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INTRODUCTION 

         

L’homéostasie hydro-osmotique est essentielle à la vie et de tout temps, les 

scientifiques se sont penchés sur les mécanismes de sa régulation. La vasopressine fut 

découverte et isolée dans les années 1950 pour ses propriétés antidiurétiques (Du Vigneaud et 

al., 1953), ce qui lui a valu le nom d’Hormone Antidiurétique (ADH). En effet, son rôle est 

essentiel pour l’organisme et lui permet de contrôler l’expansion de son volume 

extracellulaire en eau et son osmolarité  plasmatique (Dunn et al., 1973; Robertson, 1985). 

Chez la plupart des mammifères, l’hormone sécrétée est l’arginine vasopressine (AVP). 

Par ailleurs, une autre hormone très proche en structure de la vasopressine, l’ocytocine 

(OT) participe à l’homéostasie hydrominérale grâce à sa fonction antidiurétique (Chou et al., 

1995) et surtout par son effet stimulant sur la natriurèse (Conrad et al., 1986; Verbalis et al., 

1991).  

Ces deux neuropeptides sont synthétisés principalement, dans les neurones 

magnocellulaires (NMC) des noyaux supra-optiques (NSO) et paraventriculaires (NPV) de 

l’hypothalamus. Ils sont ensuite transportés le long des axones de ces neurones jusqu’à leurs 

terminaisons dans le lobe postérieur de l’hypophyse (Swaab et al., 1975 ; Vandersande and 

Dierickx, 1975). Ces produits sont contenus dans des granules, en attente de leur libération 

dans la circulation générale, en réponse à une activation électrique (Cowley et al., 1988). En 

effet, en cas d’augmentation de l’osmolarité du milieu extracellulaire, des neurones 

hypothalamiques hautement spécialisés, les osmorécepteurs centraux, détectent les variations 

de la concentration des solutés du liquide extracellulaire et émettent des influx excitateurs 

pour les neurones magnocellulaires qui libèrent alors, la vasopressine (Bourque et al., 1994 ; 

Oliet and Bourque, 1994; Bourque and Oliet, 1997).  

Par ailleurs, les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV) (Bourque, 1998 ; Hussy et 

al., 2000) et la neurohypophyse ( Hussy et al., 2001; Rosso and Mienville, 2009) sont 

intrinsèquement osmosensibles.   

La découverte d’une famille de canaux à eau, les aquaporines (Agre et al., 1993; 

Preston et al., 1992), a été récompensée par un prix Nobel de chimie en 2003, décerné au 

Professeur Peter Agre. Depuis, chez les mammifères,  13 membres de cette famille ont été 

répertoriés et leur distribution est ubiquitaire. Ils sont dénommés, par abréviation AQP et sont  

classés par ordre de leur découverte, de l’AQP-0 à l’AQP-12 (Verkman, 2005).  



 

 

 

Dans le rein, l’AQP-2 est responsable de la diffusion passive de l’eau et de sa 

réabsorption par le tube collecteur. A ce niveau, son expression est régulée par la vasopressine 

(Knepper et al., 1994; Nielsen et al., 1995, Nielsen et al., 2002; Fenton and Moeller, 2007).  

Dans le cerveau, trois principales AQP sont identifiées chez les mammifères. Ce sont 

l’AQP-1, l’AQP-4 et l’AQP-9. L’AQP-4 est le canal dominant dans ce tissu. Historiquement, 

l’AQP4 est la première AQP détectée par hybridation in situ dans le parenchyme cérébral 

(Jung et al., 1994; Hasegawa et al., 1994). L’AQP-4 serait impliquée dans différentes 

fonctions physiologiques, en rapport avec l’homéostasie de l’eau et de la pression osmotique 

dans le  tissu cérébral.  

En général, dans le tissu nerveux, l’AQP-4 est localisée au niveau des pieds 

astrocytaires péri-vasculaires. Les auteurs ont introduit alors la notion de polarité d’expression 

de ce canal. Dans cet environnement, on lui attribue un rôle dans le contrôle de la barrière 

hémato-encéphalique (Amiry-Moghaddam and Ottersen, 2003; Amiry-Moghaddam et al., 

2004).  

Dans les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV), l’expression de l’AQP-4 est aussi 

principalement gliale, en particulier au niveau des astrocytes. Cependant, contrairement aux 

autres régions du cerveau étudiées, elle se caractérise par l’absence de polarité. Cette 

disposition particulière de l’AQP4 dans ces noyaux hypothalamiques a permis à ces auteurs 

de lui attribuer des fonctions spécifiques, telles que le contrôle du volume cérébral et  

l’osmoréception centrale (Wells, 1998; Badaut et al., 2000; Badaut et al., 2002). 

Les AQP sont en général localisées sur la membrane plasmique des cellules mais elles 

sont plus rarement décrites dans celle des organites intracellulaires. Cependant, certains 

travaux  ont rapporté l’expression de l’AQP-9 au niveau des mitochondries dans les astrocytes 

et les neurones (Badaut et al., 2004; Lindland et al., 2004) et celle de l’AQP1 dans la 

membrane des granules de sécrétion de l’hypophyse (Arnaoutova et al., 2008). Ces auteurs 

suggèrent que l’AQP1 serait  importante dans les processus de sécrétion et de biogenèse de 

ces granules. Par ailleurs, l’AQP4 a, elle aussi, été détectée dans la membrane des granules à 

sécrétion régulée, du pancréas exocrine (Cho et al., 2002) et de la glande parotide (salivaire), 

(Matsuki et al., 2005).  

La recherche de l’expression de l’AQP-4  dans le SHNH, a fait l’objet de nombreuses 

investigations, en particulier  dans les noyaux hypothalamiques (NSO, NPV). Du point de vue 

fonctionnel, le rôle de l’AQP4 dans l’osmoreception est largement rapporté. Il reste que 

l’importance de l’AQP-4 dans de nombreuses fonctions de ce système reste à explorer, 



 

 

 

notamment, dans la plasticité morphologique (Nicchia et al., 2003) et dans la neurosecrétion 

(Niermann et al., 2001; Badaut et al., 2002).  

Ainsi, notre travail de thèse se propose d’étudier  l’expression de l’AQP4  et sa  

distribution, au niveau de l’axe hypothalamo-neurohypophysaire, chez la souris C57BL6. 

Cette étude a été abordée par la technique de l’immunofluorescence selon le principe du 

simple et double marquage immunohistochimique. 

Par ailleurs, l’exploration de cette nouvelle famille de protéines (les aquaporines), 

dans l’hypophyse est relativement récente. En effet, ce n’est qu’en 2007, que Kuwahara et 

collaborateurs ont, pour la première fois, caractérisé les différents types d’AQP dans 

l’hypophyse de rat. Ainsi sur les neuf types d’AQP (AQP-1 à 9) recherchés, par RT-PCR et 

par immunohistochimie, seules quatre AQP sont présentes. Il s’agit de l’AQP1, AQP3, AQP4 

et l’AQP5. 

Depuis, d’autres études se sont intéressées à l’expression de l’AQP4, dans 

l’hypophyse et les résultats obtenus ont fait l’objet de publications très récentes ( Kuwahara et 

al., 2010 ; Pocsai et al., 2010). Ces résultats n’ont été jusqu’à présent rapportés que chez le  

rat, et leur distribution non encore bien établie. Aussi, nous sommes- nous proposés dans le 

présent travail de rechercher cette expression dans l’hypophyse de souris, par la technique 

d’immunoperoxydase. 

De plus, nous avons recherché pour la première fois, la distribution de l’AQP-4, dans 

le lobe nerveux hypophysaire, à l’échelle subcellulaire. Ce lobe est intéressant car il 

représente le pôle effecteur du SHNH. Il est le site de libération des neurohormones (AVP et 

OT) et se situe en dehors de la barrière hémato-encéphalique.  

Par ailleurs, nous avons comparé l’expression de l’AQP-4, dans le SHNH, entre la 

souris normalement hydratée (contrôle) et la souris soumise à une stimulation osmotique, par 

boisson d’une solution de NaCl à 2%, (surcharge saline), pendant une durée de huit jours.  

Cette dernière approche, nous permettra de faire une analyse morpho-fonctionnelle afin de 

comprendre les implications fonctionnelles de l’AQP-4, dans le SHNH. 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

I-REGULATION DE L’HOMEOSTASIE HYDRO-ELECTROLYTIQUE 

 

L’homéostasie hydrominérale est essentielle à la vie et de tous temps les scientifiques 

se sont penchés sur les mécanismes de sa régulation. Ainsi, il est nécessaire de passer en 

revue les rappels sur le rôle primordial de l’ion sodium dans l’homéostasie hydrique avant 

d’aborder la régulation endocrine et neuroendocrine.  

1-Régulation à l’échelle de l’organisme 

1-1-Variation de la natrémie 

L’ion sodium est l’ion majoritaire du liquide extracellulaire. Il joue un rôle 

fondamental dans le maintien de l’équilibre hydrique de l’organisme. L’abondance et le 

pouvoir osmotique de l’ion sodium dans le liquide extracellulaire, lui confèrent un rôle central 

dans la répartition de l’eau entre les compartiments intra- et extracellulaires de l’organisme.  

Cet ion circule librement entre les secteurs intra-vasculaire et interstitiel.  

Quelque soit le tissu, la concentration d’ions sodium à l’intérieur des cellules est très 

inferieure à celle du compartiment extracellulaire. La quantité plasmatique de sodium 

extracellulaire (natrémie) peut subir de réelles modifications par le biais de pertes ou de gains 

en sodium. Cependant, cette natrémie tend à rester stable grâce à des ajustements immédiats 

du volume d’eau.  

Dans l’organisme, les déséquilibres sévères de la natrémie, peuvent compromettre le 

pronostic vital de l’organisme. En effet, les déséquilibres aigus de la natrémie provoquent des 

mouvements d’eau entre les secteurs intra- et extracellulaires selon le gradient de pression 

osmotique, responsables respectivement d’une déshydratation ou d’un œdème cellulaire, 

auxquels le tissu nerveux est particulièrement sensible (figure 1).  

En outre, il existe des mécanismes cellulaires d’adaptation aux modifications de la natrémie. 

En effet, l’hyponatrémie induit au niveau des cellules cérébrales, une diminution de 

l’osmolarité intracellulaire (hypotonicité plasmatique), par sortie de substances 

osmotiquement actives, ce qui permet de rétablir l’œdème cérébral (figure1A), ( Faubel and 

Toff, 1999). 

A l’inverse, l’hypernatrémie, suite à la déshydratation intracellulaire qu’elle installe, induit au 

niveau de ces cellules, une augmentation de l’osmolarité intracellulaire (hypertonicité 

plasmatique), par pénétration d’électrolytes et production de substances osmotiquement 

actives (osmolytes).  

Si l’hypernatrémie s’installe progressivement, des mécanismes d’adaptations 

s’installent. Dans un premier temps, la contraction du volume cérébral, induite par 

l’hypernatrémie  crée  un  gradient  hydrostatique   favorable  à    un mouvement     du  liquide 



 

 

 

céphalorachidien vers l’interstitium cérébral, en augmentant ainsi son volume. Dans un 

second temps, les cellules cérébrales extraient des ions sodium, chlore et potassium de 

l’interstitium et produisent des osmolytes (MacIntire et al., 2005). Ces mécanismes 

augmentent l’osmolarité de la cellule et diminuent ainsi, le différentiel osmotique entre les 

secteurs intra- et extracellulaires, limitant les transferts d’eau (figure1B).    

Etant donné le rôle fondamental du sodium dans le maintien de l’équilibre hydrique de 

l’organisme et des échanges constants avec le milieu extérieur (alimentation, sécrétions 

digestives, sudorales, etc...), des mécanismes complexes de régulation de la natrémie sont mis 

en œuvre.  

Plusieurs aires spécifiques du système nerveux central sont impliquées dans le 

contrôle de la prise de sel et sont responsables de l’ajustement de la réponse, en fonction des 

besoins de l’organisme (Daniels and Fluharty, 2004).  

 

 

 

 

1-2-Variation du volume du milieu extracellulaire 

Si le sodium ne franchit pas les membranes cellulaires, l’eau en revanche, est 

susceptible de circuler librement entre les compartiments intra- et extracellulaires, selon le 

gradient de pression osmotique en relation directe avec la natrémie (Dibartola, 2000; Guyton 

and Hall, 2000).  

