Toutes  les  étapes  dans  le  processus  de  production des modèles  in  vitro  font  l’objet  de 

gestes et d’actions précises reproduits de manière hebdomadaire, à commencer par le sacrifice des 

animaux qui sont la source tissulaire initiale. 

 

Parmi  les nombreux paramètres de caractérisation du modèle,  l’un des principaux objectifs 

est l'obtention de la perméabilité la plus faible à des molécules de référence ne pénétrant pas la BHE 
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in  vivo,  en  raison  de  (i)  leurs  propriétés  physico‐chimiques  et  la  présence  de  jonctions  serrées 

bloquant  leur  passage  paracellulaire  et  (ii)  l’absence  de  transporteurs  pour  ces  molécules,  de 

métabolisme au contact de l'endothélium et de leur efflux spécifique. L'ensemble de ces paramètres 

permet  de  d'obtenir  deux  compartiments,  luminal  et  abluminal,  séparés  par  la  monocouche  de 

CEMs, mimant de manière satisfaisante leur différenciation in vivo. 

 

La réponse des cultures primaires à l’environnement cellulaire et moléculaire, comparée aux 

lignées stables est (i) un avantage si l'on souhaite étudier les interactions entre les acteurs de l'UNGV 

et (ii) un inconvénient puisqu’il est nécessaire de contrôler et stabiliser la variabilité des modèles due 

à ces interactions. L'induction d'un état de différenciation des CEMs en monocouche proposée dans 

notre protocole permet de mimer le profil d’expression des gènes et la fonctionnalité des protéines 

de  la  BHE  in  vivo.  Parmi  les  variables  impactant  sur  l’établissement  d’un  phénotype  mimant  la 

situation  in  vivo,  certaines  sont  déterminantes  telles  que  (i)  un  nombre  limité  de  mitoses  des 

primocultures  isolées  de  leur  environnement  in  vivo  (dé‐différenciation),  (ii)  la  purification  des 

cultures de CEMs par l’élimination des péricytes avec un traitement prolongé à la puromycine, (iii) la 

culture  sur  collagène  de  type  IV  et  sur  fibronectine  et  (iv)  la  co‐culture  avec  des  astrocytes  et 

l'addition d'hydrocortisone (re‐différenciation). 

 

Les modèles  in  vitro  de  BHE  issus  de  souris  sont  plus  difficiles  à  stabiliser  en  raison  de  la 

présence  de  péricytes  plus  nombreux  et  au  rendement  plus  faible  en  CEMs  comparé  au  rat; 

l'équivalent en microvaisseaux de 5 à 6 cortex de souris permet d'obtenir 1.106 CEMCs en P1 alors 

qu'il suffit de 1,5 cortex de rat pour obtenir 3.106 CEMCs en P1 dans nos conditions. Cependant, les 

modèles  souris  restent pertinents,  voire  indispensables en  raison de nombreuses  lignées de  souris 

génétiquement modifiées (knock‐out ou knock‐in notamment) pour des cibles moléculaires d’intérêt 

de la BHE (pompes d'efflux, transporteurs, récepteurs etc.) et les lignées transgéniques ou mutantes 

telles que les modèles souris développant la pathologie d'Alzheimer dont on peut comparer les CEMs 

à celles de souris sauvages.  

 

II. Article 1 
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III. Conclusion  

L'établissement d'une barrière, "limitant" le flux paracellulaire entre les deux compartiments, 

est un prérequis obligatoire à  la validation des modèles  in vitro de BHE et BSME. Entre autres, cela 

permet d'étudier l'impact de l'inflammation sur la physiologie des monocouches de CEMs ou l'étude 

des mécanismes de transports spécifiques, en compétition avec le flux paracellulaire, tel que le CMT 

ou le RMT, dont les ligands captés de la circulation plasmatique, sont orientés par voie transcellulaire 

vers le parenchyme nerveux.    
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I. Résumé 

L’excitotoxicité est un processus pathologique présent dans de nombreux  troubles majeurs 

du  SNC.  Elle  résulte  d’une  hyperstimulation  des  récepteurs  aux  neurotransmetteurs  excitateurs 

(glutamate)  entrainant une neurodégénérescence. Cette  cascade d’évènements est  associée à une 

augmentation  de  l’expression  et  de  l’activité  de  metalloprotéinases  matricielles  (matrix 

metalloproteinases, MMPs) délétères pour  le  tissu nerveux, plus spécifiquement MMP‐9 au niveau 

cérébral.  Par  conséquent,  l’inhibition  de  MMP‐9  pourrait  représenter  une  stratégie  de 

neuroprotection  suite  à  l’hyperstimulation  des  récepteurs  glutamatergiques.  Dans  cet  objectif,  le 

tissue inhibitor of matrix metalloproteinase‐1 (TIMP‐1), un inhibiteur endogène de MMP‐9, pourrait 

représenter un bon candidat  (Jourquin et al., 2003). Cependant,  l’absence de passage de TIMP‐1 à 

travers la BHE et sa courte demi‐vie plasmatique (Kurschat et al., 1995 ; Black et al., 1996) sont des 

facteurs limitant son potentiel thérapeutique.  

 

L’objectif  de  cette  étude  a  été  de  formuler  TIMP‐1  et  le  fluorophore  6‐coumarin,  par 

encapsulation dans des nanoparticules  (NP) de  type poly‐lactic‐co‐glycolic acid  (PLGA) enrobées ou 

non  avec  le  surfactant  polysorbate  80  (Ps80)  afin  de  favoriser  leur  pénétration  à  travers  la  BHE. 

TIMP‐1  recombinant a été cloné avec un 6x Histag et produit dans  la  lignée cellulaire HEK293T.  La 

protéine purifiée a été caractérisée par gel d’activité gelatinolytique et reverse gel zymographie. La 

formulation  des  NPs  a  été  optimisée  et  caractérisée  par  scanning  electron  microscopy  (SEM), 

transmission  electron microscopy  (TEM),  dynamic  light  scattering  (DLS),  polydispersity  index  (PDI), 

zeta  potential,  taux  d’encapsulation  et  taux  de  libération  protéique  en  fonction  du  temps. 

L’encapsulation de TIMP‐1 dans  les NPs constituées de 3 % (p/v) de PLGA (PLGA3), ayant une taille 

moyenne  de  148.5  ±  25  nm,  a  permis  d’obtenir  les  meilleurs  résultats  en  terme  de  taux 

d’encapsulation de TIMP‐1 (83%) et de libération soutenue de TIMP‐1, environ 72 % en 7 jours. 

 

L’interaction des NPs avec  les cellules endothéliales de  la BHE a été  réalisée en utilisant  (i) 

une  lignée de  cellules  endothéliales  cérébrales  de  rat  (rat  brain  endothelial  cells  4,  RBE4)  et  (ii)  le 

modèle in vitro de BHE de rat constitué d’une culture primaire de CEMCs en insert suspendu en co‐

culture  avec  des  astrocytes  (Molino  et  al.,  2014).  Les  NPs  et  les  NPs‐Ps80  ont  été  comparées 

concernant leur toxicité cellulaire,  leur captation par les cellules endothéliales et leur pénétration à 

travers la monocouche de cellules endothéliales du modèle in vitro de BHE, du compartiment luminal 

vers  le  compartiment  abluminal.  Les  NPs  et  les  NPs‐Ps80  n’ont  pas  montré  de  toxicité  cellulaire 

apparente, (i) quantifiée par mesure de la perméabilité endothéliale du lucifer yellow (LY, Pe[LY]), (ii) 

quantifié  par  dosage  de  la  lactate  déshydrogénase  (LDH),  et  (iii)  par  observation  de  l’intégrité  des 
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monocouches de CEMCs, suivie par immunocytochimie contre la protéine de jonctions serrées ZO‐1. 

Les NPs sans enrobage de Ps80 sont captées de façon concentration dépendante par  les RBE4s par 

rapport aux NPs‐Ps80, qui ne se lient quasiment pas à, et ne s’accumulent pas dans, ces cellules. De 

plus, les NPs sans enrobage de Ps80 et TIMP‐1 seul ne traversent quasiment pas la monocouche de 

CEMCs,  suggérant  leur  faible  libération  cellulaire.  A  contrario,  l’enrobage  des  NPs  avec  le  Ps80 

augmente  considérablement  leur  pénétration  à  travers  la  monocouche  de  CEMCs,  avec  un  taux 

d’accumulation  dans  le  compartiment  abluminal  de  11.21  %  après  30  min  d’incubation  dans  le 

compartiment  luminal.  Ces  résultats  de  transport  dans  le  compartiment  abluminal,  obtenus  par 

dosage de la fluorescence de la 6‐coumarin, ont été confirmés par dosage ELISA de TIMP‐1.  

 

Ces  calibrations de  formulation des NPs  et  les  études  sur modèles  in  vitro  de BHE ont  été 

poursuivies par injection intraveineuse dans la queue de souris des NPs‐Ps80 (PLGA3) et confirmation 

de leur pénétration cérébrale, 3 hr post injection, par immunohistochimie (anticorps anti‐Histag) sur 

des coupes de cerveaux.  

 

II. Article 2 
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 The aim of this study was to develop poly(lactic-co-glycolic acid) (PLGA) nanoparticles 

(NPs) for delivery of a protein – tissue inhibitor of matrix metalloproteinases 1 (TIMP-1) – across 

the blood–brain barrier (BBB) to inhibit deleterious matrix metalloproteinases (MMPs).

 The NPs were formulated by multiple-emulsion solvent-evaporation, 

and for enhancing BBB penetration, they were coated with polysorbate 80 (Ps80). We compared 

Ps80-coated and uncoated NPs for their toxicity, binding, and BBB penetration on primary rat 

brain capillary endothelial cell cultures and the rat brain endothelial 4 cell line. These studies 

were followed by in vivo studies for brain delivery of these NPs.

 Results showed that neither Ps80-coated nor uncoated NPs caused significant open-

ing of the BBB, and essentially they were nontoxic. NPs without Ps80 coating had more 

binding to endothelial cells compared to Ps80-coated NPs. Penetration studies showed that 

TIMP-1 NPs  Ps80 had 11.21% 1.35% penetration, whereas TIMP-1 alone and TIMP-1 NPs 

without Ps80 coating did not cross the endothelial monolayer. In vivo studies indicated BBB 

penetration of intravenously injected TIMP-1 NPs  Ps80.

 The study demonstrated that Ps80 coating of NPs does not cause significant toxic 

effects to endothelial cells and that it can be used to enhance the delivery of protein across 

endothelial cell barriers, both in vitro and in vivo.

 PLGA nanoparticles, drug delivery, protein delivery, sustained release, brain deliv-

ery, BBB penetration, RBCEC culture


Many newly developed therapeutic molecules are biopharmaceuticals, such as 

recombinant proteins, small interfering ribonucleic acids, monoclonal antibodies, 

and nonviral gene medicines. However, application of these potential therapeutics 

for central nervous system (CNS) disorders has been a challenging task, as most of 

them do not cross the blood–brain barrier (BBB). This is due to the fact that the BBB 

is a physical barrier formed by the tight junctions between endothelial cells, the pres-

ence of astrocytic end-feet, and a physiological barrier endowed with efficient efflux 

pumps, which prevent most molecules and notably high-molecular-weight molecules 

from passing through.

During recent years, different strategies have been developed to deliver molecules 

across the BBB.1 Particularly promising are nanotechnology-based delivery systems, 

such as liposomes, dendrimers, and nanoparticles (NPs) made of various polymers, 

eg, poly(lactic-co-glycolic acid) (PLGA) and poly(butyl cyanoacrylate) (PBCA). 

PLGA-based nano/microparticles have been widely explored as carriers for controlled 
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delivery of macromolecular therapeutics.2 PLGA-based NPs 

are advantageous, due to their biodegradable and biocompat-

ible nature; moreover, they have been approved by the US 

Food and Drug Administration for human use.3 Furthermore, 

NP delivery across the BBB can be facilitated by coating with 

surfactants, such as polysorbate 80 (Ps80; Tween 80).4

The objective of this study was to develop PLGA NPs 

loaded with a 28 kDa protein: tissue inhibitor of matrix 

metalloproteinases 1 (TIMP-1). TIMP-1 is an endogenous 

inhibitor of matrix metalloproteinases (MMPs), which are 

enzymes capable of cleaving extracellular matrix, as well as 

membrane and secreted proteins, under physiological and 

pathological conditions. For instance, it has been shown 

that MMP-9 is elevated in various CNS disorders, includ-

ing Alzheimer’s disease,5 multiple sclerosis,6 brain tumors,7 

Guillain–Barré syndrome,8 spinal cord injury,9 ischemic 

stroke,10 epilepsy,11 and excitotoxic/neuroinflammatory 

processes.12 Moreover, MMP-9 inhibition by its chemical 

inhibitors has displayed beneficial effects.13 Therefore, 

it is suggested that MMP-9 inhibition can be a potential 

therapeutic target.14,15 At present, available MMP inhibitors 

are poorly specific and have a wide range of targets, and 

development of specific inhibitors is always a challenging 

task. Moreover, exogenous inhibitors may have unanticipated 

side effects. Therefore, TIMP-1, the endogenous inhibitor of 

MMPs with particularly strong affinity for MMP-9, holds 

great therapeutic hope. However, like most proteins, it does 

not cross the BBB. Furthermore, TIMP-1 in its native form 

has a short half-life and low bioavailability.16 Recently, 

there have been attempts to increase the bioavailability of 

TIMP-1 by polyethylene glycolation (PEGylation).17 Hence, 

we decided to formulate TIMP-1 in a PLGA-based nano-

particulate formulation to increase its bioavailability and 

enhance its brain delivery.

Herein, we show formulation optimization of TIMP-1-

loaded PLGA NPs and coating with a surfactant (Ps80) to 

enhance their BBB penetration. These NPs were analyzed 

using various approaches, such as scanning electron micros-

copy (SEM), transmission electron microscopy (TEM), 

dynamic light scattering (DLS), polydispersity index (PDI), 

zeta potential, protein loading, and drug release. For BBB-

penetration studies of NPs, we used in vitro BBB models 

based on monolayers of an endothelial cell line (rat brain 

endothelial 4 [RBE4]) and of primary rat brain capillary 

endothelial cells (RBCEC) to study TIMP-1 NP binding/

uptake, toxicity, and passage across the BBB. Finally, we 

tested them in vivo, by injecting them intravenously via the 

tail vein in mice.



For formulation of polymeric NPs, we used PLGA (molecular 

weight 45,000–75,000), copolymer ratio 50:50, polyvinyl alco-

hol (PVA; average molecular weight 30,000–70,000), bovine 

serum albumin (BSA), Coumarin 6 dye, dimethyl tartaric acid 

(DMT), dichloromethane (DCM), and Ps80 (Tween 80), all 

purchased from Sigma-Aldrich (St Louis, MO, USA).


We expressed recombinant mouse TIMP-1 as described 

in our earlier study.18 In brief, the TIMP1 gene was cloned 

along with Histag and expressed in the human embryonic 

kidney 293 T-cell line. Purification was done using Talon 

affinity chromatography (BD, Franklin Lakes, NJ, USA) 

and to remove imidazole from isolated protein, dialysis was 

performed at 4 C against 10 mM phosphate-buffered saline 

(PBS), pH 7.5. The expressed protein was characterized by 

Western blot, reverse zymography, and gelatinase assay. 

Purified TIMP-1 was formulated in PLGA NPs.


We started by optimizing PLGA NPs loaded with the candi-

date protein (TIMP-1). For this purpose, different formula-

tions were prepared considering PLGA concentration as a 

variable, and characterized for various physical parameters. 

Based on encapsulation efficiency, in vitro release, mean 

diameter, PDI, and zeta potential, the formulation was chosen 

for further in vitro studies.

The NPs were synthesized by multiple emulsion and sol-

vent evaporation, modified from Reddy and Labhasetwar.19 

In brief, five formulations with 1%–5% PLGA (50:50), ie, 

10, 20, 30, 40, and 50 mg/mL (PLGA1, PLGA2, PLGA3, 

PLGA4, and PLGA5, respectively), were dissolved in 5 mL 

of DCM along with 4 mg of DMT. Separately, 500 g of 

TIMP-1 and 1 mg of BSA in 500 L of water were dis-

solved. The protein was emulsified using a microtip probe 

sonicator for 2 minutes in an ice bath at 55 W of energy 

output by dissolving DCM containing PLGA to make a 

primary emulsion, which was further emulsified in 20 mL 

of 1% PVA solution in water. In the formulation, BSA was 

used to stabilize the encapsulated TIMP-1 from interfacial 

inactivation and DMT was used to facilitate the release 

of TIMP-1 from NPs. Also, it has been shown that DMT 

might exert a stabilizing effect by steric inhibition of the 

interactions between adjacent NPs. In the second aqueous 

phase we used PVA, although it has been shown that it is 

difficult to remove PVA after the purification procedures, 
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which eventually affect the physical properties and cellular 

uptake of NPs, as discussed by Panyam et al.20 As mentioned 

earlier, we adapted the formulation procedure from Reddy 

and Labhasetwar,19 who showed high entrapment efficiency 

and sustained release (up to 60 days) of a 32 kDa protein 

superoxide dismutase, and thus we followed their study, 

instead of using any other surfactant. This multiple emulsion 

was stirred overnight to evaporate DCM, and NPs were col-

lected by centrifugation at 10,000  g for 20 minutes at 4 C. 

The NPs were washed thrice using water, and supernatant 

was collected for protein-loading analysis.

We formulated control PLGA NPs carrying BSA as 

model protein and also Coumarin 6 dye-loaded NPs (which 

were used for in vitro BBB-penetration studies). The control 

NPs were made without TIMP-1 with the same procedure 

including BSA, and dye-loaded NPs were formulated using 

50 g of Coumarin 6 dye in 5 mL DCM. The particles were 

washed three times to remove PVA and then lyophilized 

(VirTis; SP Scientific, Warminster, PA, USA) for 48 hours 

to obtain a dry pellet. The NPs were analyzed by using SEM, 

TEM, DLS, PDI, zeta potential, protein loading, and drug 

release.



For studying NP size and surface morphology, an S520 SEM 

(Hitachi, Tokyo, Japan) was used. A drop of concentrated 

aqueous suspension (20 mg freeze-dried TIMP-1 PLGA NPs 

in 10 mL double-distilled water) was spread over a slab and 

dried under vacuum. The sample was shadowed in a cathodic 

evaporator with a 20 nm-thick gold layer. The diameter and 

surface morphology of NPs in each field was observed.


A JEM 1400 (JEOL, Tokyo, Japan) equipped with a 

high-resolution digital camera (charge-coupled device 

Morada; Olympus, Tokyo, Japan) was used for particle-size 

 evaluation. A drop of the sample solution was placed onto a 

400-mesh copper grid coated with carbon. About 1 minute 

after the deposit, the grid was tapped with filter paper to 

remove the surface water. The samples were air-dried before 

measurement.


Mean particle size, size distribution, PDI, and zeta potential Mean particle size, size distribution, PDI, and zeta potential Mean particle size, size distribution, PDI, and zeta

of NPs were determined by photon correlation spectroscopy 

using a Zetasizer 3000 (Malvern Instruments, Malvern, UK) at 

a fixed angle of 90  and a temperature of 27 C by  measuring 

electrophoretic mobility of NPs in a U-type tube. Before mea-

surements, the TIMP-1 PLGA NPs were uniformly dispersed 

in double-distilled water. A suitably diluted aqueous disper-

sion of NPs was mounted in the instrument, and mean particle sion of NPs was mounted in the instrument, and mean particle sion of NPs was mounted in the instrument, and mean

size distribution, PDI, and zeta potential were calculated. Each 

reported value is the average of six measurements.



For encapsulation studies, we used an indirect method, as 

described previously.19 To determine percentage encapsu-

lation efficiency of protein, NP yield, and actual protein 

 loading, the following formulas were used:

% Encapsulation efficiency

Amount of protein in formulation

Amount of protein used for formulatiommount of protein used for formulatiom n
100

% NP yield

Weight of NPs

Total weight of polymer and protein aadded
100

% Actual protein loading

Amount of protein in formulation

Weight of NPiight of NPi s
100

For both studies, ie, encapsulation studies and in vitro 

release assay, we used the Bradford method for protein-

concentration determination. In brief, the NPs were sus-

pended in PBS (pH 7.4). Vials containing 10 mg of loaded 

PLGA NPs dispersed in 5 mL of PBS were incubated at 37 C 

on a constant shaking mixer. One vial was withdrawn at each 

time point (days 1, 2, 3, 5, and 7); the contents of the vial were 

centrifuged at 8,000 rpm for 10 minutes, and the supernatant 

containing released BSA/TIMP-1 was quantitated by the 

Bradford method. The Bradford reagent was obtained from 

Sigma-Aldrich; the procedure was followed according to the 

manufacturer’s instructions. For protein-stability studies, the 

same supernatant was used.


For determining protein stability inside NPs, sodium dodecyl 

sulfate polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE) 

and Western blot were performed. Based on single bands 

for TIMP-1, it was assumed that the released protein was 

stable after release from NPs. For this, the supernatant col-

lected at different time points was run in 12% SDS-PAGE 

and transferred to polyvinylidene difluoride membrane. The 
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membrane was blocked overnight at 4 C in 20 mM Tris-HCl, 

pH 7.6, 150 mM NaCl, and 0.02% Ps20 (TBST) containing 

10% milk followed by washing three times in TBST for 

10 minutes each. For detection, the membrane was incubated 

overnight in 1:200 dilution of mouse anti-TIMP-1 antibody 

(AF980; R&D Systems, Minneapolis, MN, USA), and rabbit 

polyclonal 6  Histag antibody (ab9108; Abcam, Cambridge, 

UK) in TBST at 4 C. The membrane was washed three times 

with TBST and incubated with horseradish peroxidase-

conjugated secondary antibody, and the bands were visual-

ized using ECL Plus reagent (GE Healthcare Bio-Sciences, 

Uppsala, Sweden) substrate solution. Recombinant mouse 

TIMP-1 with a 6  Histag (WBC022; R&D Systems) was 

used as a standard for both Western blots. The blots shown 

in this study are representative replicates selected from at 

least three independent experiments.


The optimized formulation (PLGA3) was chosen based on 

its encapsulation efficiency and release kinetics for the rest 

of the in vitro studies, ie, for toxicity, binding/uptake, and 

penetration in RBE4 and primary RBCEC in vitro BBB 

models (schematic representation in Figure 1), and for in vivo 

studies following NP tail-vein injection.


Before all in vitro and in vivo experiments, the opti-

mized NPs were coated with Ps80 to improve their BBB 

 delivery. We evaluated BBB penetration of uncoated NPs 

(ie, TIMP-1 NPs or Dye NPs) with surfactant-coated 

NPs (TIMP-1 NPs  Ps80 or Dye NPs  Ps80). For Ps80 

coating, the NPs were incubated with 1% (w/v) solution 

of Ps80 for 45 minutes immediately before in vitro or in 

vivo experiments, as described by Gelperina et al.4 For 

initial studies, we used Coumarin 6 dye-loaded NPs, as 

the dye is easier to detect, and for advanced studies we 

used TIMP-1 NPs.


For preliminary experiments, we used RBE4 cell line mono-

culture, and for advanced experiments we used RBCEC 

co-cultured with astrocytes.

Primary rat brain

endothelial cells

Rat brain

endothelial cell line

Dye or TIMP-1 NPs

NPs added to

RBE4/RBCEC

OR

Coumarine 6

or TIMP-1

Polymer

Matrix

Dye or TIMP-1 NPs + Ps80

OR

Coumarine 6

or TIMP-1

Polymer

Matrix Collagen layer

Luminal side Glial cells

Polysorbate

80 coating
Abluminal side

Toxicity

LY assay

Uptake/binding

RBE4 cell line

Penetration

Spectrophotometry

ELISALDH assay

ZO1 immuno

Primary RBCEC


  


fluorescence spectrophotometry was used for dye-loaded NPs and ELISA for TIMP-1 NPs.
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RBE4 cells are an immortalized cell line derived from RBE 

cells.21 RBE4 cells were seeded on rat tail collagen type I (3 

Mg/cm2; BD) on Millipore filters (polyethylene twelve-well, 

pore size 1.0 Mm; Millipore, Billerica, MA, USA) at a den-

sity of 9 s 104 cells/cm2 and maintained in Eagle’s minimum 

essential medium -alpha with GlutaMax™ (Life Technolo-

gies, Carlsbad, CA, USA) and Ham’s F10 with GlutaMax 

(Life Technologies) both at 45% v/v supplemented with 10% 

fetal calf serum (CliniSciences, Nanterre, France), basic 

fibroblast growth factor (bFGF; 1 ng/mL; Life Technologies) 

and Geneticin® (300 Mg/mL; Life Technologies). Under these 

conditions, confluent monolayers were established within 

3 days.



Primary cultures of astrocytes were prepared from new-

born rat cerebral cortex. After removal of the meninges, 

the brain tissue was forced gently through a 70 Mm nylon 

sieve.  Dissociated glial cells were seeded into cell culture 

flasks and the culture media (Dulbecco’s Modified Eagle’s 

Medium [DMEM] supplemented with 10% fetal bovine 

serum, 100 units/mL antibiotic penicillin, and 100 Mg/mL 

streptomycin) was replaced twice a week. After 1 week of 

proliferation, the glial cells were gently shaken for 24 hours 

to remove the microglial cells. Three weeks after seeding, 

astrocytes were passaged by treatment with trypsin and frozen 

in liquid nitrogen. Vials of astrocytes were defrosted 5 days 

before the establishment of the RBCEC co-culture at a density 

of 80 s 103 cells per well of a twelve-well plate.

RBCEC culture was adapted from previously described 

techniques.22–24 Briefly, the endothelial cells were seeded 

on type IV collagen and fibronectin (both 0.5 Mg/cm2; BD) 

on Millipore filters (polyethylene twelve-well, pore size 

1.0 Mm) at a density of 1.6 s 105 cells/cm2 and maintained 

in DMEM/Ham’s F12 supplemented with 20% bovine 

platelet-poor plasma-derived serum named Endothelial 

Cell Media (ECM; CliniSciences, Nanterre, France), 

composed of bFGF, (2 ng/mL), heparin (100 Mg/mL; Life 

Technologies), gentamicin (50 Mg/mL; Life Technologies) 

and HEPES (4-[2-hydroxyethyl]-1-piperazineethanesulfonic 

acid; 2.5 mM; Life Technologies). Then, the filters were 

transferred into the wells containing the astrocytes and the 

culture medium was replaced with ECM supplemented with 

hydrocortisone at 500 nM for differentiation and expression 

of junction-related proteins. Under these conditions, in vitro 

models were established within 3 days.


The NPs with and without Ps80 were assessed for three 

in vitro evaluation parameters: first, toxicity by Lucifer yellow 

(LY) assay, lactate dehydrogenase (LDH) assay, and immu-

nocytochemistry for ZO1 tight junction markers; second, 

uptake/binding studies by confocal microscopy of RBCEC; 

and third, BBB-penetration studies using RBE4 and RBCEC 

by determining the passage of NPs with and without Ps80 

coating across the cell monolayers using spectrophotometry 

for Dye NPs and TIMP-1 enzyme-linked immunosorbent 

assay (ELISA) for TIMP-1 NPs.


To determine the toxicity of NPs on the BBB, we performed 

LY and LDH assays.

Lucifer yellow assay: LY (LY CH lithium salt; Sigma-

Aldrich) is a small molecule known not to pass the BBB. LY 

was used as an integrity control of the barrier to ensure pres-

ervation of the barrier during the experiments and absence 

of toxicity of the compound that is co-incubated with LY. 

The inserts containing the RBCEC monolayer were gently 

washed and transferred to clean twelve-well plates. Both the 

upper and lower chambers were washed with prewarmed 

DMEM/F12 without phenol red. LY was incubated in the 

upper chamber (apical compartment) of the culture system in 

contact with endothelial cells for 60 minutes at 37oC. After 

this time, the medium of the lower chamber was collected, and 

fluorescence was quantified by fluorometric analysis with a 

Beckman DTX 800 Multimode Detector (Beckman Coulter, 

Inc., Pasadena, CA, USA) with excitation at 430/485 nm and 

emission at 535 nm. During each 60-minute experiment, 

the average cleared volume was plotted versus time, and the 

slope estimated by linear regression  analysis. The slope of 

the clearance curve for the collagen IV fibronectin precoated 

control filter was denoted PSf, and the slope of the clearance 

curve for the culture was denoted PSt. The PS value for the 

endothelial monolayer (PSe) was calculated from:

 1/PSe � 1/PSt 1/PSf

The PSe values were divided by the area of the porous 

membrane (1.1 cm2 for plates with 12-well Millipore inserts) 

to establish the permeability coefficient (Pe; 10–3 cm/minute). 

The results are presented in percentages compared to the 

control cells alone, expressed as 100%.

Lactate dehydrogenase assay: Cytotoxicity was assessed 

using the LDH Cytotoxicity Assay Kit II (Abcam). LDH is 

an enzyme that converts pyruvic acid to lactic acid, and it 
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can be readily detected when cell membranes are no longer 

intact. For this assay, RBE4 cells were treated with different 

concentrations of Dye NPs (20, 2, and 0.2 Mg/mL) and con-

ditioned culture media was collected from the upper compart-

ment at different time points (30 minutes and 120 minutes). 

For RBCEC, the highest concentration of NPs (20 Mg/mL) 

was used, and medium was collected after 60 minutes. The 

activity of LDH in the conditioned cell-culture medium was 

measured in triplicate with a colorimetric assay at 450 nm 

wavelength.

Immunocytochemistry for ZO1: To visualize tight 

junction morphology, immunocytochemistry was per-

formed using ZO1. The NPs were incubated with RBCEC 

in 20 Mg/mL concentration, with or without Ps80 coating 

for 60 minutes. Cells were fixed by removing the medium 

from the cultures, washing the cells twice with PBS, and 

further incubating in 4% paraformaldehyde for 10 minutes 

and washing three times with PBS followed by mounting. 

The cells were permeabilized for 10 minutes with TBST 

followed by washing with PBS twice. Blocking was done 

using 3% BSA for 30 minutes followed by washing once 

with PBS again. The cells were then incubated with ZO1 

and TIMP-1 (1:100) antibodies in a solution of 1% BSA 

for 1 hour at room temperature. After two washes, cells 

were incubated with secondary antibodies – Alexa 488, 

594 (1:500) and Hoechst (1:1000) – for 30 minutes at 

room temperature, followed by three washes with PBS. 

Finally, cells were mounted with Vectashield® mounting 

media (Vector Laboratories, Burlingame, CA, USA) and 

visualized under confocal microscopy (LSM 780; Carl 

Zeiss, Jena, Germany) equipped with a 63s oil-immersion 

objective.


For NP-uptake/binding studies, we first tested dye-loaded 

NPs on the RBE4 cells. For this, NPs without Ps80 coating 

(Dye NPs) and with Ps80 coating (Dye NPs �Ps80) were 

incubated in different concentrations of 40, 4 and 0.4 Mg/

well. The cells were incubated at 37oC for 120 minutes fol-

lowed by cutting of the insert membranes, fixing the cells, 

and mounting on slides.

Fluorescence microscopy and intensity analysis: Fluo-

rescence photomicrographs were taken using a DMI 6000 B 

microscope (Leica Microsystems, Wetzlar, Germany) using 

Leica Application Suite Advanced Fluorescence software. 

Pictures were taken with a 2.5s optical zoom lens objective 

using an L5 blue excitation filter (450p64 nm) with a pixel 

resolution of 1,392s1,024.


To evaluate NP penetration across the RBE4 or RBCEC 

cell monolayers, the Dye NPs and Dye NPs � Ps80 were 

incubated for 30/120 minutes at 37oC in different con-

centrations (20, 2, and 0.2 Mg/well). To estimate BBB 

penetration we determined the amount of NPs in the lower 

compartment by fluorescence spectrophotometry. For 

TIMP-1 NPs and TIMP-1 NPs � Ps80, a TIMP-1 ELISA 

was used.

Fluorescence spectrophotometric assay: In the group 

incubated with Dye NPs or Dye NPs � Ps80, fluorescence 

spectrophotometry was done. For assessing the Coumarin 6 

amount in the lower compartment, the medium was collected 

from the lower compartment from each group, and fluores-

cence was quantified by a microplate reader (444/505 nm). 

The assay was done using the SpectraMax® M5e (Molecu-

lar Devices, Sunnyvale, CA, USA). Each experiment was 

repeated at least three times.

TIMP-1 ELISA: For determining the penetration of 

NPs across cell monolayers, we determined the amount 

of TIMP-1 in the lower compartment. For this, we used 

a TIMP-1 Mouse ELISA Kit (Abcam). All reagents and 

samples were prepared as instructed by the supplier. The 

medium from the lower compartment of the cultures was col-

lected after 30 minutes for the RBE4 cell line and 60 minutes 

for RBCEC. The NPs were further incubated overnight at 

37oC to release the protein. The next day, protein release 

was determined by a TIMP-1 ELISA. The method and 

dilution of samples were followed as per the manufacturer’s 

instruction, and the plate was read at 450 nm in an ELISA 

96-well plate reader.



For in vivo evaluation of BBB penetration, TIMP-1 NPs � Ps80 

were intravenously injected in mice, and immunocytochem-

istry for Histag was done to detect BBB penetration of 

TIMP-1 NPs � Ps80.


All the experiments with animals were carried out according 

to guidelines established by the Animal Ethical Committee 

of the Nencki Institute of Experimental Biology, based on 

national and EU laws. Special care was taken to minimize 

suffering and the number of animals used. For in vivo studies, 

we used twelve mice. The animals were kept in the laboratory 

animal facility, with free access to food and water, with a 

12-hour light/dark cycle.
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For intravenous administration, TIMP-1 NPs  Ps80 were 

suspended in 500 L of PBS (pH 7.4) to obtain the required 

concentration of TIMP-1. The intravenous injections were done 

using Bioseb® MTI Mouse Tail Illuminator (Bioseb, Vitrolles, 

France). Each animal was given intravenously a preparation con-

taining 100 g of TIMP-1 or PBS (pH 7.4) as vehicle. TIMP-1 

loaded NPs were injected through the tail vein of mice (n 4). 

Three hours after injection, mice were injected with pentobar-

bital (200 mg/kg, intraperitoneally) and perfused transcardially, 

first with PBS and then with 4% paraformaldehyde. Brains were 

isolated, and tissue sectioning was done by cryoembedding the 

brain tissue in tissue freezing medium, (Tissue-Tek® Sacura, the 

Netherlands) and 300 µm-thick slices were cut.


For immunohistochemistry, slices were mounted on slides and 

blocked for 2 hours in 5% normal donkey serum in PBST. After 

2 hours, slices were incubated overnight at 4 C with a rabbit poly-

clonal anti-6  Histag antibody (1:500) (Abcam). Subsequently, 

slices were washed with PBST for 15 minutes at room tempera-

ture. After washing, samples were incubated with a fluorescent 

Alexa 555 secondary antibody (1:500; Life Technologies) for 

2 hours at room temperature and washed again with PBST 4 

times for 10 min. Finally, slices were mounted with Vectashield 

mounting media, counterstained with DAPI (4 ,6-diamidino-2-

phenylindole) and visualized under a confocal microscope (TCS 

SP5; Leica Microsystems) equipped with a 40  oil-immersion 

objective using the 555 nm Argon laser (for excitation of Alexa 

555) at a pixel resolution of 1,024 1,024 and 4.5 optical zoom. 

The Z-stacks of optical slices were acquired in 0.4 m steps. The 

compiled Z-stack was analyzed using ImageJ software version 

1.46r (National Institutes of Health, Bethesda, MD, USA).


The values for evaluation of physicochemical parameters 

in Tables 1 and 2 are means  standard deviation, where 

n 3. The rest of the data in graphs are represented as 

means  standard error of mean, and statistical comparisons 

were carried out between the groups using two sample t-test  

assuming unequal variances. A significance value of P 0.05 

was accepted and considered as relevant.




We tested five different concentrations of 50:50 PLGA as a 

process variable (1% w/v to 5% w/v), keeping the remaining 

parameters constant. The formulations were characterized for 

various physical parameters: encapsulation efficiency, mean 

diameter, PDI, and zeta potential (Figure 2). On the basis of 

these parameters, the optimal formulation was chosen for the 

rest of the in vitro and in vivo experiments.



The particles were mostly spherical in shape, and mean size 

of TIMP-1 NPs was 81.1 28.6 nm for 1% w/v (for PLGA1), 

which increased to 432.6 46.2 nm for 5% w/v (for PLGA5) 

(see Table 1). The representative SEM and TEM for PLGA3 

are shown in Figure 3A and B, respectively. The mean hydro-

dynamic diameter of NPs was much higher when measured by 

DLS, eg, PLGA3 NPs had a mean hydrodynamic diameter of 

330 nm with a PDI of 0.159  (Figure 3C). This discrepancy in 

size between the SEM and DLS measurements may be due to 

hydration of the multilayered PVA that remained associated 

with the NPs at the interface despite repeated washing.19,25 The 

PDI and zeta potential were found to increase with the increase 

in PLGA concentration (Table 1). The results are in consensus 

with results published by Dey et al.26 The zeta potential of 

TIMP-1-NP PLGA3 formulation was 19.8 0.8 mV.

Encapsulation efficiency, nanoparticle yield, 

Based on the results of various formulations,  increasing 

the amount of polymer (1%–3% w/v) increased the 



 


Encapsulation efficiency











         
         
         
         
         

  3. All of the other formulation parameters were fixed.
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encapsulation efficiency, but further increasing the poly-

mer concentration did not further increase encapsulation 

(Table 1).

The PLGA3 formulation (3% w/v) had maximum encap-

sulation efficiency, 83.42% 2.3%, ie, 83.42% of the added 

protein was entrapped into NPs. Percentage NP yield and per-

centage actual protein loading were calculated as described 

earlier by the formulas, and were found to be 65.43% 2.3% 

and 1.07% 0.5% respectively, for the PLGA3 formulation 

(Table 2). As the results show, the PLGA3 formulation with 

30 mg/mL polymer concentration had the highest encapsula-

tion efficiency.

In vitro release profile and protein s
The in vitro release profiles of different formulations were 

assessed (Table 3) to identify the best release kinetics in 

order to select an optimal formulation. The release kinetics 

of all formulations demonstrated a similar sustained release, 

showing an initial burst followed by diffusion. The release of 

TIMP-1 from NPs was sustained; in particular, PLGA3 NPs 

had 21.0% 0.8% of release in 24 hours, and 72.0% 2.8% 

in 7 days (Figure 4). SDS-PAGE and Western blots were 

performed for protein stability, and we observed a single 

band for TIMP-1, which suggested that the released protein 



 

 
  
  
% Encapsulation efficiency  
  
  




Nanoparticle formulation
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was stable after release from NPs. The representative blot for 

PLGA3 NPs is shown in the inset in Figure 4. The control 

formulations, using BSA as model protein, demonstrated 

almost identical physical properties as TIMP-1 NPs. Hence, 

here we show the characterization data only from TIMP-1-

loaded NPs.

From the characterization data obtained, the PLGA3 

formulation with 3% w/v polymer (Figure 2) was selected as 

optimal for the in vitro and in vivo experiments, considering 

encapsulation efficiency and in vitro release profile.


In vitro studies were done on the RBE4 cell line and RBCEC 

for toxicity, uptake/binding and, BBB-penetration studies.


For studying toxicity of NPs on endothelial cells, we used 

an LY assay and an LDH assay. The LY assay on RBCEC 

showed that in neither of the cell inserts treated with Dye 

NPs/TIMP-1 NPs or Dye NPs  Ps80/TIMP-1 NPs  Ps80 

was there significant increase of endothelial permeability 

due to toxicity (Figure 5A). Moreover, the LDH assay also 

showed that none of these NPs were toxic to the RBCEC 

(Figure 5B). As a complementary approach, we assessed 

the effects of NPs on the expression and distribution of the 

tight junction marker ZO1. The immunocytochemistry from 

RBCEC incubated with TIMP-1 NPs  Ps80 and TIMP-1 NPs 

showed that the NPs caused no significant change in ZO1 

distribution (Figure 5C).


In the NP-uptake/binding studies, we tested Dye NPs and 

Dye NPs  Ps80. The results showed that NPs that were 

coated with Ps80 had less binding to NPs compared to 

uncoated NPs on the RBE4 cell line (Figure 6). The binding 

of NPs was concentration-dependent, ie, both NP types at 

higher concentration bound more to the cells, and this value 

decreased as the concentration decreased.


For penetration studies, the Dye NPs/Dye NPs  Ps80 were 

incubated in different concentrations with the RBE4 cell line, 

and after 60 minutes the amount of dye in the lower compart-

ment was determined and compared to the initial amount of 

dye incubated. The results indicated (Figure 7A) that the 

Dye NPs (without Ps80 coating) did not penetrate across 

the monolayer. On the other hand, Dye NPs  Ps80 crossed 

the cell monolayer, and, unexpectedly the Dye NPs  Ps80 
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at lower concentration (4.0 g/mL) had higher penetration, 

23.99% 2.3%, than at the higher concentration (40.0 g/mL), 

which was characterized by 3.34% 0.7% penetration. When 

we further lowered the Dye NPs  Ps80 concentration (down 

to 0.4 g/mL), we observed no penetration. When the same 

experiment was done on the RBCEC with Dye NPs and 

Dye NPs  Ps80 with the 4 g/mL concentration, Dye 

NPs  Ps80 showed 14.32% 2.31% penetration, while Dye 

NPs showed no penetration.

For assaying penetration of TIMP-1 NPs and 

TIMP-1 NPs  Ps80, we used a TIMP-1 ELISA. NPs (4 g/mL) 

were incubated on the RBE4 cell line monolayer, and samples 

of the lower-compartment media were taken at 30 minutes 

and 120 minutes. TIMP-1 content was compared to amounts 

of TIMP-1 in NPs based on actual protein loading in NPs. 

On the RBE4 cell line (Figure 7B), TIMP-1 NPs  Ps80 

penetration across the cell monolayer was 13.3% 1.1% 

and 21.6% 1.7% after 30 and 120 minutes, respectively. 

Uncoated TIMP-1 NP penetration was only 1.10% 0.3%. 

On RBCEC, after 60 minutes, 11.21% 1.35% of TIMP-1 

was detected in the lower compartment in cell inserts treated 

with TIMP-1 NPs  Ps80. TIMP-1 NPs and TIMP-1 (native 

protein alone) showed no permeability across the endothelial 

cell monolayer. The in vitro experiments provide strong 

evidence that with the help of the Ps80-coated NPs, protein 

could successfully traverse the BBB.


For in vivo evaluation of NP passage across the BBB and/

or accumulation in the nervous tissue, we injected the 

TIMP-1 NPs  Ps80 into the tail vein and cardiacally perfused 

the mice 3 hours later. The immunohistochemistry was done 

using a 6  Histag antibody, to recognize solely the recombinant 

TIMP-1 protein. The results showed that TIMP-1 NPs  Ps80 
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increase specificity, to lower toxicity, and to decrease the risk 

associated with treatment.27 The objective of this study was 

to develop protein-loaded PLGA NPs for brain delivery of 

a protein. The protein of interest in our study was TIMP-1, 

an inhibitor of MMP-9, a potential therapeutic target for 

various disorders (see earlier). However, native TIMP-1 

has low bioavailability and does not cross the BBB. We 

assessed its delivery using PLGA NPs coated with Ps80, 

and we found that such entrapment of TIMP-1 allows for 

the sustained – over the course of days – protein release and 

the efficient penetration of TIMP-1 through the BBB, both 

in vitro and in vivo.

Since every protein is unique and there is no a priori 

approach for precise prediction of the entrapment levels and 

possibly protein stabilization in the NPs, we started with for-

mulation optimization for TIMP-1 NPs based on entrapment 

efficiency, in vitro release, and other parameters. Hence, we 

made five different formulations considering PLGA con-

centration as a variable, while other formulation parameters 

remained constant. The PLGA3 NPs were chosen as optimal 

based on various physicochemical parameters. In light of the 

optimization results presented in this study, modification of 
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penetrated into the brain, as we found Histag signal in the brain 

sections (Figure 8). As a control, we used PBS as vehicle, and 

no signal was detected in this group.


Proteins are the most rapidly growing class of pharmaceu-

ticals for which controlled or targeted release is used to 
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PLGA concentration in formulation has significant effects on 

encapsulation efficiency, particle size, and in vitro release. 

Initially, increase in polymer concentration increases particle 

size with increase in encapsulation efficiency, as reported 

previously with protein-loaded PLGA NPs.28 However, in 

our study, further increase in polymer concentration did not 

increase encapsulation efficiency, although the particle size 

indeed increased.

Release of cargo from NPs takes place through several 

mechanisms, including surface and bulk erosion, disintegra-

tion, diffusion, and desorption. In our study, the five different 

PLGA formulations with concentrations ranging from 1% 

to 5% showed sustained release of protein from the PLGA 

matrix. The initial burst effect was observed with all of the 

five formulations, which indicated a homogeneous encap-

sulation of TIMP-1 in the PLGA matrix. During the later 

phases, the release was mediated through both diffusion of 

protein and degradation of the polymer matrix itself. PLGA3 

formulation with 3% polymer showed maximum cumulative 

release of protein (almost 72%) from the polymer matrix 

after 7 days.

For enhancing BBB penetration of NPs, we coated the 

NPs with Ps80 (Dye NPs  Ps80 and TIMP-1 NPs  Ps80), 

as Ps80 has been shown to enhance the penetration of NPs 

across endothelial cells.4 Protein-loaded NPs with Ps80 

coating have never been evaluated for delivery of TIMP-1. 

Therefore, we evaluated NP-based TIMP-1 delivery both 

in vitro and in vivo. Toxicity studies using LDH assay, LY 

assay, and ZO1 immunocytochemistry for both Ps80-coated 

and uncoated NPs suggest that the NPs are nontoxic and do 

not affect tight junction organization, although one of the 

various hypothesized mechanisms of BBB penetration of 

NPs is solubilization of the endothelial cell-membrane lipids 

by the surfactant used on formulation.29 Our toxicity results 

can be interpreted in various ways. Firstly, if solubilization 

of cell-plasma membranes occurs, it does not induce sig-

nificant toxicity to be detected by the LDH assay. Secondly, 

Ps80-coated NPs may penetrate the endothelial cells by solu-

bilization of endothelial membrane by the surfactant, which 

may cause reversible cytotoxicity for a short time, which 

we could not detect in our results. The reversible-disruption 

hypothesis was also mentioned earlier by Rempe et al in 

their experiment using Ps80-coated PBCA NPs.30 Finally, it 

may be possible that the surface solubilization is not one of 

the mechanisms for Ps80-coated NPs to penetrate through 

endothelial cells, as we did not detect cytotoxicity. Instead, 

there may be receptor-mediated transcytosis or some other 

mechanism involved in transportation.

Uptake/binding studies from NPs revealed that in in vitro 

conditions, NPs without Ps80 coating had better binding 

to endothelial cells as compared to Ps80-coated NPs. This 

is in contrast with the results generated by the penetration 

studies of NPs across the cell monolayer, where NPs  Ps80 

had a systematic higher penetration rate, while uncoated 

NPs showed very low or no penetration. This suggests 

that although uncoated NPs had higher binding on cells, 

they stayed entrapped and did not penetrate across the cell 

monolayer. We therefore expect that coating with hydrophilic 

Ps80 (similar to PEGylation) may extend the circulation time 
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of NPs. Further investigation on uptake mechanisms, drug-

uptake kinetics, and retention in the endothelial cells using 

NPs compared to NPs coated with Ps80 in vivo will be useful 

to establish the efficacy of NPs in therapeutic applications.

The in vitro BBB-penetration experiments showed strong 

evidence that the NPs with Ps80 coating have the ability to 

cross cell monolayers of primary endothelial cells. As shown 

in the result, due to some unknown reasons, only an  optimum 








 

Dovepress 

Dovepress





concentration of Ps80-coated NPs (4 g/mL) had peak penetra-

tion, while increasing or decreasing the concentration of Ps80-

coated NPs decreased the penetration. These results remain 

unexplained, and further study in this direction may give an 

insight into the mechanism of transport of these NPs. The 

transport mechanisms of NPs across the endothelial cell mono-

layer are yet to be understood;31 there are various hypothesized 

mechanisms in the literature, such as the  surfactants used in the 

coating of NPs may solubilize the endothelial cell-membrane 

lipids, thus enhancing NP transport.32,33 Another hypothesized 

mechanism is through adsorption of the surface of plasma 

proteins (like apolipoprotein E) on the NP surface, which can 

lead to NP uptake by endothelial cells via the low-density 

lipoprotein receptor.29 Likewise, in our case, the Ps80 coating 

may have promoted adsorption of plasma proteins on the NP 

surface, leading to BBB uptake and transcytosis via receptors 

involved in receptor-mediated transcytosis, such as members 

of the low-density lipoprotein-receptor family. The immuno-

histochemistry results following in vivo studies showed direct 

evidence that the NPs have some BBB-penetration properties. 

Further studies are needed to understand the mechanism of NP 

transport across the BBB in vivo and to assess the pharmaco-

logical potential of TIMP-1 delivery into the brain.



As mentioned earlier, there is enhanced expression and 

activity of MMP-9 in numerous CNS disorders, such as 

ischemic stroke, epilepsy, and excitotoxic/ neuroinflammatory 

processes, which causes deleterious effects. Therefore, 

it is suggested that MMP-9 inhibition can be used for 

 neuroprotection. At present, available MMP-9 inhibitors are 

poorly specific and have a wide range of targets.  Development 

of specific inhibitors is always a challenging task. More-

over, exogenous inhibitors may have unanticipated side 

effects. Therefore, TIMP-1, being an endogenous inhibitor 

of MMP-9, has therapeutic potential.15 TIMP-1 has shown 

neuroprotective effects in various in vitro and in vivo studies 

using viral  vectors. The major obstacle of using TIMP-1 as a 

therapeutic agent is its short half-life in vivo and brain perme-

ability. There have been attempts to extend its bioavailability, 

such as by PEGylation,17 so in future it can be developed as 

a neuroprotective. We believe that Ps80-coated PLGA NPs 

may significantly improve in bioavailability and will be able 

to be used as a neuroprotective in future. Previously, we have 

shown that these TIMP-1-loaded NPs have neuroprotective 

effects in organotypic hippocampal cultures.18 Furthermore, 

we have also shown their ability to control MMP-9 activity in 

the brain, following direct injection.34 In the future, we would 

like to do further in vivo studies using Ps80-coated TIMP-1 

PLGA NPs to evaluate their pharmacological effects.


For improving brain delivery of NPs, there are various 

approaches, such as appending endothelial receptor-specific 

antibodies, which can improve brain penetration through 

transcytosis. However, these strategies require chemical 

conjugation involving complexity in NP formulation. While 

Ps80 coating of PLGA NPs is a fast and simple method to 

improve the brain penetration of drugs, including macro-

molecules as we have shown here, this method should be 

explored more.


To our knowledge, this is the first study showing delivery of a 

protein (TIMP-1) using Ps80-coated NPs across the BBB. We 

developed TIMP-1-loaded PLGA NPs and coated them with 

Ps80 for enhancing BBB penetration. We performed toxicity 

studies of the NPs, which suggested that these NPs do not 

cause significant toxicity to RBCEC. Further, we tested uptake/

binding of these NPs on RBE cells, which showed NPs without 

Ps80 have more binding to cells compared to NPs with Ps80 

coating. The study also demonstrated that Ps80 coating of NPs 

can be used to enhance the delivery of protein across endothe-

lial cell barriers, both in vitro and in vivo. Further studies are 

required to evaluate their penetration across the BBB.
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III. Conclusion  

L’effet  neuroprotecteur  des  NPs‐TIMP‐1  avait  été  évalué  sur  des  cultures  organotypiques 

d’hippocampes traitées avec du kainate afin d’induire l’excitotoxicité (Chaturvedi et al., 2012). Cette 

étude  avait  confirmé  que  les  NP‐TIMP‐1  entraînent  un  effet  protecteur  par  diminution  de  la 

libération de la LDH et inhibition de l’activité de MMP‐9, qu’elles soient administrées avant ou après 

le  traitement au kainate. Dans  le cadre du présent projet,  l’encapsulation de TIMP‐1 dans des NPs 

avait pour objectifs :  (i) une meilleure caractérisation des NPs‐TIMP‐1 générées,  (ii)  la poursuite de 

l’évaluation d’une stratégie de traitement de  la neurodégénérescence  induite par excitotoxicité, en 

limitant limiter l’effet délétère des MMPs dans ce processus et (iii) d’évaluer la pénétration cérébrale 

et la libération soutenue de TIMP‐1 dans le parenchyme nerveux.  

Dans  cette  étude  collaborative,  nous  avons  montré  que  les  NPs  encapsulées  avec  la  6‐

coumarin et  TIMP‐1 et  leur enrobage avec  le  surfactant Ps80 n’entrainent pas de  toxicité pour  les 

monocouches de cellules endothéliales cérébrales et que ces constructions peuvent être exploitées 

pour favoriser le passage d’une protéine à travers la BHE in vitro et in vivo. L’ajout de Ps80 en surface 

des NPs a permis de réduire leur accumulation dans les cellules endothéliales, comparés aux NPs non 

traitées, au profit de l’augmentation de leur pénétration à travers la monocouche de CEMCs in vitro 

et à travers la BHE in vivo. 
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I. Résumé 

La  diffusion  de  principes  actifs  de  la  circulation  plasmatique  vers  la  zone  d'efficacité 

tissulaire, tel que cela se produit en périphérie, est entravée au niveau du SNC par la présence d’un 

endothélium  présentant  des  propriétés  spécifiques  de  ce  tissu,  appelé  BHE.  La  présence  de 

mécanismes de transports spécifiques à travers la BHE, dont le RMT, permet de répondre à la forte 

demande métabolique cérébrale. Le RMT consiste en une captation de ligands plasmatiques par un 

récepteur exprimé à la membrane plasmique apicale de l'endothélium, une endocytose du complexe 

et un transfert de tout ou partie du ligand initial à travers  les cellules endothéliales. Ce mécanisme 

naturel  est  exploité  par  la  communauté  scientifique  pour  favoriser  le  transport  d’agents 

pharmacologiques  (molécules  d’imagerie  ou  thérapeutiques)  à  travers  la  BHE,  grâce  au 

développement  de  vecteurs  (peptides  ou  anticorps)  ciblant  ces  récepteurs,  conjugués  aux  agents 

pharmacologiques, selon une approche « cheval de Troie ». La majorité des études décrites dans  la 

littérature  consistent  à  quantifier  l'efficacité  thérapeutique,  post  injection  intraveineuse  des 

conjugués,  dans  des  modèles  pathologiques  ou  encore  le  pourcentage  de  la  drogue  injectée  par 

gramme de tissu nerveux  (%  ID/g of  tissu). Cependant, ces études restent souvent  limitées dans  la 

compréhension  de  leur  inefficacité  en  cas  d'échec  thérapeutique  ou  de  faible  quantification  de  la 

drogue  dans  le  tissu  nerveux.  Les  modèles  in  vitro  de  BHE  permettent  de  compléter  au  niveau 

cellulaire, l'étude de ces mécanismes de transport afin de mieux comprendre les déterminants d'un 

transfert  efficace.  Dans  ce manuscrit,  nous  avons  étudié  le  low  density  lipoprotein  (LDL)  receptor 

(LDLR), connu pour être exprimé à  la BHE, en tant que cible potentielle permettant d'endocyter et 

engager  vers  une  voie  transendothéliale  des  ligands  naturels,  vecteurs  peptidiques  et  conjugués 

développés dans le cadre du partenariat entre la société VECT‐HORUS et le laboratoire NICN.  

 

Dans  une  première  série  d’expériences,  nous  avons mis  en  évidence  l’expression  de  notre 

cible,  le  LDLR,  au  niveau  de  la  membrane  plasmique  apicale  de  l’endothélium  cérébral.  Des 

approches de RT‐qPCR sur tissu total ou de western blot sur préparation de membranes plasmiques 

ont permis de quantifier l’expression du LDLR dans notre tissu d’intérêt, à savoir les monocouches de 

CEMCs, comparées (i) aux microvaisseaux cérébraux (MVC) fraichement extraits,  (ii) au cortex total 

et  (iii) à deux organes contrôles, connus pour exprimer  le LDLR,  les glandes surrénales et  le  foie. A 

cette étape, des animaux knock out pour le LDLR (ldlr ‐/‐) ont été utilisés afin de valider la spécificité 

de plusieurs  anticorps anti‐LDLR dans  les  approches de western blot et  sur  tissus.  La  validation de 

l'expression  du  LDLR  à  la  membrane  apicale  des  CEMCs  a  été  réalisée  grâce  à  une  approche 

combinant  des  gradients  de  sucrose  et  la  détection  des  fractions  apicales  et  basolatérales  par 

western blot. Nous avons ensuite analysé le potentiel du LDLR à lier et endocyter un de ses ligands 
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endogènes,  le  LDL,  ainsi  qu'un  anticorps  anti‐LDLR,  par  des  approches  de  cytométrie  de  flux  et 

d'immunocytochimie en incubation à 4 °C et 37 °C sur les monocouches de CEMCs WT et ldlr ‐/‐. La 

capacité du LDLR à promouvoir  le  transfert du LDL du compartiment  luminal vers  le compartiment 

abluminal a travers les monocouches de CEMCs WT et ldlr ‐/‐ a ensuite été quantifié par fluorimétrie. 

Cette  première  série  d’expériences  a  permis  de  montrer  que  l'endocytose  du  LDL  et  son 

accumulation  dans  le  compartiment  vésiculaire  puis  le  transfert  de  tout  ou  partie  de  sa  charge 

endosomale à travers les monocouches de CEMCs étaient exclusivement LDLR‐dépendants.  

Afin  d'approfondir  le mécanisme  de  RMT  dans  lequel  semble  être  impliqué  le  LDLR,  nous 

avons mis en place d'une approche de pulse‐chase afin d'explorer  le  trafic  intracellulaire des deux 

entités  du  complexe  LDLR/LDL  post  endocytose.  L'approche  consiste  en  une  première  étape  de 

synchronisation  de  la  liaison  de  surface  de  ligands  du  LDLR  à  4°C  (pulse),  suivie  de  lavages 

permettant  d'éliminer  la  liaison  et  l'endocytose  de  nouveaux  ligands  lors  du  changement  de 

température à 37 °C (chase). Pendant cette étape, les monocouches de CEMs ont été incubées avec 

deux  marqueurs  permettant  de  révéler  le  compartiment  lysosomal  et  la  voie  transcellulaire 

empruntée par la transferrine (Tf). Nous avons choisi la Tf car son récepteur (TfR), impliqué dans un 

mécanisme de RMT à la BHE, est considéré par la communauté scientifique comme une cible valide 

pour  l’adressage  de  principes  actifs  vectorisés  vers  le  tissu  nerveux.  Afin  d’étudier  le  traffic 

intracellulaire  des  vésicules  contenant  le  LDLR  et/ou  ses  ligands,  nous  avons  évalué  leurs 

pourcentages  de  co‐localisation  avec  le  compartiment  lysosomal  et  la  voie  Tf‐positive  par  analyse 

d’images quantitative, selon une cinétique de 15 min, 30 min et 60 min. Ces études ont permis de 

mettre en évidence que (i) le LDL et la Tf co‐localisent à la membrane apicale des CEMCs, suggérant 

une voie d’entrée similaire dans  la cellule,  (ii)  le LDL ainsi que  le LDLR s'engagent progressivement 

vers  la  voie  Tf‐positive  (endosomes  précoces,  tardifs  et  de  recyclage)  et  (iii)  le  LDL  évite  le 

compartiment  lysosomal  à  la  BHE.  La  combinaison  des  approches  nous  a  permis  de  mieux 

comprendre les aspects mécanistiques du LDLR exprimé à la BHE et valide son utilisation dans notre 

approche en tant que récepteur présenté à la membrane apicale des CEMCs, capable d'endocyter le 

LDL  et  de  promouvoir  son  transfert  à  travers  la  monocouche  de  CEMCs  via  une  une  voie 

transcellulaire. 