Figure1 : Mécanismes moléculaires d’adaptation des 

cellules cérébrales aux variations de l’osmolarité 

extracellulaire (Modifiée d’après Faubel and Toff, 1999)  

A-  Cas d’une hyponatrémie: adaptation 

des cellules cérébrales à l’ installation d’ un 

œdème cérébral par diminution de 

l’osmolarité intracellulaire par sortie de 

substances osmotiquement actives. [Na+]e: 

concentration de sodium extracellulaire;  

Poe: pression osmotique extracellulaire  

 

B-Cas d’une hyper natrémie: Adaptation 

des cellules cérébrales à l’ installation d’ 

une  déshydratation par augmentation  de 

l’osmolarité intracellulaire par pénétration  

d’électrolytes et production de substances 

osmotiquement actives (osmolytes)  

 



 

 

 

Au niveau de l’organisme, l’osmose est le processus de diffusion nette d’eau au travers 

des membranes cellulaires semi-perméables résultant d’une différence du nombre de 

molécules entre les compartiments intra- et extracellulaire. En effet, des particules non 

diffusibles en solution, qu’il s’agisse de molécules ou d’ions, exercent dans leur solvant une 

pression de nature hydrostatique, la pression osmotique. Cette pression est déterminée par le 

nombre de particules par unité de volume liquidien qui représente l’osmolarité (milliosmoles 

par litre) de la solution. Cette concentration peut s’exprimer également par rapport au poids de 

la solution, il s’agit alors d’osmolalité (milliosmoles par kilogramme). L’existence d’une 

différence d’osmolarité entre les deux compartiments intra- et extracellulaires est à l’origine 

d’un gradient de pression osmotique qui engendre des mouvements d’eau du secteur de 

moindre osmolarité vers le secteur de plus forte osmolarité. Dans les conditions 

physiologiques, la différence d’osmolarité étant extrêmement faible, le flux net d’eau au 

travers des membranes cellulaires, est nul.  

 L’apparition d’un gradient de pression osmotique est liée aux variations de l’osmolarité du 

seul secteur extracellulaire, mises en évidence par les modifications de l’osmolarité 

plasmatique. L’ion sodium étant l’ion majoritaire du secteur extracellulaire et celui qui subit 

le plus d’échanges avec le milieu extérieur (tube digestif, glandes sudoripares, rein, etc…), ce 

sont essentiellement, les variations de la natrémie qui modifient l’osmolarité plasmatique, la 

pression osmotique et induisent, en conséquences, des mouvements d’eau entre les 

compartiments extra- et intracellulaires (Goy-Thollot et al., 2005).  

 

Figure 2: facteurs qui influencent la 

sécrétion de la vasopressine                   

(Simon, 2008) 



 

 

 

2-Régulations endocrine et neuroendocrine de l’équilibre hydro-électrolytique       

La régulation de l’équilibre hydro-électrolytique fait intervenir divers mécanismes 

nerveux et hormonaux qui vont, essentiellement, agir au niveau du rein favorisant ou 

s’opposant à l’excrétion du sodium et/ou de l’eau. De plus, cette régulation est liée à celle de 

la pression artérielle et de la volémie (figures 2 et 3). 

 

2-1-Le système rénine-angiotensine-aldostérone 

L’aldostérone est le principal facteur de régulation rénale de la concentration des ions 

sodium dans le liquide extracellulaire. En effet, l’aldostérone favorise la réabsorption rénale 

de sodium ( Guyton and Hall, 2000) (figure 2). 

Lors de la régulation de l’équilibre hydrosodé, la sécrétion d’aldostérone, par le cortex 

surrénalien, est déclenchée par l’angiotensine II issue de l’activation du système rénine-

angiotensine. La sécrétion de rénine par les cellules myoépithéliales de la paroi des artérioles 

afférentes des glomérules rénaux est le point de départ de la cascade réactionnelle aboutissant 

à la formation d’angiotensine II. Sa mise en jeu est induite par une diminution du volume du 

liquide extracellulaire qui est perçue par des barorécepteurs (figure 3).  

Le système rénine –angiotensine stimule la sécrétion de la vasopressine par le SHNH 

induisant une réabsorption d’eau rénale, responsable de la réduction de quantité d’urine émise 

(oligurie), (figure2). Ces mécanismes participent au déclenchement de la soif.   

2-2-Le peptide natriurétique auriculaire (ANP) 

Ce peptide est synthétisé dans les cellules atriales cardiaques (oreillette), en réponse à 

une expansion volumique des oreillettes (volémie).  

En effet, une hypovolémie est détectée par les récepteurs à basse pression (grosses veines, 

oreillettes), ce qui conduit à une diminution de la sécrétion d’ANP et à une augmentation de la 

sécrétion de vasopressine. Ceci entraîne une réabsorption d’eau par le rein et le 

déclenchement de la soif. Inversement, une hypervolémie, stimule la production d’ANP par 

les oreillettes et inhibe la sécrétion de vasopressine,  au niveau du SHNH. Ces mécanismes 

aboutissent à une production importante d’urine (polyurie) peu concentrée (figures 2 et 3), 

(Guyton and Hall, 2000).      

La régulation neuroendocrine de la balance hydro-électrolytique fait intervenir 

principalement, le système hypothalamo-neurohypophysaire ( SHNH). Ce système nous 

intéresse tout particulièrement, et sera développé dans le chapitre suivant.   

 

 

 

 



 

 

 

II-LE SYSTEME HYPOTHALAMO-NEUROHYPOPHYSAIRE 

 

1-Organisation générale du SHNH 

Le SHN est constitué de neurones magnocellulaires répartis en deux populations 

neuronales qui synthétisent deux neurohormones, la vasopressine (VP) et l’ocytocine (OT). 

Les corps cellulaires et les dendrites de ces neurones sont regroupés principalement dans les 

noyaux supraoptiques(NSO) et paraventriculaires (NPV) de l’hypothalamus. (Figure 4) 

L’existence de groupes accessoires de neurones de type magnocellulaire, projetant vers le 

lobe nerveux hypophysaire (appelé aussi posthypophyse) a été démontré dans l’aire 

préoptique, l’hypothalamus latéral, le noyau périfornical et le noyau circularis (Sherlock et 

al., 1975; Kelly and Swanson, 1980). Dans tous ces noyaux, les deux types de neurones 

coexistent dans des proportions variables selon les espèces.  

L’architecture précise du SHNH a été particulièrement bien décrite chez le rat (Rhodes et al., 

1981; Sofroniew and Glasmann, 1981). L’anatomie générale reste très semblable chez la 

souris avec, néanmoins, quelques particularités (voir plus bas). 

1-1-Noyaux hypothalamiques 

1-1-1-Les noyaux supraoptiques (NSO) 

Ce sont des noyaux pairs, localisés dans la partie ventrale de l’hypothalamus et placés 

de part et d’autre du chiasma optique. Chez la souris, l’examen anatomique des NSO a montré 

que chaque noyau peut s’étendre sur une profondeur approximative de 350-400µm. Leur 

forme est large (250µm) et aplatie (40µm) en amont (extrémité rostrale) et change 

graduellement, pour devenir plus étroite (65µm) et plus profonde (125µm) en aval (extrémité 

caudale) (Sharif-Naeimi et al., 2008).    

Les NSO sont homogènes, car ils sont exclusivement composés de neurones magnocellulaires 

(NMC). Les corps cellulaires de ces neurones et leurs dendrites constituent la majeure partie 

de ces noyaux. Les dendrites et leur ramifications s’étendent vers la surface ventrale du 

cerveau et s’étendent dans la lame gliale ventrale (ventral glial lamina, VGL) (Dyball  et 

Kemplay, 1982). Les corps cellulaires et les dendrites des neurones magnocellulaires sont 

proches les uns des autres et séparés par de fins prolongements astrocytaires.  

Les NMCs se distinguent en deux populations cellulaires selon la neurohormone qu’ils 

secrètent; l’arginine- vasopressine (AVP) ou l’ocytocine (OT). La distribution des neurones à 

AVP et à OT dans les NSO a été rapportée d’abord chez le rat (Swaab et al., 1975 ; 

Vandesande et Dierickx, 1975; Rhodes et al., 1981) et bien plus tard chez la souris (Pow et 

Morris, 1989; Pirnik et Kiss, 2005 ; Sharif-Naeimi et al., 2008). Les résultats ont montré une 

grande similitude dans la distribution de ces deux types de NMCs. En effet, les neurones à 

AVP sont principalement localisés dans la région caudale et préférentiellement sur le côté 

ventral des NSO. Les neurones à OT sont plus concentrés dans la région rostrale et sur la face 



 

 

 

dorsale du NSO. Néanmoins, cette répartition est particulière chez la souris (C57BL) et se 

caractérise par une forte prédominance des neurones à AVP (77%) (Sharif-Naeimi et al., 

2008), contre seulement 

69%  chez le rat wistar 

(Swaab et al., 1975).    

Dans la lame 

gliale ventrale (VGL) 

(figure 5), à côté des 

dendrites, se trouvent 

des cellules gliales 

principalement de type 

astrocyte. Parmi ces 

astrocytes, on distingue 

deux types majeurs; 

l’astrocyte fibreux et 

l’astrocyte 

protoplasmique. Le 

premier présente une 

forme radiaire et des 

prolongements longs et 

épais orientés ventro-

dorsalement qui se 

terminent en fins 

processus astrocytaires 

qui s’insinuent entre les 

éléments neuronaux du 

NSO. Ce type 

d’astrocyte exprime la 

protéine fibrillaire gliale acide (glial fibrillary acidic protein, GFAP) et la vimentine, 

composants des filaments intermédiaires du cytosquelette de ces cellules (Boffanti et al., 

1993; Bobak and Salm, 1996). Le second type est représenté par l’astrocyte protoplasmique, 

de forme stellaire et à prolongements courts et fins entourant les éléments neuronaux 

(Montagnese et al., 1988; Bonfanti et al., 1993). D’autres cellules gliales, telles les 

oligodendrocytes et la microglie, sont plutôt rares. 

 

1-1-2-Les noyaux paraventriculaires (NPV) 

 Les NPV sont situés de part et d’autre du troisième ventricule et, contrairement au 

NSO, ils sont hétérogènes du au fait de la présence de deux types de neurones, les neurones 

magnocellulaires et parvocellulaires.  

Figure 5:  
1- Diagramme de l’organisation cytoarchitecturale des 

composantes gliale et neuronale, des  noyaux supraoptiques, de 

l’hypothalamus de rat.  
2- A. Cytoarchitecture des astrocytes (As) et des dendrites des 

neurones magnocellulaires, au niveau de la lame gliale ventrale 

(VLG), en ultrastructure. 

B- Apposition entre les corps cellulaires des neurones 

magnocellulaires (N en rouge) et les prolongements astrocytaires 

(AS, en vert), par immunofluorescence.   

(Hatton, 2002)  

Figure 5: Structure de la lame gliale ventrale (LGV) 
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Les neurones parvocellulaires sont représentés par un corps cellulaire plus petit (10-15µm) et 

les fibres projettent dans (i) le système porte hypophysaire, via l’éminence médiane externe 

ou ventrale (Vandesande et al., 1977). Ces neurones sont des neurones à corticotropin-

Releasing Hormone (CRH), qui expriment la vasopressine, surtout après surrénalectomie, et 

qui contribueraient à la régulation de la sécrétion d’hormone adrenocorticotrope (ACTH), (ii) 

le tronc cérébral (noyau parabrachial, raphé, noyau du tractus solitaire (NTS), noyau dorsal du 

vague), dans la moelle épinière  et aussi dans les aires limbiques notamment, dans le noyau du 

lit de la strie terminale et le septum latéral olfactif (Swanson and Sawchenko, 1983).  

Dans la partie magnocellulaire du NPV les neurones à VP sont placés 

préférentiellement sur la face caudale et latéralement alors que les neurones à OT sont plus 

sur la face rostrale et médiane. Leurs axones quittent le NPV de façon latérale puis ventrale. 

Ils passent ensuite, prés du NSO de façon ventrale, se projettent vers la face dorsale de 

l’éminence médiane et rejoignent le lobe nerveux hypophysaire (ou post-posthypophyse). Des 

collatérales des neurones magnocellulaires du NPV restent dans le NPV ou à proximité, dans 

la région périfornicale, dans l’éminence médiane, le noyau médian de l’amygdale et le septum 

latéral (Hatton et al., 1985). En ce qui concerne les collatérales qui se terminent dans les 

NPV, ils semblent qu’elles contactent des neurones contenant le même neuropeptide. 

Dans les NPV, les dendrites des neurones magnocellulaires, s’étendent de façon 

médiane et traversent la zone des neurones parvocellulaires et arrivent jusqu’à l’épendyme du 

troisième ventricule (Armstrong et al., 1980). 

. 

1-1-3-Les voies afférentes du SHNH 

L’activité des NMCs est sous contrôle d’afférences, en provenance notamment de 

certains noyaux hypothalamiques, de l’aire préoptique, du septum, du bulbe olfactif et des 

structures limbiques (Burbach et al., 2001). Celles-ci sont organisées en synapses autour des 

corps cellulaires et des dendrites de ces neurones.  

Parmi ces afférences, certaines sont stimulantes ou excitatrices: (1) de nature 

glutamatérgiques (El-Madjoubi et al., 1996; 1997), d’origine intra-hypothalamique, (2) de 

nature catécholaminérgiques, issues du tronc cérébral et du bulbe rachidien, qui terminent 

principalement, sur les neurones à AVP mais aussi sur ceux à OT (Tribollet et al., 1985Day 

and Sibbald, 1988;), ainsi qu'en provenance des NTS. Ainsi, la noradrénaline, libérée par ces 

terminaisons, exerce un effet différent suivant les concentrations, probablement lié à la mise 

en jeu de sous types de récepteurs différents (Bealer and Crowley, 1998). Il existe, par 

ailleurs, une innervation sérotoninérgique, issue des noyaux du raphé, arrivant sur les noyaux 

magnocellulaires, préférentiellement sur les neurones à OT (Sawchenko et al., 1983). Cette 

innervation est modeste, comparée à l’innervation noradrenèrgique mais elle exerce un effet 

stimulateur sur la libération de l’AVP (Faull et al., 1993) et aussi sur celle de l’OT 

(Mikkelsen et al., 1999).  