 

En parallèle de cette caractérisation de la cible, une famille de peptides, ligands du LDLR, non 

compétitifs avec  le LDL, ont été caractérisés pour  leur potentiel à être transférés du compartiment 

luminal  vers  le  compartiment  abluminal,  par  voie  transcellulaire  à  travers  les  monocouches  de 

CEMCs.  Lors  de  la  sélection du premier  hit,  le  peptide VH411,  nous n'avions pas  encore  validé  les 

modèles in vitro de BHE présentés dans le premier article. Afin de mettre en évidence la capacité de 

transfert  du  peptide  VH411  (15  acides  aminés)  à  travers  une monocouche  de  CEMCs,  nous  avons 
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utilisés un modèle in vitro de BHE bovin fourni par la société CELLIAL technologies. Ces essais avaient 

permis de mettre en évidence (i)  l’absence de toxicité endothéliale des peptides  (hits et contrôles) 

après 24 hr d’incubation à 10 µM, (ii) leur accumulation intracellulaire et (iii) leur accumulation dans 

le compartiment abluminal en fonction du temps, comparé à un peptide « scramble », ne présentant 

aucune affinité pour  le LDLR. En parallèle de ces études,  les peptides avaient été optimisés dans  le 

cadre  d’approches  in  vivo  de  détermination  de  leur  Kin  (perfusion  intracarotidienne)  et  de  leur 

biodistribution tissulaire, avec notamment la réduction du nombre d’acides aminés, l'optimisation de 

leur affinité apparente à pH neutre pour le LDLR et leur stabilité plasmatique. Ces approches avaient 

permis la sélection du peptide VH434, constitué de 8 acides aminés naturels et un dérivé, le peptide 

VH4127  dont  certains  acides  aminés  avaient  été  remplacés  par  des  analogues  synthétiques  ou 

énantiomères  de  conformation  D.  Le  choix  du  traceur  s’est  orienté  vers  un  fragment  Fc  d’un 

anticorps  IgG1  humain  en  tant  que  cargo  protéique,  quantifiable  par  ELISA  et  permettant  une 

meilleure sensibilité de quantification par rapport à la fluorimétrie. Un premier conjugué a été crée 

en  tant  que  protéine  recombinante  présentant  un  peptide  VH434  en  C‐ter  du  fragment  Fc 

monomérique (dimérisation à  l'expression) ou par couplage chimique entre les peptides VH4127 et 

les  lysines  du  fragment  Fc.  Dans  ce  cas,  la  valence  ou  le  couplage  du  nombre  de  peptides  par 

fragment Fc dimérique peut être modulée en ajustant la réaction. Dans cette étude, elle a été fixée à 

10  peptides  par  fragment  Fc  dimérique,  (VH4127)10‐Fc,  appelé  VH4127‐Fc.  Une  première  série 

d’expériences a permis de confirmer la fonctionnalité de la nouvelle entité sur les monocouches de 

CEMCs WT et ldlr ‐/‐, à savoir le maintient de l’affinité du conjugué pour le LDLR et le maintient de la 

détection du fragment Fc par un anticorps secondaire selon des approches d’immunocytochimie et 

ELISA  anti‐Fc.  Le  potentiel  de  transfert  transendothélial  des  conjugués  a  été mis  en  évidence  par 

quantification ELISA (i) de leur accumulation intracellulaire et saturation dose dépendante et (ii) de 

leur  capacité  à  être  libérés  par  les  cellules,  suite  à  leur  transfert  du  compartiment  luminal  vers  le 

compartiment abluminal selon un processus dépendant de la température.  

L'approche  de  pulse‐chase  mise  en  place  pour  le  LDL  a  été  également  appliquée  aux 

conjugués avec certaines modulations du protocole, notamment le remplacement de la Tf par le LDL. 

De  plus,  la  détection  d'une  interaction  protéine‐protéine  dans  le  compartiment  lysosomal/acide 

pouvant être altérée, nous avons ajouté une étape de couplage supplémentaire de 4 Alexa fluor 647 

par  conjugué  VH4127‐Fc  (VH4127‐Fc‐A647),  n’altérant  pas  ses  propriétés  et  permettant  une 

observation directe du conjugué. L'ensemble de ces données a permis de mettre en évidence que les 

conjugués (i) co‐localisent en surface cellulaire avec leur cible LDLR, (ii) ne s'accumulent pas dans le 

compartiment  lysosomal  et  (iii)  suivent  majoritairement,  en  tant  que  ligands  du  LDLR,  le  trafic 

intracellulaire du  LDL, permettant  leur accumulation dans  le  compartiment abluminal des modèles 

de BHE in vitro.    
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ABSTRACT 

The blood‐brain  barrier  (BBB)  prevents  the  entry  of many  drugs  in  the  brain  and  is  thus  a 

major obstacle in the treatment of central nervous system (CNS) diseases. Some receptors expressed 

at  the  BBB  promote  the  transendothelial  transfer  of  their  natural  ligands  from  blood  to  brain,  a 

process  referred  to  as  receptor‐mediated  transcytosis  (RMT).  A  few  molecules  ranging  from 

antibodies to peptides that target receptors of the BBB have been developed and described for their 

potential to transport cargos across the BBB. There is some evidence that the low‐density lipoprotein 

(LDL) receptor (LDLR) is expressed at the BBB and may participate in the transcytosis of endogenous 

ligands. We previously described a family of peptide‐vectors that were developed to target the LDLR. 

In  the  present  study,  we  used  an  in  vitro  BBB  model  to  validate  the  specific  LDLR‐dependent 

transcytosis of LDL via a non‐degradative route,  in particular by comparing primary endothelial cell 

monolayers from wild‐type (WT) and LDLR knock‐out animals (ldlr ‐/‐). Next, we show that the LDLR‐

targeting  peptide‐vectors  we  developed  promote  binding  to  apical  LDLR  and  transendothelial 

transfer of a protein cargo across the BBB monolayers via the same route than LDL. We thus provide 

further  evidence  that  the  LDLR  is  a  relevant  receptor  for  CNS  drug  delivery  via  RMT  and  that  the 

peptides  we  developed  have  the  potential  to  be  used  as  vectors  to  transport  drugs,  including 

proteins or antibody‐based, across the BBB.  
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INTRODUCTION 

Many drugs are  ineffective  in treating central nervous system (CNS) diseases due in part to 

the  blood‐brain  barrier  (BBB)  that  substantially  impedes  the  delivery  of  therapeutic  agents  to  the 

nervous tissue. Hence, new strategies to increase CNS drug delivery represent major pharmacological 

challenges  in  the  coming  years  [1].  Specific  peptide  domains  of  proteins,  some  discovered  by 

serendipity,  that  cross  cell  membranes  such  as  cell  penetrating  peptides  (CPPs),  have  been 

developed as “vectors” to deliver pharmacological agents to the nervous tissue [2]. Other strategies 

involve  the development of vector molecules  that promote more specific CNS drug delivery across 

the BBB via specific receptors involved in receptor‐mediated transcytosis (RMT) of their endogenous 

ligands  [3].  For  instance,  antibodies  that  bind  the  insulin  receptor  (IR)  or  the  transferrin  receptor 

(TfR)  have  been  developed  as  vectors  to  carry  pharmacological  payloads  including  proteins  and 

therapeutic  antibodies  across  the  BBB  [4]. Members  of  the  low‐density  lipoprotein  (LDL)  receptor 

(LDLR) family and their natural apolipoprotein (Apo) ligands such as ApoB and ApoE have also been 

considered for their potential to efficiently deliver nanoparticle‐loaded therapeutics to the brain [5] 

via RMT across  the BBB  [6].  The  receptor‐associated protein RAP  (39  kDa),  or  the p97 protein  (80 

kDa) also known as melanotransferrin  (MTf), both bind members of  the LDLR‐related protein  (LRP) 

subfamily  and  showed  efficient  transfer  across  the  BBB  [7,  8].  However,  drug  delivery  strategies 

based on apolipoproteins or  full  size endogenous  ligands may appear difficult  to  implement at  the 

industrial level and alternative strategies were designed to reduce significantly the size of CNS drug 

delivery  agents.  In  addition,  their  clinical  use may  be  further  limited  by  competition  or  saturating 

levels of the circulating endogenous ligands. 

The  rational  design  of  peptide‐vectors  that  target  receptors  involved  in  RMT  was 

implemented with the characterization of peptides that encompass consensus minimal sequences of 

the  binding  domains  (BD)  of  different  protein  ligands  [9].  These  include  MTfp,  a  peptide  that 

represents  2%  of  the melanotransferrin  (MTf)  protein)  [10],  the  angiopep‐2  peptide  (Ang‐2),  a  19 

amino‐acid  linear peptide derived  from aprotinin, a  ligand of  LRP1  [11, 12], a 38 amino acid LDLR‐

targeted linear peptide derived from ApoB‐BD [13, 14], and several ApoE‐BD linear peptides between 

9  to  23  residues  [15,  16].  All  these  peptides  were  engineered  to  promote  the  transfer  of  drugs 

including  therapeutic proteins and antibodies across  the BBB. However,  the precise mechanism by 

which such peptide‐vectors are engaged in transcytosis across the BBB is not known. 

The LDLR belongs to a family of single transmembrane glycoproteins generally recognized as 

cell  surface  endocytic  receptors  whose  intracellular  trafficking  was  described  for  LDL  particles  in 

epithelial  cells  [17]  and  that  are  expressed  with  some  degree  of  tissue  specificity  [18].  Brain 

cholesterol  (essentially  in an unesterified,  free  form), which accounts  for 20‐25% of  the  total body 

sterols  in  humans  primarily  results  from  de  novo  synthesis  and  there  is  limited  evidence  that 
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cholesterol is transported across the BBB [19]. The presence of the LDLR at the BBB [20] thus raises 

the question of its involvement in RMT and whether it is a target of interest for the transendothelial 

transfer of pharmaceutical agents. 

In order  to  address  these questions we  first  investigated  LDLR expression and  its  apical  or 

basolateral plasma membrane distribution in primary endothelial cells in  in vitro models of the BBB 

and in purified brain microvessels (BMV). Next, using in vitro models of the BBB based on wild‐type 

(WT) and ldlr ‐/‐ brain microvascular endothelial cells (BMEC) [21], we assessed the potential of the 

LDLR to transport ligands across the BMEC monolayers via a transendothelial route and studied both 

LDLR and LDL  intracellular  trafficking within different vesicular compartments. Finally, we used  the 

LDLR‐targeted peptide‐vectors we rationally designed [22] to assess their potential to i) cross BMEC 

monolayers when conjugated to a TAMRA fluorophore, and ii) promote the transendothelial transfer 

of a protein cargo  (Fc  fragment  from a human  IgG1 antibody). Our  results  show that  the LDLR  is a 

relevant  receptor  for  CNS  drug  delivery  via  RMT  and  that  the  peptides  we  developed  have  the 

potential  to  be  used  as  vectors  for  the  transport  of  drugs,  including  proteins  or  antibody‐based, 

across the BBB. 



 

 

142 

MATERIALS AND METHODS 

Animals 

Procedures  involving  animals  conform  to  National  and  European  regulations  (EU  directive 

N°2010/63) and to authorizations delivered to our animal facility (N° C13 055 08) and to the project 

(N° 00757.02) by the French Ministry of Research and Local Ethics Committee. All efforts were made 

to minimize animal suffering and reduce the number of animals used. 

 

Establishment of stable cell lines expressing human, rat and mouse LDLR‐EGFP 

Full  length  coding  region  for  LDLR were  amplified  by  RT‐PCR  from  human,  rat  and mouse 

(hLDLR, rLDLR and mLDLR) brain total RNA (Clontech laboratories, Mountain View, CA, USA) using the 

following pairs of forward (F) and reverse (R) primers, respectively:  

Fh: ATATATAAGCTTCGAGGACACAGCAGGTCGTGAT,  

Rh: TTAATTGTCGACCACGCCACGTCATCCTCCAGACT,  

Fr: ATATATAAGCTTACATTTCGGGTCTGTGATCC,  

Rr: TTAATTGTCGACCACGCCACGTCATCCTCCAGACT,  

Fm: TTAATTACCGGTCATGCCACATCATCCTCCAG,  

Rm: TTAATTGGTACCGTTGCCACATCGTCCTCCAG.  

The  PCR  products  were  cloned  in  frame  (C‐terminal)  with  enhanced  green  fluorescent 

protein  (EGFP)  in  the  pEGFP‐N1  vector  (Clontech)  and  plasmid  constructs  were  fully  sequenced. 

Chinese  Hamster  Ovary  cells  (CHO‐K1,  ATCC  number  CCL‐61TM)  were  transfected  using  JetPei 

(Polyplus Transfection, Illkirch France) with the different plasmid constructs. Clones with stable LDLR‐

EGFP  expression  were  selected  with  geneticin  800  µg/mL  (Life  Technologies,  Carlsbad,  CA,  USA), 

amplified and tested for the plasma membrane expression of the fusion proteins by western blotting 

and immunocytochemistry. Cell lines were referred to as CHO‐hLDLR‐EGFP, CHO‐rLDLR‐EGFP or CHO‐

mLDLR‐EGFP.  Forty‐eight  hours  before  experiments,  the  cell  lines were  seeded on  cover  slips  at  a 

density of 40.103 cell/cm2 in a humidified cell culture incubator with 5 % CO2. 

 

In vitro BBB models 

Because  our  study  required  LDLR  deficiency  to  validate  our  results  on  LDLR‐mediated 

transport of DiI‐LDL and vectorized‐Fc across  the BBB, we  set up  rat  and mouse  syngeneic  in  vitro 

BBB models that allowed comparison between WT and ldlr ‐/‐ BMECs. For independent validation of 

some of  the  results, we  also used  a  commercially  available  bovine  in  vitro  BBB model  from Cellial 

Technologies (Lens, France) [23].  
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Rat and mouse syngeneic in vitro BBB models 

Production of astrocytes 

Rat and mouse cerebral astrocytes were obtained respectively from neonatal Wistar rats and 

C57Bl6 mice  (Elevage  Janvier,  St  Berthevin,  France)  as  previously  described  [21].  Briefly, meninges 

were carefully removed and the cortical pieces were mechanically then enzymatically dissociated in a 

solution of trypsin 0.05%‐EDTA 0.02% (Life Technologies) for 5 min at 37 °C (3 cortical pieces in 6 mL). 

Dissociated  cells  were  seeded  into  cell  culture  flasks  in  glial  cell  media  (GCM)  containing  DMEM 

supplemented  with  10%  fetal  bovine  serum  (FBS),  penicillin  100  units/mL  and  streptomycin  100 

µg/mL  (Life  Technologies),  that was  replaced  twice a week. After 1 week of proliferation,  the glial 

cells were gently shaken on an orbital shaker at 60 rpm during 48 hr at 37 °C to remove microglial 

cells.  Three weeks after  seeding,  cultures enriched  in astrocytes were passaged by  treatment with 

trypsin 0.05% ‐ EDTA 0.02% solution and frozen in liquid nitrogen for later use.  

 

Production of BMEC primocultures 

Primary  cultures  of  BMEC  were  prepared  from  5‐6  week  old  Wistar  rats,  C57Bl/6  mouse 

brains (Elevage Janvier), Sprague Dawley ldlr ‐/‐ rats (SAGE Labs, Boyertown, PA, USA) or C57Bl/6 ldlr 

‐/‐ mice  (The  Jackson  Laboratory,  Sacramento,  CA, USA).  Briefly,  the  cerebellum,  the optic  nerves, 

the midbrain and the meninges were carefully removed from forebrains under a stereomicroscope. 

Then,  the  cortical  pieces were mechanically  dissociated with  a  Dounce  homogenizer  and  digested 

with an enzymatic solution containing a mix of collagenase/dispase (Roche Diagnostics, Mannheim, 

Germany),  DNase  type  I  35  µg/mL  –  20  K  units/mL  (Sigma  Aldrich,  Saint‐Louis,  MO,  USA)  and 

gentamycin 50 µg/mL (Life Technologies) in a shaker for 30 min at 37 °C as previously described [21]. 

The  digested  tissues  were  separated  by  a  density‐dependent  centrifugation  in  25%  bovine  serum 

albumin  (BSA)  low  endotoxin  level  (PAA  Laboratories,  Velizy‐Villacoublay,  France)  in  HBSS  1X  (Life 

Technologies)  at  3600  x  g  for  15 min  at  RT.  The microvessels  obtained  in  the  pellet were  further 

digested with the same enzymatic solution for 1 hr at 37 °C  in a shaker. The digested microvessels 

were  centrifuged  at  1000  x  g  for  5  min  and  seeded  on  T75  flask,  pre‐coated  48  hr  earlier  with 

collagen  type  IV  and  fibronectin  both  at  1  µg/cm2  (BD  Biosciences,  Franklin  Lakes,  NJ,  USA),  in 

endothelial  cell media  (ECM)  containing  DMEM/F12  supplemented with  20%  bovine  platelet  poor 

plasma  derived  serum  (Alfa  Aesar,  Ward  Hill,  MA,  USA),  basic  fibroblast  growth  factor  (bFGF)  2 

ng/mL, heparin 100 µg/mL, gentamycin 50 µg/mL and HEPES 2.5 mM (all from Life Technologies). For 

the first two days, puromycin 4 µg/mL (Sigma Aldrich) was added to the ECM. On the third day, the 

cells were washed and puromycin 2 µg/mL was added for two more days. On the fifth day, the cells 

were  washed  and  ITSX  supplement  containing  insulin,  transferrin  and  sodium  selenite  (Life 

Technologies) was added for two more days until the cultures reached 90% confluence. 
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Rat and mouse in vitro BBB models 

Five days before the establishment of the co‐culture, astrocytes were thawed and plated in 

GCM  at  a  density  of  30.103  cells  per  cm2  in  12‐well  or  6‐well  plates.  Two  days  before  the 

establishment  of  the  co‐culture,  the  purified  endothelial  cells were  passaged  by  a  brief  treatment 

with trypsin 0.05% ‐ EDTA 0.02% solution and immediately seeded at a density of 160.103 cells/cm2 in 

the luminal compartment of the 12‐well or 6‐well plates polyethylene insert filters with a pore size of 

1  μm  (Merck  Millipore,  Billerica,  MA,  USA),  pre‐coated  48  hr  earlier  with  collagen  type  IV  and 

fibronectin, both 1 µg/cm2 (BD Biosciences). The day before the establishment of the co‐culture, the 

astrocyte  culture media was  replaced  by  ECM  supplemented with  hydrocortisone  500  nM  and  1/3 

conditioned medium  from  the  abluminal  compartment of  a  previous  co‐culture  (3  days  of  contact 

between BMECs and astrocytes). BMEC monolayers and astrocytes were set  together  in co‐culture 

on the first day of differentiation. Forty‐eight hours after plating, a monolayer of BMECs covered the 

entire  filter  surface. The  luminal  compartment of  the  filters was  replaced with ECM supplemented 

with hydrocortisone 500 nM and the filters were transferred into the wells containing the astrocytes. 

Under these conditions, in vitro models differentiate, express junction‐related proteins within 3 days 

and remain optimally differentiated during 3 more days. 

 

Bovine in vitro BBB model 

Briefly,  the  model  distributed  by  Cellial  Technologies  [23]  was  based  on  bovine  BMECs 

cultured  on  Millicell  polycarbonate  insert  filters,  pore  size  0.4  μm,  30  mm  diameter  (Merck 

Millipore), treated with rat tail collagen type I. BMECs were grown in the presence of DMEM medium 

supplemented with horse serum 10 % and new born calf serum 10 %, glutamine 2 mM, gentamicin 

50 μg/ml and bFGF 1 ng/ml, added every two days. In parallel, primary mixed astrocytes established 

from neonatal rat cerebral cortex were distributed in microplate wells at a density of 1.2.105 cells/mL 

with DMEM supplemented with  10 %  FBS  and  changed  twice  a week. All  reagents were  from  Life 

Technologies.  The  BMECs  were  then  distributed  on  the  luminal  surface  of  the  filters  in  2  mL  co‐

culture and  the medium was  changed  three  times a week. Under  these  conditions, BMECs  form a 

monolayer. Transport assays across the bovine in vitro BBB model were carried out between 5 and 7 

days after confluence was reached. 

 

Tissue sampling 

For  the sampling of adrenal glands  (Ag) and  liver  (L), both  tissues known to be enriched  in 

LDLR  and used  as  positive  controls,  and  cerebral  cortex  (Cx),  the  rats  and mice were  anesthetized 

with  an  intra‐peritoneal  injection  of  a  mix  of  ketamine  140  mg/Kg  (Imalgene  TM,  Merial,  Lyon, 

France) and xylazine 10 mg/Kg (Rompun TM, Bayer Healthcare, Loos, France). The abdominal cavity 
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was opened  to access  the heart  for  left  cardiac ventricular perfusion at 3 mL/min with NaCl 0.9 % 

(w/v).  After  the  removal  of  the  brain  from  the  skull,  the  cerebellum,  the  optic  nerves  and  the 

midbrain were removed under a stereomicroscope to leave a shell of cortex. The adrenal glands, the 

liver and the cortices of WT (Cx WT) and ldlr ‐/‐ (Cx ldlr ‐/‐) rodents were mechanically dissociated in 

PBS  1X  Triton  X100  0.1  %  by  passing  through  a  cell  strainer  of  70  µm.  The  filtrate  was  then 

centrifuged at 13 000 x g for clarification and called lysate (Lt). The digested BMVs were prepared as 

described above but they were washed with PBS 1X instead of plating. The non‐digested BMVs (nd‐

BMV) were prepared as described above without  the  two digestion steps. The CHO‐LDLR‐EGFP cell 

lines  and  the  BMEC  monolayers  were  pre‐incubated  on  ice  with  a  solution  of  DPBS  1X  (without 

calcium and magnesium, Life Technologies) and EDTA 0.25 mM, then mechanically detached with a 

cell scraper and centrifuged at 1200 x g for 10 min. All samples were freeze‐dried at ‐80 °C for later 

use. 

 

RNA extraction and RT‐qPCR analysis 

Using  the RNeasy  Lipid Tissue Mini  kit  (Qiagen, Hilden, Germany),  total RNA was prepared 

from  adrenal  glands,  liver,  cortex,  enzymatically  digested  BMVs  and  BMEC monolayers  from mice 

and rats. Single‐strand cDNA was synthesized from 1 µg of total RNA using oligo(dT)12‐18 primers and 

Moloney murine  leukemia virus  (MMLV)  reverse  transcriptase  (both  from Life Technologies) under 

the conditions indicated by the manufacturer. qPCR experiments were carried out with the 7500 Fast 

Real‐Time  PCR  System  (Applied  Biosystems,  Foster  City,  CA,  USA).  All  reactions  were  performed 

according  to  the  manufacturer’s  instructions  using  TaqMan  Fast  Universal  PCR  Master  Mix  and 

probes  from  the  TaqMan  Gene  Expression  Assays  with  the  following  references:  rat  LDLR 

(Rn00598442), mouse  LDLR with  target  sequences  in  exons 1‐2,  (Mm00440169), mouse  LDLR with 

target  sequences  in  exons  14‐15  (Mm01151335).  Rat  GAPDH  (Rn01775763)  and  mouse  GAPDH 

(Mm99999915) were used as references. Twenty‐five ng of cDNA was used for each qPCR. Samples 

were run in duplicates on the same 96‐well plates and analyzed with the 7500 Software v2.0 (Applied 

Biosystems). The thermal cycling conditions started with initial denaturation at 95 °C for 20 seconds, 

followed by 40 cycles of denaturation at 95 °C for 3 seconds and annealing/extension at 60 °C for 30 

seconds.  Relative  expression  levels  are  determined  according  to  the  ΔΔCT  method  where  the 

expression  level  of  the mRNA of  interest  is  given  by  2‐ΔΔCT where ΔΔCT  =  ΔCT  target mRNA  –  ΔCT 

reference mRNA (GAPDH) in the same sample. 

 

Preparation of membrane protein fractions  

Membrane proteins of adrenal glands, liver, cortex, enzymatically digested BMVs, CHO‐LDLR‐

EGFP  cell  lines  and  BMEC monolayers  from mice  and  rats  were  extracted  with  a  cellular  protein 
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fractionation kit (Calbiochem, La Jolla, CA, USA) according to the manufacturer’s instructions. For the 

assessment of polarization, BMEC monolayers (3.106 cells) and digested BMVs (from 6 cortices) were 

resuspended in 1 mL of hypotonic lysis buffer (sodium bicarbonate 1 mM pH 7.0, supplemented with 

a cocktail of protease inhibitors, Sigma Aldrich) to obtain the whole cell lysate (WL). The suspension 

was  then  centrifuged  at  100  000  x  g  for  1  hr  at  4  °C  to  pellet  the whole membranes  (WM).  The 

resulting pellet was suspended in 500 µL of hypotonic  lysis buffer and homogenized with a Dounce 

homogenizer  with  a  pestle  of  20  µm  clearance.  The  homogenate  was  diluted  2‐fold  in  a  sucrose 

buffer  2X  containing  sucrose  520  mM,  CaCl2  0.4  mM  and  HEPES/TRIS  10  mM,  pH  7.4  and 

subsequently centrifuged at 12 000 x g  for 10 min at 4  °C  to pellet  the nuclear  fraction and debris 

from organelle membranes. The supernatant containing the cytosol and the plasma membranes was 

then centrifuged at 100 000 x g  for 1 hr at 4  °C. The resulting pellet  representing  the  total plasma 

membranes  (PM)  was  resuspended  in  200  µL  of  a  sucrose  solution  1X.  The  plasma  membrane 

suspension was further homogenized as above. The suspension was layered over a step gradient of 

2.5 mL sucrose 30 % (1.13 g/mL), 2.5 mL sucrose 34 % (1.15 g/mL) and 4 mL sucrose 38 % (1.17 g/mL) 

as previously described  [24], and was spun at 200 000 x g  for 2 hr at 4  °C. The plasma membrane 

fractions at the 3 interfaces were collected, with the F1/apical fraction in the sucrose 30 % layer, the 

F2  fraction  in  the 30‐34 %  layer  and  the  F3 basolateral  fraction  in  the 34‐38 %  layer.  Sucrose was 

eliminated by dilutions  in PBS 1X and samples were  then concentrated  in a 10 kDa exclusion  filter 

(Merck  Millipore)  in  a  final  volume  of  50  µL.  Protein  concentrations  were  determined  using  the 

Lowry method (Bio‐Rad, Hercules, CA, USA).  

 

SDS PAGE and western blot analysis 

After  boiling,  aliquots  containing  equal  amounts of  protein were  loaded  in  Laemmli  buffer 

and separated by 8.5 % sodium dodecyl sulphate (SDS) polyacrylamide (Bio‐Rad) gel electrophoresis 

(PAGE) using a MiniBlot system (Bio‐Rad). Proteins were transferred onto nitrocellulose membranes 

(Amersham  Biosciences,  Buckinghamshire,  UK)  in  transfer  buffer  (Tris  25  mM,  glycine  192  mM, 

ethanol 20%). Membranes were incubated overnight in blocking buffer at 4 °C and then probed with 

primary antibodies diluted  in blocking buffer (TBS with milk 5% and Tween20 0.1 %). The following 

antibodies were used: goat anti‐β‐actin HRP 1/5000 (Santa Cruz, Dallas, Texas, USA), goat anti‐LDLR 

1/500  (R&D  systems,  Minneapolis,  MN,  USA),  mouse  anti‐desmin  1/500  (Merck Millipore),  rabbit 

anti‐glial fibrillary acidic protein (GFAP) 1/1000 (Abcam, Cambridge Science Park, UK), mouse anti‐P‐

glycoprotein  (P‐gp)  1/200  (Covance  Inc.,  Princeton,  NJ,  USA),  rabbit  anti‐glutamate  transporter‐1 

(GLT‐1) 1/1000 (Abcam) and mouse anti‐enhanced green fluorescent protein (EGFP) 1/1000 (Roche 

Diagnostics). P‐gp and GLT‐1 were used respectively as apical and basolateral membrane polarization 

markers.  After  washing,  membranes  were  incubated  with  appropriate  secondary  horseradish 
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peroxidase  (HRP)‐conjugated  IgG  antibodies  1/2000  (Jackson  Immunoresearch,  West  Grove,  PA, 

USA).  Finally,  proteins were  detected  using  a  chemiluminescence  kit  (Roche  Diagnostics)  revealed 

with  the  G:Box  chemi  xx6  system  (Syngene,  Cambridge,  UK).  Films  were  digitized  using  GeneSys 

software (Syngene) and optical densities of the bands were assessed using the NIH ImageJ software, 

an independent operating system that has a license‐free status (version 1.49o for mac).  

 

Flow cytometry 

BMEC  primocultures  at  confluence  were  pre‐incubated  on  ice  with  a  solution  of  DPBS  1X 

(without calcium and magnesium) and EDTA 0.25 mM then mechanically detached with a cell scraper 

and  centrifuged  at  120  x  g  for  8  min.  Mechanical  detachment  was  preferred  to  enzymatic 

detachment to avoid receptor shedding at the cell surface. The pellet was resuspended in a solution 

containing PBS 1X, FBS 1 % and sodium azide 0.02 % (Sigma Aldricht). Cells were further incubated on 

ice for 30 min with a goat anti‐LDLR antibody 1/40 (5 µg/mL) (R&D systems) followed by incubation 

with an anti‐goat secondary antibody labeled with Alexa Fluor 647 1/800 or  incubated with DiI‐LDL 

20 µg/mL (both from Life Technologies). The cell suspension was washed by centrifugation at 300 x g 

for 5 min then resuspended in a solution of PBS 1X and EDTA 5 mM. FACS analysis was immediately 

performed on a FACSCanto II (BD Biosciences) using BD FACSDiva software.  