 

 

 

D’autres afférences du NSO sont inhibitrices, de nature GABAérgiques (acide gamma amino 

butyrique), (Theodosis et al., 1986; El Madjoubi et al., 1997), comme celles en provenance de 

la bande diagonale de Broca (DBB). Egalement, les corps mamillaires envoient des 

projections de type histaminergique qui activent les neurones magnocellulaires à AVP, par le 

biais des récepteurs H1 et qui inhibent les neurones à OT, par le biais de récepteurs H2 (Haas 

et Reiner, 1988; Weiss et al., 1989). Ces afférences histaminergiques ont été impliquées dans 

les mécanismes mis en jeu lors de la grossesse, de la parturition, de la lactation, et de la 

déshydratation.  

 

1-2-La neurohypophyse  

Sur le plan anatomique, la neurohypophyse est composée de trois parties, l’éminence 

médiane (unfundibulum), la tige pituitaire ou tige unfundibulaire et du lobe nerveux ou 

postérieur de l’hypophyse (post-hypophyse). Cette dernière partie est communément appelée, 

à elle seule la neurohypophyse (NH). L’ensemble représente un site de projection  majeur des 

axones des neurones en provenance des noyaux hypothalamiques (NSO et NPV).  

1-2-1-L’éminence médiane (EM) 

Elle est localisée à la base du troisième ventricule (3V) et organisée en trois couches 

superposées du 3V vers l’extérieur: la couche épendymaire, bordant le 3V, l’EM interne 

(EMI) ou dorsale et l’EM externe (EME) ou ventrale.  

L’EMI est composée des prolongements des axones des neurones magnocellulaires, en 

provenance des NSO et des NPV et en projection vers le lobe nerveux de l’hypophyse. A ce 

niveau sont libérées, par exocytose,  les deux neurohormones, AVP et OT, directement dans 

la circulation générale. L’EME contient les terminaisons des axones des neurones 

parvocellulaires, en provenance des NPV, qui contactent les capillaires du système de la 

circulation porte hypophysaire et libèrent les facteurs hypophysiotropes (Van Den Pol, 1982; 

Swanson and Sawchenko, 1983). A côté de ces éléments nerveux, l’EM renferme des cellules 

gliales, les épendymocytes de l’épithélium épendymaire, bordant le 3V et des cellules gliales 

spécialisées, les tanicytes. Selon la classification de Wittkowski (1980), cette dernière 

population se subdivise en deux sous populations:  

(1) les tanicytes épendymaires ou sub-épendymaires, en étroite connexion avec d’une 

part, la surface de la paroi épendymaire et d’autre part, avec les vaisseaux sanguins 

cérébraux. Cette connexion permet la mise en relation du liquide cérébro-spinal 

ventriculaire avec la circulation sanguine, grâce à leurs longs prolongements.  

Durant leur trajet dans l’EME, les prolongements de ces tanicytes se ramifient et se terminent 

en face de la lame basale bordant l’espace péri-vasculaire, du système porte, en formant des 

pieds péri-vasculaires. De plus, ces prolongements forment fréquemment des paquets, qui 

parcourent le tractus des projections axoniques, allant vers le lobe nerveux hypophysaire et 

établissent souvent, des contacts étroits avec ces éléments nerveux (contacts synaptoïdes).  



 

 

 

(2) les tanicytes astrocytaires (Schiebler and Zaborsky, 1975) souvent appelés aussi 

astrocytes, sont caractérisés par leurs prolongements courts, qui se terminent en pieds péri-

vasculaires. Cette sous population de tanicytes ressemble morphologiquement, aux pituicytes 

protoplasmiques, du lobe nerveux hypophysaire.  

Les deux sous population de tanicytes ont, en commun, leur immunoréactivité positive 

à la protéine fibrillaire gliale acide (Glial Fibrillary Acidic Protein: GFAP), composante 

majeure des filaments intermédiaires du cytosquelette. Du fait de leur distribution, les 

tanicytes seraient impliqués dans les échanges entre le 3V et les vaisseaux du système porte 

neurohypophysaire. Leur disposition radiale suggère leur implication dans le guidage des 

neurones hypothalamiques en développement (Kazlowsky and Coates, 1985).  

Les changements morphologiques (plasticité), qui accompagnent l’activité de sécrétion dans 

l’EM, feraient intervenir les tanicytes, qui joueraient un rôle dans la stabilisation mécanique, 

grâce à l’édifice (échafaudage) organisé par les tanicytes. De plus, leur possibilité de 

remodelage, suggère leur implication dans la régulation de la neurosécrétion. Enfin, ces 

cellules seraient également impliquées, comme les autres cellules gliales, dans le processus 

tampon sur le potassium extracellulaire (Wittowski, 1998).  

 

1-2-2-Le lobe nerveux (LN) ou postérieur de l’hypophyse (post-hypophyse) 

Ce lobe, à côté des deux autres lobes (antérieur (antéhypophyse) et intermédiaire), 

constituent la glande hypophysaire ou pituitaire. D’origine embryologique différente, le LN 

hypophysaire est à l’origine du concept de neurosécrétion et de l’émergence de la discipline 

de neuroendocrinologie. En effet, l’examen histologique de cette glande, a permis une 

découverte majeure en endocrinologie, puisqu’elle se révélait constituée d’élément 

glandulaire de type nerveux. Ce concept a conduit à la notion de neurone endocrine libérant 

des neurohormones (Scharrer et scharrer, 1937 et 1940; Dale, 1957).  

Les axones magnocellulaires aboutissent au lobe nerveux de l’hypophyse. Ainsi, leurs 

terminaisons arrivent en contact avec les capillaires sanguins fenêtrés où sont libérées  l'AVP 

et l’OT, qui passent alors, dans la circulation sanguine générale. 

L’organisation ultra structurale du LN a été largement décrite (Morris, 1976; Tweedle, 

1983; Nordmann, 1983; Wittkowski, 1986; Morris et al., 1987; Morris et al., 1988; Toescu 

and Morris, 1990). Ce lobe est composé: 

- D’éléments nerveux, représentés par les ramifications des fibres axoniques non 

myélinisées des neurones magnocellulaires, en provenance des NSO et NPV. Ces 

ramifications se distinguent par leur aspect et les organites qui les composent, et forment  trois 

sortes d’éléments:  

(i) Des prolongements d’axones d’aspect clair et riches en éléments du cytosquelette 

(microtubules et neurofilaments) mais pauvres en granules de neurosécrétion (GNS), 

lesquels sont caractérisés par leurs contenus denses aux électrons (cœur dense). Ces 



 

 

 

granules sont riches en neurohormones (AVP ou OT), lesquelles sont élaborées dans 

les corps cellulaires des neurones magnocellulaires et transportées, par un flux axonal 

rapide, vers les terminaisons nerveuses (TNs) du LN de l’hypophyse.    

(ii) Des dilatations subterminales ou corps de Herring («swelling»), plus larges et 

enrichies en GNS, à cœur dense et présentent de nombreux lysosomes, des vacuoles et 

des mitochondries. 

(iii) Des terminaisons nerveuses (TN) ou «nerve endings», qui renferment, en plus des 

GNS, des mitochondries et de très nombreuses microvésicules d’aspect clair (MVs), 

regroupées en amas. Ces MVs sont assimilées à des vésicules synaptiques 

communément rencontrées dans les autres terminaisons nerveuses (Navone et al., 

1989).  

Leur origine est controversée. Pour les uns, les MVs résultent de l’endocytose 

compensatoire de l’éxocytose  des GNSs (Douglas et al., 1970), pour d’autres, les 

MVs et les GNS sont deux organites distincts (Navone et al., 1989). Leurs rôles ne 

sont toujours pas élucidés. Cependant, il a été rapporté dans certains travaux, que la 

stimulation de la sécrétion des neurohormones, au niveau du LN isolé, n’induit en 

aucun cas, l’augmentation des MVs (Nordmann and Morris, 1976; Morris et al., 

1981). Au contraire, elle induit une augmentation du nombre d’une population de large 

vésicules appelées vacuoles, caractérisées par leur aspect transparent aux électrons 

(clair, electrolucent). Ainsi, il a été suggéré que ces vacuoles plutôt que les MVs 

participent à la compensation des membranes des GNS, après éxocytose. Toutefois, les 

MVs seraient impliquées dans l’homéostasie du calcium dans les terminaisons 

nerveuses (Morris et al., 1981).   

 

-Une composante gliale: Elément majeur, la composante gliale constitue 25-30% du 

volume total du tissu, non neuronal. Elle est majoritairement représentée par un type 

d’astrocytes appelés pituicytes (Nordmann, 1977). Se basant sur les observations faites au 

microscope photonique, certains auteurs suggèrent que les pituicytes seraient représentés par, 

au moins, deux types; Le type protoplasmique et le type fibreux ( Nordmann, 1977; 

Wittkowsky, 1986).   

(i) Le pituicyte protoplasmique est le plus fréquent et se caractérise par un corps 

cellulaire avec un cytoplasme plutôt abondant et d’aspect clair. Son noyau est grand et 

de forme généralement arrondie ou parfois ovale. Sa  chromatine est plus ou moins 

dense aux électrons. Ce type de cellule se caractérise par des prolongements cellulaires 

courts (Wittkowsky, 1986).   

(ii) Le pituicyte fibreux se distingue par son corps cellulaire plus petit, son noyau 

ovalaire et surtout par ses longs prolongements cytoplasmiques. Cependant, cette 

classification ne s’avère pas très rigoureuse à cause des variations de formes et de 

tailles que peuvent prendre les deux types de pituicytes.  

Par ailleurs, l’analyse ultra structurale de pituicytes, n’a pas plus aidé à la 

caractérisation et la classification des pituicytes. En effet, les résultats obtenus ont 



 

 

 

conduit à différentes classifications. Selon certains auteurs, un seul et unique type 

cellulaire de base, avec de multiples aspects Krsulovic and Bruckner, 1969). 

Cependant, d’autres auteurs, sont plus nombreux à différencier un type intermédiaire 

de pituicyte, entre le type protoplasmique et le type fibreux (Wittkowski, 1998).  

Les pituicytes fibreux se caractérisent par de longs prolongements ramifiés dans 

lesquels des éléments du cytosquelette, les filaments intermédiaires, sont nombreux et 

organisés de façon parallèle. L’immunomarquage des pituicytes grâce au GFAP, 

confirme cette différence (Redecker et al., 1987).  

Au contraire, le pituicyte protoplasmique exhibe un corps cellulaire riche en 

cytoplasme et en organites. Ses prolongements sont, au contraire, courts et souvent 

dépourvus de filaments du cytosquelette. Le corps cellulaire du pituicyte 

protoplasmique présente un appareil de Golgi bien développé et des granules de 

sécrétion, indiquant un important pouvoir de sécrétion. Il contient aussi, un réticulum 

endoplasmique lisse, en forme de tubule, de vésicule et de citerne et prédomine dans le 

corps cellulaire des pituicytes. A l'inverse, le réticulum endoplasmique rugueux est 

plutôt rare. De multiples granules osmiophiles, à cœur dense, inclusion lipidique et 

granule lipoproteïque, varient d’une cellule à l’autre et d’une espèce à l’autre 

(Wittkowski, 1980 et 1998). 

Les microtubules et les filaments intermédiaires du cytosquelette sont aussi présents 

en proportions variables.  

 

La plupart des pituicytes, indépendamment de leur classification, envoient des 

prolongements qui, soit enveloppent les axones soit, entrent en contact avec les capillaires 

sanguins fenêtrés. Dans ce cas, ces terminaisons de prolongements de pituicyte ("endfeet") 

forment une interface entre les terminaisons nerveuses et la lame basale péri vasculaire 

(Belenki et Polenov, 1963). 

Sur le plan ultra structural, les prolongements des pituicytes ressemblent aux corps cellulaires 

de ces mêmes cellules. Des contacts de type «synaptoïdes» sont décrits entre les pituicytes et 

les fibres nerveuses. Ces contacts pseudo synaptiques différent des vraies synapses par 

l’absence d’élément post-synaptique et par la présence seule d’un élément pré-synaptique. 

Néanmoins, cette juxtaposition entre les deux éléments, neuronal et glial est favorable aux 

échanges de signaux, indispensables à leur communication. Ainsi, par exemple, la taurine 

libérée par le pituicyte et transportée vers les fibres nerveuses, constitue une voie de 

signalisation. Dans l’autre sens, les neuropeptides libérés par les fibres nerveuses peuvent 

influencer l’activité des pituicytes (Hatton, 2002). Ces contacts synaptoïdes augmentent après 

stimulation du système par déshydratation et contribuent donc, à son activation (Wittkowsky 

et  Brikmann, 1974).  

La vascularisation du LN est très développée. Elle est représentée par des capillaires 

sanguins fenestrés, entourés par des cellules péri-vasculaires type péricytes. La fenestration de 

ces capillaires signifie que le LN est situé en dehors de la barrière  hémato-encéphalique. Un 

espace péri-vasculaire entoure les capillaires sanguins et en est séparé par une lame basale. 