 

Peptide‐vector synthesis and conjugation to TAMRA and to a human IgG1 Fc fragment  

Synthesis of peptide‐vectors and conjugation of TAMRA 

Sequences of the VH411, VH4127 cyclic peptides [25, 26, 27] and their respective scrambled 

versions  VH411Sc  and  VH4Sc  are  respectively:  DSGL[CMPRLRGC]cDPR,  [cMThzRLRGPen]c, 

RDRM[CGRDLPSC]cGPL  and  [cRMLGRPCG]c.  The  cyclic  peptides were  synthesized  using  Fmoc  SPPS 

methodology with an automated microwave peptide synthesizer  (CEM Corporation, Matthews, NC, 

USA) as we previously described [22]. Cyclization was performed by disulfide bridge formation using 

K3[Fe(CN)6] as a mild oxidizing  reagent on  crude peptides between  the  first Cys or D‐Cys  residues 

and the last Cys or Pen residues. VH411‐TAMRA (TAMRA‐GGG‐VH411‐NH2) and its scrambled version 

VH411Sc‐TAMRA  (TAMRA‐GGG‐VH411Sc‐NH2)  were  obtained  from  Eurogentec  (Angers,  France). 

Briefly,  fluorophore conjugation was performed on the N‐terminal amine of  the peptides. For each 

peptide, a triglycine linker was introduced in between the fluorophore and the peptides as a flexible 

spacer.  The  conjugates were  analyzed  by  RP‐HPLC  followed  by mass  spectrometry  and  purity was 

superior to 95%. The conjugates were checked for binding the human, mouse and rat LDLR expressed 

in CHO‐LDLR‐EGFP cell lines. 
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Chemical coupling of VH4127 and VH4Sc peptides to a human IgG1 Fc fragment 

Conjugation  of  the  VH4127  and  VH4Sc  peptides  to  human  IgG1  Fc  fragment  (Merck 

Millipore)  was  performed  using  the  heterobifunctional  spacer  sulfo‐SMCC  (Pierce  Biotechnology, 

Rockford,  IL,  USA).  In  a  first  step,  both  VH4127  and  VH4Sc  were  functionalized  on  their  free  C‐

terminal with cysteamine to generate thiol‐modified peptides. In a second step, the Fc fragment was 

allowed to react with sulfo‐SMCC to obtain a reactive protein against thiol moieties. Different molar 

excess of sulfo‐SMCC were added to the Fc fragment in PBS 1X (pH 7.2) to generate conjugates with 

a  controlled  coupling  valence  of  the  peptides.  The  reaction  was  allowed  to  proceed  at  room 

temperature  (RT)  for  30 min.  To  remove  excess  sulfo‐SMCC  and  its  by‐product  resulting  from  the 

reaction, the reaction mixture was purified using Dextran Desalting Columns (Pierce). Concentration 

of the functionalized‐Fc was assessed by measuring  its absorbance at 280 nm. A colorimetric assay 

(DTNB, Ellman’s reagent, Pierce) was used to quantify the number of functionalized lysine residues. A 

mean of 10 ± 2 maleimido caproyl spacers were introduced per Fc dimer. In a third step, the resulting 

functionalized‐Fc  was  mixed  to  a  5‐molar  excess  of  the  thiol  functionalized  VH4127  or  VH4Sc 

peptides. The reaction was allowed to proceed at RT for 1 hr and the mixture was then purified on a 

Zeba  desalting  spin  column  (Pierce).  The  conjugates  (VH4127)10‐Fc  and  (VH4Sc)10‐Fc  with  n 

corresponding  to  the  number  of  maleimido  caproyl  spacers  introduced,  as  determined  before 

peptide coupling, were named VH4127‐Fc and VH4Sc‐Fc respectively. Conjugate concentrations were 

determined using an in house anti‐Fc ELISA assay with sensitivity between 50 and 0.50 femtomoles. 

The  conjugates were  also  checked  for binding  the human, mouse and  rat  LDLR expressed  in CHO‐

LDLR‐EGFP cell lines. 

 

Conjugation of vectorized‐Fc to Alexa Fluor 647 

VH4127‐Fc  was  conjugated  to  the  Alexa  Fluor  647  fluorophore  (A647)  using  the  SAIVI 

Antibody  Labeling  Kit  (Life  Technologies)  according  to  the  manufacturer’s  recommendations.  The 

degree  of  labeling  (DOL)  of  A647  per  vectorized‐Fc  was  measured  using  a  NanoDrop  ND‐1000 

spectrophotometer (NanoDrop Technologies, Rockland, Delaware, USA) and calibrated to an average 

of 4 fluorophores per conjugate. The conjugate was named VH4127‐Fc‐A647. 

 

Immunocytochemistry, intracellular trafficking and confocal microscopy analysis 

Immunocytochemistry 

Before experiments, CHO‐hLDLR‐EGFP and WT and  ldlr  ‐/‐ BMEC monolayers differentiated 

on insert filters were rinsed with HBSS 1X containing BSA 0.1 % (PAA Laboratories), HEPES 5 mM and 

gentamycin 50 µg/mL called HBSS‐T. The monolayers were transferred to new 12‐well plates without 

astrocytes.  After  incubation  of  live  cells  at  4  °C  or  37  °C  with  either  a  goat  anti‐LDLR  antibody  5 
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µg/mL  (R&D  systems),  DiI‐LDL  20  µg/mL  or  100  µg/mL  for  cell  surface  binding,  Alexa  Fluor  647‐

labeled transferrin 200 µg/mL (Tf‐A647, Life Technologies), and/or the following peptide conjugates, 

VH411‐TAMRA  and  VH411Sc‐TAMRA  2µM,  VH4127‐Fc  and  VH4Sc‐Fc  50  nM  or  250  nM  for  cell 

surface binding, the monolayers were washed three times with HBSS‐T and gently dissociated from 

the  insert  filters  followed by a 20 min  fixation  in paraformaldehyde (PFA) 4% (w/v)  (Sigma Aldrich) 

prior  to  immunocytochemistry. After  three washes with  PBS 1X  (Life  Technologies),  the  cells were 

pre‐incubated  for  30 min  at  room  temperature  (RT) with  blocking  buffer  containing  BSA  3%  (PAA 

laboratories)  in PBS 1X.  The BMEC monolayers were  stained  for 1 hr  in PBS 1X  containing BSA 1% 

(PAA Laboratories), with or without saponine 0.1 % (Sigma Aldrich) for membrane permeabilization, 

with the following antibodies: a goat anti‐LDLR 5 µg/mL (R&D systems), a mouse anti‐human IgG Fc 

fragment 1/100 (Jackson  Immunoresearch), a rabbit anti‐Early Endosome Antigen 1  (EEA‐1) 1/1000 

(Acris antibodies, San Diego, CA, USA) and/or a rabbit anti Lysosomal‐Associated Membrane Protein 

1 (LAMP‐1) 1/1000 (Abcam). Cell nuclei were labeled with Hoechst 33342 1/1000 (Life Technologies) 

either  alone  or  in  co‐incubation with  the  appropriate  secondary  antibody,  donkey  anti‐goat,  anti‐

mouse  and/or  anti‐rabbit  Alexa  Fluor  488  or  647,  1/800  (all  from  Jackson  Immunoresearch).  Cells 

were washed and mounted in Prolong Gold antifade mounting medium (Life Technologies). 

 

Intracellular trafficking 

For  the  assessment  of  intracellular  trafficking  of  LDLR,  LDL  and  vectorized‐Fc,  pulse‐chase 

experiments were designed to follow their intracellular fate in a synchronized manner. In particular, 

their co‐localization with two vesicular compartment markers was analyzed by incubating live BMECs 

with  (i)  Tf‐A647  200  µg/mL  and/or  (ii)  LysoTracker  Blue  DND‐22  or  Red  DND‐99  50  nM  (Life 

Technologies), for 1 hr at 37 °C. Before and/or after incubation of these compartment markers, the 

monolayers were washed three times with cold HBSS‐T and incubated for 30 min at 4 °C (pulse) with 

(i)  a  goat  anti‐LDLR  antibody  5  µg/mL  (R&D  systems)  together with  a  donkey  anti‐goat  secondary 

antibody Alexa Fluor 488 (Jackson Immunoresearch) at equimolarity, (ii) DiI‐LDL 20 µg/mL, and/or iii) 

VH4127‐Fc‐A647 250 nM. The end of this pulse step was defined as T0. The monolayers were washed 

with pre‐warmed HBSS‐T and  incubated at 37  °C  for 15 min, 30 min or 60 min  (chase). After each 

time point, the monolayers were washed three times with cold HBSS‐T and either instantly mounted 

in  HBSS‐T  for  live  cell  imaging  or  fixed  with  PFA  4%  (w/v)  (Sigma  Aldrich)  prior  to 

immunocytochemical staining with a rabbit anti‐LAMP‐1 antibody (Abcam) as described above. 

 

Confocal microscopy 

The  mounted  slides  were  observed  with  a  Leica  TCS  SP2  confocal  microscope  (Leica 

Microsystems, Heidelberg, Germany). High magnification images were acquired using a 63X HCX PL 
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APO oil immersion objective and analyzed using the NIH ImageJ software, an independent operating 

system that has a license‐free status (version 1.49o for Mac). Kinetics and quantitative analysis of co‐

localization between LDLR ligands and the labeled compartments was performed at each chase time 

from 10 frames using the JACoP plugin of ImageJ software. 

 

Quantification of DiI‐LDL and vectorized‐Fc uptake by and transport across BMEC monolayers 

For each uptake and transport experiment, the astrocytes from the abluminal compartment 

of the co‐culture systems were cultured in serum free condition for 24 hr. The day of the experiment, 

the inserts containing the BMEC monolayers were gently washed with HBSS‐T and transferred to new 

6 or 12‐well plates without astrocytes. The barrier integrity of the in vitro BBB model was controlled 

for  each  experiment  with  Lucifer  Yellow  (LY  CH  lithium  salt,  Sigma  Aldrich)  a  small  hydrophilic 

molecule  (MW 457  g/mol)  known  to  be  retained  by  the  BBB  as  previously  described  [21].  Briefly, 

quantification  of  the  LY  paracellular  leakage  from  the  luminal  to  the  abluminal  compartment was 

assessed by fluorimetric analysis (excitation at 430 nm and emission at 535 nm) and expressed in LY 

permeability, Pe(LY). Barrier integrity was validated for Pe(LY) below 0.6.10
‐3 cm/min. 

 

DiI‐LDL 

DiI‐LDL was diluted in HBSS‐T to 5, 10, 20 and 40 µg/mL, corresponding respectively to 1, 2, 4 

and 8 µg/insert and added to the luminal compartment of the inserts (12‐well plates, 200 µL in the 

luminal  compartment  and  1.2  mL  in  the  abluminal  compartment)  in  contact  with  the  BMEC 

monolayer. The cells were then incubated for 30 min at a 37 °C in a humidified cell culture incubator 

with  5 % CO2.  The monolayers were  rinsed once with HBSS‐T  and  twice with DPBS 1X  then either 

lysed with 200 µL of PBS 1X containing Triton X100 0.1 % for fluorimetric analysis or fixed in PFA 4 % 

at RT  for confocal microscopy analysis. DiI  fluorescence was quantified  in  the cell  lysate and  in  the 

abluminal compartment by fluorimetric analysis with a spectrofluorimeter with excitation at 554 nm 

and  emission  at  571  nm.  Fluorescence  units were  transformed  in  ng  using  a  linear working  range 

then in ng/cm2 based on the insert surface (1.1 cm2 for 12‐well plate inserts). 

 

VH411‐TAMRA and VH411Sc‐TAMRA  

The  VH411  peptide  and  its  scrambled  control  VH411Sc,  both  conjugated  to  TAMRA  were 

incubated  in the  luminal chamber of the culture system at 2 µM for 1 hr, 4 hr and 24 hr. Potential 

cellular toxicity of the peptide conjugates was assessed by evaluation of the barrier integrity via co‐

incubation with LY during the experiments and expressed  in LY permeability, Pe(LY). The endothelial 

cell monolayers were lysed with PBS 1X containing Triton X100 0.1% and the media of the abluminal 

compartment  were  collected  for  fluorescence  quantification  with  a  spectrofluorimeter  with 
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excitation at 550 nm and emission at 574 nm. The results were expressed in percentage of input for 

the cell lysate and in TAMRA permeability, Pe(TAMRA) in 10
‐3 cm/min for transport.  

 

VH4127‐Fc and VH4Sc‐Fc  

VH4127‐Fc and VH4Sc‐Fc were added to the WT or  ldlr ‐/‐ BMEC monolayers (6‐well plates, 

400 µL in the luminal compartment and 3 mL in the abluminal compartment) for 120 min at various 

concentrations between 5 nM and 135 nM in HBSS‐T and at various temperatures, 37 °C or 4 °C. The 

cellular  release  of  VH4127‐Fc  was  quantified  with  an  adapted  pulse‐chase  experiment.  After  an 

incubation of VH4127 50 nM for 1 hr at 37  °C  (pulse), BMEC monolayers were washed extensively 

with  HBSS‐T  following  acidic  buffer  at  pH  4.6  (citric  acid  25.5  mM,  sodium  citrate  24.5  mM  and 

sucrose 280 mM buffered to pH 4.6 with NaOH) to eliminate binding at the cell surface. The inserts 

containing the BMEC monolayers were transferred to new 6‐well plates for 2 hr of chase at 37 °C or 4 

°C. At each time point, the BMEC monolayers were rinsed once with HBSS‐T and twice with DPBS 1X. 

Cells were then trypsinized and centrifuged at 300 x g for 5 min. The cell pellets were lysed in 100 µL 

of PBS 1X containing Triton X100 0.1%. For the transport experiments, the abluminal compartments 

(3 mL) were collected and concentrated with an Amicon Ultra‐15 10 kDa exclusion column  (Merck 

Millipore) by centrifugation at 3000 x g to a 100 µL volume. The content of Fc  fragment  in the cell 

lysates  and  the  concentrated  abluminal  compartments were  quantified  using  the  in  house  anti‐Fc 

ELISA with  sensitivity between 50 and 0.50  femtomoles and expressed  in moles/cm2  based on  the 

insert surface (4.7 cm2 for 6‐well plate inserts). 

 

Statistical analysis / Data analysis 

Quantification  from  RT‐qPCR  and  western  blot  experiments  were  obtained  from  at  least  3 

independent experiments. At least three inserts (triplicates) containing BMEC monolayers were used 

for each analysis and all experiments were repeated at least 3 times from independent  in vitro BBB 

model  preparations.  All  data  are  expressed  as  means  ±  standard  deviations.  The  values  were 

compared using Student’s t‐test. Results were considered statistically significant at p ≤ 0.05 (*), p ≤ 

0.01 (**) or p ≤ 0.001 (***). 
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RESULTS 

LDLR expression and localization in BMVs and BMEC monolayers 

qPCR was used to assess the steady state levels of LDLR mRNAs relative to GAPDH in BMEC 

monolayers  from  BBB  in  vitro  models  produced  from  Wistar  rats  or  C57Bl/6  mice,  compared  to 

purified brain microvessels (BMVs, the in vivo tissue closest to cultured BMECs), to whole cortex (Cx), 

and to organs known to be enriched in LDLR such as the adrenal glands (AG) and liver (L) [18]. Using a 

primer pair selected in exons 5 and 6 of the rat LDLR gene, we find that the steady state levels of rat 

LDLR mRNA  are  lower  in  the  cerebral  cortex  as  a  whole  compared  to  BMVs  (11‐fold  higher)  and 

BMEC monolayers (9‐fold higher) suggesting that the brain vascular system contributes significantly 

to brain LDLR mRNA levels (Fig. 1a). In rat samples, the steady state LDLR mRNA levels in BMVs and 

BMECs are  close  to  those measured  in  liver  and adrenal  glands. We observed a  similar  expression 

profile in mouse samples with a primer pair selected in exons 1 and 2, except in BMECs where LDLR 

mRNA levels were  lower than in rat, and inversely,  in the  liver with higher  levels than in rat. These 

differences between these two species were confirmed using another pair of primers (mouse exons 

14 and 15), which lead to similar expression levels. 

We next analyzed LDLR protein expression in the tissues mentioned above and in particular 

at the plasma membrane. We validated the anti‐LDLR antibodies we used in our study using western 

blot and immunocytochemistry on CHO cell lines we generated with stable expression of the mouse, 

rat  and human LDLR  fused  in C‐terminal with EGFP  (CHO‐mLDLR‐EGFP, CHO‐rLDLR‐EGFP and CHO‐

hLDLR‐EGFP respectively). A goat anti‐LDLR showed good affinity and specificity for both species, but 

with a 10‐fold better detection of  the mouse LDLR, as quantified using densitometry analysis after 

standardization with EGFP (Fig. 1b). The detection of two bands presumably results from differential 

glycosylation  of  the  protein  rather  than  EGFP  cleavage  as  both  bands  are  observed with  the  anti‐

EGFP antibody. Anti‐LDLR antibody specificity was confirmed by similar patterns of labeling in more 

complex lysates from WT cerebral cortex and absence of labeling in ldlr ‐/‐ tissues (Fig. 1b).  

In order to establish whether the LDLR is readily expressed at the plasma membrane of BMV 

endothelial cells  rather  than  in  the associated astrocytic end feet and péricytes  [28], we compared 

non‐digested  BMVs  (nd‐BMV)  to  collagenase/dispase  digested  BMVs  (BMV)  that  are  enriched  in 

endothelial cells  (Fig. 1c). The efficiency of  the purification by enzymatic digestion  is  shown by  the 

loss  of  desmin  and  GFAP  labeling,  markers  of  pericytes  and  astrocytes  respectively.  The  digested 

BMVs  thus  contain  essentially  endothelial  cells,  and  despite  the  partial  shedding  of  LDLR  by 

collagenase/dispase as we observed  consistently using different  approaches  (not  shown), our data 

indicates  that  these  cells  readily  express  the  LDLR  at  the plasma membrane. Digested BMVs were 

used throughout the rest of the study. 
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To compare LDLR protein expression  levels between cortex  (Cx), BMVs, BMEC monolayers, 

adrenal glands (Ag) and liver (L) from rats and mice, western blot analysis was performed on plasma 

membrane preparations from these tissues (Fig. 1d). To compensate for the increased affinity of the 

goat anti‐LDLR antibody for the mouse LDLR compared to rat LDLR (Fig. 1b), 100 mg of rat protein 

samples  were  loaded  on  each  lane  and  compared  to  10  mg  of  mouse  protein  samples.  In  both 

species,  plasma membrane  LDLR  levels  were  higher  in  BMEC monolayers  compared  to  BMVs  and 

whole  cortex  (Cx)  fractions  that  showed  similar  levels. We observed  differences  for  BMECs where 

LDLR levels were 2‐fold lower in mouse than in rat, in agreement with qPCR analysis. 

Finally, we assessed the apical/luminal vs. basolateral plasma membrane distribution of the 

LDLR in BMVs and in BMEC monolayers using sucrose density gradients (Fig. 1e). P‐glycoprotein (P‐gp 

or  multidrug  resistance‐1  (MDR1)  [29],  and  glutamate  transporter‐1  (GLT‐1)  [30],  were  used  as 

markers of the apical (F1) and basolateral (F3) fractions, respectively. GLT‐1 signal was lost in BMEC 

monolayers, presumably due to an absence of induction by glutamate in vitro [31]. In both BMV and 

BMEC plasma membrane preparations,  the  LDLR was  found essentially  in  the  F1 apical membrane 

fraction.  Altogether,  these  data  demonstrate  that  the  LDLR  expressed  in  the  in  vitro  BBB models 

displays a similar apical distribution to that observed in freshly collected BMVs. 

 

LDLR and LDL intracellular trafficking in BMECs 

We  next  analyzed  the  potential  of  the  LDLR  expressed  at  the  apical  side  of  the  BMEC 

monolayers to promote LDL transcytosis. Using FACS analysis on BMECs isolated from either WT or 

ldlr‐/‐ rats, we confirmed that the LDLR is constitutively expressed on the endothelial cell surface and 

mediates  specific  binding  of  a  fluorescent  version  of  its  natural  ligand  LDL  (DiI‐LDL)  (Fig.  2a). 

Transferrin (Tf) has been described to bind the apical Tf‐receptor (TfR), which is involved in RMT [32, 

33]; we  thus  used  Tf‐A647,  a  fluorescent  version  of  Tf,  as  a well‐established  control  substrate.  To 

assess the cell surface binding of LDL and early endocytosis events, we co‐incubated DiI‐LDL and Tf‐

A647 on live BMEC monolayers for 30 min at 4 °C (Fig. 2b). In these conditions, specific cell surface 

binding of ligands to their respective receptors occurred while limiting further vesicular trafficking. At 

the  end  of  this  procedure,  apical,  ligand‐accessible  LDLR  was  stained  using  anti‐LDLR 

immunostaining.  The  extent  of  DiI‐LDL  binding  correlates  well  with  the  differential  cell  surface 

expression  of  LDLR,  suggesting  that  LDL  binding  to  BMECs  is  indeed  LDLR‐mediated.  Confocal 

microscopy  analysis  revealed many  DiI‐LDL/LDLR  co‐localized  clusters  at  the  cell  surface,  some  of 

them  also  containing  Tf‐A647.  Interestingly,  LDLR/LDL  and  TfR/Tf  complexes  clustering  events 

occurred in the same cell surface subdomains, suggesting a similar endocytic route for LDL and Tf in 

BMECs.  Further  observation  showed  that  some  of  the  DiI‐LDL/Tf‐A647  overlaps  do  not  co‐localize 

with LDLR. These events most likely correspond to already invaginated, perimembrane vesicles that 
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are  no  longer  accessible  to  the  anti‐LDLR  antibody.  Finally,  some  cell  surface  LDLR  clusters  were 

observed with no co‐localizing DiI‐LDL. Such observations might result  from recycling events of  the 

receptor  at  the  cell  surface  that  may  have  occurred  during  the  wash  procedure  in  ligand‐free 

medium  prior  to  the  fixation  step.  Taken  together,  these  results  indicate  that  LDL  binding  to  the 

apical side of BMECs occurred via LDLR and suggests an entry route similar to that of Tf. 

The potential  involvement of  the LDLR  in RMT  in our  in  vitro BBB models was assessed by 

analyzing the intracellular fate of DiI‐LDL subsequent to its specific binding to cell‐surface LDLR using 

a  pulse‐chase  approach  (Fig.  3a).  Briefly,  the  pulse  was  performed  by  incubating  LDLR  ligands, 

including  an  anti‐LDLR  antibody or DiI‐LDL,  on BMEC monolayers  for  30 min  at  4  °C,  as  previously 

performed (Fig. 2b). After extensive washes, different chase periods were performed by shifting cells 

from 4 °C to 37 °C to allow ligand endocytosis and intracellular trafficking. Tf‐A647 and LysoTracker 

Blue DND‐22, a viable  fluorophore readily entering acidic subcellular organelles, were continuously 

incubated at 37 °C before the pulse and/or during the chase to allow staining of the Tf‐positive and 

lysosomal  compartments,  respectively.  Qualitative  and  quantitative  analysis  of  co‐localization 

between  LDLR  ligands  and  these markers was  then  assessed  to  determine  their main  intracellular 

trafficking route.  

This pulse‐chase approach was first used to assess on live BMEC monolayers the intracellular 

fate of the apical LDLR once engaged in its endocytotic route. In these experiments, cell surface LDLR 

was  tracked  by  co‐incubating  an  anti‐LDLR  antibody  together  with  its  fluorescent  secondary 

antibody. Our kinetic and quantitative analysis demonstrated that LDLR progressively engaged the Tf‐

positive route  (Fig. 3b), as evidenced after 1 hr chase on a representative  frame (Fig. 3c). We next 

assessed the  intracellular trafficking of DiI‐LDL  in BMECs using the same pulse‐chase approach (Fig. 

3d). At the end of the pulse, surface and perimembrane DiI‐LDL particles did not co‐localize with any 

of the intracellular compartment markers. No significant overlap was observed between both the Tf‐

positive  and  lysosomal  compartments  at  any  chase  time,  confirming  that  they  label  distinct 

compartments in BMECs. As opposed to the typical delivery of LDL to lysosomes in epithelial cells (K. 

Varini et al., manuscript  submitted)  [17, 18], DiI‐LDL did not accumulate  in BMEC  lysosomes, even 

after 1 hr chase as shown on a representative frame (Fig. 3e). Rather, LDL progressively engaged the 

same  Tf‐positive  compartment  as  the  LDLR,  with  very  similar  kinetics.  Taken  together  our  results 

indicate that (i) the apical LDLR displays a temperature‐dependent endocytosis activity in our in vitro 

BBB model,  (ii)  after  binding  to  apical  LDLR,  LDL particles  engage  the  same  intracellular  trafficking 

route as LDLR and Tf that bypasses the lysosomal compartment. These observations strongly support 

the involvement of apical LDLR expressed in our  in vitro BBB model in a process that promotes LDL 

transcytosis rather than lysosomal delivery. 
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BMEC monolayers prepared from either WT or ldlr ‐/‐ rats were used to further confirm the 

functional role of endothelial LDLR in LDL transcytosis. Confocal microscopy analysis confirmed that 

the  cellular  uptake  of  an  anti‐LDLR  antibody  (Fig.  4a)  and DiI‐LDL  (Fig.  4b) was  indeed  specifically 

mediated by  LDLR  since  no uptake was  observed  in  BMEC monolayers  prepared  from  ldlr  ‐/‐  rats. 

Next, we used fluorimetric analysis to quantify the LDLR‐dependent uptake and transport of DiI‐LDL, 

and increasing doses were incubated for 30 min at 37 °C in the luminal compartment of WT and ldlr ‐

/‐ BMEC monolayers  (Figs. 4c, d). Unexpectedly,  in WT monolayers, DiI‐LDL uptake was  linear with 

increasing doses of input, with no saturation up to the highest dose tested of 8 µg DiI‐LDL/insert (40 

µg/mL)  (Fig.  4c).  In  ldlr  ‐/‐  BMEC monolayers,  DiI‐LDL  uptake  also  increased  in  a  dose‐dependent 

manner,  suggesting at  least partial non‐specific DiI‐LDL binding  to or uptake by BMEC monolayers; 

however,  the extent of  cellular uptake was significantly  lower  than  in WT cells at any dose  tested, 

indicating  that  DiI‐LDL  uptake  was  in  part  LDLR‐dependent.  To  quantify  DiI‐LDL  transport  across 

BMEC monolayers and evaluate the direct contribution of LDLR in this process, DiI fluorescence was 

quantified  in  the abluminal  compartment at  the end of  the  incubation period  (Fig.  4d).  Consistent 

with its LDLR‐dependent uptake, DiI‐LDL transport was significantly higher in WT than in ldlr ‐/‐ BMEC 

monolayers.  Interestingly,  DiI‐LDL  transport  did  not  correlate with  the  uptake  curve  as  it  reached 

saturation as of 2‐4 µg DiI‐LDL per insert, as would be expected from a specific RMT process.  

Taken  together, our  results  show that  in  in vitro BBB models,  the LDLR  is expressed at  the 

apical plasma membrane, as in freshly collected brain microvessels. Apical LDLR specifically binds its 

natural  ligand  LDL,  which  is  subsequently  delivered  to  a  Tf‐positive  compartment  that  bypasses 

lysosomes.  Our  transport  studies  from WT  and  ldlr  ‐/‐  BMEC monolayers  demonstrate  significant 

LDLR‐dependent transendothelial transfer of LDL. These  in vitro models confirm the involvement of 

LDLR in a RMT process at the BBB and were used in further experiments to analyze the potential of 

our  LDLR‐targeted peptide  ligands  to  engage  the  same  trafficking  route  and  to  transport  different 

cargos across BMEC monolayers. 

 

Uptake by and transport across BMEC monolayers of the LDLR‐targeted VH411‐TAMRA 

A family of cyclic peptide‐vectors that unambiguously bind the human, rat and mouse LDLR 

(hLDLR,  rLDLR,  mLDLR,  respectively)  was  initially  generated  by  biopanning  using  phage  display 

strategies  on  cell  lines  expressing  the  hLDLR.  This  peptide  family  presented  a  MPR‐

consensus/conserved central motif surrounded by two cysteines. VH411 (peptide 1 in Malcor et al., 

2012)  [22],  the most  potent  of  the  hit  peptides was  shown  to  bind  EGF  repeats  of  the  LDLR  and 

consequently do not compete with the main endogenous ligand LDL [22]. VH411 and its scrambled 

version VH411Sc were conjugated at their N‐terminal amine to tetramethylrhodamine (TAMRA), via 

a  triglycine  flexible  spacer  (Fig. 5a).  Incubation of VH411‐TAMRA on a CHO cell  line expressing  the 
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hLDLR‐EGFP  confirmed  its  LDLR‐dependent  uptake  (Fig.  5b).  On  BMEC monolayers,  we  show  that 

VH411‐TAMRA and its scrambled control VH411Sc‐TAMRA were non‐toxic for endothelial cells, as we 

found no evidence of altered permeability of  the BMEC monolayers during 24 hr analysis  (Fig. 5c). 

Uptake of VH411‐TAMRA was 3‐fold higher than its scrambled version as early as 1 hr of incubation 

and the difference increased to 12‐fold over time (Fig. 5d). No apparent transport across the BMEC 

monolayers  was  observed  after  1  or  4  hr  incubation,  presumably  due  to  slow  transport  process 

either through the cell monolayer or across the collagen matrix and polyethylene filter of the insert. 