 



 

 

 

En plus de tous ces éléments, le LN contient d’autres cellules comme la microglie, des 

macrophages et des fibroblastes (Nordmann, 1977; Pow et al., 1989).  

Le LN reçoit, en plus des fibres et des terminaisons neuroendocrines, en provenance 

des NSO et NPV, d’autres fibres nerveuses d’origine différentes: GABAérgiques (Buijs et al., 

1987) ou à enképhaline (Van Leeuwen et al., 1983), catécholaminérgiques. 

De plus, d’autres peptides peuvent co-localiser avec l'AVP, l'OT et leurs neurophysines. 

Parmi ces peptides la galanine occupe une place particulière. Elle est exprimée par les 

neurones à AVP et son expression augmente lors d’une déshydratation (Landry et al., 1997). 

Ce peptide est aussi trouvé dans les pituicytes (Kawasaki et al., 2007). Ce peptide jouerait de 

multiples rôles, notamment dans la plasticité morphologique (Shen et al., 2001).  

D’autres molécules, comme les opioïdes, par exemple, la dynorphine, sont co-exprimées dans 

les granules. Les opioïdes inhibent la sécrétion des hormones en se liant aux membranes des 

pituicytes ou celles des terminaisons nerveuses (Tsushima et al., 1993).  

L’Adénosine et l’ATP sont aussi présentes à côté des neuropeptides, dans les granules à cœur 

dense et sont libérés simultanément, avec l’AVP. L’ATP endogène et exogène exercent une 

modulation de la sécrétion hormonale. 

 

2-Biosynthèse et fonctions physiologiques des hormones neurohypophysaires 

L'AVP et l’OT sont deux nonapeptides (PM 1000 Da) connus dés le début du XXe 

siècle, comme les principes actifs responsables des effets périphériques des extraits post-

hypophysaires. Ces deux hormones ont été isolées, caractérisées chimiquement et synthétisées 

dans les années 1950, alors que la découverte de leur origine neuronale hypothalamique 

apportait la touche finale au concept de neurosécrétion. Dans les années 1970, les systèmes à 

vasopressine et à ocytocine se voyaient définitivement caractérisés sur le plan anatomique 

grâce à l’avènement des méthodes immunocytochimiques.  

A l'inverse des neurotransmetteurs aminérgiques, qui sont synthétisés, recyclés et accumulés 

localement dans des microvésicules au niveau des terminaisons nerveuses, les  neuropeptides 

présentent des mécanismes de biosynthèse et de sécrétion différents. Ils sont largement 

impliqués dans la découverte du processus de neurosecrétion. En effet, si la transcription et la 

traduction de ces neuropeptides se déroulent dans les corps cellulaires des NMCs de 

l’hypothalamus, leur maturation se fait dans les granules de neurosecrétion. Cette maturation 

intra-granulaire s’effectue pendant le transport axonal qui les fait aboutir au niveau des 

terminaisons nerveuses dans le lobe nerveux de la glande hypophysaire. A ce niveau, les deux 

neurohormones sont libérées par éxocytose directement, dans la circulation générale, à travers 

l’endothélium fenêtré des capillaires sanguins.  

Selon l’hormone sécrétée, on arrive à distinguer des neurones à AVP 

(vasopressinérgiques) et des neurones à OT (ocytocinérgiques). Contrairement au cas des 

microvésicules synaptiques, la sécrétion à partir des granules de neurosecrétion est rarement 

provoquée par un unique potentiel d’action mais requiert un train de potentiels (Douglas and 

Poisner, 1964; Nordmann et al., 1987; Gainer and Wray, 1994). La propagation de l’onde de 

dépolarisation jusqu’aux terminaisons nerveuses, entraine l’ouverture des canaux calciques, 



 

 

 

d’où un influx de Ca++ et une augmentation du Ca++ intracellulaire  Cette augmentation 

provoque l’exocytose des granules de neurosecrétion. 

 Les deux mécanismes de sécrétion peuvent coexister au sein d’un même neurone, notamment 

quand celui-ci co-exprime un neurotransmetteur et un neuropeptide.  

 

2-1-Organisation des gènes AVP et OT (figure 6) (Burbach et al., 2001) 

Ces gènes sont localisés sur le même chromosome, à très peu de distance l’un de 

l’autre et en position tête-bêche. Le gène AVP code pour une pré-pro-hormone de 166 acides 

aminés constituée d’un peptide signal, rapidement clivé lors de la biosynthèse, 

immédiatement suivi de la séquence de l'AVP (comprenant 9 acides aminés reliés par un pont 

disulfure entre 1 et 6), qui est séparée par 3 acides aminés de la séquence de la neurophysine 

(NP-II). La NPII est un peptide qui reste lié à l’AVP et sera libéré avec elle par éxocytose. 

La partie terminale de la pré-pro-vasopressine est un glycopeptide de 39 acides aminés dont 

on ignore le rôle biologique éventuel. Le gène OT code de façon similaire pour un précurseur 

qui contient également une neurophysine (NP-I). Cependant la pré-pro-OT ne présente pas de 

glycopeptide. La structure primaire de l’OT ne diffère de celle de l’AVP que par deux acides 

aminés, en position 3 et 8.  

 

2-2-Etapes de biosynthèse  

Après transcription des ARNm des pré-pro-hormones par les ribosomes du réticulum 

endoplasmique granulaire, les protéines précurseurs résultantes sont emballées à leur sortie de 

l’appareil de Golgi dans des vésicules à cœur dense et subissent plusieurs étapes de 

maturation. Cette étape de maturation consiste en particulier, en l’élimination du peptide 

signal, la formation des ponts disulfures et pour l’AVP, les premières étapes de glycosylation. 

Au cours de ce processus, les neurophysines serviraient de protéines chaperonnes et 

permettraient l’adressage des neurohormones. Le clivage final du peptide et de sa 

neurophysine a lieu dans les granules de sécrétion, impliquant des enzymes protéases 

spécifiques 



 

 

 

2-3- Fonctions physiologiques (figure 7) 

La diversité des fonctions physiologiques des hormones neurohypophysaires, est 

corrélée à la distribution des récepteurs de la VP et de l’OT. En effet, les neurones 

magnocellulaires, en tant que cellules endocrines, exercent leurs fonctions grâce à la présence 

sur leurs cellules cibles, de récepteurs spécifiques (tableau). 

Les récepteurs spécifiques pour 

la VP sont répertoriés et forment  trois 

familles de recepteurs; V1, V2 et V3. 

Le récepteur V1 ou V1a est spécifique 

de l’AVP et active les phospholipases 

C, D et A2, augmentant ainsi la 

concentration intracellulaire en calcium 

et en protons (Briley et al., 1994). Il est 

exprimé dans le foie, le muscle lisse 

des parois vasculaires, le cerveau et 

notamment l’hypothalamus mais aussi 

dans la neurohypophyse ; 

Le récepteur V2 couplé à une protéine 

Gs induit la production d’AMPc par 

l’activation de l’adenylate cyclase. Ce 

récepteur est exclusivement localisé 

dans le rein. Enfin, le récepteur V3 (également appelé V1b) stimule la phospholipase C et 

conduit à une augmentation du calcium intracellulaire. Ce dernier récepteur est surtout 

exprimé à la surface des cellules corticotropes de l’adenohypophyse, dans de multiples 

régions cérébrales, en particulier sur les neurones à AVP du NSO. De plus, on le retrouve 

dans les tissus périphériques tels que les muscles lisses des parois vasculaires, le rein, le 

thymus, les poumons, l’utérus et les glandes mammaires (Lolait et al., 1995).  

Le récepteur à l’OT est, lui aussi, couplé à la phospholipase C et provoque une 

augmentation du calcium intracellulaire. Ce récepteur possède une affinité peu différente pour 

l’OT et l’AVP, ce qui le rend peu sélectif pour les peptides neurohypophysaires. Il est 

exprimé dans l’utérus, les glandes mammaires et le système nerveux central et, comme 

autorécepteur, sur les neurones OT.  

Les récepteurs pour l’AVP et le récepteur pour l’OT (OTR), appartiennent à la superfamille 

des récepteurs couplés aux protéines G (Barberis et al., 1998). 

Les principales fonctions attribuées à l’AVP et à L’OT sont: le maintien de la balance 

hydrominérale, la vasoconstriction, la régulation corticotrope et la reproduction. En ce qui 

concerne l’équilibre hydrominéral, une des réponses physiologiques consiste à moduler 

l’excrétion de sel et l’eau par le néphron. Ces mécanismes natriurétiques et antidiurétiques 

sont régulés par les concentrations plasmatiques en OT et AVP et donc par leur taux de 

synthèse et de libération par les neurones magnocellulaires (Reeves et Andreoli, 1992). En 

effet, la stimulation des récepteurs V2, situés sur la membrane basale des cellules principales 

Figure 7: Rôles de la vasopressine 

Barberis et al., 1998 

 



 

 

 

des tubules collecteurs du rein, provoque une augmentation de l’AMPc qui va induire la 

translocation des canaux hydriques, les aquaporines (AQP-2), vers la membrane apicale de 

ces cellules et entraine, par conséquent, la réabsorption de l’eau. L’OT, quant à elle, exerce au 

niveau du rein, un rôle natriurétique par l’intermédiaire de ses récepteurs présents sur la 

macula densa et les tubules proximaux (Windle et al., 1996).  

Lors d’une hémorragie, on constate une augmentation de la concentration d’AVP 

plasmatique, à des niveaux suffisants pour causer une vasoconstriction, grâce aux récepteurs 

V1 et V3 présents sur le muscle lisse des parois vasculaires pour atténuer l’hypotension. 

Cependant, hormis ce cas extrême, il ne semble pas que l’AVP exerce une activité de 

régulation de la pression artérielle (Hirsh et al., 1993).  

L’AVP libérée par les neurones parvocellulaires des NPV, dans le système porte au niveau de 

l’éminence médiane externe, stimule l’axe corticotrope et induit la libération d’ACTH via les 

récepteurs V3.  

Il existe deux grands axes physiologiques qui sont immédiatement mobilisés et 

interagissent en situation de stress.  

Les neurones parvocellulaires localisés dans la zone médiane des noyaux paraventriculaires 

de l’hypothalamus (NPV), constituent l’axe hypothalamo-hypophysio- surrénalien ou axe 

corticotrope. Ces neurones intègrent les informations issues de diverses afférences des centres 

supérieurs et en réponse, libèrent dans l’éminence médiane la corticolibérine (corticotropin 

releasing hormone, CRH) et l’AVP. Ces produits sont transportés, via l’éminence médiane 

externe, par l’intermédiaire du système porte hypophysaire, vers les cellules corticotropes de 

l’adénohypophyse. L’AVP, via les récepteurs V1b ou V3, agit en synergie avec le CRH en 

potentialisant son action stimulatrice sur la synthèse et la libération de la corticotropine 

(ACTH: adenocorticotropic hormone). L’ACTH passe dans la circulation générale et agit au 

niveau des cellules de la couche réticulo-fasciculée du cortex surrénalien et stimule la 

synthèse et la libération de glucocorticoïdes (le cortisol chez l’homme et la corticostérone 

chez le rat) (Makara, 1992).  

Dans ce système, suite à un stress hyperosmotique (surcharge saline) le taux basal d’ARNm 

de l’AVP augmente alors que celui de la CRH diminue. Par conséquent,  l‘AVP pourrait joue 

un rôle dominant dans la régulation de la sécrétion de l’ACTH, en situation de stress (Raff, 

1993; Amaya et al., 2001). Plusieurs voies de contrôle sont discutées et permettent aux 

neurones magnocellulaires, à vasopressine et à ocytocine, des NPV, d’influencer l’activité des 

neurones parvocellulaires ( Zelena et al., 2003; Engelmann et al., 2004).  

L’ocytocine  est  principalement  impliquée  dans la  parturition et la lactation (Young 

et al., 1998). Elle est  libérée de façon importante   par la NH et  l’expression de  ses 

récepteurs spécifiques augmente fortement au niveau du myométre utérin, au moment de la 

parturition. Cela provoque des contractions puissantes et aide à l’expulsion des petits. Quant 

au rôle de l’OT dans la lactation, il est double puisqu’elle permet l’éjection du lait en 

stimulant la contraction des cellules myoépithéliales des canaux galactophores mais elle agit 

aussi sur la production du lait  en  stimulant  la libération de la prolactine. Des travaux 

récents,    réalisés       sur     des    femelles    dépourvues        d’expression      d’OT    et      de 



 

 

 

leur récepteur ont montré que ces dernières ont une gestation et une mise bas normales mais 

qu’elles sont incapables d’allaiter leurs portées (Russell et al., 2003). Ces résultats confortent 

le rôle primordial de l’OT dans la lactation mais mettent en doute son rôle dans la parturition.  

Enfin, par leurs projections collatérales vers le SNC, les neurones magnocellulaires 

hypothalamiques sont impliqués dans la régulation de certains comportements sexuels et de la 

mémoire. Dans ce cas, l’OT et l’AVP n’exercent plus leurs fonctions en tant que 

neurohormones mais plutôt comme neurotransmetteurs (Giuliano and Rampin, 2000).                       

3- Modulation et contrôle de la fonction neuroendocrine 

Plusieurs facteurs peuvent influencer l’activité neurosecrètrice des neurones magnocellulaires 

(Viero and Dayanithi, 2008) (figure 8). Parmi, ces facteurs les neuromédiateurs (GABA et 

glutamate), constituent la voie de régulation principale. En effet, ils sont transmis par les 

afférences nerveuses, en particulier en provenance des structures nerveuses osmosensibles. 

Ces structures et le système magnocellulaire qu’elles contrôlent, constituent ensemble le 

circuit d’osmosensibilité. 

    

Figure8: Facteurs modulateurs de l’activité des neurones magnocellulaires, dans les noyaux 

supraoptiques (SON) et le lobe nerveux de la glande pituitaire (PP)  (diagramme modifié par Viero and 

Dayanithi, 2008) 

 

3-1-Le système de l’osmorégulation   

Le mécanisme de contrôle de l’osmosensibilité des neurones à AVP et à OT est 

complexe  (Bourque et al., 1994; Oliet and Bourque, 1994; Bourque and Oliet, 1997; 

Bourque, 1998; Hussy et al., 2000; Honda, 2003).  

Les afférences osmotiques centrales constituent la voie de l’osmosensibilité extrinsèque. En 

effet, le SHNH reçoit des projections issues de l’organe subfornical (SFO), de l’organe 

vasculaire de la lame terminale (OVLT) et de l’aire préoptique médiane (MnPO).  

De plus, les neurones magnocellulaires des noyaux hypothalamiques sont directement 

osmosensibles, c’est l’osmorégulation intrinsèque. 

  Plus récemment,  Hussy  et collaborateurs  (2002)  ont  pu   démontrer que la 

neurohypophyse         est        également         osmosensible    et  peut  ainsi  contrôler   

localement     la       sécrétion       des               neurohormones.        Deux  mécanismes      sont  



 

 

 

 

responsables de cette sensibilité  intrinsèque des neurones magnocellulaires (figure 9).  

Le premier représente les mécanorécepteurs, présents sur la membrane plasmique des NMC, 

responsables de la transduction du signal (osmoreception) directement aux neurones (Bourque 

et al., 1994; Oliet et Bourque, 1994; Bourque et Oliet, 1997; Bourque, 1998). Ce sont des 

canaux cationiques perméables à la fois au Na+ et au K+ (Stretch-inactivated cationic 

channels), responsables des propriétés électriques et des potentiels de membrane des 

neurones. La probabilité d’ouverture de ces canaux augmente avec la réduction du volume 

cellulaire, induite par un stimulus hyperosmotique, ce qui provoque la dépolarisation de la 

membrane et stimule la décharge hormonale.  

A l'inverse, dans le cas d’un stimulus hypoosmotique, l’augmentation du volume cellulaire 

provoque la fermeture de ces canaux et une hyperpolarisation de la membrane avec un effet 

inhibiteur sur la neurosecrétion.     

Le second mécanisme de l’osmorégulation des NMCs, implique les cellules gliales 

(figure 9, Hussy, 2002). Les astrocytes du NSO et les pituicytes de la NH sont capables 

d’accumuler spécifiquement la taurine, un acide aminé qui est un produit de la dégradation de 

la methionine et de la cysteine (Pow, 1993; Miyata et al., 1997, Rosso et al., 2004).  

Le rôle de la taurine dans le cerveau n’est pas encore tout à fait établi. Néanmoins, on sait que 

sa sécrétion est osmo-dépendante, ce qui laisse suggérer son implication dans le contrôle du 

volume cellulaire (Pasantes-Morales and Schousboe, 1997). Dans le SHNH, la libération de la 

taurine est constante dans les conditions basales (iso-osmotiques), augmente lors d’un stress 

hypo-osmotique (stimulation) et diminue en milieu hyper-osmotique (inhibition) (Deleuze et 

al., 1998, 2000; Hussy et al., 2001). Son transport est passif via des canaux anioniques  

volume-dépendants, associés aux récepteurs de la glycine. L’activation de ces récepteurs par 

la taurine, induit l’ouverture des canaux et l’entrée du chlore (Cl-) et par conséquent, empêche 

la dépolarisation de la membrane des neurones et la libération des hormones.  

Cette voie d’osmoregulation est indirecte puisque la taurine libérée par les cellules gliales agit 

sur les récepteurs de glycine (GlyR) localisés sur la membrane des corps cellulaires et des 

terminaisons nerveuses des NMCs. Ainsi, dans les NSO l’osmorégulation intrinsèque des 

NMC est le résultat combiné d’un double contrôle ; l’un excitateur (cas des mécanorécepteurs 

activés en hyper et inhibés en hypotonicité) et l’autre inhibiteur (cas de la taurine gliale et des 

récepteurs de glycine au niveau du neurone, inhibés par une hyper et activés par une 

hypotonicité).   

Dans la NH,  l’osmorégulation  implique aussi, la taurine libérée par le pituicyte et les 

récepteurs de la glycine présents sur la membrane des terminaisons nerveuses des NMCs, 

avec les mêmes effets que ceux signalés dans le NSO (Hussy, 2002). Ainsi, les cellules gliales 

sont d’une part, sensibles aux variations de l’osmolarité du milieu extracellulaire 

(osmosensibles) et d’autre part, sont capables de transmettre cette information aux cellules 

nerveuses via la taurine, qui agit sur l’activité électrique et neurosécrétrice des NMCs  

De plus, des travaux récents, réalisés in vitro sur des cultures de pituicytes sont venus non 

seulement conforter le rôle préétabli de ces cellules dans l’osmorégulation, mais en plus, ils 

ont introduit un nouveau concept de régulation locale de la sécrétion de l'AVP et l’OT (Rosso 



 

 

 

et al., 2004, Rosso and Mienville, 2009). En effet, selon ce dernier concept, l’AVP, et 

probablement aussi l’OT, endogènes, via les récepteurs V1a, seraient capables de stimuler la 

sécrétion de la taurine, par les pituicytes.  

Par conséquent, cette découverte a permis de mettre en place un nouveau mécanisme 

de régulation de la sécrétion de l'AVP et l'OT, où s’exerce un rétrocontrôle négatif. De plus, 

comme l'AVP et l’OT peuvent être libérées, localement, par les dilatations (swelling) des 

axones magnocellulaires, au niveau de la neurohypophyse (Morris et al., 1988; Nordmann et 

al., 1988), ces hormones peuvent agir, localement, sur la sécrétion de taurine par les pituicytes 

et agir, ainsi, par un rétrocontrôle négatif sur leurs propres secrétions  

Ce mécanisme de contrôle serait spécifique à la neurohypophyse et ne semble pas s’appliquer 

aux NSO. En effet, à ce niveau, ni l’AVP ni l’OT, ne sont capables d’induire la sécrétion de 

taurine par les astrocytes (Hussy et al., 2000).        

           3-2-Plasticité morphologique du SHNH 

Il est établi, depuis déjà plusieurs années, que le SHNH adulte, subit un remodelage au 

niveau de son organisation morphologique, affectant à la fois les neurones et les cellules 

gliales. Cette plasticité structurale est démontrée lorsque le SHNH est activé par une forte 

demande de sécrétion des neuropeptides, lors de stimulations physiologiques diverses. Elle est 

visible aussi bien dans les noyaux magnocellulaires hypothalamiques que dans la NH (Hatton, 

1988, 1990, 1997, 1999; Théodosis and Poulain, 1993; Théodosis and Mac Vicar, 1996; 

Théodosis et al., 1998; Théodosis, 2002). (Figure 10). 

Au cours de la stimulation du SHNH, par 

déshydrations ou par stimulation osmotique, 

ou encore la parturition ou la lactation, la 

couverture gliale diminue remarquablement, 

aussi bien autour des somas et des dendrites 

des neurones magnocellulaires, situés dans les 

noyaux hypothalamiques (NSO et NPV), 

qu’autour des terminaisons des axones de ces 

neurones dans la NH (Theodosis et Poulain, 

1993 ; Hatton, 1997). Cette diminution est la 

conséquence de la rétraction des processus 

astrocytaires. Cette rétraction se traduit, dans 

les NSO et les NPV,  par une augmentation 

des juxtapositions membranaires inter-

neuronales au niveau des somas et des 

dendrites des neurones. Elle est accompagnée 

aussi, dans les NSO, d’une diminution 

spécifique et réversible du marquage à la 

GFAP, d’une diminution de l’épaisseur de la  

 

 

Figure 10: Représentation schématique de la plasticité neuro-gliale au niveau des noyaux 

supraoptiques (NSO): implication dans les réarrangements synaptiques responsables de la modulation de 

l’activité neuronale (Theodosis and McVicar, 1996)  

 



 

 

 

lame gliale ventrale (VGL) et de la réorientation des processus astrocytaires (Salm, 2000).  

Dans l'hypothalamus, ces changements neuro-gliaux sont accompagnés d’une 

augmentation du nombre de synapses afférentes aux neurones magnocellulaires, plasticité 

synaptique (Theodosis et al., 1995; El-Madjoubi et al., 1996, 1997; Langle et al., 2003; 

Theodosis et al., 2006a) et du nombre de terminaisons d’axones, qui contactent 

simultanément plusieurs éléments post-synaptiques dans les NSO. Ces synapses dites 

multiples ou partagées, sont observées entre des somas adjacents, entre des somas et des 

dendrites ou entre des dendrites adjacentes (Theodosis et al., 1981; Theodosis et Poulain, 

1984; Tweedle and Hatton, 1984). Ces changements synaptiques affectent aussi bien les 

afférences excitatrices; glutamatergiques et noradrénergiques, que les afférences inhibitrices 

GABAérgiques (Théodosis et Poulain, 1993; Gies et Théodosis, 1994; El Madjoubi et al., 

1996; Michaloudi et al., 1997). Les remaniements neuro-gliaux, comme les synaptiques, sont 

réversibles. 

Ces changements sont accompagnés d’une hypertrophie des somas de ces neurones (Modney 

and Hatton, 1989; Gies et Théodosis, 1994; El Madjoubi et al., 1996).  

Ces réarrangements morphologiques ont des conséquences fonctionnelles, notamment la 

réduction de la capture du K+ et du glutamate engendrant une excitabilité neuronale plus 

importante et en particulier, une persistance de la stimulation glutamatérgique (Hatton, 1997; 

Piet et al., 2004).  

En effet, l’une des principales fonctions des astrocytes est de capter et de dégrader le 

glutamate et le GABA libérés lors de la transmission synaptique. La rétraction gliale a donc, 

pour effet, de diminuer la capture de ces deux neurotransmetteurs des fentes synaptiques et 

augmenter ainsi, l’effet glutamatérgique et GABAérgique sur les neurones magnocellulaires. 

Par ailleurs, les astrocytes jouent un rôle important de «tampon spatial» du K+.  

En effet, après le passage de l’influx nerveux, le K+ accumulé dans le milieu extracellulaire, 

est capturé par les astrocytes. Cette rétraction astrocytaire va permettre une augmentation de 

la concentration du K+ dans le milieu extracellulaire et ainsi, une augmentation de 

l’excitabilité des neurones magnocellulaires. De plus, la rétraction gliale, diminue des 

interactions de la taurine, libérée par les astrocytes, avec les récepteurs neuronaux de la 

glycine (Hussy, 2002).  

Dans la NH, des réarrangements similaires à ceux observés dans les noyaux 

hypothalamiques, se produisent dans les mêmes conditions de stimulation de l’activité de 

neurosecrétion (figure 11).  

En conditions basales, les pituicytes enveloppent les axones et les terminaisons 

nerveuses, les processus pituicytaires s’interposent aussi entre les terminaisons 

neurosecretrices et la lame basale de l’espace perivasculaire, limitant leur contact.  



 

 

 

En conditions d’activation du système, les 

pituicytes se séparent des axones des 

neurones magnocellulaires et les libèrent. De 

même, les processus pituicytaires se 

rétractent de la lame basale, ce qui provoque 

une augmentation des contacts neuro-

vasculaires et favorise la libération des 

neurohormones (Hatton, 1997, 1999). Ces 

changements morphologiques sont, comme 

dans les noyaux hypothalamiques, rapides et 

réversibles.  

Deux catégories de molécules peuvent 

intervenir dans la plasticité structurale. Il 

s’agit des molécules du cytosquelette                                      

et des molécules d’adhésion à la matrice 

extracellulaire cellulaire (Cell Adhesion 

Molecule, CAM) (Miyata et al., 2001).  

 

 

 

3-2-1 Les facteurs moléculaires impliqués dans la plasticité morphologique 

3-2-1-1 Les molécules du cytosquelette et de la matrice extracellulaire  

Dans les NSO et NPV, la rétraction des pieds astrocytaires lors de l’allaitement 

ou de la déshydratation, s’accompagne de modifications du cytosquelette affectant les 

astrocytes et les neurones.  

Ces modifications se situent tant au niveau de l’expression que dans la répartition de certaines 

molécules qui composent ce cytosquelette. C’est le cas de la GFAP et la vimentine mais aussi 

de la tubuline et de certaines protéines associées aux microtubules (MAP: Microtubule 

Associated Proteins), telles que les MAP2 dans les axones et les cellules gliales (Nothias et 

al., 1996; Oliet et al., 2001).   