However, after 24 hr incubation, a significant accumulation (6‐fold) of VH411‐TAMRA was observed 

in  the abluminal  compartment compared  to  its  scrambled version  (Fig. 5e). These  results provided 

initial evidence that the VH411 peptide had the potential to be transported across the BBB  in vitro 

and to be further developed as a peptide‐vector for the transport of molecules across the BBB. Using 

medicinal  chemistry,  shorter  versions  of  VH411,  encompassing  natural  or  non‐natural  amino  acids 

were developed and selected for their higher binding affinity to LDLR and increased plasma stability 

[22].  Among  the  more  recent  peptides  we  developed  is  VH4127  [cMThzRLRGPen]c  that  also 

encompasses non‐natural amino acids and has an affinity of 22.4 nM, as assessed by surface plasmon 

resonance (SPR), and a stability of 4.0 hrs in mouse blood [27]. 

 

Uptake of vectorized‐Fc in BMEC monolayers 

In  order  to  evaluate  the  potential  of  our  optimized  peptides  to  promote  LDLR‐mediated 

uptake and transport of a protein cargo in the  in vitro BBB models, they were conjugated to the Fc 

fragment of a human IgG1 antibody used as a prototypic protein. The  lead peptide‐vector, VH4127 

was chemically coupled to Fc on lysine side chains to generate VH4127n‐Fc, with n an average of 10 

peptides per dimeric Fc (Fig. 6). In some experiments, VH4127‐Fc‐A647, comprising an average of 4 

Alexa  Fluor  647  per  dimeric  Fc,  was  used  to  allow  direct  tracking  in  both  degradative  and  non‐

degradative  intracellular  compartments. We  also  used  the  all‐natural  8  amino  acid VH434 peptide 

(peptide  19  in  Malcor  et  al.,  2012)  [22],  which  was  inserted  in  C‐terminal  of  the  Fc  fragment  to 

generate  a  recombinant  (VH434)2‐Fc  fusion  protein  (two  peptides  per  dimeric  Fc).  In  the  present 

study, similar results were obtained with the recombinant and chemically coupled vectorized‐Fc, but 

only the latter are illustrated. These vectorized‐Fc demonstrated specific LDLR‐dependent uptake in 

LDLR‐expressing epithelial cells with affinities in the sub‐nanomolar range as assessed using SPR (not 

shown).  Finally,  a  scrambled  version  of  VH4127,  namely  VH4Sc  [cRMLGRPCG]c,  was  used  as  a 

negative control.  

We confirmed that chemical conjugation of the peptides on the Fc fragment does not alter 

its detection by secondary antibodies, either in immunocytochemistry or ELISA experiments (Fig. 7). 

The  uptake  of  the  vectorized‐Fc  was  assessed  on  WT  and  ldlr  ‐/‐  in  vitro  BBB  models  and  their 
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intracellular fate was compared to that of DiI‐LDL. Following 30 min incubation at 37 °C in the luminal 

compartment, confocal microscopy analysis shows that the VH4127‐Fc was readily endocytosed and 

co‐localized almost perfectly with DiI‐LDL, while we found no uptake of either VH4Sc‐Fc by the WT 

monolayers  or  VH4127‐Fc  and  DiI‐LDL  by  the  ldlr  ‐/‐  monolayers  (Fig.  7a).  In  this  steady‐state 

condition,  both VH4127‐Fc  and DiI‐LDL  co‐localized with  the  early  endosome marker  EEA‐1, which 

strongly  suggests  that  both  LDLR  ligands  accumulate  inside  the  BMECs  in  non‐degradative 

compartments  (Fig.  7b).  These  experiments  also  show  that  the  cellular  heterogeneity  in  DiI‐LDL 

uptake  correlated well  with  that  of  VH4127‐Fc,  strengthening  the  idea  of  a  direct  contribution  of 

LDLR and an identical entry route for both ligands.  

We also used ELISA to quantify uptake of the vectorised‐Fc by the BMEC monolayers. After 2 

hr  incubation  of  VH4127‐Fc  and  the  VH4Sc‐Fc,  we  show  a  significant  2.5‐fold  higher  uptake  of 

VH4127‐Fc  compared  to  VH4Sc‐Fc  in WT BMEC monolayers  and  also  a  2‐fold  higher  uptake when 

compared to ldlr ‐/‐ monolayers (Fig. 7c). Taken together, our results show a significant contribution 

of LDLR in the uptake of VH4127‐Fc by the BMEC monolayers and suggest that it accumulates inside 

BMECs in non‐degradative endosomal compartments. 

 

Intracellular trafficking of vectorized‐Fc in BMECs 

In order to get further insight into the intracellular trafficking route of our vectorized‐Fc, we 

used a pulse‐chase approach as previously performed with DiI‐LDL alone (Fig. 3a). We first assessed 

the  cell  surface  binding  and  early  endocytosis  events  by  incubating  VH4127‐Fc  on  live  BMEC 

monolayers  for  30  min  at  4  °C  (Fig.  8a).  After  cell  fixation  and  cell  surface  anti‐LDLR  and  anti‐Fc 

immunostaining, confocal microscopy analysis revealed that most VH4127‐Fc co‐localized with LDLR 

clusters  at  apical  plasma membranes.  As  observed with DiI‐LDL  (Fig.  2b),  the  extent  of  VH4127‐Fc 

binding correlates with the differential cell  surface expression of LDLR. These observations confirm 

that apical LDLR is directly involved in the binding of our vectorized‐Fc.  

Using  the pulse‐chase approach  to  synchronize  intracellular  trafficking events  (Fig.  8b), we 

confirm here using VH4127‐Fc‐A647 that allows direct tracking even in the degradative environment 

of  lysosomes,  that  neither  LDL  nor  the  conjugate  enter  LAMP‐1‐positive  lysosomes.  Rather,  both 

ligands  accumulate  in  small  vesicles  in  a  separate  compartment  that  was  shown  in  previous 

experiments  to  be  Tf‐positive  and  EEA‐1‐positive  (Figs.  3,  7).  Of  note,  we  show  that  both  the 

acidic/lysosomal marker  LysoTracker  Red DND‐99  and  the  anti‐LAMP‐1  immunostaining  reveal  the 

same enlarged lysosomal compartments (Fig. 8c). 

 

Quantification of the transendothelial transfer of vectorized‐Fc in BMECs 

To assess the potential of vectorized‐Fc to cross the BMEC monolayers, we used anti‐Fc ELISA 
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to  quantify  the  cellular  uptake,  release  and  transport  from  the  luminal  to  the  abluminal 

compartment of VH4127‐Fc  (Fig. 9). Following 2 hr  incubation on BMECs at concentrations ranging 

from 5 nM to 135 nM, VH4127‐Fc shows a specific and dose‐dependent uptake (Fig. 9a). This uptake 

reached an apparent saturation around 50 nM, further suggesting the involvement of a specific and 

saturable  receptor‐mediated  process.  Evaluation  of  the  cellular  release  of  the  VH4127‐Fc  was 

performed  using  an  adapted  pulse‐chase  approach  (Fig.  9b).  VH4127‐Fc  was  first  allowed  to 

accumulate inside BMECs during 1 hr at 37 °C (pulse). At the end of this pulse, the monolayers were 

rinsed  with  acidic  buffer  at  pH  4.6  to  eliminate  non‐specific  surface  binding.  They  were  then 

transferred to new wells with ligand‐free buffer and incubated for an additional 2 hr at 4 °C or 37 °C 

to prevent or allow, respectively, temperature‐dependent release of VH4127‐Fc (chase). At 4 °C, the 

VH4127‐Fc level in the BMEC monolayer lysates was similar to that observed at the end of the pulse, 

suggesting very  limited release. However, VH4127‐Fc release was significant when performed at 37 

°C  (3.5‐fold  decrease  from  the  end  of  the  pulse),  confirming  the  implication  of  specific  and 

temperature‐dependent mechanisms.  

Finally,  we  assessed  on  a  same  set  of  inserts  the  binding  (monolayer  lysate  after  4  °C 

incubation), endocytosis (monolayer lysate after 37 °C incubation) (Fig. 9c), and transport (luminal to 

abluminal  compartment at 4  °C and 37  °C) of VH4127‐Fc  (Fig. 9d). Based on previous experiments 

showing that the specific transport of VH4127‐Fc is saturable, with non‐specific paracellular leakage 

as  of  50  nM,  the  following  experiments were  performed  at  10  nM of  VH4127‐Fc.  Consistent with 

previous observations performed at higher concentrations (Fig. 7c), BMEC binding and endocytosis of 

VH4127‐Fc significantly  increased when compared  to VH4Sc‐Fc by 41‐fold and 12‐fold,  respectively 

(Fig.  9c).  Quantification  of  VH4127‐Fc  accumulated  in  the  abluminal  compartment  shows  that 

incubation at 4 °C, while allowing binding, prevents transport across the monolayer. On the contrary, 

incubation  at  37  °C  restores  temperature‐dependent  transport  processes  and  correlates  with  a 

significant  5‐fold  increase  of  VH4127‐Fc  accumulation  in  the  abluminal  compartment,  suggesting 

active transendothelial transport (Fig. 9d).  

Altogether, we demonstrated that our LDLR‐targeted vectorized‐Fc and LDL follow a similar 

LDLR‐dependent  trafficking  route  across  BMEC monolayers,  as  shown by  their  (i)  binding  to  apical 

LDLR,  (ii)  endocytosis  and  co‐localization  with  a  marker  of  the  endosomal  compartment,  (iii) 

engagement  of  a  similar  Tf‐positive  route  that  bypasses  the  degradative  lysosomes,  and  (iv) 

temperature‐dependent  accumulation  in  the  abluminal  compartment,  indicative  of  a  transcytotic 

process. 
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DISCUSSION 

The  development  of  novel  drugs  to  treat  CNS  diseases,  in  particular  those  based  on 

biomolecules such as peptides [34], and proteins, including antibodies, will rely on efficient delivery 

of  these  drugs  across  the  BBB.  Among  the  strategies  presently  under  investigation  and  clinical 

validation  is  the  development  of  peptide  or  antibody  vector  molecules  that  improve  CNS  drug 

delivery across the BBB via specific receptors  involved in RMT. In the present study we determined 

the  plasma membrane  localization  of  BMEC  LDLR  and  we  investigated  in WT  and  ldlr  ‐/‐  in  vitro 

models of  the BBB whether the LDLR mediates efficient transcytosis of LDL and whether the LDLR‐

targeting peptide‐vectors we developed previously were able to transfer payloads across the BBB.  

 

The LDLR is expressed at the apical plasma membrane of BMECs 

We showed that mouse and rat BMVs express LDLR mRNA steady state levels that are in the 

range of tissues known for high LDLR expression such as the liver or adrenal glands, and significantly 

higher  than  global  cerebral  cortex.  This  indicates  that  BMVs  rather  than  brain  parenchyma  cells 

contribute  significantly  to  LDLR mRNA  expression  in  the  brain  of  both  species.  Results  on  plasma 

membrane  LDLR  levels  in  the  cortex  compared  to  BMEC  monolayers,  liver  and  adrenal  glands 

corroborate  to  some  extent  the  mRNA  expression  results.  A  significant  proportion  of  plasma 

membrane  LDLR was expressed by endothelial  cells besides astrocytes or pericytes,  also known  to 

express  this  receptor  [28].  In  contrast  with  our  qPCR  analysis,  the  plasma  membrane  expression 

levels of LDLR in BMVs from both mouse and rat is in the range of the cortex, thus lower than those 

measured  in  liver  or  adrenal  glands.  The  discrepancy  between  LDLR  mRNA  levels  and  protein 

expression in BMVs may stem from either plasma membrane LDLR shedding during BMV enzymatic 

treatment,  or  high  steady‐state  levels  of  LDLR mRNAs  that  are  not  translated  in  BMVs.  The  latter 

hypothesis could reflect a potential for regulation of LDLR expression and plasma membrane sorting 

depending  on  the  extent  of  BMEC  differentiation,  known  to  modulate  LDLR  expression  and  LDL 

uptake [35], and on cellular needs and environment. Consistently,  regulation of LDLR expression  in 

BMECs differs from that in the periphery. For instance in the liver, LDLR expression is modulated by 

the  plasmatic  lipid  flux,  while  in  BMECs  it  appears  that  surrounding  astrocytes  and  their  lipid 

requirements  regulate BMEC  LDLR expression  [36].  Indeed, we  show  that plasma membrane  LDLR 

levels  are  higher  in  BMECs  homogeneously  differentiated  with  astrocytes,  compared  to  freshly 

extracted  BMVs  originating  from  heterogeneous  locations  of  the  vascular  bed  (microcapillaries, 

arterioles or venules), known to display high functional and metabolic heterogeneity [37, 38]. To our 

knowledge, our  results are  the  first  to  show that  the LDLR  is preferentially  located  in apical  rather 

than basolateral membrane fractions of both BMVs and BMEC monolayers, further suggesting a role 

for  the  BBB  LDLR  in  ligand  uptake  from  the  blood  stream.  This  is  in  contrast  with  LRP1,  another 
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receptor  of  the  LDLR  family,  whose  expression  is  higher  in  astrocytes,  pericytes  and  neurons 

compared  to  the  cerebral  endothelium  where  it  is  preferentially  localized  in  the  basolateral 

membrane [39, 40]. 

 

The LDLR is involved in a RMT process at the BBB 

We studied DiI‐LDL binding  to LDLR,  intracellular  trafficking of  the  ligand/receptor complex 

and DiI‐LDL transport into the abluminal compartment using in vitro BBB models prepared from WT 

and  ldlr  ‐/‐  BMECs.  In  particular we  compared DiI‐LDL  and  LDLR  trafficking with  that  of  Tf‐A647,  a 

fluorescent ligand of the TfR that has been described as a recycling receptor involved in transcytosis 

at the BBB [32, 33, 41, 42]. In our experiments, cell surface co‐localization of both DiI‐LDL and LDLR 

with  Tf‐A647  indicates  that  binding  of  these  ligands  occurs,  at  least  in  part,  at  similar membrane 

subdomains.  Although  we  did  not  characterize  the  nature  of  these  membrane  subdomains,  our 

results  suggest  that  both  TfR  and  LDLR  engage  a  similar  entry  route  in  BMECs.  Initial  reports 

suggested that the Tf/TfR complex enters BMECs via a clathrin‐dependent route [42]. However, other 

studies,  including  on  the  LDLR,  rather  highlight  the  caveolin‐dependent  pathway  as  a  general 

mechanism underlying transcytosis [43, 44]. This contrasts with the clathrin‐dependent endocytosis 

route  of  LDLR  in  epithelial  cells  [18].  Taken  together,  the  observations  on  LDLR  are  indicative  of 

differential  uptake mechanisms  and  intracellular  trafficking  routes  depending  on  tissues.  It  is  thus 

likely  that  in  endothelial  cells  LDL  enters  the  endosomal  compartment  via  an  LDLR‐dependent 

pathway and, like Tf, is either recycled back to the cell surface or engages a transcytotic route. This 

hypothesis  is  further  supported  by  our  results  indicating  that  DiI‐LDL  appears  to  undergo minimal 

trafficking  to  the  lysosomes  in  BMECs.  The  mechanism  of  LDLR‐mediated  LDL  endocytosis  and 

trafficking  to  the  lysosomal  compartment  has  been  extensively  described  in  the  periphery,  in 

particular in epithelial cells, where LDL is released in sorting endosomes and subsequently degraded 

in lysosomes to sustain cholesterol‐dependent physiological processes [17, 18]. In contrast, very little 

is known concerning LDL uptake and trafficking in BMECs. The involvement of LDLR in a RMT process 

has been described in a bovine in vitro model of the BBB, and in agreement with our results, the LDL 

was shown to undergo transcytosis [36, 43, 45]. 

Biochemical assessment of DiI‐LDL uptake by BMEC monolayers showed a significant 2‐fold 

difference at increasing doses in the WT compared to ldlr ‐/‐ BMECs. However,  ldlr ‐/‐ BMEC bound 

DiI‐LDL  to  some extent  and  ligand uptake was proportional  to  input  in both WT and  ldlr  ‐/‐  BMEC 

monolayers, with no saturation as would be expected for a receptor‐mediated process. This could be 

due to non‐specific binding of DiI‐LDL to BMECs and/or to binding to other lipoprotein receptors [18, 

46,  47].  In  contrast  with  DiI‐LDL  uptake,  its  transport  across  the  monolayers  reached  saturation, 

suggesting that DiI‐LDL transcytosis across the BMEC monolayers is indeed receptor‐mediated. When 



 

 

161 

using  confocal microscopy approaches, which  involve more drastic washing procedures  than  those 

implemented  in  the biochemical approaches, DiI‐LDL showed no binding and endocytosis  in  ldlr  ‐/‐ 

BMECs indicating first that biochemical analysis involved some non‐specific binding of DiI‐LDL on WT 

or  ldlr  ‐/‐  BMECs,  and  second  that  LDL  uptake  and  consequently  transport  in  BMECs  is  nearly 

exclusively LDLR‐dependent.  

Brain  cholesterol  primarily  results  from  de  novo  synthesis  and  lipoprotein  cholesterol 

transport across the BBB in physiological conditions was reported to be a slow process  in the adult 

[19].  The potential  for modulation of  LDLR expression  in BMECs,  its preferential  localization  in  the 

apical membrane of BMVs and BMECs, and its involvement in transcytosis across BMEC monolayers 

question  the  role  of  this  receptor  at  the  BBB  and  whether  it  is  a  legitimate  target  for  CNS  drug 

delivery  via  RMT.  One  hypothesis  is  that  in  vivo,  the  BBB  LDLR  is  preferentially  involved  in  the 

transport  of  other  ligands  than  ApoB‐bound  cholesterol  [18].  Another  hypothesis  is  that  the  BBB 

LDLR may be mobilized  in  situations  of  compromised brain  cholesterol metabolism  and notably  in 

neurological  disorders  such  as  Huntington’s  disease  and  Tangier  disease,  also  known  as  familial 

alpha‐lipoprotein deficiency [48‐50]. Altogether, there is strong evidence that the LDLR is located at 

apical membranes of BMECs where  it  specifically binds LDL and engages a  transcytosis  route while 

bypassing  the  degradative  lysosomal  compartment.  LDLR  transport  mechanisms  at  the  BBB  could 

thus be used for CNS drug delivery. 

 

Development of LDLR‐targeting peptide‐vectors that transport payloads across the BBB 

We rationally characterized and optimized a family of peptides that encompass a consensus 

motif, that bind the LDLR EGF repeats and consequently do not compete with the main endogenous 

ligand LDL, and that were validated  in vitro and  in vivo [22]. They unambiguously target the human 

but also rodent LDLR with similar affinities thus allowing preclinical studies. This is an important asset 

considering that some drug delivery systems based on anti‐TfR or anti‐IR antibodies that are efficient 

in animal models need to be humanized prior to clinical evaluation [51, 52]. In the present work, we 

showed that the peptide‐vectors we developed such as the VH411 peptide were readily transported 

across  in  vitro  BBB  models  when  conjugated  to  a  TAMRA  fluorophore  with  a  6‐fold  increase 

compared  to  the  scrambled  version within  24  hr.  In  similar  in  vitro  BBB models,  the most  potent 

peptides developed to bind the LRP1 receptor for drug delivery across the BBB reached 15.8% ± 5.1 

at 1 hr incubation [11], suggesting differential rates of transcytosis depending on the target receptors 

and/or the peptide‐vectors developed. 

The peptide‐vectors we developed can be reduced to 8 amino acids long, hence among the 

shortest RMT peptide‐vectors described to date. They can be composed of all natural amino‐acids for 

expression  in fusion proteins and have also been chemically optimized with the  insertion of one or 
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several non‐natural amino‐acids which confer good stability compared to linear, all natural peptide‐

vectors  described  to  date  such  as  the MTfp  [10],  Ang‐2  [11,  12],  ApoB‐BD  [13,  14],  and  different 

ApoE‐BD [15, 16]. For instance, the VH445 [cMPRLRGC]c peptide‐vector we developed encompasses 

a  non‐natural  Cys  and  showed  efficient  transfer  of  conjugated  rhodamine  Red‐X  into  the  CNS  as 

observed by two‐photon microscopy (peptide 22 in Malcor et al., 2012) [22]. VH445 was also used to 

functionalize  paclitaxel‐loaded  nanoparticles  used  in  a  dual‐targeting  strategy  for  BBB  and  brain 

cancer  as  LDLR  appears  over‐expressed  in  glioblastoma  cells  [53],  and  showed  improvement  of 

nanoparticle brain penetration as well as efficacy by increasing the survival time of the treated mice 

[54]. In the present work, we also show that upon chemical conjugation or in frame fusion in C‐ter to 

an  Fc‐fragment,  the  peptide‐vectors  promoted  LDLR‐dependent  uptake  by  BMECs.  Indeed,  in 

contrast with DiI‐LDL evoked above, VH4127‐Fc uptake reached saturation after 2 hr  incubation on 

BMEC  monolayers,  which  was  reduced  on  ldlr  ‐/‐  monolayers,  indicative  of  a  receptor‐uptake 

process, and binding specificity  for  the cell surface LDLR. The 12‐fold  Increase of VH4127‐Fc versus 

VH4Sc‐Fc uptake by  the rat BMEC monolayers vs 2.5‐fold  in  the mouse BMEC monolayers, may be 

related to the reduced LDLR mRNA and protein expression we observed in mouse BMECs compared 

to rat. Both the VH4127 and ApoB peptides target the LDLR, as well as the ApoE peptides to some 

extent.  They  can  thus  be  compared  in  their  transport  efficiency  in  in  vitro  BBB models,  although 

comparisons between different  functionalized or  fusion proteins with specific properties should be 

handled  with  caution.  Fusing  the  ApoE‐BD  to  iduronidase  induced  3.6‐fold  accumulation  of  the 

conjugate versus free (non‐vectorized) enzyme over a period of 3 hr [15]. When fused to neprilysin, 

the ApoB‐BD increased the transport rate of the fusion protein by 45% compared to free neprilysin in 

an  in  vitro  BBB model  [14].  Interestingly,  the  ApoB,  ApoE‐I,  ApoE‐II  and  Ang‐2  targeting  peptides 

were recently compared for their potential to transport the lysosomal enzyme arylsulfatase A (ASA) 

across an  in vitro model of the BBB and into the brain when expressed in fusion in the C‐ter of the 

recombinant  enzyme  [16].  The  5‐fold  increase  in  active  transport we  observed with  vectorized‐Fc 

within 2 hr  is higher  than the best  transport  rate described within 24 hr with the ASA‐ApoB fusion 

compared to ASA (2.2‐fold). 

 

Endothelial trafficking of LDLR‐targeted Fc conjugates: bypass of lysosomal compartment 

We show that vectorized‐Fc and LDL follow similar intracellular routes in BMECs, presumably 

the Tf‐positive‐recycling/transcytotic route. At steady‐state, both ligands perfectly co‐localized in an 

EEA‐1‐positive  vesicular  compartment.  When  chased  after  30  min  incubation  at  4  °C  in  order  to 

synchronize  their  intracellular  trafficking,  the  ligands  accumulated  in  rather  small  vesicular 

compartments  that  bypass  the  larger  LysoTracker  and  LAMP‐1‐positive  lysosomal  compartment. 

Taken  together,  these  complementary  approaches  provide  mechanistic  insights  on  their 
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transendothelial  transfer  into  the  abluminal  compartment.  The  absence  of  trafficking  of  our 

conjugates  in  BMEC  lysosomal  compartment,  in  agreement with  the DiI‐LDL  results,  is  of  outmost 

importance. We have evidence that this is not due to loss of tracer or degradation of the conjugates 

in  this  compartment  that  would  preclude  their  detection.  Indeed,  pulse‐chase  experiments  were 

performed  using  a  vectorized‐Fc  covalently  coupled  to  a  non‐degradable  fluorophore.  Our 

observations may result either from the intrinsic trafficking properties of the LDLR in BMECs, or from 

specific  properties  of  our  peptide‐vectors,  their  coupling  valency  and  binding  affinity.  While  low 

affinity may be deleterious for specific and efficient receptor targeting, high affinity and/or vectors 

with multivalent binding to target receptors may impede their release in the brain parenchyma. The 

peptide‐vectors we developed have significant affinity for the LDLR, in the nanomolar range, and in 

our  study,  the  affinity  of  the  (VH4127)10‐Fc  was  close  to  that  of  good  antibodies,  in  the  sub‐

nanomolar range, which unfortunately cannot be compared with the affinities of the ApoB or ApoE 

peptides that to our knowledge are not described. By comparison, the Ang‐2‐trastuzumab conjugate 

(4  Ang‐2  peptides  per  antibody)  proved  efficacy  in  a  brain  tumor  model  although  the  conjugate 

affinity for the LRP1 target receptor was in the micromolar range [12]. While the TfR is described as a 

prototypic  recycling  receptor  with  low  lysosomal  trafficking  as  evoked  above,  bivalent  antibodies 

developed  to  target  the TfR  initially  showed modest  level of  transcytosis  across  the BBB  [55].  This 

was recently shown to be due, at  least  in part,  to  the  induction of TfR dimerization and re‐routing 

towards  lysosomes  [56]. Such problems were circumvented by decreasing  the apparent affinity, or 

avidity,  of  TfR‐targeted  antibodies  either  by  using  chimeric  monovalent  forms  [56,  57],  or  by 

genetically  engineering  binding  domains with  lower  affinity  at  endosomal  pH  [58].  By  comparison 

with anti‐TfR antibody based strategies, we demonstrate here that the coupling of up to 10 peptide‐

vectors  to  an  Fc  fragment  of  an  IgG1,  although  allowing  efficient  LDLR‐mediated  endocytosis  in 

BMECs, does not redirect the LDLR and the conjugate to lysosomes. As already mentioned this may 

result  from  specific  binding  properties  of  our  peptide‐vectors  towards  the  LDLR  that  may  not 

interfere  with  its  transcytotic  and  recycling  functions  at  the  BBB.  Alternatively,  the  LDLR  may  be 

endowed with  intracellular  trafficking properties  that differ  from  those of  the TfR.  This hypothesis 

would  highlight  the  BBB  LDLR  as  an  attractive  alternative  target  for  the  development  of  targeted 

brain delivery strategies.  

In the present study we provide evidence that the LDLR expressed at the apical side of BBB 

endothelial cells is a bona fide receptor for CNS drug delivery via RMT. We also show that the LDLR‐

binding  peptides we  have  discovered  and  optimized  are  efficient  vector molecules  endowed with 

potential  for  transendothelial  transfer of different classes of molecules,  ranging  from small organic 

molecules to proteins (a fluorophore and Fc fragment in the present study), to siRNAs, peptides and 

nanoparticles  [54]. As a proof of concept,  the strategy we developed  is scalable to other attractive 
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receptors and to alternative types of vectors.  
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Fig. 1 Expression of LDLR mRNA and protein in BMVs and BMECs 

(a) The steady‐state  levels of mRNAs encoding  the  rat and mouse LDLR  relative  to GAPDH were assessed by 

qRT‐PCR  and  compared within  cerebral  cortex  (Cx),  collagenase/dispase  digested  brain microvessels  (BMV), 

BMEC monolayers (BMEC), adrenal glands (Ag) and liver (L). One set of primers was used for quantification in 

rat samples, selected  in exons 5‐6 while 2 sets of primers selected  in exons 1‐2 and 14‐15 were used for the 

mouse samples. (b) Anti‐LDLR antibody validation with western blot analysis of plasma membrane preparations 

from CHO cell  lines engineered  to express  the  rat and mouse LDLR‐EGFP  (CHO‐rLDLR‐EGFP and CHO‐mLDLR‐

EGFP, respectively) compared to CHO WT, and cerebral cortex from either WT or ldlr ‐/‐ mice (Cx WT and Cx ldlr 

‐/‐ respectively). Actin was used to check loading of equal amounts of protein. (c) Rat BMVs were either non‐

enzymatically digested (nd‐BMV), or were digested with collagenase/dispase (BMV) to eliminate pericytes and 

astrocytes. Plasma membrane preparations were probed with different antibodies  to assess  the efficiency of 

the  enzymatic  digestion  of  BMVs,  as  shown by  desmin  and GFAP  labeling  used  as markers  of  pericytes  and 

astrocytes, respectively. Actin was used to check loading of equal amounts of protein. (d) Western blot analysis 

and quantification of  LDLR  levels  in plasma membrane preparations  from cortex  (Cx), enzymatically digested 

BMVs,  BMEC monolayers,  adrenal  glands  (Ag)  and  liver  (L)  from mice  (10 µg per  lane)  and  rats  (100 µg per 

lane). Quantification of the optical densities of each band was assessed using the NIH ImageJ software and is 

shown in fold change relative to Cx. (e) Western blot analysis of LDLR distribution in whole tissue lysates (WL), 

whole  membranes  (WM),  plasma  membranes  (PM)  (10  µg  per  lane),  and  LDLR  polarization  in  apical  and 

basolateral  plasma  membrane  preparations  (2  µg  per  lane)  of  rat  enzymatically  digested  BMVs  and  BMEC 

monolayers.  The quality  of  apical  (F1)  and basolateral  (F3)  plasma membrane preparations was  assessed by 

preferential localization of P‐gp and GLT‐1 in the F1 and F3 fractions, respectively. All data are representative of 

at least 3 experiments with similar results. 
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Fig. 2 Apical LDLR‐dependent binding of LDL to BMEC monolayers 

(a) Flow cytometry analysis of the cell surface binding on live WT (black line) and ldlr ‐/‐ (red line) rat BMECs of 

an  anti‐LDLR  antibody  and  DiI‐LDL  (LDLR  fluorescent  ligand).  The  grey  peaks  (controls)  correspond  to  the 

fluorescent  secondary  antibody  alone  (left  panel)  and  cell  auto‐fluorescence  (right  panel).  (b) 

Photomicrographs of rat BMEC monolayers probed for cell surface binding on live cells of DiI‐LDL co‐incubated 

with  Tf‐A647  for  30 min  at  4  °C.  The monolayers were  fixed with  PFA  4 %  and  stained with  no membrane 

permeabilization step with an anti‐LDLR antibody to assess the cell surface expression of LDLR (Scale bars, 10 

µm  and  2  µm).  Arrows:  cell  surface  clusters  of  LDLR,  DiI‐LDL  and  Tf‐A647  co‐localization.  Arrowheads:  cell 

surface  clusters  of  LDLR  and  DiI‐LDL  co‐localization.  Stars:  cell  surface  clusters  of  DiI‐LDL  and  Tf‐A647  co‐

localization. + symbol: cell surface clusters of LDLR alone. 
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Fig. 3 Analysis of the intracellular trafficking route of LDLR and LDL in BMECs using a pulse‐chase approach 

(a) Schematic representation of a typical pulse‐chase experiment. LDLR  ligands were  incubated on  live BMEC 

monolayers for 30 min at 4 °C to allow cell surface binding while limiting endocytosis (pulse). Cells were then 

washed extensively and either fixed (T0) or further incubated for 15, 30 or 60 min at 37 °C (chase) before live 

cell  imaging.  Tf‐A647 and/or  LysoTracker Blue DND‐22 were  incubated  for  60 min  at  37  °C before  the pulse 

and/or  during  the  chase  to  stain  the  Tf‐positive  and  lysosomal  compartments,  respectively.  Quantitative 

analysis  of  co‐localization  between  LDLR  ligands  and  the  labeled  compartments  is  presented  as  mean  ± 

standard deviation (* p ≤ 0.05 ‐ ** p ≤ 0.01 ‐ *** p ≤ 0.001). 