La distribution des microtubules et des microfilaments d’actine dans les astrocytes change 

considérablement après stimulation -adrénergique (Miyata et al., 1999).                      

Dans la NH, les pituicytes expriment aussi, de grandes quantités de MAP2  et de 

tubuline (Matsunaga et al., 1999).  

Le niveau de MAP2-P (forme phosphorylée) dans les terminaisons des neurones 

magnocellulaires augmente aussi après déshydratation (Nothias et al., 1996, 1997).  

D’autre part, les dystrophines, groupe de protéines appartenant au cytosquelette sous 

membranaire et liant l’actine filamenteuse, ont été également décris, pour la première fois,  

dans le SHNH (Dorbani-Mamine et al., 1998). La distribution de ces protéines est partagée 

Figure 11: Mécanismes moléculaires de la 

plasticité structurale, dans le lobe nerveux 

hypophysaire: implication  des molécules du 

cytosquelette et d’adhésion cellulaire  

 

et conséquences sur les réorganisations neurovasculaire, neurogliale et neuroneuronale, 

après stimulation par déshydratation,  (Miyata et al., 2001).   

 



 

 

 

entre les neurones magnocellulaires, dans les NSO et dans la neurohypophyse et les 

pituicytes. Leur distribution est modifiée suite à une déshydratation par privation d’eau, ce qui 

laisse suggérer leur implication dans les mouvements cellulaires qui accompagnent les 

changements morphologiques du SHNH.  

La seconde subdivision de molécules correspond aux molécules d'adhésion cellulaire 

(CAMs). Elles sont impliquées dans la reconnaissance cellule-cellule et/ou dans l’adhésion 

cellule–matrice extracellulaire. Parmi celles qui s’expriment dans le SHNH, on trouve la 

forme polysialylée de la N-CAM (Neural Cell Adhesion Molecule), la PSA-NCAM 

(Théodosis et al., 1991, 2000), la glycoproteine F3 (Monlezun et al., 2005 ; Theodosis et al., 

2000), la tenascine-C (Théodosis et al., 1997).     

 

3-2-1-2 Autres facteurs moléculaires impliqués dans la plasticité 

morphologique  

Les mécanismes responsables de la plasticité morphologique du SHNH restent 

encore très mal connus. Néanmoins, les facteurs moléculaires impliqués dans la plasticité 

morphologique ont suscités l’intérêt de nombreux travaux, en particulier, des études in vitro, 

sur les pituicytes en culture et sur des NH isolées. Ces facteurs sont regroupés en deux 

groupes selon leur origine: les facteurs extrinsèques et intrinsèques :  

- Les neurotransmetteurs (facteurs extrinsèques) 

Des neurotransmetteurs, comme les catécholamines, la dopamine, l’adrénaline et la 

noradrénaline, présents dans les terminaisons nerveuses de la NH ainsi que leurs récepteurs 

spécifiques sur les pituicytes, sont capables d’influencer la neurosecrétion, notamment par 

leur action sur la plasticité morphologique du SHNH. En effet, des agonistes 2-

adrénergiques, sont capables d’induire des changements structuraux au niveau des pituicytes 

de rat en culture. Ces cellules prennent alors, une forme étoilée (stellation), caractérisée par la 

rétraction du cytoplasme (Bicknell et al., 1989). De plus, des NH traitées aux agonistes 2-

adrénergiques présentent le même phénomène de rétraction gliale, que celui décrit au niveau 

des NH provenant des rats déshydratés ou de rates allaitantes (Luckman and Bicknell, 1990). 

Ainsi, l’adrénaline circulante pourrait entrer par les capillaires fenêtrés et y agir directement 

(Hussy, 2002). Les récepteurs 2-adrénergiques pourraient également être activés par les 

fibres noradrénergiques, innervant la NH (Garten et al., 1989). 

Dans les NSO, les récepteurs 2-adrénergiques existent aussi. Ils sont fortement 

exprimés au niveau des astrocytes et sont activés suite à une déshydratation, ce qui laisse 

suggérer qu’ils seraient impliqués dans la plasticité des astrocytes dans les noyaux 

hypothalamiques (Lafarga et al., 1992).   

 

-  



 

 

 

- Les neuropeptides et autres facteurs intrinsèques: 

Un processus de contrôle local de régulation de la sécrétion des neuropeptides, 

au niveau de la neurohypophyse a été proposé par Hussy (2002) et est conforté grâce aux 

travaux de Rosso et collaborateurs (2004). Dans ce nouveau concept a été établi le rôle majeur 

du pituicyte dans le contrôle de la neurosecrétion, par la sécrétion de la taurine (glio-

transmetteur). De plus, des résultats complémentaires laissent suggérer un autre niveau de 

contrôle local, celui de la sécrétion de la taurine induite ou renforcée par l’AVP. Ce qui laisse 

croire à l’existence d’une boucle de régulation physiologique importante impliquée dans le 

contrôle de la neurosecrétion (Rosso et al., 2004).  

Ainsi l’AVP est probablement aussi l’OT peuvent induire spécifiquement le pituicyte, pour 

libérer la taurine, via les récepteurs V1a et dont l’activation augmente la concentration 

intracellulaire du calcium dans le pituicyte (Hatton, 1992). Selon Rosso et ses collaborateurs 

(2004), ce mécanisme pourrait être extrapolé pour expliquer pourquoi l’AVP et l’OT sont 

libérées, par les dilatations des axones de la neurohypophyse. (Morris et al., 1998; Nordmann 

et al., 1988).  

La libération de ces deux hormones, peut induire, localement, la sécrétion de la taurine par le 

pituicyte et engendrer un mécanisme de rétrocontrôle négatif sur la sécrétion de ces 

hormones, afin de stopper la sécrétion et éviter l’appauvrissement des granules en stock.  

Ce mécanisme serait propre à la neurohypophyse et ne semble pas fonctionner dans les NSO. 

Très récemment, Rosso et Mienville (2009) ont proposé un modèle théorique de la 

modulation de la neurosécrétion dans la neurohypophyse, par le pituicyte dans le cadre de 

l’homéostasie hydrominérale. Les récepteurs V1a au niveau des pituicytes semblent jouer un 

rôle important dans le contrôle et la modulation de la sécrétion dans la neurohypophyse. Ce 

contrôle  peut s’exercer à deux niveaux: sur la plasticité morphologique et sur la sécrétion de 

la taurine. Ainsi, en condition d’activation du SHNH par une stimulation hypertonique 

(déshydratation), les terminaisons des neurones magnocellulaires sont activées pour libérer 

l’AVP alors que la sécrétion de la taurine par les pituicytes est inhibée. L’AVP libérée peut 

agir localement, sur les récepteurs V1a des pituicytes et engendrer un feed-back négatif après 

son effet inducteur sur la sécrétion de la taurine. Par ailleurs, l’AVP, via toujours son 

récepteur V1a, s’oppose à la rétraction des pituicytes de la surface des capillaires sanguins et 

renforce l’effet négatif sur la libération de l’AVP (Rosso and Mienville, 2009). 

L’OT semble jouer un role inducteur des remaniements neurogliaux et synaptiques, 

dans les NSO. En effet, l’administration centrale de l’OT chez des rates non allaitantes induit 

dans les NSO une diminution de la couverture gliale et un remodelage synaptique, semblables 

à ceux produits au cours de la déshydratation ou  de la lactation (Théodosis et al., 1986; 

Montagnese et al., 1990).  

L’Adénosine et l’ATP, co-sécrétés avec l'AVP et l'OT, participent dans le changement 

morphologique (stellation) des pituicytes in vitro et exercent ainsi, un rôle dans la modulation 

de la neurosecretion (Thirion et al., 1999). L’adénosine exerce un effet inverse à celui de 

l’AVP sur la modulation de la neurosecrétion. En effet, elle exercerait deux effets sur le 

pituicyte, le premier est basé sur l’activation des récepteurs A2b, qui entraine une diminution 

de la sécrétion de la taurine par le pituicyte et qui se traduit par un feed back positif sur la 



 

 

 

sécrétion de l’AVP et de l’adénosine. A l'inverse, l’adénosine active, via les récepteurs A1, la 

rétraction des pituicytes et favorise ainsi la libération de l’AVP par les terminaisons nerveuses 

(Rosso and Mienville, 2009).  

L’OT semble jouer un rôle inducteur des remaniements neuro-gliaux et synaptiques, dans les 

NSO. En effet, l’administration centrale de l’OT chez des rates non allaitantes induit dans les 

NSO une diminution de la couverture gliale et un remodelage synaptique, semblables à ceux 

produits au cours de la déshydratation ou  de la lactation (Théodosis et al., 1986; Montagnese 

et al., 1990).     

L’implication du monoxyde d’azote (NO) dans la plasticité structurale, a été mise en 

évidence sur des cultures de pituicytes (Ramsell and Cobbett, 1996). De plus, l’inhibition de 

la NO synthase, diminue les changements structuraux induits in vivo, suite à une stimulation 

hypertonique (Beagley and cobbett, 1997).  

Bien que les processus d’intégration de ces informations et leurs impacts sur les 

cellules ne soient toujours pas élucidé, néanmoins,  selon certains auteurs, un des effets 

concerne la mobilisation et le stockage du calcium, dans les pituicytes. En effet, la fixation de 

l’AVP sur le récepteur V1, induit une augmentation du Ca++ intracellulaire (Hatton, 1992). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

III-LA FAMILLE DES AQUAPORINES 

1-Découverte 

Une des questions fondamentales de la biologie était de savoir comment l’eau passe à 

travers les membranes cellulaires. De grandes quantités d’eau diffusent à travers la bicouche 

lipidique des membranes cellulaires, mais le flux par cette voie est lent et non soumis à des 

régulations. L’existence de pores à eau a été suspectée depuis longtemps dans la membrane 

des globules rouges, car la perméabilité de ces cellules est supérieure à celle d’une simple 

bicouche lipidique de surface équivalente. Une famille de canaux à eau, appelée aquaporines 

(AQP) a été mise en évidence. Le premier membre de cette famille, appelé aquaporine-1 

(AQP-1) a été identifié en 1992 par Agre et ses collaborateurs (Preston and Agre, 1991; 

Preston et al., 1992). Ainsi, l’AQP-1 a été mise en évidence et clonée à partir des globules 

rouges.Plusieurs autres protéines de la même famille ont été, par la suite, identifiées. A 

l’heure actuelle, prés de 200 membres ont été découverts, aussi bien dans le règne animal que 

végétal. Chez les mammifères, 13 membres de cette famille ont été répertoriés à ce jour 

(AQP-0 à AQP-12, Verkman, 2005). Ils sont subdivisés en deux groupes, en fonction de leurs 

perméabilités (Yasui, 2004; Agre et al., 2002; Verkman and Mitra, 2000):  

- (1) les aquaporines strictes, ne laissant passer sélectivement, que les 

molécules d’eau (AQP-1, -2, -4, -5, -6 et -8). Les coefficients de 

perméabilité varient en fonction du sous type. 

 l’AQP-4, par exemple, a une perméabilité beaucoup plus grande que 

l’AQP-1.  

- Les aquaglycéroporines (AQP-3, -7, -9 et -10) est perméable à l’eau mais 

aussi au glycérol et à l’urée. D’autres, comme l’AQP-9 sont également, 

perméables au lactate (Badaut et al., 2001, Badaut et al., 2002). 

 

2-Structure moléculaire des AQP: (Figure 12) 

La configuration de 

l’AQP-1 est commune à toute 

la famille des aquaporines. Les 

AQP sont souvent assemblées 

en tétramère dans la bicouche 

de la membrane plasmique 

(Verbavatz et al., 1993, Jung et 

al., 1994).  

 

 

 

Figure 12: Structure moléculaire des aquaporines (AQP)  

A- La forme monomérique: organisation des six chaines en hélice  et de leur domaine NPA, 

transmembranaires. 

B- La forme complexe en tétramère et organisation du canal  aqueux central 

(Jung et al., 1994) 



 

 

 

Le poids moléculaire de la protéine est compris entre 26 kDa et 34 kDa. Chaque 

monomère est formé par six domaines transmembranaires organisés en deux motifs 

identiques, composés chacun de trois chaines d’hélices alpha et reliés par deux boucles qui 

contiennent chacune une séquence de trois acides aminés, l’asparagine, la proline et l’alanine 

(NPA). La juxtaposition de ces motifs NPA forme le pore, à travers lequel peut s’effectuer le 

passage de l’eau. Les deux extrémités N et C terminales de chaque monomère se situent du 

coté intracellulaire  

La séquence d’acides aminés composant le canal détermine les charges ioniques et le diamètre 

du pore (3 à 6°). Le passage de l’eau à travers certaines AQP est inhibé par le mercure. La 

cysteine 189 dans la boucle E, proche du motif NPA, est le site responsable de cette 

inhibition. Ainsi, dans le cerveau l’ AQP-1 et 9 sont sensibles au mercure, alors que l’AQP-4 

lui est insensible, de par l’absence de cette cysteine. Pour cette raison elle est également 

dénommée, MIWC (pour «Mercurial Insensitive Water Channel») (Verkman et Mitra, 2000, 

Verkman, 2001; Badaut et al., 2002, Takata et al., 2004).  

Par ailleurs, l’AQP-4 présente une organisation spatiale déterminée par un arrangement 

orthogonal des particules intra-membranaires, dénommées «orthogonal arrays particles, 

OAPs», découvertes sur la membrane plasmique des astrocytes (Landis et Reese, 1974) et des 

cellules musculaires squelettiques (Ellisman et al., 1976). Ces particules ont été observées  au 

microscope électronique à balayage, après cryodécapage et leur présence a été confirmée par 

de nombreux travaux (Verbavatz et al., 1997; Rash et al., 1998; Furman et al., 2003). 

L’isoforme M23 est plus favorable à la formation des OAPs (Rash et al., 2004).La 

signification de ce type d’organisation n’est pas claire (Verkman, 2005). 

3-Les aquaporines dans le système nerveux central (SNC) (tableau 1) 

Les trois principales AQP, caractérisées dans le cerveau des mammifères, sont            

l’AQP-1, l’AQP-4 et l’AQP-9 (Venero et al., 2001; Schrier et al., 2004). L’AQP-1 est 

principalement localisée sur les cellules épithéliales des plexus choroïdes. Elle serait 

importante dans la formation du liquide céphalorachidien.  

La découverte récente de l’AQP-9 dans les neurones catécholaminérgiques a modifié la vision 

du rôle des AQP dans le système nerveux, avec une implication possible de ce canal dans le 

métabolisme énergétique cérébral.  

L’AQP-4 est la protéine prédominante dans le cerveau. Historiquement, l’AQP-4 est la 

première AQP détectée par hybridation in situ dans le parenchyme cérébral (Jung et al., 1994, 

Hasegawa et al., 1994). Elle est présente sous forme de deux isoformes, différentes au niveau 

de leurs extrémités N-terminales, par un décalage de leurs sites d’initiation; la méthionine en 

position 1 (M1) pour la première et la méthionine 23 (M23) pour la seconde (Jung et al., 

1994; Lu et al., 1996). Les deux isoformes sont exprimées dans le cerveau, toutefois 

l’isoforme M23 est trois fois plus abondante (Neely et al., 1999, 2001). Les 2 isoformes 

présentent malgré tout, la même perméabilité à l’eau et seraient impliquées dans les mêmes 

fonctions (Jung et al., 1994; Neely et al., 1999).  



 

 

 

Plus récemment, trois autres types ont été décrits d’abord in vitro, sur des cultures primaires 

de neurones ou d’astrocytes, telles que l’AQP-3, l’AQP-5 et l’AQP-8, puis leurs ARNm ont 

été localisés dans le cerveau de rat (Badaut et al., 2002).  

Tableau 1:Distribution des AQPs dans le SNC (Chen et al., 2004; Schrier et al., 2004) 

Types d’AQP Nombre d’AA Gène, locus Distribution 

cellulaire 

Fonction Références 

AQP-1 (CHIP 

28) 

269 7 p14 Plexus choroÏde 

(cellules 

épithéliales) 

Formation 

du liquide 

cérébro-

spinal 

Hasegawa et al., 

1993;1994; Nielsen 

et al., 1993, 1994 

AQP-3 (GLIP) 285 9p13 Ependymocytes 

Cellules gliales  

Neurones 

Transport de 

l’eau et du 

glycérol 

Ma et al, 1994, 

Badaut et al., 2002 

AQP-4 

(WIWC) 

M1 : 323 

M23 : 30 

18q11.2 

18q12.1 

Cellules gliales Contrôle de 

la barrière 

hémato-

encéphalique 

Yang et al., 1985 

Turtzo et al.,1997 

AQP-5 282 12q13 Astrocytes  Badaut et al., 2002 

AQPè8 263 16p12 Oligodendrocytes 

Neurones 

 Yamamoto et al., 

2001, 

Badaut et al., 2002 

AQP-9 295 15q22.1-q22.2 Astrocytes 

Tanicytes 

Neurones 

Métabolisme 

énergétique 

Badaut et al., 2000, 

2001, 2002 ; 2004 

Nicchia et al., 2001 

AQP-11 271 11q13.4 Cerveau  Badaut et al., 2002 

Dans le système nerveux central, l’expression de ces canaux peut être perturbée, en 

rapport avec certaines pathologies. Ces perturbations se manifestent par la formation d’un 

œdème cérébral, signe d’un déséquilibre de l’homéostasie. Par conséquent, beaucoup de 

travaux s’intéressent à ces canaux hydriques et à leurs implications dans diverses pathologies 

(Vajda et al., 2002 ; Saadoun et al., 2003).  

4-Distribution de l’AQP-4 dans les organes sensoriels et périphériques 

Les différentes études sur l’expression de l’AQP-4 ont montré que leur distribution est 

ubiquitaire. En effet, l’AQP-4 a été localisée dans différents organes chez les mammifères 

(Takata et al., 2004) (Tableau 2)  

Tableau 2: Distribution de l’AQP-4 dans différents organes périphériques et sensoriels 

(Takata et al., 2004, modifié) 

Organes Tissus Cellules Références Fonctions 

Rein Tube collecteur C.  principales Frigeri et al, 1995 Concentration de l’urine 

Muscles Tissu squelettique Fibres striées Frigeri et al, 1998 Contraction musculaire 

Estomac Epithélium 

gastrique 

C. pariétales Misaka et al, 1996 Transfert trans-cellulaire de l’eau 

// la sécrétion de HCl 

Voies aérifères 

(nasales, …) 

Epithélium cilié Cellules ciliées  Nielsen et al, 1997 Humidification de l’air et 

sécrétions de fluides 

Oreille; Organe 

de Corti,-

vestibule 

 C. support 

C. ciliées 

Takumi et al, 1998 

Minami et al, 2001 

 

Œil Rétine Cellules de 

Müller 

Nagelhus et al, 

1998, 1999 

Effet tampon du potassium 



 

 

 

 

5-Distribution cellulaire et subcellulaire de l’AQP-4 dans le système nerveux 

central 

Historiquement, l’AQP-4 est la première AQP détectée par hybridation  in situ (HIS) dans le 

parenchyme cérébral (Jung et al., 1994; Hasegawa et al., 1994). Plus tard, la production 

d’anticorps plus spécifiques, a permis d’observer une forte concentration de l’AQP-4 dans 

différents structures cérébrales (Frigeri et al., 1995 ; Nielsen et al., 1997; Nagelhus et al., 

1998 ; Badaut et al., 2000).  

Ces derniers travaux ont permis de montrer que l’expression de l’AQP-4 est principalement 

au niveau des astrocytes et des ependymocytes, alors que les neurones n’expriment pas cette 

protéine. Cependant, ces résultats sont en contradiction, avec ceux de l’HIS qui ont révélé la 

présence de l’ARNm de l’AQP-4 au niveau des neurones (Jung et al., 1994; Venero et al., 

2001; Badaut et al., 2002). Ces auteurs expliquent cette différence, par le fait que les neurones 

n’expriment qu’en faible concentration la protéine, ce qui ne permet pas de la détecter par 

immunohistochimie.  

Par ailleurs, L’AQP-4 est aussi présente dans les cellules endothéliales mais son niveau 

d’expression reste relativement faible, comparé à celui observé dans les astrocytes ( Nielsen et 

al., 1997; Nagelhus et al., 1998; Frigeri et al., 2001; Amiry-Moghaddam et al., 2004).  

L’utilisation des particules d’or pour l’identification du marquage del’AQP-4, au microscope 

électronique, a permis d’apporter plus de précisions sur la distribution de     l’AQP-4. Ainsi, il 

a été montré une forte expression de l’AQP-4 au niveau des «pieds» astrocytaires, en contact 

avec la lame basale des capillaires sanguins et celle recouvrant la membrane piale. Cette 

distribution a permis de montrer une polarité dans l’expression de l’AQP-4  (Nielsen et al., 

1997; Frigeri et al., 200;, Amiry-Moghaddam et al., 2004) (figure 13). Après cryofracture en 

microscopie électronique, l’AQP4 péri-vasculaire présente aussi, une organisation 

géométrique, les OAPs (orthogonal arrays particles) ( Rash et al., 1998).  

De plus, d’autre travaux ont montré que la présence des cellules endothéliales est 

indispensable pour cette polarisation (Nicchia et al., 2004).  

La polarisation de l’AQP4 sur les pieds astrocytaires se fait au moyen d’un ancrage de cette 

protéine par un domaine PDZ sur l’-syntrophine (-syn) ou la dystrophine (Amiry-

Moghaddam et al., 2004). En effet, la polarisation de l’AQP-4 autour des vaisseaux disparaît 

dans les cerveaux de souris présentant une délétion du gène de l’-syn (souris -syn-/-) ou de 

la dystrophine (souris mdx). 

Par ailleurs, des molécules de la matrice extracellulaire et de la lame basale, comme la 

laminine et l’agrine, seraient impliquées dans la polarisation et l’ancrage des AQP-4, dans ces 

domaines de la membrane ( Guadagno et Moukhles, 2004).  

Dans les NSO et les NPV, l’expression de l’AQP-4 présente une distribution différente, 

caractérisée par  l’absence de polarité. En effet, elle  est localisée au niveau des  

prolongements        astrocytaires,      y     compris  ceux       qui      se      trouvent      en dehors 



 

 

 

de l’espace vasculaire. Par ailleurs, l’AQP-4 se trouve souvent largement exprimée au niveau 

des prolongements astrocytaires, regroupés et organisés en lame gliale, comme la LGV. 

Cependant, l’AQP-4 est signalée absente au niveau des prolongements gliaux qui sont en 

contact avec les dendrites des neurones magnocellulaires (Nielsen et al., 1997, Frigeri et al., 

2001).  

Cette disposition particulière de l’AQP4, a permis de suggérer son implication dans 

des fonctions spécifiques, relatives au processus d’osmoréception.  

A la lumière de tous ces résultats, il a été proposé une classification des astrocytes en 

trois groupes:  

- le premier groupe majoritaire, représente les astrocytes qui présentent une 

polarité d’expression de l’AQP-4 («pieds» péri-vasculaires et sub-piaux), 

dont la distribution est -syntrophine dépendante. 

- Le second groupe, représente les astrocytes qui expriment l’AQP-4, à la 

fois au niveau «des pieds péri-vasculaire» et sur l’ensemble des 

prolongements de ces cellules (prolongements des lames gliales). 

L’expression de l’AQP-4, au niveau des prolongements non péri-vasculaire 

(non-endfeet) est différente de celle des «pieds», car elle est indépendante 

de l’-syntrophine. 

- Le dernier groupe, représente les astrocytes des organes osmosensibles, qui 

ne présente aucune polarité d’expression de l’AQP-4 (Amiry-Moghaddam 

et al., 2004).  

Outre les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV), l’AQP-4 est aussi présente au 

niveau de l’éminence médiane (Frigeri et al., 1995 a et b; Badaut et al., 2001; 2002). Son 

expression est controversée. En effet, cette AQP est exprimée dans les astrocytes et les 

ependymocytes bordant le troisième ventricule, au niveau de la couche interne ou ventrale de 

l’EM (Frigeri et al., 1995a et b), alors que seuls les cellules épendymaires sont marqués mais 

pas les astrocytes (Badaut et al., 2001; 2002).  

Les AQPs sont, en général, localisées sur la membrane plasmique des cellules mais 

elles sont plus rarement décrites dans celle des organites intracellulaires. Des travaux récents 

ont rapporté l’expression de l’AQP-9 au niveau des mitochondries dans les astrocytes et les 

neurones ( Badaut et al., 2004; Lindland et al., 2004) et celle de l’AQP-1 dans la membrane 

des granules de sécrétion, à cœur dense, présents dans le lobe nerveux, intermédiaire et 

antérieur de l’hypophyse de bovins (Arnaoutova et al., 2008). Ces derniers suggèrent que 

l’AQP-1 serait  importante dans les processus de sécrétion et de biogenèse de ces granules. 

Ainsi, ce canal serait nécessaire à la sortie de l’eau (efflux) des granules, durant le processus 

de maturation  et de son entrée (influx) et de la dilatation des vésicules qui en résulte, durant  

l'éxocytose. De même, l’AQP-1 et l’AQP-6 s’expriment dans les vésicules synaptiques des 

neurones et participent aussi dans la dilatation de ces vésicules pendant leur exocytose 

(Jeremic et al., 2005).  