(b)  Kinetics  and  quantitative  analysis  of  LDLR  delivery  to  the  Tf‐positive  compartment.  A  goat  anti‐LDLR 

antibody was co‐incubated with a donkey anti‐goat secondary antibody coupled to an Alexa Fluor 488 on live 

BMEC  monolayers  during  the  pulse.  Representative  photomicrographs  of  live  cells  after  60  min  chase  are 

shown,  (Scale  bars,  5µm)  (c).  (d)  Kinetics  and  quantitative  analysis  of  LDL  delivery  to  the  Tf‐positive  and 

lysosomal  compartments.  DiI‐LDL was  incubated  on  live  BMEC monolayers  during  the  pulse.  Representative 

photomicrographs of  live  cells  after  60 min  chase are  shown,  (Scale bar,  5 µm);  LysoTracker Blue DND‐22  is 

shown as false green color (e). 



 

 

171 

 

 

Fig. 4 Quantification of LDLR‐dependant LDL uptake by and transport across BMEC monolayers 

(a, b) Photomicrographs of WT and ldlr ‐/‐ rat BMEC monolayers probed for uptake of (a) an anti‐LDLR antibody 

and (b) DiI‐LDL incubated on live cells for 30 min at 37 °C (Scale bars, 10 µm). (c, d) Fluorimetric quantification 

of DiI‐LDL (c) in the cell lysate (uptake) and (d) in the abluminal compartment (transport) from WT and ldlr ‐/‐ 

rat BMEC monolayers was performed in parallel on the same inserts after 30 min incubation at 37 °C. Data are 

presented as mean ± standard deviation (* p ≤ 0.05 ‐ ** p ≤ 0.01). 
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Fig. 5 Uptake by and transport across BMEC monolayers of the LDLR‐targeted VH411‐TAMRA  

(a) The VH411 cyclic peptide was conjugated at its N‐terminal amine to tetramethylrhodamine (TAMRA), via a 

triglycine  flexible  spacer.  (b)  Photomicrographs  of  a  CHO  cell  line  stably  expressing  the  human  LDLR‐EGFP 

(CHO‐hLDLR‐EGFP) probed for uptake of VH411‐TAMRA incubated for 1 hr at 37 °C. Cell nuclei are labeled with 

Hoechst (Scale bar, 10 µm). (c‐e) VH411‐TAMRA and the negative control VH411Sc‐TAMRA were incubated on 

bovine BMEC monolayers for 1 hr, 4 hr or 24 hr at 37 °C to assess on the same inserts their (c) cellular toxicity 

by co‐incubation with Lucifer Yellow (LY) and its paracellular leakage in the abluminal compartment expressed 

as LY permeability, Pe(LY), (d) uptake by the BMEC monolayers assessed by TAMRA fluorimetric quantification in 

the cell lysates expressed as 100 % of input, and (e) transport across the BMEC monolayers from the luminal to 

the  abluminal  compartment  assessed  by  TAMRA  fluorimetric  quantification  and  expressed  in  TAMRA 

permeability, Pe(TAMRA). Data are presented as mean ± standard deviation (* p ≤ 0.05).  
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Fig. 6 Schematic structure of vectorized‐Fc 

The (VH4127)n‐Fc was produced by chemical conjugation of the functionalized VH4127 peptide with a glycine 

(G)  added  at  the  C‐terminal  linked  to  a  cysteamine  (G‐NH‐CH2‐CH2‐SH),  also  called  sulfhydryl  peptide,  for 

reaction on  the  functionalized  lysine  side  chains of  the  IgG1 Fc  fragment.  The  conjugation was  calibrated  to 

obtain  an  average  of  10  peptides  per  dimeric  Fc,  (VH4127)10‐Fc  named  VH4127‐Fc.  The  VH4Sc  scrambled 

peptide was conjugated to Fc similarly.  
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Fig. 7 LDLR‐dependent uptake of vectorized‐Fc in BMEC monolayers 

(a) Photomicrographs of WT and ldlr ‐/‐ rat BMEC monolayers probed for uptake of DiI‐LDL co‐incubated with 

VH4127‐Fc or VH4Sc‐Fc for 30 min at 37 °C on  live cells  (Scale bars, 10 µm).  (b) Photomicrographs of WT rat 

BMEC monolayers probed for uptake of DiI‐LDL co‐incubated with VH4127‐Fc for 30 min at 37 °C on live cells, 

then fixed, permeabilized and stained with an antibody directed against the Early Endosome Antigen‐1 (EEA‐1) 

(Scale bars, 10 µm and 5 µm). Nuclei are stained with Hoechst.  (c) Anti‐Fc ELISA quantification of VH4127‐Fc 

and VH4Sc‐Fc uptake by WT and  ldlr  ‐/‐ mouse BMEC monolayers after 2 hr  incubation at 37 °C on  live cells. 

Fluorescence units were transformed in femtomoles per cm
2
, which refers to the surface area of the filter and 

cell monolayer. Data are presented as mean ± standard deviation (*** p ≤ 0.001). 
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Fig. 8 Analysis of the intracellular trafficking route of VH4127‐Fc in BMECs using a pulse‐chase approach 

(a) Photomicrographs of rat BMEC monolayers probed for cell surface binding of VH4127‐Fc and DiI‐LDL for 30 

min  at  4  °C  on  live  cells.  The monolayers  were  fixed  with  PFA  4  %  and  subjected  to  anti‐LDLR  and  anti‐Fc 

immunostaining  with  no  membrane  permeabilization  step  to  assess  co‐localization  at  apical  plasma 

membranes. (b) Photomicrographs of rat BMECs subjected to incubation of VH4127‐Fc‐A647 and DiI‐LDL for 30 

min  at  4  °C  on  live  cells  (pulse),  then  chased  for  60 min  at  37  °C  to  allow  synchronous  internalization  and 

intracellular  trafficking.  Cells  were  fixed,  permeabilized  and  stained  with  an  anti‐LAMP‐1  antibody  (arrow). 

Arrowheads:  DiI‐LDL  and  VH4127‐Fc‐A647  co‐localization.  (c)  Characterization  of  the  acidic/lysosomal 

compartment in rat BMECs: live cells were incubated for 60 min at 37 °C with LysoTracker Red DND‐99, fixed, 

permeabilized  and  stained with  an  antibody  directed  against  the  lysosomal  associated membrane  protein‐1 

(LAMP‐1). Arrow: LAMP‐1 and LysoTracker co‐localization. Nuclei are stained with Hoechst  (All  scale bars, 10 

µm and 2 µm). 
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Fig. 9 Quantification of VH4127‐Fc uptake by and transport across BMEC monolayers 

(a) Anti‐Fc ELISA quantification of VH4127‐Fc and VH4Sc‐Fc uptake by rat BMEC monolayers for 2 hr at 37 °C on 

live  cells.  (b)  Anti‐Fc  ELISA  quantification  of  the  cellular  release  of  VH4127‐Fc  using  an  adapted  pulse‐chase 

approach. VH4127‐Fc was incubated for 1 hr at 37 °C to quantify uptake by live rat BMEC monolayers (pulse). 

To quantify the cellular release of VH4127‐Fc, the monolayers were washed with an acidic buffer (pH 4.6) and 

then transferred to ligand‐free wells for an additional 2 hr incubation at either 37 °C or 4 °C (chase). (c, d) Anti‐

Fc  ELISA  quantification  of  VH4127‐Fc  and  VH4Sc‐Fc  (c)  in  the  cell  lysate  (uptake)  and  (d)  in  the  abluminal 

compartment  across  the  rat  BMEC monolayers  (transport)  were  performed  in  parallel  on  the  same  inserts. 

VH4127‐Fc and VH4Sc‐Fc were incubated for 2 hr either at 4 °C to allow binding and temperature‐independent 

processes, or at 37 °C to allow binding and restore temperature‐dependent endocytotic process. Fluorescence 

units  were  transformed  in  femtomoles  per  cm
2
,  which  refers  to  the  surface  area  of  the  filter  and  cell 

monolayer. Data are presented as mean ± standard deviation (** p ≤ 0.01 ‐ *** p ≤ 0.001). 
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III. Conclusion 

Dans cette étude, grâce à la combinaison des résultats issus des monocouches de CEMCs ldlr 

‐/‐  et  de  l'approche  de  pulse‐chase  permettant  l’observation  du  trafic  intracellulaire,  nous  avons 

confirmé que le LDLR, exprimé et présenté à la membrane apicale des CEMCs, est une cible d'intérêt 

permettant d'endocyter et d'orienter tout ou partie de la charge endosomale du LDL vers une voie de 

transcytose non‐dégradative. De par leurs propriétés intrinsèques, les peptides vecteurs d'environ 1 

kDa,  ligands  du  LDLR,  conjugués  à  un  cargo  protéique  de  type  fragment  Fc  d'anticorps  (protéine 

recombinante  ou  couplage  chimique)  permettent  d'augmenter  le  transfert  du  conjugué  vers  le 

compartiment abluminal et  ceci  à  travers  le  compartiment  vésiculaire des CEMCs. Ces données au 

niveau cellulaire ont permis de mieux comprendre les propriétés des peptides vecteurs développés 

par VECT‐HORUS quant  à  leur  capacité  à  améliorer  le  transfert  transcellulaire de principes  actifs  à 

travers les monocouches de CEMCs. 
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I. Contexte et Introduction 

Les systèmes vasculaires du cerveau et  la moelle épinière appelés BHE et BSME présentent 

des  caractéristiques  communes  car  ils  sont  composés  de  cellules  endothéliales  entourées  par  des 

pieds d'astrocytes, des péricytes et des neurones formant une UNGV. Les deux systèmes partagent 

des  propriétés  de  barrière  physique  et  physiologique  par  l'expression  de  jonctions  serrées 

hautement  différenciées,  un  faible  niveau  de  transport  vésiculaire,  un  large  spectre  de  pompes 

d'efflux  et  l'expression  polarisée  de  transporteurs  et  récepteurs  permettant  d'approvisionner  le 

cerveau  ou  la  moelle  épinière  en  nutriments  essentiels  à  leur  métabolisme  (Delbart  et  al.,  1989; 

Pardridge et al., 1991; Pardridge, 1999; Gosselet et al., 2009; Pardridge et Boado, 2012). 

 

Cependant,  malgré  les  similarités  sur  le  plan  morphologique  entre  la  BHE  et  la  BSME, 

plusieurs  marqueurs  associés  au  maintient  de  "l'intégrité  de  la  barrière"  sont  exprimés 

différentiellement au niveau des cellules endothéliales qui  les composent (Ge et Pachter, 2006). La 

BSME  se  différencie  de  la  BHE  entre  autres  par  le  dépôt  de  glycogène  au  niveau  des  vaisseaux 

superficiels de  la moelle épinière. Des études  in  vivo montrent une hétérogénéité moléculaire des 

astrocytes  en  fonction  des  zones  du  SNC,  suggérant  une  hétérogénéité  entre  les  deux  systèmes 

vasculaires  (Bachoo  et  al.,  2004).  Par  exemple,  seulement  une  faible  proportion  des  astrocytes 

cérébraux  expriment  la  forme phosphorylée de  la GFAP  alors  que  la majorité  des  astrocytes  de  la 

moelle épinière l’expriment (Takemura et al., 2002). Les péricytes ont une distribution uniforme dans 

différentes  régions  cérébrales  en  contraste  avec  leur  distribution  non  uniforme  le  long  de  l'axe 

rostrocaudal de  la moelle épinière. Bien que  la  région thoracique de  la moelle épinière soit  la plus 

riche en péricytes, elle ne contient dans son ensemble que 30% de péricytes par rapport au cerveau 

(Winkler et al., 2012 ; Radu et al., 2013).  In vitro,  il  a été montré que  la capacité de migration des 

péricytes  lors  de  la  néovascularisation  est  dépendante  de  leur  tissu  d'origine,  cerveau  ou  moelle 

épinière (Wu et al., 2015). Ces observations sont corrélées avec une moindre restrictivité de la BSME 

au passage de différents traceurs tel que des dextrans fluorescents ou des cytokines (Prockop et al., 

1995),  et  une  moindre  expression  de  certains  marqueurs  spécifiques  de  ces  endothéliums,  VE‐

cadherin, β‐catenin, des protéines de  jonctions adhérentes et de  jonctions serrées  telles que ZO‐1, 

l’occludine et la claudine‐5 (Ge et Pachter, 2006).  

 

La  neuroinflammation,  associée  à  des  atteintes  aigues  du  SNC  telles  que  le  trauma, 

l’ischémie,  les  radiations,  les  infections  ou  à  des  pathologies  chroniques  telles  que  la  maladie 

d'Alzheimer ou la sclérose en plaques, est généralement associée à une inflammation des barrières 

du  SNC  (Zhang  et  Gensel,  2014).  Globalement,  cette  inflammation  entraine  une  infiltration 
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leucocytaire,  une  perte  d'intégrité  des  barrières  (amplification  du  passage  paracellulaire)  et  une 

augmentation  du  transport  transcellulaire,  bien  que  cette  vision  soit  controversée  (Bien‐Ly  et  al., 

2015).  Cette  perte  d'intégrité  est  un  évènement  précoce  et  critique  dans  le  développement  et 

l'évolution  des  pathologies  à  composante  neuroinflammatoire.  Le  TNF‐α,  la  cytokine  TWEAK  qui 

appartient  à  la  famille  du  TNF‐α,  et  d'autres  cytokines  et  chimiokines  ont  été  impliquées  dans 

l'altération de l'intégrité de la BHE in vitro (Petty et Lo, 2002; Stamatovic et al., 2008; Stephan et al., 

2013),  notamment  en modulant  l’expression  ou  les  propriétés  des  protéines  de  jonctions  serrées 

(Forster  et  al.,  2008).  Les  CEMCs  et  les  cellules  gliales  périvasculaires,  produisent  des  chimiokines 

telles  que  IL‐8,  MIP‐1α,  MIP‐1β,  RANTES  ou  CCL‐2,  qui  est  impliqué  dans  la  régulation  de  la 

perméabilité  de  la  BHE  (Zach  et  al.,  1997;  Andjelkovic  et  al.,  2000;  Mahad  et  Ransohoff,  2003; 

Stamatovic et al., 2005; Dimitrijevic et al., 2006). Le TNF‐α  induirait une augmentation du transport 

transcellulaire  du  LDL  (Descamps  et  al.,  1997),  de  la  transferrine  (Miller  et  al.,  2005)  et  de  la 

lactoferrine  (Fillebeen et al., 1999) ainsi qu'une augmentation de  l'expression de  la P‐gp  (Yu et al., 

2007).  

 

Parmi  les  processus  associés  à  l'ouverture  de  la  barrière  il  a  été  décrit  une  réorganisation  du 

cytosquelette  d'actine,  qui  est  en  interaction  directe  avec  les  complexes  jonctionnels  protéiques. 

Cette réorganisation entraine une perte d'intégrité réversible des barrières comme cela a été montré 

suite à  l'induction de  l'inflammation par  le TNF‐α ou  l’IL‐1β  (Stamatovic et al., 2005; Dimitrijevic et 

al.,  2006;  Yao  et  al.,  2011).  L’ouverture  des  barrières  est  également  associée  à  la  sécrétion  de 

nombreuses protéases  telles que  les MMPs et une altération ou dégradation de  la MEC  (Green et 

Friedland,  2007).  D’autres  protéases  telles  les  "A  disintegrin  and  metalloproteinases"  (ADAMs  ou 

Adamalysines)  et  des  familles  d’inhibiteurs  tels  les  "serine  protease  inhibitors"  (Serpines)  ont  été 

impliqués dans des processus similaires. Les Adamalysines sont une famille de peptidases classifiées 

en  tant  que « shedases »  car  elles  clivent  la  partie  extracellulaire  de protéines  transmembranaires 

telles que des  récepteurs ou des protéines de  jonction cellulaire  (Wolfsberg et al., 1995; Liu et al., 

2006;  Edwards et al.,  2008; Brocker et al.,  2009).  Les  Serpines  sont  impliquées dans de nombreux 

processus physiologiques tels que  le contrôle de  la cascade protéolytique et  l'inflammation (Carrell 

et Travis, 1985; Whisstock et al., 2010; Silverman et al., 2010).  

 

Si  l’inflammation  de  la  BHE  a  été  étudiée  in  vivo  et  in  vitro,  il  existe  peu  de  données 

concernant l’inflammation de la BSME. Après un traumatisme de la moelle épinière, il a été montré 

une sur‐expression des récepteurs p55 et p75 qui lient le TNF‐α (Pan et al., 2003). Une autre étude 

analysant l'effet de l’acide salvianolic sur des rats suite à un traumatisme de la moelle épinière a mis 
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en évidence une amélioration de  l’intégrité de  la BSME, en corrélation avec  (i) une diminution des 

réponses  TNF‐α  et  NF‐κB,  (ii)  une  sur‐expression  des  marqueurs  de  jonctions  serrées  ZO‐1  et 

occludine et (iii) une meilleure motricicité des animaux (Fan et al., 2013). Le stress chronique chez le 

rat  induit  des  modifications  dans  la  réponse  inflammatoire  et  une  perte  d'intégrité  de  la  BSME 

(Golovatscka et  al.,  2012).  L'hétérogénéité  régionale  et  cellulaire  entre  la  BHE  et  la  BSME  suggère 

que certains états pathologiques pourraient affecter différemment  le cerveau et  la moelle épinière 

(Bartanusz et al., 2011). Par exemple, la BSME apparait plus sensible aux pathologies démyélinisantes 

que  la BHE  (Silwedel  et  Förster,  2006),  probablement dû à une moins bonne  intégrité  constitutive 

et/ou une réponse accrue à des stimulis contrôlant cette intégrité (Prockop et al., 1995). 

 

Dans  ce  contexte,  et  dans  le  cadre  d’un  projet  collaboratif  impliquant  un  autre  partenaire 

industriel spécialisé dans les lésions et les approches de réparation de la moelle épinière nous avons 

comparé le transcriptome des endothéliums de la BHE et la BSME, dans leur état constitutif et dans 

leur réponse à des stimuli inflammatoires. Dans ce but, des modèles in vitro de BHE et BSME de rat 

ont été mis en place avec les approches décrites dans le premier article de ce manuscrit (Molino et 

al.,  2014).  Les  monocouches  de  CEMCs  et  CEMSs  ont  été  incubées  avec  deux  agents  pro‐

inflammatoires,  le  TNF‐α  et  le  TWEAK  selon  une  cinétique  d'incubation  de  12  hr,  24  hr  et  48  hr. 

L’analyse comparative et croisée des transcriptomes par la méthode du « fold change » a été réalisée 

avec pour objectif la caractérisation de marqueurs et/ou de voies de signalisation spécifiques de l’un 

ou  l’autre  de  ces  tissus.  Parmi  les marqueurs  d’intérêt  pour  les  approches  de  vectorisation,  nous 

souhaitions également déterminer si des récepteurs ou transporteurs spécifiques permettraient un 

ciblage d’agents  thérapeutiques vers  la BHE ou  la BSME, en particulier dans une zone de  lésion ou 

une  zone  pathologique  du  tissu  nerveux.  Une  fois  identifiés,  l’un  ou  l’autre  de  ces  marqueurs 

pourrait permettre le développement de vecteurs et leur conjugaison à des principes actifs, pour un 

adressage vers l’une ou l’autre des barrières, notamment en situation inflammatoire. 
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II. Résumé 

L’analyse comparative des transcriptomes des CEMCs par rapport aux CEMSs dans leur état 

constitutif  a  permis  de mettre  en  évidence  des  différences  d’expression  de  nombreux marqueurs, 

dont plus de 50 gènes avec un taux d’expression (« fold change ») augmenté d’au moins un facteur 

1.45.  En  particulier,  nous  révélons  l’importance  de  la  voie  de  signalisation  impliquant  le  TGF‐β  au 

niveau  des  CEMSs  et  une  régulation  différentielle  marquée  de  l’expression  constitutive  des 

homeobox, en particulier HOXA9 et HOXB7 (fold change 0.04) ainsi que MMP‐13 (fold change 0.1) et 

MMP‐14 (fold change 5). Ces différences d’expression des ARNm codant les protéines mentionnées 

ci‐dessus  entre  CEMCs  et  CEMSs  ont  été  confirmées  in  vivo,  suite  à  une  analyse  par  RT‐qPCR  des 

microvaisseaux  fraichement extraits du cortex et de  la moelle épinière. Des analyses  comparatives 

par western blots des protéines nucléaires de ces microvaisseaux, avec des anticorps dirigés contre 

HOXA9  et  HOXB7  confirment  également  une  expression  différentielle  de  ces  deux  protéines 

régulatrices. Il a été montré qu’HOXA9 assure le maintien de l’état basal des cellules endothéliales et 

que  la  répression  de  son  expression  est  cruciale  durant  l’activation  de  ces  cellules  en  réponse  au 

signal  inflammatoire.  Nos  résultats  prédisent  un  état  de  différenciation  moindre  des  CEMSs 

comparées aux CEMCs et donc une plus faible restrictivité paracellulaire des CEMSs et une réponse 

atténuée à l’inflammation. Nous avons donc poursuivi notre étude pour déterminer si les différences 

constitutives au niveau expression génique et protéique entre CEMCs et CEMSs se traduisaient par 

des différences de réponses à des stimuli pro‐inflammatoires. 

 

D’un point de vue global,  la comparaison des transcriptomes entre  les CEMCs et  les CEMSs 

révèle  des  modulations  différentielles  de  nombreux  marqueurs  en  fonction  de  l'agent  pro‐

inflammatoire  et  du  temps  de  traitement,  notamment  des  chimiokines,  cytokines,  protéases  et 

inhibiteurs  de  protéases,  validés  dans  leur  ensemble  par  RT‐qPCR.  Dans  notre  étude,  nous  avons 

utilisé  deux  agents  pro‐inflammatoires :  le  TNF‐α,  un  agent  bien  connu  pour  ses  effets  sur  de 

nombreux  types  cellulaires  et  le  « tumour  necrosis  factor  (TNF)‐like  weak  inducer  of  apoptosis », 

TWEAK.  Il  s’agit  d’un membre  de  la  superfamille  du  TNF,  beaucoup moins  connu  que  le  TNF‐αet 

étudié  dans  l’UMR7259  depuis  de  nombreuses  années  pour  ses  effets  proinflammatoires  dans  le 

SNC, dans la sclérose en plaques et plus récemment sur la BHE (Stephan et al., 2013). Pour le TNF‐α, 

nous avons  identifié plus de 284 gènes avec un fold change d’au moins 1.45 au niveau des CEMCs. 

Nous  observons  des  délais  de  réponse  entre  les  deux  types  cellulaires  et  les  deux  agents  pro‐

inflammatoires  concernant  (i)  l'expression  des  ARNm  codant  pour  différents  marqueurs  de 

l’inflammation,  CCL‐2,  IL‐6  et  IL‐8,  (ii)  leur  traduction  en  protéine  et  (iii)  leur  sécrétion  dans  les 

surnageants  de  culture  dosés  par  ELISA  (CCL‐2  et  IL‐6).  Pour  le  TNF‐α,  la  réponse  inflammatoire 



 

 

183 

semble plus forte et plus rapide au niveau des CEMCs par rapport aux CEMSs. A contrario, la réponse 

inflammatoire  des  CEMSs  apparaît  plus  importante  avec  TWEAK  qu’avec  le  TNF‐α,  bien  que  la 

réponse reste faible pour les marqueurs suivis. Lorsque l'on compare les CEMSs aux CEMCs dans leur 

état  constitutif,  les  CEMSs  présentent  un  niveau  basal  d’expression  des  chimiokines  CCL‐2  et  IL‐8 

supérieur aux CEMCs. Cette expression constitutivement élevée de ces chimiokines dans les CEMSs 

pourrait expliquer le décalage dans le temps de la réponse à l'inflammation par le TNF‐α.  

 

Il  est  connu  que  les  cytokines  modulent  l’expression  de  systèmes  protéolytiques  dans  de 

nombreux types cellulaires, parmi lesquels les métalloprotéinases matricielles (MMPs). Nos résultats 

montrent que c’est bien le cas dans les cellules endothéliales de la BHE et de la BSME, tant pour le 

TNF‐α que pour TWEAK. En particulier, l'inflammation des CEMCs par le TNF‐α entraine une rapide 

et  forte  induction  des  gènes  codant  pour  MMP‐3,  MMP‐9,  MMP‐10,  MMP‐12  et  MMP‐13,  sans 

modulation  de  l’expression  des ARNm  codant  leurs  inhibiteurs  endogènes,  les  TIMPs,  ainsi  qu'une 

spécificité d'induction par TWEAK de MMP‐3 et MMP‐12 au niveau des CEMSs. L'inflammation des 

CEMCs et des CEMSs par TWEAK  induit  tardivement  (48 hr)  l’expression des MMPs,  sans doute en 

lien  avec  le  décalage  d'induction  des  marqueurs  de  l'inflammation  CCL‐2,  IL‐6  et  IL‐8  dans  ces 

cellules. Nous projetons de valider au niveau protéique l'activité de MMP‐9 par des approches de gel 

zymographie  et  zymographie  in  situ  et  valider  l’expression  d’autres  protéases  par western  blot  et 

immunocytochimie.  

 

L’expression  des  MMPs  est  sans  doute  à  mettre  en  relation  avec  une  ouverture  en 

paracellulaire de la monocouche de CEMCs observée par mesure du Pe(LY), après traitement avec le 

TNF‐α  5  ng/mL  pendant  24  hr.  Cette  perte  d'intégrité  de  la  barrière  pourrait  être  due :  (i)  à  la 

désorganisation  de  l'occludine  en  périphérie  cellulaire  observée  par  immunocytochimie,  sans 

dégradation apparente et (ii) au clivage ou la dégradation de la claudine‐5 et de la ZO‐1 observés par 

western blot. Concernant l’absence de clivage ou de dégradation apparente de l’occludine, une autre 

hypothèse  pourrait  être  un  « turn‐over »  important  de  la  protéine  avec  une  néosynthèse  qui 

compenserait  sa  dégradation.  Nous  envisageons  de  réaliser  une  cinétique  permettant  de  suivre, 

après l'arrêt du traitement inflammatoire, la réexpression et l’adressage en périphérie cellulaire des 

protéines de JS et mettre en évidence un effet d'ouverture transitoire et polarisé des barrières. Nous 

avons  confirmé  que  MMP‐9  recombinant,  comme  le  TNF‐α,  entraine  une  perte  d'intégrité  de  la 

barrière.  Cependant,  différents  inhibiteurs  de  protéases  (large  spectre  ou  spécifique  de  certaines 

MMPs)  co‐incubés  avec  le  TNF‐α  ne  permettent  pas  de  prévenir  l’ouverture  paracellulaire  et  ne 
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semblent  pas  réduire  la  réponse  inflammatoire  quantifiée  par  la  libération  de  CCL‐2  dans  les 

surnageants de culture. 

 

Finalement,  une  question  importante  dans  notre  stratégie  de  ciblage  de  récepteurs  pour 

passer  la  BHE  et  la  BSME,  notamment  en  situation  pathologique,  était  celle  d’une modulation  de 

l’expression de  certains  récepteurs  cibles dans des barrières enflammées. Au moins  au niveau des 

ARNm,  nous  n'avons  pas  observé  de modulation  notable  de  l’expression  des  récepteurs  suivants : 

EPCR,  IGFR1,  IR,  LDLR,  LRP1,  LRP8, RAGE et TfR.  L'expression de  ces  récepteurs ne  serait donc pas 

modulée  par  l’inflammation  dans  nos  conditions  expérimentales.  Ainsi,  l'activation  des  transports 

transcellulaires par  le TNF‐α, décrits par différents groupes pour  le LDL  (Descamps et al.,  1997),  la 

transferrine  (Miller  et  al.,  2005)  et  la  lactoferrine  (Fillebeen  et  al.,  1999)  pourrait  résulter  d’une 

activation  du  mécanisme  de  transport  plutôt  que  d’une  augmentation  de  l’expression  des 

récepteurs. 

 

III. Protocole expérimental 

Nous  avons  mis  en  place  un  protocole  permettant  de  comparer  le  transcriptome  des 

monocouches  de  CEMCs  et  CEMSs  en  condition  saines  et  enflammées  par  des  cytokines  pro‐

inflammatoires,  TNF‐α  5  ng/mL  (Peprotech,  Neuilly‐Sur‐Seine,  France)  et  TWEAK  100  ng/mL 

(Peprotech) selon une cinétique d'incubation de 12 hr, 24 hr et 48 hr  (Figure 1). Pendant  le  temps 

d'analyse, le sérum du milieu de culture à été réduit de 20 % à 5 % afin d’éviter au maximum l’apport 

exogène  de  protéines  plasmatiques,  notamment  les  MMPs  ou  des  cytokines  lors  des  phases 

d’inflammation et  lors des dosages protéiques dans  les surnageants de cultures. Les ARN totaux et 

les  lysats  cellulaires  ont  été  récoltés  afin  de  valider  l'inflammation  des  monocouches,  selon  les 

approches suivantes : 

• PCR quantitative en temps réel (RT‐qPCR) des marqueurs CCL‐2, IL‐6 et IL‐8. 

• Dosage ELISA de la sécrétion de CCL‐2 et IL‐6 dans les surnageant de culture. 

• Observation de l'intégrité de la barrière: 

o Mesure de la perméabilité au LY: Pe(LY). 

o Analyse  par  western  blot  de  l'intégrité  des  protéines  de  jonctions  serrées:  ZO‐1, 

claudine‐5 et occludine.  

o Analyse par immunocytochimie de l'organisation des protéines de jonctions serrées: 

ZO‐1, claudine‐5 et occludine. 
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conservé que les fold change, induction ou répression, reproductibles entre les deux analyses. Pour 

notre analyse, et selon une approche classique, nous avons défini les folds change supérieurs à 1.45 

pour le seuil d'induction et < 0.6 pour le seuil de répression. Une partie des analyses ont été réalisées 

avec le logiciel PredictSearch développé par le Dr. Philippe Benech associé à notre projet. 

Pour chaque gène, nous avons comparé les conditions suivantes: 

(i) les CEMCs par rapport aux CEMSs afin de déterminer des différences d'expression constitutive,  

(ii) les CEMCs enflammées par TNF‐α ou TWEAK par rapport au contrôle non traité, 

(iii) les CEMSs enflammées par TNF‐α ou TWEAK par rapport au contrôle non traité. 

 

2. Protocole de RT‐qPCR: sonde TaqMan 

Afin  de  valider  certains  marqueurs  de  l'inflammation  et  confirmer  les  données  issues  de 

l'analyse du transcriptome, des monobrins d'ADNc ont été synthétisés à partir de 1 µg d'ARN totaux 

en utilisant le High Capacity RNA to cDNA Kit (Applied Biosystems, USA) selon les recommandations 

du fournisseur. Pour chaque sonde, la RT‐qPCR a été réalisée avec le 7500 Fast Real‐Time PCR System 

(Applied  Biosystems),  en  utilisant  le  TaqMan  Fast  Universal  PCR  Master  Mix  et  deux  réactifs  du 

TaqMan® Gene Expression (Applied Biosystems), selon les recommandations du fournisseur. 

Les qPCR ont été réalisées à partir de 25 ng d'ADNc obtenus après transcription réverse. Les 

échantillons ont été quantifiés en duplicat sur une même microplaque de 96 puits et analysés avec le 

logiciel 7500 Software v2.0 (Applied Biosystems). Les différentes étapes de la PCR sont les suivantes : 

une dénaturation à 95 °C pendant 20 secondes suivie de 40 cycles de dénaturation à 95 °C pendant 3 

secondes puis une élongation pendant 30 secondes à 60 °C. Les niveaux d'expression relatifs dans les 

échantillons  sont  déterminés  selon  la  méthode  de  ΔΔCt  pour  laquelle  le  niveau  d'expression  de 

l'ARNm d'intérêt est donné par la formule 2‐ΔΔCT avec ΔΔCT = ΔCT ARNm cible ‐ ΔCT ARNm référence 

(GAPDH, dont les niveaux sont stables dans le temps de l'analyse). 

Sondes RT‐qPCR: « gene ID » 

MCP1/CCL2  (Rn00580555  _m1),  Il6  (Rn01410330  _m1),  CXCL1/GRO1  (Rn00578225  _m1)  et 

CXCL3/GRO3  (Rn01414231  _m1)  en  tant  qu'analogues  de  l'IL8  humain  chez  le  rat,  MMP‐3 

(Rn00591740_m1),  MMP‐9  (Rn00579162_m1),  MMP‐10  (Rn00591678_m1),  MMP‐12 

(Rn00588640_m1),  MMP‐13  (Rn01448199_m1),  TIMP‐1  (Rn00587558  _m1),  ADAM‐8 

(Rn01479637_m1), ADAM‐10 (Rn01530753_m1) et GAPDH en contrôle (Rn01775763 _m1). 

 

 

 

 



 

 

188 

3. ELISAs 

Certains surnageants de culture ont été collectés afin de doser par ELISA la sécrétion par les 

monocouches  de  CEMs  de  CCL‐2  (Peprotech)  et  IL‐6  (BD  Biosciences,  San  Jose,  CA)  selon  les 

recommandations des fournisseurs. 

 

4. Western Blot 

Les  lysats  cellulaires  ont  été  réalisés  dans  du  tampon  RIPA  puis  soniqués  et  clarifiés  par 

centrifugation pendant 20 min à 13 000 xg à 4 °C. Les analyses Western Blot ont été réalisées selon le 

protocole  indiqué  dans  la  partie  Matériels  et  Méthodes  de  l’article  3  en  utilisant  les  anticorps 

suivants :  anticorps  polyclonal  de  lapin  anti‐Occludine  dilué  au  1/400  dans  du  TBS‐Tween  0,2%  

(Invitrogen,  Zymed,  référence  71‐1500),  anticorps  monoclonal  de  souris  anti‐Claudine‐5  dilué  au 

1/400  dans  du  TBS‐Tween  0,2%    (Invitrogen,  Zymed,  référence  35‐2500),  anticorps  polyclonal  de 

lapin  anti‐ZO‐1  dilué  au  1/400  dans  du  TBS‐Tween  0,2%    (Invitrogen,  Zymed,  référence  61‐7300), 

anticorps polyclonal de lapin anti‐HOXA9 dilué au 1/400 dans du TBS‐Tween 0,2% (Novus biological 

référence NBP2‐24633), anticorps polyclonal de lapin anti‐HOXB7 dilué au 1/300 dans du TBS‐Tween 

0,2% (Proteintech référence 12613‐AP). 

 

IV. Résultats 

A. Analyse comparative des transcriptomes des CEMCs et CEMSs: état constitutif 

Le logiciel PredictSearch développé par le Dr. Philippe Benech est basé sur le regroupement 

de  gènes  en  réseaux  fonctionnels  ou  « noeuds  Gordiens ».  Les  CEMCs  et  CEMSs  ont  d’abord  été 

comparées dans  leur état constitutif puis en  fonction de  l'agent pro‐inflammatoire et du  temps de 

traitement. Dans un premier temps, nous avons filtré  les données pour ne conserver que les gènes 

dont les taux d’expression étaient similaires dans les CEMCs et CEMSs et identifier les gènes connus 

pour  être  des  marqueurs  (i)  constitutifs,  (ii)  spécifiques  ou  inductibles  des  cellules  endothéliales. 

Nous montrons  dans  les  deux  types  de  cellules  endothéliales  une  expression  constitutive  et  à  des 

taux similaires des marqueurs constitutifs  tels que PECAM1, HIF1A,  ICAM2,  ITGAV, MCAM et THBD 

ainsi  que  les  marqueurs  des  « human  vein  endothelial  cells »  (HUVEC)  tels  que  DSP  et  CD34.  Le 

potentiel  de  réponse  aux  cytokines  des  deux  modèles  cellulaires  utilisés  dans  notre  étude,  était 

confirmé par l’induction, tout au moins par le TNF‐α, des gènes ICAM1 et VCAM1.  

 

Nous avons ensuite  identifié 445 gènes différentiellement exprimés entre CEMCs et CEMSs 

pour  l’ensemble  des  réplicas  (304  pour  un  fold  change  ≥  1.45  et  à  l’inverse,  141  ≤  0.65).  Les  50 
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premiers gènes les plus modulés (fold change 3 à 20), correspondent dans une forte proportion à de 

gènes plus exprimés dans les CEMCs, ils codent pour des protéines de l’adhésion cellulaire (TIMP‐2, 

ADAM‐TS9)  et  plus  particulièrement  pour  des  protéines  de  la MEC,  sans  doute  de  la  lame basale, 

avec  des  membres  de  la  famille  des  collagènes,  tels  que  COL1A1  (fold  change  17),  COL1A2  (fold 

change 14), COL3A1 (fold change 21) et pour le biglycan (BGN, fold change 23), un protéoglycan de la 

MEC impliqué dans l’assemblage des fibrilles de collagène.  

 

L’analyse réalisée à l’aide de PredictSearch sur cet ensemble de gènes ainsi que sur les gènes 

modulés  qui  leur  sont  fonctionnellement  associés  conduit  à  proposer  que  cette  forte  expression 

constitutive des collagènes  résulte de  l’action combinée de  l’osteopontine  (SPP1,  fold change 5) et 

du connective tissue growth factor (CTGF, fold change 5) (Meng et al., 2014). Ces deux facteurs sont 

impliqués dans des activités  fibrosantes et CTGF est un  composant  important de  la MEC. En effet, 

CTGF peut coopérer avec le TGF‐β pour induire une fibrose soutenue et exacerber la production de 

MEC (Mori et al., 1999).  

 

Tout comme l’expression de BGN, celle de SPP1 et de CTGF serait elle‐même sous le contrôle 

transcriptionnel  du  TGF‐α  (fold  change  3)  qui,  avec  TGF‐β2  (fold  change  205),  représente  un 

inducteur possible de plusieurs gènes plus exprimés dans les CEMCs que dans les CEMSs. Cependant, 

le TGF‐α  inhibe  la  synthèse de collagène  induite par  le TGF‐β et  induit  leur dégradation.  Le TGF‐α, 

ligand du récepteur au facteur de croissance épidermique (EGFR), stimule la prolifération des cellules 

endothéliales  en  culture  et  est  un  puissant  activateur  de  l’angiogenèse.  Synthétisée  sous  la  forme 

d’un précurseur,  la  forme active du  TGF‐α  résulte de 2  clivages protéolytiques  et  plusieurs  études 

démontrent le rôle de l’isoforme beta de la protéine kinase C codée par le gène PRKCB (fold change 

2,2) dans cette maturation. L’augmentation de l’expression de SPP1 qui requière l’activité de PRKCB 

(Maruvada  et  Levine,  1999)  pourrait,  au moins  en  partie,  expliquer  l’induction  de  SPP1  par  TGF‐α 

(Figure 3). 
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d’expression basal des chimiokines CCL‐2 et IL‐8 supérieur aux CEMCs. Cette observation pourrait 

expliquer un effet moindre du TNF‐α  sur les et CEMSs et le décalage dans le temps de leur réponse 

à l'inflammation par le TNF‐α . 

 

b) Validation par RT‐qPCR 

Nous avons observé une  réponse  inflammatoire différente avec TWEAK et TNF‐α  pour un 

même  type  cellulaire,  et  une  réponse  différentielle  des monocouches  CEMCs  et  CEMSs  pour  une 

même  cytokine  (Figure  5).  Les  CEMCs  répondent  faiblement  à  TWEAK,  pour  l'ensemble  des 

marqueurs par rapport aux CEMSs dont les marqueurs CCL‐2 (fold change 4) et IL‐8 (fold change 2) 

augmentent  progressivement  pendant  les  48  hr  de  traitement.  A  contrario,  les  CEMCs  répondent 

fortement  à  l'inflammation par  le  TNF‐α  avec un pic  d'expression dès 12 hr,  atteignant  10  fois  le 

niveau  contrôle  pour  CCL‐2  puis  une  baisse  de  l'ensemble  des  marqueurs  à  48  hr.  Les  CEMSs 

répondent également à  l'inflammation par  le TNF‐α avec un profil d'expression proche des CEMCs 

pour CCL‐2 avec un pic à 12 hr. Cependant, les CEMSs présentent un profil d'expression différent des 

CEMCs pour IL‐6 qui augmente progressivement entre 12 hr et 24 hr et IL‐8 qui semble atteindre un 

plateau dès 12 hr. Globalement, pour  le TNF‐α ,  la  réponse  inflammatoire apparaît plus  forte au 

niveau des CEMCs par rapport aux CEMSs. A contrario,  les CEMSs répondent plus à TWEAK, bien 

que  la  réponse soit  faible, par  rapport au CEMCs qui ne  répondent pas à cette cytokine pour  les 

marqueurs suivis. 
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une  augmentation  avec  un  pic  à  12  hr  du  marqueur  CCL‐2  qui  se  traduisait  progressivement  en 

protéine alors que TWEAK ne révélait qu'une très faible induction de CCL‐2.  

 

Les CEMSs sécrètent progressivement CCL‐2 en fonction du temps de traitement avec TNF‐α, 

atteignant un pic à 48 hr. Cette augmentation est similaire au CEMCs et cohérente avec résultats de 

RT‐qPCR  qui  montraient  un  pic  d'expression  dès  12  hr  de  l’ARNm  codant  CCL‐2.  A  contrario,  les 

CEMSs ne sécrétent pas CCL‐2 en  réponse au  traitement par TWEAK.  Il existe une corrélation avec  

les résultats de RT‐qPCR qui montraient une induction de l’expression des transcrits CCL‐2 seulement 

après 48 hr de traitement, probablement au‐delà du temps de traduction en protéine et du dosage. 

 

Les CEMCs sécrètent de faibles quantités d'IL‐6 en réponse au traitement par TWEAK et TNF‐

α, de façon cohérente avec les résultats de RT‐qPCR. En particulier, les RT‐qPCR des CEMCs traitées 

par TNF‐α montraient un profil d'expression progressif avec un pic à 48 hr, probablement au‐delà du 

temps de traduction en protéine et du dosage. Par contre, dans les CEMSs il n’y a pas de lien entre 

les transcrits évalués par qPCR en réponse au traitement TNF‐α et l’abscence de sécrétion d'IL‐6.  

 

Ces études révèlent des délais de réponse entre les deux agents pro‐inflammatoires et les 

deux  endothéliums  concernant  (i)  l'expression  des  ARNm  codant  les  marqueurs  inflammatoires 

suivis (CCL‐2, IL‐6 et IL‐8), (ii)  leur traduction en protéine et (iii)  leur sécrétion dans le surnageant 

de culture, suggérant des différences de réponse à l'inflammation. 

 

2. Analyse de l'intégrité des monocouches de CEMCs enflammées TNF‐α 

Dans  cette  partie  de  l'étude,  nous  avons  réalisé  des  tests  uniquement  à  partir  des 

monocouches  de  CEMCs  et  inflammation  TNF‐α  avec  pour  objectif  de  comparer  nos  résultats  aux 

données de la littérature obtenues avec des modèles de BHE in vitro. 

a) Quantification de la perméabilité au LY, Pe(LY) 

L'inflammation  des  monocouches  de  CEMCs  a  été  induite  par  incubation  dans  le 

compartiment  luminal du TNF‐α 5 ng/mL pendant 24 hr. A  la  fin de ce  traitement,  l'intégrité de  la 

barrière a été quantifiée par  la mesure de la perméabilité de surface endothéliale du lucifer yellow 

(LY) ou Pe(LY)  (Figure 7) tel que décrit dans  le premier article de ce manuscrit  (Molino et al., 2014). 

Brièvement, le LY est une petite molécule fluorescente hydrophile de 457,3 g/mol qui ne franchit pas 

la  BHE.  La mesure  par  fluorimétrie  de  sa  fuite  en  paracellulaire  du  compartiment  luminal  vers  le 
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En  regroupant  l'ensemble  des  résultats  sur  l'intégrité  des monocouches  de  CEMCs  après 

traitement  avec  le  TNF‐α  5  ng/mL  pendant  24  hr,  nous  avons  montré  une  ouverture  en 

paracellulaire  de  la  monocouche  par  mesure  du  Pe(LY)  qui  est  probablement  corrélée  à  une 

dégradation/désorganisation des jonctions serrées. En associant ces données à celles de RT‐qPCR 

et  d’ELISA  montrant  une  expression  et  sécrétion  de  CCL‐2  et  IL‐6,  nous  validons  l'effet  pro‐

inflammatoire  du  TNF‐α  et  de  TWEAK  sur  les  cultures  de  CEMCs  et  CEMSs,  permettant  de 

poursuivre l'analyse comparative du transcriptome de ces monocouches.  

 

3. Analyse des protéases et leur inhibiteurs 

a) Les MMPs 

(1) Analyse des données du transcriptome  

Concernant l'induction de l'inflammation par le TNF‐α, nous avons identifié 284 gènes induits 

pour les CEMCs avec un fold change > 1.45. Parmi l'ensemble de ces gènes, nous avons observé de 

fortes  inductions, parmi  les plus  fortes  (fold change 10 à 20), pour de nombreuses protéases dont 

certaines  ont  été  décrites  lors  de  processus  inflammatoires  in  vivo  associés  à  une  ouverture 

transitoire  ou  pathologique  de  la  BHE.  Nous  avons  analysé  en  particulier  l'expression  des 

métalloprotéinases  (famille  MMP  et  Adamalysines),  connues  pour  jouer  un  rôle  essentiel  dans 

l’organisation,  la  modulation  ou  la  dégradation  de  la  MEC,  dans  la  modulation  des  réponses 

inflammatoires, et pour leur rôle modulateur des propriétés et de la perte d'intégrité de la BHE. 
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Concernant  l'inflammation  des  CEMCs  par  le  TNF‐α,  l'ensemble  des  marqueurs  MMPs 

sélectionnés répondent plus fortement et plus rapidement, avec des pics d'induction dès 12 hr pour 

MMP‐3 et MMP‐13 (fold change entre 9 et 10), par rapport aux CEMSs dont la réponse reste proche 

du  contrôle  à  12  hr  puis  augmente  à  24  et  48  hr  à  des  taux  comparables  aux  CEMCs  (Figure  10). 

Notons  cependant  que  les  deux  pics  d’induction  d’expression  de  MMP‐3  et  MMP‐13  qui 

caractérisent les effets du TNF‐α sur les CEMCs ne sont pas observés sur les CEMSs. 

 

Concernant l'inflammation des CEMCs et des CEMSs par TWEAK,  l'ensemble des marqueurs 

MMPs sélectionnés ne répondent pas avant le temps 48 hr, comme nous l'avions déjà observé avec 

le décalage d'induction des marqueurs de l'inflammation CCL‐2, IL‐6 et IL‐8 (Tableau 2). Ces résultats 

confirment  pour  les  deux  agents  pro‐inflammatoires  un  lien  entre  induction  des  marqueurs 

d’inflammation et induction des gènes codant pour les MMPs. 

 

Après  48 hr  de  traitement  avec  TWEAK,  la  réponse des CEMCs par  rapport  aux CEMSs  est 

légèrement  superieure  (fold  change  entre  2  et  3),  à  des  niveaux  globalement  similaires  à  ceux  de 

l'induction  par  le  TNF‐α  (fold  change  ≈  5).  Les  profils  d'induction  des  CEMCs  et  des  CEMSs  se 

ressemblent,  par  exemple  l'induction  du  marqueur MMP‐9  par  TWEAK  reste  très  faible  entre  les 

deux tissus (fold change entre 1.5 et 2). A contrario, le marqueur MMP‐13 présente des différences 

entre  les  tissus.  TWEAK entraine  une  induction de MMP‐13  après  48 hr  de  traitement  des  CEMCs 

(fold change proche de 3) alors que MMP‐13 n'est pas modulé par TWEAK pour les CEMSs au temps 

12 hr. 
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Concernant  l'inflammation des CEMCs par  le TNF‐α,  les profils d'expression des marqueurs 

MMPs sont très similaires aux résultats du transcriptome avec des pics induction encore plus élevés, 

notamment pour MMP‐3, MMP‐12 et MMP‐13 (10 à 25 fois)  (Figure 11). La qPCR met en évidence 

une réponse plus précoce, dès 12 hr, des CEMSs comparée à l’analyse transcriptomique qui suggérait 

qu’il  il  n'y avait pas de  réponse à  ce  temps ;  les  taux d’induction  sont ensuite  stables  (fold  change 

entre 5 et 10) entre 24 hr et 48 hr.  

 

Concernant  l'inflammation des CEMCs par  TWEAK,  les RT‐qPCR  confirment  les  données du 

transcriptome  pour MMP‐9  qui  n'était  pas  induit,  et  l'induction  de MMP‐10  au  temps  48  hr  (fold 

change ≈ 5). Pour les CEMSs, les RT‐qPCR confirment les données du transcriptome avec l'induction 

par TWEAK au temps 48 hr de MMP‐3, MMP‐10 et MMP‐12 (fold change entre 5 et 8) et  l'absence 

d'induction de MMP‐9 et MMP‐13. 

 

Dans  l’ensemble,  les  résultats  du  transcriptome  sont  confirmés,  voire  accentués  par 

l’analyse par RT‐qPCR, avec une rapide et forte induction des taux d’expression des gènes codant 

pour MMP3, MMP‐9, MMP‐10, MMP‐12 et MMP‐13 ainsi qu'une spécificité d'induction par TWEAK 

de MMP‐3 et MMP‐12 au niveau des CEMSs. 

 

b) Les Adamalysines et les TIMPs 

(1) Analyse des données du transcriptome  

Nous  avons  également  analysé  les  données  du  transcriptome  pour  d’autres 

métalloprotéinases impliquées dans le métabolisme de la MEC et potentiellement impliquées dans la 

perte  d'intégrité  des  barrières,  notamment  les  Adamalysines.  Nous  avons  également  suivi 

l’expression des inhibiteurs endogènes de métalloprotéinases, les TIMPs. 
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d’expression ou d’activité au niveau protéique, nos  résultats  suggèrent que  les deux agents pro‐

inflammatoires  TNF‐α   et  TWEAK  vont  induire  au  niveau  des  CEMCs  et  les  CEMSs,  certes  à  des 

niveaux différents, un déséquilibre dans l’activité protéolytique avec plusieurs métalloprotéinases 

induites dans leurs expression alors que les taux de TIMPs restent stables. 

 

c) Analyse de l'expression protéique des MMPs et de l'activité enzymatique de MMP‐9. 

  Western blot, gel zymographie et zymographie in situ (perspectives) 

Dans notre étude, nous avons montré de fortes inductions des taux d’expression de l'ARNm 

codant  la  pro‐MMP‐9 entre 12 hr  et  48 hr  de  traitement des CEMCs avec  le  TNF‐α.  Parce que  les 

outils  moléculaires  et  différentes  approches  sont  bien  validés  pour  suivre  l’expression  de  cette 

protéase  et  son  activité,  nous  l’avons  sélectionnée parmi  les MMPs pour déterminer  si  l’induction 

des  ARNm  se  traduisait  au  niveau  protéique.  Comme  précédemment  pour  la  validation  de 

l'inflammation induite par le TNF‐α 5 ng/mL pendant 24 hr et l’évaluation de la perte d'intégrité des 

monocouches  (Figure  7‐9),  nous  poursuivrons  dans  un  premier  temps  le  suivi  de MMP‐9  dans  les 

CEMCs,  sachant  que  nous  avons  déjà  des  indications  d’une  augmentation  de  l’expression  et  de 

l’activité de MMP‐9 dans des cellules endothéliales traitées avec le TNF‐α et TWEAK (Stephan et al., 

2013).  Afin  de  mettre  en  évidence  la  traduction  de  ces  ARNm  en  protéine  et  leur  activité 

enzymatique  sur  les  monocouches  de  CEMCs  enflammées  par  le  TNF‐α,  nous  utiliserons:  (i)  la 

zymographie en gel et la zymographie  in situ et (ii)  le western blot et l'immunocytochimie avec des 

anticorps dirigés contre les différentes MMPs.  

Dans  l'attente  des  résultats  nous  avons  poursuivi  notre  étude  sur  les  monocouches  de 

CEMCs  du  modèle  de  BHE  in  vitro  (Molino  et  al.,  2014)  afin  d’évaluer  l’effet  des  MMPs  sur 

l’intégrité des barrières enflammées.  

 

C. Traitement des CEMCs avec MMP‐9, TNF‐α  et inhibiteurs de protéases  

1. Traitement des monocouches de CEMCs avec MMP‐9 

Nous avons  incubé  la MMP‐9  recombinante  sur  les monocouches de CEMCs afin d’évaluer 

ses  effets  sur  l'intégrité  des  barrières  par  mesure  du  Pe(LY)  (Figure  14).  Le  graphe  montre  une 

ouverture paracellulaire des monocouches de CEMCs après 24 hr d'incubation de MMP‐9 à 50 ng/mL 

(Pe(LY)=1.14.10
‐3 cm/min) et 250 ng/mL (Pe(LY)=2.11.10

‐3 cm/min) par rapport au contrôle dont le seuil 

d'intégrité a été arbitrairement établi à un Pe(LY)<0.6.10
‐3 cm/min.  
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Figure 14: Evaluation de l'intégrité des monocouches de CEMCs par mesure du Pe(LY) après incubation de MMP‐

9  pendant  24  hr  dans  le  compartiment  luminal  du  modèle  de  BHE  in  vitro.  Les  barres  représentent  les 

moyennes ± déviations standards de 3 expériences, chacune comprenant 3 inserts différents. 

 

2. Traitement des monocouches de CEMCs avec TNF‐α et inhibiteurs de protéases 

Afin de poursuivre l'étude de l'impact des MMPs sur la perte d'intégrité des barrières lors du 

processus  inflammatoire  induit  par  le  TNF‐α,  nous  avons  évalué  un  potentiel  effet  protecteur  de 

différents  inhibiteurs  de  protéases.  Ils  ont  été  ajoutés  au milieu  de  culture  dans  le  compartiment 

luminal et abluminal pendant 24 hr, seuls ou en co‐incubation avec le TNF‐α 5 ng/mL (Figure 15). Un 

cocktail  d'inhibiteurs de protéases à  large  spectre utilisable  sur  cellules  vivantes  (Sigma Aldricht)  a 

été  incubé aux dilutions 1/400, 1/800 et 1/1600.  Le RXPO3 est un  inhibiteur  spécifique des MMPs 

alors que  les  inhibiteurs GM6001 et BB3103 sont des  inhibiteurs de métalloprotéinases, à spectres 

plus larges puisqu’ils inhibent les ADAMs en plus des MMPs. Le RXPO3 a été incubé à 5 µM, 15 µM et 

30 µM ; le GM6001 a été incubé à 1µM, 5µM et 10µM et le BB3103 a été incubé à 10µM, 30µM et 

60 µM. L'inhibiteur MMP‐9i commercialisé comme « spécifique de MMP‐9 » a été incubé à 10 µM.  
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Différentes  hypothèses  non  exclusives  peuvent  être  avancées  pour  tenter  d’expliquer  ces 

résultats.  L’augmentation d’expression et/ou d’activité des métalloprotéinases  et  en particulier  les 

MMPs pourraient n’avoir aucune incidence sur la perte d’intégrité des modèles BHE  in vitro malgré 

toutes les données de la littérature suggérant un rôle de ces protéases dans l’ouverture de la BHE ; 

d’autres  protéases  seraient  alors  impliquées.  Il  est  possible  aussi  que  les  inhibiteurs  de 

métalloprotéinases  soient  sans  effet  sur  ces  protéases,  notamment  lorsqu’elles  sont  actives  en 

périphérie  ou  au  sein  des  membranes  plasmiques.  A  titre  d’exemple,  TIMP‐1,  l’un  des  meilleurs 

inhibiteurs de MMP‐9 ne peut  inhiber  son activité dans un environnement membranaire  (Owen et 

al., 2003 ; Lambert et al., 2009). Il a également été montré que le RXPO3 agit en extracellulaire, mais 

ne franchirait pas les membranes plasmiques et n’aurait donc aucun effet sur des MMPs actives au 

niveau de la membrane plasmique, par exemple dans le clivage de protéines des JS. 

 

D. Les récepteurs impliqués dans le mécanisme de RMT 

Finalement, dans le cadre de notre intérêt sur  l’expression dans les barrières, en particulier 

dans  les  barrières  enflammées,  de  récepteurs  cibles  pour  les  approches  de RMT,  nous  avons  suivi 

deux  paramètres  d’expression  à  la  BHE  des  ARNm  codant  pour  ces  récepteurs  (i)  une  expression 

préférentielle ou non au niveau des CEMCs et CEMSs et (ii) la modulation de leur expression par TNF‐

α  ou  TWEAK  dans  l’un  ou  l’autre  des modèles  cellulaires.  Nous  n'avons  observé  aucune  variation 

entre chacune des conditions évaluées dans notre étude pour les récepteurs suivants : EPCR, IGFR1, 

IR, LDLR, LRP1, LRP8, RAGE et TfR. Ce résultat indique que l'expression de ces récepteurs est stable 

entre  les deux endothéliums et  qu’elle n’est pas modulée,  au moins  à  court  terme par  la  réponse 

inflammatoire des cellules. Ainsi, l'activation des transport transcellulaire du LDL (Descamps et al., 

1997), de la transferrine (Miller et al., 2005) et de la lactoferrine (Fillebeen et al., 1999), induite par 

le  TNF‐α ,  pourraient  être  due  à  une  augmentation  du mécanisme  de  transport  plutôt  qu'à  une 

surexpression des récepteurs.   
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C. DISCUSSION GLOBALE & PERSPECTIVES 
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Notre premier objectif a été de mettre en place des modèles in vitro de BHE et BSME en tant 

qu'outils  mimant  les  caractéristiques  in  vivo  de  ces  barrières,  selon  un  protocole  bien  maîtrisé, 

reproductible, avec un contrôle qualité permettant de développer des projets avec des partenaires 

académiques et industriels.  

Un  second  objectif  a  été  d’utiliser  ces  outils  pour  évaluer  d’une  part  les  propriétés  de 

nanoparticules générées par un partenaire académique, chargées avec la protéine TIMP‐1 à potentiel 

neuroprotecteur, d’autre part, les taux d’expression, propriétés et trafic intracellulaire de différents 

récepteurs  potentiellement  impliqués  dans  des  processus  de  transcytose,  notamment  le  LDLR,  en 

parallèle avec l’étude du passage de molécules vecteurs ou de conjugués. Le  laboratoire NICN et  la 

société  VECT‐HORUS  poursuivent  un  partenariat  établi  depuis  plusieurs  années  et  étudient  des 

récepteurs  impliqués dans  le mécanisme de  transcytose à  la BHE dont  les plus  connus  sont,  LDLR, 

LRP1,  TfR  et  IR.  Nos  travaux  les  plus  avancés  portent  sur  le  LDLR,  pour  lequel  nous  disposons  de 

plusieurs  familles  de  vecteurs  peptidiques  protégés  par  brevets,  mais  d’autres  vecteurs  ciblant 

d’autres récepteurs sont également en cours de développement. 

Finalement, notre troisième objectif a été de mettre en place et de caractériser des modèles 

in  vitro  de  BHE  et  BSME  en  situation  inflammatoire,  sachant  que  l’inflammation  des  cellules 

endothéliales  est  associée  à  des  degrés  divers  à  différentes  pathologies  du  SNC.  A  terme,  le 

développement de modèles de barrières enflammées doit permettre le développement de stratégies 

de vectorisation ciblant préférentiellement les barrières en situation pathologique.  

 

I. Les modèles in vitro de BHE et BSME 

Parmi l'enchainement des phases, permettant la mise en place de modèles in‐vitro de BHE et 

BSME de rat et souris, on notera (i) l'élimination des péricytes et la pureté en cellules endothéliales, 

(ii)  un  contrôle  stricte  de  l'environnement  des  primocultures  de  cellules  endothéliales  qui  se  dé‐

différencient  rapidement  lorsqu'elles  sont  isolées  de  leur  environnement  pour  induire  leur 

prolifération et (iii) la ré‐différenciation de ces cellules afin qu’elles acquièrent un certain nombre de 

propriétés caractéristiques des barrières endothéliales du SNC, notamment grâce à la co‐culture avec 

des astrocytes et l'addition d'hydrocortisone.  

Ces différentes phases, une  fois maitrisées, ont permis d'obtenir de manière  reproductible 

des  cultures primaires  et  ont ouvert  la  voie  au développement de différents projets  tels  que  ceux 

présentés mais ouvrent également des possibilités d'étude des échanges entre partenaires cellulaires 

de  la BHE, par exemple avec  la co‐culture de péricytes et/ou de neurones afin de  reconstituer des 

modèles  d’unité  neuro‐glio  vasculaire  (UNGV).  Cependant,  ces  modèles  de  tri‐  ou  quadri‐cultures 

sont plus complexes à mettre en œuvre en routine et ne sont pas  forcément nécessaires dans nos 
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approches de screening des vecteurs et des conjugués développés en interne ou par des partenaires 

industriels.  

 

Dans  la majorité des études utilisant des modèles  in vitro de BHE statique en  insert à deux 

compartiments, il a été établi des corrélations entre le passage à travers les monocouches de cellules 

endothéliales  in vitro et  la BHE  in vivo, essentiellement à  l’aide de molécules organiques, substrats 

des  pompes  d'efflux.  Cependant,  nos  travaux  au  cours  de  ces  dernières  années  suggèrent  que  les 

principes qui régissent le passage de différentes molécules organiques ne correspondent pas à ceux 

du  passage  par  RMT.  L’imperméabilité  des  monocouches  de  cellules  endothéliales  du  SNC  est 

relative  et  en  partie  fonction  du  poids  moléculaire  des  macromolécules  (peptides  vecteurs, 

conjugués peptidiques ou conjugués vecteurs‐Fc) ou complexes macromoléculaires (nanoparticules, 

liposomes  étudiées.  Dans  tous  les  cas,  la  quantité  de  signal  quantifiée  dans  le  compartiment 

abluminal  après  incubation  des molécules  dans  le  compartiment  luminal  est  une  résultante  de  la 

fuite  paracellulaire  et  du  passage  spécifique  transendothélial,  voire  d’un  recyclage  partiel  vers 

l’espace  luminal  des  récepteurs  et  des  vecteurs  ou  conjugués  qui  leur  sont  liés.  Une  compétition 

s'installe alors entre ces flux, nécessitant un design adéquat des protocoles d'incubation en fonction 

du  temps,  de  la  dose,  de  la  restrictivité  des  barrières,  de  la  vitesse  du mécanisme  de  transcytose 

putatif, et requiert quand c’est possible l'utilisation de contrôles basés sur des cellules endothéliales 

préparées à partir d’animaux invalidés pour le récepteur cible.  

 

II. Les nanovecteurs : liposomes et nanoparticules 

Les  nanovecteurs  de  types  liposomes  ou  nanoparticules  (NPs),  de  composition  et  de 

structure  variées  (revue  par  Vlieghe  et  Khrestchatisky,  2013),  ont  été  largement  décrits  pour  le 

transport de molécules à travers la BHE. Ils représentent une alternative à la stratégie de conjugaison 

d’une molécule  thérapeutique  à  un  vecteur  peptidique  ou  protéique  par  l’intermédiaire  d’un  bras 

espaceur  ou  « linker ».  En  effet,  certaines  molécules  resteront  difficiles  à  vectoriser  par  ces 

approches, si le conjugué présente des propriétés différentes de celles de l’agent thérapeutique, s’il 

s’avère toxique ou si le principe actif ou le vecteur perdent leurs propriétés du fait de la conjugaison 

chimique. C’est notamment le cas pour les petites entités chimiques tels que les anti‐cancéreux. Il est 

connu  par  exemple  que  le  doxorubicine  ne  peut  rentrer  dans  le  noyau  des  cellules  si  elle  est 

conjuguée à un peptide vecteur, voire même à un seul acide aminé (Meyer‐Losic et al., 2006). Des 

stratégies  « pro‐drogue »  sont  alors  à  mettre  en  place,  notamment  avec  des  linkers  clivables  ou 

« auto‐immolables » (Abu Ajaj et al., 2012 ; Zhong et al., 2013) qui libèreront le principe actif dans sa 

version  fonctionnelle.  Pour  ces  molécules  problématiques,  la  délivrance  par  NP  ou  liposome, 
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éventuellement  fonctionnalisés ou vectorisés pour cibler un  tissu particulier via  le RMT représente 

une alternative intéressante.  

Dans le deuxième article de ce manuscrit, nous avons exploré l’interaction de nanoparticules 

de type PLGA avec les CEMCs du modèle in vitro de BHE. L’ensemble des données indiquent que ces 

NPs,  lorsqu’elles  sont  traitées  avec  le  surfactant  Ps80,  ne  sont  pas  toxiques  pour  les  CEMCs  et 

peuvent franchir la BHE in vitro et in vivo. Parmi les hypothèses émises concernant la façon dont ces 

NPs  traversent  la monocouche de CEMCs,  l’adsorption d’apolipoprotéines en surface des NPs,  leur 

permettant  d’interagir  avec  les  récepteurs  de  la  famille  du  LDLR  exprimés  en  surface  des  cellules 

endothéliales de  la BHE a été  suggéré  (Kreuter et al.,  2002, 2007 ; Kreuter, 2004 ; Michaelis et al., 

2006 ;  Shamanenkov  et  al.,  2006 ;  Kim  et  al.,  2007 ;  Kuwahara  et  al.,  2011 ;  Zensi  et  al.,  2009 ; 

Wagner  et  al.,  2012).  A  ce  stade,  nous  n’avons  pas  fonctionnalisé  les  NPs  utilisés  dans  l’étude 

collaborative avec  les vecteurs peptidiques  ligands du LDLR à disposition dans  le but d’évaluer  leur 

captation par les CEMCs. Cependant, l’un de nos peptides vecteurs (peptide 22, Malcor et al., 2012)  

a  été  conjugué  par  d’autres  à  des  NPs  contenant  soit  un  fluorophore,  soit  du  paclitaxel.  Il  a  été 

montré  que  la  fonctionnalisation  des  NPs  par  le  peptide  22  favorisait  l’adressage  des  NPs  à  des 

glioblastomes  implantés  chez  la  souris  et  prolongeaient  significativement  la  survie  des  souris 

comparé aux NPs non fonctionalisées ou le paclitaxel seul (Zhang et al., 2013). Nous avons en projet 

de poursuivre la fonctionnalisation des NPs et nous explorons différentes stratégies de couplage de 

nos  vecteurs  peptidiques  en  surface  de  différents  types  de  NPs.  L’enjeu  majeur  de  ce  couplage 

consiste  à  préserver  l’affinité  des  vecteurs  peptidiques  pour  leur  cible  lorsqu’ils  sont  présentés  en 

surface des NPs (voie de couplage, linker, nombre de peptides par NPs, etc…). Nous avons également 

une  collaboration  en  cours  avec  un  laboratoire  spécialisé  dans  l’exploitation  de  liposomes  et 

l’encapsulation  de  molécules  à  visée  cérébrale.  Avec  le  même  objectif  que  pour  les  NPs,  nous 

poursuivons  l’évaluation  de  différentes  stratégies  de  fonctionnalisation  de  ces  liposomes  avec  les 

vecteurs  peptidiques  disponibles,  en  comparaison  avec  des  vecteurs  de  type  CPP,  et  évaluons  le 

bénéfice  de  la  fonctionnalisation  des  liposomes  pour  le  transport  de  leur  contenu  à  travers  les 

modèles in vitro de BHE.  

 

III. Le rôle du LDLR exprimé à la BHE et transport par RMT  

Le trafic intracellulaire des récepteurs impliqués dans un mécanisme de RMT à la BHE et les 

mécanismes permettant à différents ligands de s'engager dans une voie de transcytose sont très peu 

documentés.  Dans  le  cadre  d’une  analyse  comparée  entre  le  trafic  intracellulaire  dans  les  cellules 

endothéliales des modèles  in  vitro  de BHE et de  cellules  épithéliales  (Thèse de doctorat de Karine 

Varini,  09/2015,  et  article  soumis),  nous  avons  confirmé  des  différences  majeures  qui  sont  liées 
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notamment  au  contrôle  par  la  BHE  de  l'accès  du  cholestérol  de  la  circulation  plasmatique  vers  le 

parenchyme nerveux. 

 

Bien que le SNC ne représente que 2,1 % de la masse corporelle totale,  il contient 23% des 

stérols  du  corps  entier  qui  se  retrouvent  pour  70  %  de  ce  pool  dans  la  myéline  sous  forme  de 

cholestérol  estérifié.  Les  astrocytes  et  les  oligodendrocytes  synthétisent  95  %  des  besoins  en 

cholestérol  cérébral,  notamment  sous  la  forme  de  HDL‐ApoE  et  HDL‐ApoAI  (Borghini  et  al.,  1995; 

Demeester et al., 2000 ; Karasinska et al., 2009). Il y a peu d’évidence que les parties cholestérol et 

ApoB  des  LDL  soient  majoritairement  transportés  à  travers  la  BHE  chez  l'adulte  en  condition 

physiologique  (revue  par Dietschy  et  Turley,  2004),  en  accord  avec  l'absence  de  détection  d'ApoB 

dans  le  liquide  céphalo‐rachidien  (Danik  et  al.,  1999).  Il  a  été  démontré  que  le  métabolisme  du 

cholestérol cérébral fonctionne essentiellement en circuit fermé (Björkhem et al., 1998; Lund et al., 

2003; Björkhem et Meaney, 2004; Gosselet et al., 2014). « L’excès » de production du cholestérol est 

hydrolysé par  les neurones grâce à CYP46, un membre de  la  famille des  cytochrome P450,  sous  la 

forme de 24‐S‐hydroxycholestérol, établissant ainsi une boucle interne de régulation qui contrôle la 

quantité de HDL disponible dans les fluides interstitiels. Le 24‐S‐hydroxycholestérol ne bloque pas la 

synthèse  du  cholestérol  astrocytaire  au  niveau  du  facteur  de  transcription  « sterol  regulatory 

element‐binding  protein »  (SREBP),  il  se  lie  au  liver  X  receptor  (LXR),  responsable  de  la  synthèse 

d’ApoE et d’ABCA1, une pompe d’efflux responsable de  l’association puis de  l’excrétion (lipidation) 

des  particules  de HDL  formées  par  ApoE  ou  ApoAI  et  le  cholestérol  cytoplasmique  néo‐synthétisé 

(Figure 23).  

 

 

Figure 23 : Boucle de régulation de la synthèse du cholestérol cérébral (Benarroch, 2008).  
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La  PCR  quantitative  et  de  les  approches  de  la  protéomique  ont  montré  qu’ApoAI  est 

synthétisée  par  les  cellules  endothéliales  de  la  BHE  (Möckel  et  al.,  1994)  puis  libérée  du  coté 

abluminal  où  elle  s’enchâsse  dans  les  radeaux  lipidiques  astrocytaires,  afin  d'être  libérée  dans  les 

fluides  interstitiels  sous  la  forme  de  particules  de  HDL‐ApoAI  grâce  à  ABCA1  (Panzenboeck  et  al., 

2002). La quantité d’ApoAI détectée dans le LCR représente 0,5% de sa concentration plasmatique et 

la présence des deux types de particules HDL‐ApoE et HDL‐ApoAI au niveau cérébral suggère un rôle 

spécifique  pour  chacune  d’elles.  En  effet,  ApoAI  a  été  suggéré  comme  un  lien  entre  le  SNC  et  la 

périphérie  pour  le  métabolisme  des  lipides.  Les  particules  de  HDL‐ApoAI  sont  captées  par  le 

Scavenger Receptor‐class B member I (SR‐BI) coté abluminal des cellules endothéliales de la BHE et 

libérées  dans  la  circulation  plasmatique ;  il  s’agit  donc  d’un  « efflux  cérébral »  permettant  au HDL 

d’être  ensuite  capté  par  les  récepteurs  hépatiques  et  intestinaux,  assurant  ainsi  le  turnover  du 

cholestérol corporel. 

 

Ces  données  suggèrent  une  faible  implication  du  LDLR  comme  capteur  et  transporteur  du 

cholestérol plasmatique à travers la BHE, et posent donc la question de son rôle au niveau de la BHE, 

notamment au niveau apical, où nous  l’avons  localisé préférentiellement. Au delà de ces questions 

sur le rôle physiologique du LDLR dans la BHE, on peut s’interroger sur l'intérêt de son ciblage dans le 

cadre d’approches de vectorisation d’agents thérapeutiques via RMT. A  l’évidence, des précautions 

doivent être prises lorsque l'on compare l'équilibre entre l'influx et l'efflux d'ApoB et du cholestérol à 

travers la BHE quantifiés dans les études in vivo (Danik et al., 1999 ; Dietschy et Turley, 2004) et les 

taux d'accumulation cellulaire et de transport du LDL à travers les monocouches de CEMCs observés 

dans un modèle de BHE  in  vitro  bovin  (Dehouck et al.,  1994; Dehouck et al.,  1997; Candela et al., 

2008)  et  dans  notre  étude.  Grâce  à  l'approche  de  pulse‐chase,  nous  avons  comparé  le  trafic 

intracellulaire  du  LDLR  et  du  LDL  à  celui  de  la  Transferrin  (Tf)  car  le  TfR  exprimé  à  la  BHE  a  été 

largement décrit pour son implication dans la transcytose de ce ligand (Fishman et al., 1987; Roberts 

et  al.,  1993;  Kissel  et  al.,  1998;  Jones  et  Shusta,  2007).  Cependant,  le  complexe  TfR/Tf  a  été 

également décrit pour recycler vers la surface cellulaire, sans libération de la Tf à pH endosomal mais 

en libérant le fer qui est acheminé vers le tissu nerveux par d'autres transporteurs (Descamps et al., 

1996; Raub et Newton, 1991; Skarlatos et al., 1995).  

 

De  telles  études  suggèrent  que  le  mécanisme  de  RMT  du  TfR  exprimé  à  la  BHE  pourrait 

impliquer  ces  deux  mécanismes,  transcytose  et  recyclage  de  la  Tf,  dont  la  régulation  reste 

indéterminée. Nous avons montré que le LDL et la Tf co‐localisent en surface cellulaire des CEMCs et 

sont  engagés  dans  une  voie  intracellulaire  similaire.  De  plus,  nous  avons montré  que  le  LDLR  suit 

cette même voie Tf‐positive. Nous avons donc émis  l'hypothèse qu'une partie du LDL présent dans 
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les endosomes pourrait être orienté vers la voie de transcytose tel que nous l'avons montré avec les 

approches de transport du LDL avec les CEMCs ldlr ‐/‐ et une autre partie pourrait être sécrétée vers 

le  pôle  apical  des  CEMCs.  Ainsi,  les  CEMCs  pourraient  être  impliquées  dans  un  tri  sélectif  des 

composantes  des  particules  lipoprotéiques  circulantes,  riches  en  vitamines  et  en  acides  gras  (AG) 

essentiels,  impliquant  des  lipoprotéines  lipases  (LPL)  endothéliales,  avant  secrétion  de  la  particule 

évidée.  Ce  mécanisme  a  été  observé  avec  des  particules  de  HDL  associées  à  l’α‐tocopherol  (un 

précurseur de la vitamine E nécessaire au bon fonctionnement cérébral) dans un modèle de BHE  in 

vitro  porcin  impliquant  des  LPL  endothéliales  et  le  récepteur  SR‐BI,  présenté  cette  fois‐ci  au  pole 

apical des cellules endothéliales (Goti et al., 2000, 2001, 2002; Balazs et al., 2004).  

 

Par  rapport  aux autres organes,  le  cerveau est  riche en  cholesterol  et  en AG polyinsaturés 

tels que les AG essentiels, acide docosahexaenoique (DHA) et acide arachidonique. Si  le cholestérol 

est synthétisé de novo en quasi autonomie par les astrocytes et les oligodendrocytes, ce n’est pas le 

cas  des  précurseurs  de  ces  AG  essentiels  tels  que  l'acide  linoléïque  (omega3)  et  l'acide  alpha‐

linolénique  (omega6)  qui  ont  pour  seule  origine  l’alimentation.  L’administration  d’un  supplément 

alimentaire en DHA est associée à une augmentation de sa concentration cérébrale. Ce mécanisme 

de transport des AG de type omega 3 alimentaire à travers  la BHE a également été démontré chez 

l’homme (Freund et al., 2014). L’apport d'AG au niveau cérébral peut se faire sous différentes formes 

(Cf. Bibliographie, chapitre III, II. La diffusion facilitée, C. Le transport des acides gras), cependant les 

lysophosphatidylcholines  (lysoPC)  seraient  une  base  importante  d’apport  lipidique  au  cerveau 

(Illingworth et Portman, 1972; Brossard et al., 1996; Croset et al., 1996). Dans le sang, les lysoPC sont 

dissociées des particules lipoprotéiques circulantes par la lecithin cholesterol acyltransferase (LCAT), 

permettant  ensuite  leur  transfert  à  travers  la  BHE  par  des  transporteurs  de  type  CMT.  La  partie 

choline des LysoPC est essentielle et facilite le passage cérébral. Cependant, l'expression de LPL par 

les  cellules  endothéliales  de  la  BHE  (Goti et  al.,  2002;  Sovic et  al.,  2005;  Chen  et  Subbaiah, 2007) 

suggère  également  une  réaction  enzymatique  locale,  soit  membranaire  au  niveau  du  glycocalix 

(Rapoport et al., 2001; Ishida et al., 2003; Ouellet et al., 2009), soit après endocytose de la particule 

lipoprotéique. Dans ce cas, les LPL endothéliales pourraient agir en synergie avec les récepteurs de la 

famille du LDLR, captant et endocytant  les particules  lipoprotéiques circulantes, en  les élaguant de 

leur constituants essentiels sans avoir à pénétrer le parenchyme nerveux dans leur totalité, avec une 

sécrétion des composantes cholestérol et apolipoprotéine.  

 

De façon intéressante, nous avons également montré avec l'approche de pulse‐chase que le 

LDL évite le compartiment lysosomal dans les CEMCs. Sur ce point, le trafic intracellulaire du LDL à la 

BHE  diffère  du  mécanisme  généralement  observé  dans  les  cellules  épithéliales.  En  effet,  le  LDLR 
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exprimé  par  les  cellules  épithéliales  recycle  de  façon  "constitutive"  vers  la  surface  cellulaire  après 

libération du LDL à pH endosomal, orientation vers le lysosome, et relargage du cholestérol dans le 

cytoplasme  où  il  sera mobilisé  pour  participer  aux  processus  physiologiques  (Brown  et  Goldstein, 

1986; Broadwell,  1989; Davis et al.,  1987; Dunn et al.,  1989; Esser et Russell,  1988; Hussain et al., 

1999; Gotthardt et al., 2000; Rudenko et al., 2002). La co‐localisation du LDLR et du LDL en surface 

cellulaire  avec  la  cavéoline  dans  les  CEMCs  (Candela  et  al.,  2008;  revue  par  Zlokovic,  2008)  par 

rapport à la clathrine dans les cellules épithéliales (Rudenko et al., 2002) suggère également un trafic 

intracellulaire  différent  pour  différentes  fonctions  tissulaires.  L'impact  du  cholestérol  dans 

différentes  activités métaboliques  telles  que  l'induction  de  la  synaptogenèse  (Mauch et  al.,  2001) 

suggère une  fonction spécifique du LDLR exprimé à  la BHE permettant  (i) d'éviter  le compartiment 

lysosomal et  la  libération du cholestérol dans  le  cytoplasme des CEMCs et  (ii) d'éviter  l'impact des 

fluctuations plasmatiques du cholestérol sur les fonctions cérébrales. Chaque contact synaptique est 

protégé de la fuite des neurotransmetteurs grâce à un bourgeon d’astrocytes englobant la synapse. 

Les astrocytes qui synthétisent le cholestérol ont certainement un rôle à jouer dans cette protection 

fonctionnelle  en  régulant  le  passage  du  cholestérol  à  la  BHE.  L'expression  du  LDLR  en  surface  des 

CEMCs ne serait pas modulée par le flux plasmatique de cholestérol tel que décrit au niveau du foie, 

mais  plutôt  par  les  besoins  en  cholestérol  des  astrocytes  qui  réguleraient  l’expression  et  la 

transcytose du LDL (Dehouck et al., 1994; Abbott et al., 2006). Le LDLR exprimé à la BHE et ApoB ont 

été également impliqués dans des désordres neurologiques affectant le métabolisme du cholestérol 

cérébral.  Il  a  été  montré  que  la  réduction  de  synthèse  ou  de  libération  du  cholestérol  par  les 

astrocytes dues à des mutations génétiques dans les pathologies de Huntington (Valenza et al., 2010) 

et  de  Tangier  (Karasinska  et  al.,  2009),  respectivement  au  niveau  de  SREBP  et  de  LXR,  peut  être 

compensée par une alimentation riche en cholestérol, entrainant une augmentation de son transfert 

à travers la BHE (Sun et al., 2007; Camargo et al., 2012).  

 

En regroupant l'ensemble de ces données, nous émettons l'hypothèse que le LDLR exprimé à 

la BHE pourrait  être associé  à deux mécanismes,  soit  un  recyclage  "constitutif" du  LDLR et du  LDL 

avec un tri sélectif par les CEMCs de ces composants essentiels avant sécrétion de la particule évidée, 

soit une transcytose "régulée" en fonction des besoins cellulaires locaux du parenchyme nerveux. La 

transcytose  pourrait  également  être  associée  à  différents  mécanismes,  soit  le  transfert  total  du 

complexe  LDLR/LDL  vers  le  compartiment  basolatéral  et  libération  du  LDL  dans  le  parenchyme 

nerveux, soit une dissociation du complexe à pH endosomal avec recyclage du LDLR et orientation du 

LDL  seul  vers  la  voie  de  transcytose  (Figure  24).  Le  modèle  in  vitro  de  BHE  et  la  forte  densité 

d’astrocytes  dans  le  compartiment  abluminal  pourraient  favoriser  le  mécanisme  de  transcytose 
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efficace  dans  de  nombreuses  études  utilisant  des  apolipoprotéines  ou  des  séquences  peptidiques 

réduites au domaine de liaison à leurs récepteurs, soit liées par fusion à une protéine thérapeutique 

(Spencer et Verma, 2007; Sorrentino et al., 2013; Spencer et al., 2011, 2014 ; Sarkar et al., 2011; Re 

et al., 2011; Wang et al., 2013; Meng et al., 2014; Böckenhoff et al., 2014), soit fonctionnalisant des 

nanoparticules chargées avec des principes actifs (Kreuter et al., 2002, 2004, 2007; Michaelis et al., 

2006; Shamenkov et al., 2006; Kim et al., 2007; Zensi et al., 2009 ; Kuwahara et al., 2011 ; Wagner et 

al., 2012).  

Cependant, la majorité de ces études ne prennent pas en compte la notion de dissociation du 

ligand de  son  récepteur après endocytose, paramètre  important qui  s’il  était  contrôlé, permettrait 

sans doute d'augmenter  le relargage de ce  ligand « cargo » dans  le tissu nerveux. Ces concepts ont 

été  abordés  très  récemment  dans  le  cadre  de  stratégies  de  vectorisation  ciblant  le  TfR  avec  des 

anticorps  dirigés  contre  le  domaine  extracellulaire  (luminal).  Alors  qu'une  trop  faible  affinité  du 

vecteur‐anticorps peut être délétère pour le ciblage spécifique du récepteur, une trop haute affinité 

peut  limiter  la  libération  du  récepteur  dans  les  cellules  endothéliales  ou  dans  le  parenchyme 

nerveux. Or, certains vecteurs basés sur des anticorps monoclonaux dirigés contre le TfR, notamment 

le  plus  connu  OX26,  tout  en  ciblant  bien  le  TfR  de  la  BHE,  présentait  un  transport  médiocre  des 

cargos associés à ce vecteur. Ces problèmes ont été résolus récemment par diminution de l'affinité 

des anticorps ciblant le TfR par le développement d'anticorps monovalents à la place des bivalents : 

en effet, ces derniers  induisaient une dimérisation du récepteur et son adressage vers  le  lysosome 

avec son cargo (Yu et al., 2011; Niewoehner et al., 2014). D’autres approches ont consisté à modifier 

par génie génétique le domaine de liaison de ces anticorps afin de diminuer leur affinité pour le TfR à 

pH endodomal (Sade et al., 2014). 

 

Aujourd'hui,  la  compréhension  des  verrous  technologiques  qui  impactent  fortement  sur 

l’efficacité  du  transfert  transendothélial  des  vecteurs,  peptidiques  ou  autres,  du  compartiment 

luminal  vers  le  compartiment  abluminal,  nécessite  en  plus  une  exploration  du  trafic  intracellulaire 

des récepteurs cibles exprimés à la BHE et de leurs ligands et cargos. Ces stratégies qui ont été mises 

en  place  au  cours  de  cette  thèse  pour  étudier  le  LDLR  comme  récepteur  potentiellement  efficace 

dans le processus RMT à la BHE sont utilisées pour étudier d'autres récepteurs exprimés à la BHE tel 

que LRP8 et SR‐BI, afin de les caractériser en tant que cibles potentielles permettant de promouvoir 

le passage des biopharmaceutiques vers le SNC. L’expression de LRP8, tant à la membrane plasmique 

apicale des cellules endothéliales de  la BHE qu’au au niveau des cellules nerveuses du parenchyme 

nerveux, pourrait également avoir un impact sur le taux d’accumulation intracérébral des vecteurs et 

conjugués.  
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Le marché des anticorps thérapeutiques présentant une efficacité en périphérie est en pleine 

croissance  et  acheminer  certains  de  ces  anticorps  vers  le  SNC  représenterait  une  réelle  valeur 

ajoutée dans  le cadre de nombreuses pathologies telles que  le cancer (pe. Rituximab, Trastuzumab 

ou  Herceptin®,  Gemtuzumab  ozogamicin,  Alemtuzumab,  Ibritumomab  tiuxetan,  Cetuximab, 

Bévacizumab,  Nivolumab  et  Ipilimumab)  ou  les  pathologies  neurodégénératives  ayant  une 

composante  inflammatoire  (Etanercept,  Infliximab,  Adalimumab,  Éculizumab,  Omalizumab, 

Efalizumab). Il est donc essentiel de poursuivre les études en cours afin de développer des stratégies 

satisfaisantes  de  transport  de  ces  anticorps  thérapeutiques  et  autres  biomolécules  dans  le  tissu 

nerveux.  

 

IV. L’inflammation des barrières endothéliales du SNC 

L'analyse comparative des transcriptomes des cellules endothéliales de la BHE et de la BSME 

a  permis  de montrer  des  différences  constitutives  et  des  différences  de  réponse  à  l'inflammation. 

L'exploitation des résultats se fait notamment en collaboration avec le Dr. Philippe Benech grâce au 

logiciel  PredicSearch  qu’il  a  développé  et  qui  permet  de  regrouper  les  inductions  et  répressions 

d’expression de gènes dans des voies de signalisations.  Les données décrites dans notre manuscrit 

sont entrain d'être complétées et confirmées par différentes approches. Par exemple,  la validation 

de  l'expression des MMPs  au niveau protéique ou  la  confirmation de  l'inhibition  enzymatique des 

MMPs par les inhibiteurs synthétiques utilisés lors des essais de protection de la perte d'intégrité de 

la barrière  induite par  le TNF‐α. Nous avons mis en évidence une forte différence d’expression des 

marqueurs HOXA9 et HOXB7 au niveau des CEMSs par rapport au CEMCs dans leur état constitutif et 

nous avons pour objectif de déterminer l’impact fonctionnel de ces différences, au niveau basal, mais 

également dans des cellules en situation d’inflammation. En comparant les CEMSs aux CEMCs, nous 

n'avons pas observé de différences constitutives dans  les taux d’expression des ARNm codant pour 

nos  récepteurs  d’intérêt,  ni  de modulation  de  cette  expression  entre  cellules  non‐enflammées  et 

cellules  enflammées.  Notre  objectif  à  long  terme  reste  l’identification  de  récepteurs  ou  protéines 

membranaires  impliquées  dans  des  processus  d’endocytose  qui  permettrait  le  ciblage  d’un  type 

cellulaire  afin  de  développer  des  stratégies  de  vectorisation  permettant  l’acheminement  de 

biopharmaceutiques soit vers le cerveau ou certaines structures du cerveau d’une part, et la moelle 

épinière  d’autre  part,  et  préférentiellement  des  cellules  endothéliales  de  barrières  du  SNC 

enflammées plutôt que saines.   
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