 

 

 

Par ailleurs, l’AQP-4 a, elle aussi, été détectée récemment dans la membrane des granules à 

sécrétion régulée, du pancréas exocrine (Cho et al., 2002) et de la glande parotide (salivaire) 

(Matsuki et al., 2005). (tableau 3) 

Tableau 3: Distribution cellulaire et sucellulaire de l’AQP-4 dans le SNC 

Zone cérébrale Cellules marquées à 

l’AQP4 

Localisation 

membranaire 

Références 

Système ventriculaire 

(aqueduc) 

Ependymocytes Membrane baso-

latérale 

Frigeri et al., 1995, 2001 

Nielsen et al., 1997 

Amiry-Moghaddam et al., 

2004 

Badaut et al., 2000, 2002 

Cortex cérébral Astrocytes Pieds périvasculaires Jung et al., 1994 

Amiry-Moghaddam et al., 

2004 

Badaut et al., 2000, 2002 

Cervelet Cellules Purkinje 

 

Astrocytes 

Membranes neuronales 

Pieds périvasculaires 

Nielsen et al., 1997 

Rash et al., 1998 

Amiry-Moghaddam et al., 

2004 

hippocampe Astrocytes 

Pieds périvasculaires 

 Rash et al., 1998 

Badaut et al., 2002 

Moelle épinière Astrocytes 

Pieds périvasculaires 

 Frigeri et al., 1995 

Nielsen et al., 1997 

Rash et al., 1998 

 

Corps calleux Astrocytes Prolongements 

astrocytaires 

Badaut et al., 2000, 2002 

Noyaux habénulaire Astrocytes Prolongements 

astrocytaires 

Badaut et al., 2002 

Organe circum 

ventriculaire 

Ependymocytes  Frigeri et al., 2001 

Nicchia et al., 2001 

Organe sous fornical Ependymocytes 

Astrocytes 

Cellules endothéliales 

Neurones 

 Nielsen et al., 1997 

Nagelhus et al., 1998, 2004 

Venero et al., 1999, 2001 

Noyau 

suprachiasmatique 

Neurone 

Astrocytes 

 

Pieds périvasculaires 

Venero et al., 1999, 2001 

Badaut et al., 2002 

 

6- Rôles physiologiques de l’AQP-4 

La caractérisation de l’expression de l’AQP-4, dans le cerveau de mammifères, a 

conduit à de très nombreuses hypothèses sur leurs rôles physiologiques:  

(i) La polarisation de l’expression de l’AQP-4 au niveau des pieds astrocytaires, 

en contact avec l’endothélium des capillaires, dans la plus part des astrocytes 

du système nerveux, tel que rapporté par les données de la littérature      

(tableau 2), suggère que cette AQP serait impliquée dans le contrôle de la 

barrière hémato encéphalique, dans son développement et son intégrité 

(Amiry-Moghaddam et al., 2004; Nicchia et al., 2004).  

(ii) L’AQP-4 est exprimée sur la membrane baso-latérale des cellules 

épendymaires, bordant les ventricules et participerait dans l’absorption du 



 

 

 

liquide céphalo-rachidien, alors que l’expression de l’AQP-1, au niveau apical, 

serait responsable de la sécrétion de ce liquide (Nielsen et al., 1997; Badaut et 

al., 2000; Nagelhus et al., 2004).  

(iii) Des études récentes in vitro ont montré que des mouvements d’eau à travers 

l’AQP-4 accompagnaient les flux de potassium dans les astrocytes pendant une 

activité neuronale (Niermann et al., 2001; Nagelhus et al., 2004).  

(iv) Les souris -syn-/-, sont caractérisées par une absence d’AQP-4 sur les pieds 

astrocytaires péri-vasculaires. Elles présentent une perturbation de 

l’homéostasie du potassium et de l’eau (Amiry-Moghaddam et al., 2004). 

(v)  Dans certaines régions du cerveau, telles que la région antéro-ventrale du 

troisième ventricule et les NPV hypothalamiques, il a été établi une corrélation 

topographique, au niveau neuronal, entre l’expression de l’AQP-4 et l’ANP 

(natriurétique peptide). Ceci laisse suggérer une implication de l’AQP-4 dans 

l’homéostasie hydrominérale de l’organisme (Venero et al., 1999).  

(vi) Au niveau des organes osmo-sensibles (NSO, NPV), l’expression de l’AQP-4 

sur l’ensemble de l’astrocyte (corps cellulaire et prolongements inclus), 

suggère l’implication de ces canaux dans la détection des variations de 

l’osmolarité plasmatique et la transduction de ce signal vers les neurones 

osmosensibles (Badaut et al., 2000 ; Venero et al., 1999; Nielsen et al., 1997). 

Ainsi, l’AQP-4 jouerait un rôle clé dans l’osmo-réception centrale comme cela 

est suggéré par de nombreux auteurs (Nielsen et al., 1997; Wells, 1998; Badaut 

et al., 2000) (Figure 14) 

(vii) Les travaux de Nicchia et collaborateurs (2000; 2003) ont démontré, sur des 

astrocytes en culture, que l’AQP-4 est impliquée dans le changement de 

volume de ces cellules. La régulation du volume cellulaire est sous le contrôle 

de molécule osmo-sensibles, comme la taurine qui est libérée par les astrocytes 

(voir plus haut). La sécrétion de la taurine, s’accompagne de mouvements 

d’eau à travers les astrocytes; Mouvements qui feraient intervenir les AQP4. 

(viii) Niermann et al., (2001), suggèrent que la vasopressine peut moduler le flux 

d’eau au niveau du cerveau par l’intermédiaire de l’AQP-4. En effet, il est bien 

établi que l’AVP via les récepteurs V2, régule l’expression et la translocation 

de l’AQP-2 dans les cellules principales du tube collecteur rénal, ce qui permet 

de contrôler la réabsorption de l’eau et de maintenir l’homéostasie. Par 

conséquent, ces auteurs suggèrent que l’AVP endogène, agirait de manière 

similaire sur les récepteurs V1 du cerveau.  

(ix) Ainsi, l’AVP et les récepteurs V1 auraient un rôle crucial dans la régulation de 

l’homéostasie hydrominérale, probablement en modulant l’expression de 

l’AQP-4 au niveau des astrocytes (Sarfaraz and Fraser, 1999; Niermann et al., 

2001; Saito et al., 2005).  



 

 

 

Ainsi, la transmission de l’information (variation de la pression osmotique) serait 

transmise de manière indirecte, aux neurones, par l’intermédiaire de l’AQP-4, présente au 

niveau des astrocytes. 

Cela serait également possible au niveau de l’éminence médiane où l’AQP-4 est présente au 

niveau des astrocytes qui sont au contact des axones des neurones magnocellulaires (Wells, 

1998).  

L’ensemble de ces travaux sont d’accord sur l’implication de l’AQP-4 dans 

l’homéostasie du milieu extracellulaire, en réponse à la composition du milieu modifiée en 

rapport avec l’activité neuronale.  

7-Mécanismes de régulation des aquaporines dans le SNC 

Les premières études sur la régulation des AQPs ont été réalisées sur l’AQP-2 du tube 

collecteur du rein. En effet, l’AQP-2 joue un rôle important dans le mécanisme de 

concentration de l’urine. Il a été montré que cette AQP est sensible à la vasopressine ou AVP-

dépendante (Nielsen et al., 1993; 1995; Agre, 2000). En effet, en réponse à une stimulation 

osmotique, l’AVP est libérée par le lobe nerveux de l’hypophyse. Elle induit une réabsorption 

de l’eau au niveau du tube collecteur du rein qui se traduit par la production d’une urine 

concentrée. Cette augmentation de la perméabilité à l’eau est essentiellement due à la 

translocation des canaux à eau, AQP-2 des vésicules intracellulaires, en stock dans le 

cytoplasme, vers la membrane apicale des cellules principales du tube collecteur. Ce trafic 

vésiculaire a pour conséquence, la concentration de l’AQP-2 sur cette face. Cette induction 

résulte d’une cascade de réactions, déclenchée par la liaison de l’AVP sur son site récepteur, 

type V2, localisé sur la membrane basale de la cellule principale, du tube collecteur (Figure 

15). 

En plus de l’augmentation intracellulaire de l’AMPc, de l’activation de la protéine kinase A 

(PKA) et de la phosphorylation de l’AQP-2, cette liaison induit une augmentation du Ca2+ 

intracellulaire. Ainsi, le Ca2+  est indispensable au processus d’éxocytose de l’AQP-2 et à son 

insertion à la membrane apicale du tube collecteur du rein (Fenton and Moeller, 2008).  

Les mécanismes de régulation des différentes AQP dans le cerveau n’ont pas encore 

été élucidés. Toutefois la régulation de l’AQP-2 a été étudiée dans différents modèles comme 

l’ovocyte et le rein. Dans ces derniers, le niveau d’expression de l’AQP-1 augmente lorsque la 

voie de phosphorylation de la protéine kinase A (PKA) est activée via la vasopressine [par 

l’intermédiaire du récepteur V2 ou l’AMPc (Gunnarson et al. , 2004)]. Par ailleurs, un choc 

hyperosmotique sur des cultures d’astrocytes stimule la voie de la p38 MAP-(mitogen-

associated protein)-kinase et induit une augmentation de l’expression des AQP-4 et AQP-9.  

Le niveau d’expression de l’AQP-4 peut être aussi régulé positivement par la 

vasopressine via les récepteurs V1a. Au contraire, la stimulation de la voie de la caséine 

kinaseII (CKII) va permettre la phosphorylation de l’AQP-4 et l’internalisation des canaux, 



 

 

 

diminuant leur nombre à la surface des cellules. Par conséquent, la perméabilité à l’eau des 

cellules va être diminuée.  

De même, la perméabilité à l’eau de l’AQP-4 est diminuée par l’application de la 

dopamine ou par stimulation de la voie de phosphorylation de la protéine kinase C (PKC). La 

sensibilité au pH de certaines AQP est conférée par des histidines dans les boucles externes A 

ou C (Fig.15A) (Nemeth-Cahalan et al., 2004). En particulier, l’histidine en position 129 de la 

boucle C confère à l’AQP-4 la sensibilité au pH. La perméabilité à l’eau est augmentée d’un 

facteur 1,9 quand le pH devient alcalin. Pendant une activité neuronale, le pH intracellulaire 

des astrocytes présente une alcalinisation transitoire, ce qui aurait pour conséquence, 

d’augmenter la perméabilité à l’eau du canal AQP-4. Le flux d’eau, ainsi généré 

accompagnerait la recapture du potassium extracellulaire par les astrocytes (Gunnarson et al., 

2004).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

IV- INTERACTION DE L’AQP-4 AVEC LE COMPLEXE DES DYSTROPHINES 

 

La famille des dystrophines et le complexe des protéines qui lui sont associées 

(DAPC) semblent jouer un rôle important dans la distribution de l’AQP-4.  

Les dystrophines et les composants du DAPC constituent un échafaudage qui lie le 

cytosquelette sous membranaire du cytoplasme cortical, en particulier l’actine, aux 

composants de la matrice extracellulaire. 

Dans le cerveau, Le gène de la Dystrophie musculaire de Duchenne (DMD), s'exprime en une 

dystrophine de grande taille de 427 kDa (Dp427), et d'autres de  courtes tailles, en 

l’occurrence la Dp140, la Dp116 et la Dp71. Toutefois, la Dp71 est la plus répandue dans ce 

tissu (Ledrefein et al., 1992, jung et al., 1993; Austin et al., 2000; Szabo et al., 2004).  

D’autres protéines présentent des homologies de structure plus ou moins grandes avec 

les dystrophines. Elles sont réparties en deux groupes: les utrophines et les dystrobrevines. 

Ces molécules peuvent s’exprimer, en même temps que les dystrophines, dans le cerveau 

(Khurana et al., 1990; Robetz et al., 1996, Peters et al., 1998).  

Dans le cerveau, l’utrophine est abondante surtout, dans les cellules endothéliales des 

capillaires sanguins (Knuesel et al., 2000), dans les expansions des cellules astrogliales, 

entourant les vaisseaux sanguins, «endfeet» (Khurana et al., 1992; Janscik et al., 1999) et 

dans la membrane post-synaptique de certains neurones corticaux (Kamakura et al., 1994). 

Dans certaines conditions, ces protéines pourraient jouer, occasionnellement, un rôle de 

substitut des dystrophines.   

 

Parmi les protéines constituant le DAPC, on retrouve les dystroglycanes (-DG et -

DG), les sarcoglycanes et les syntrophines (1-Syn, 1-2-Syn, γ1- et γ2-Syn), (Chamberlain, 

1999). 

L’-DG est localisé du côté extracellulaire de la membrane plasmique alors que le -DG est 

transmembranaire. Ainsi, l’-DG lierait la dystrophine et son complexe, via la -DG, aux 

composants de la matrice extracellulaire (laminine, agrine…). Cette liaison jouerait un rôle 

important dans l’agrégation des canaux hydriques, de type AQP-4, dans l’environnement péri-

vasculaire (Guadagno and Moukhles, 2004; Warth et al., 2004).   

 

Au stade adulte, la Dp71, l'isoforme la plus exprimée dans le cerveau, est exprimée 

abondamment dans le gyrus denté de l’hyppocampe (Gorecki et al., 1997; Cisneros, 2006), la 

rétine (Claudepierre et al., 2000; Dalloz et al., 2003), le plexus choroïde (Haenggi et al., 

2004), le système olfactif (Takatoh et al., 2008), le cortex cérébral (Gorecki et al., 1997), dans 

les noyaux de l’hypothalamus antérieur ainsi que dans la neurohypophyse de rat (Dorbani-

Mamine et al., 1998) et de souris (Benabdesselam et al., 2010).  



 

 

 

A l'échelle cellulaire, la Dp71 s’exprime au niveau des astrocytes. La Dp427 montre plutôt, 

une expression au niveau des neurones alors que l’utrophine, quant à elle, se localise au 

niveau des cellules endothéliales (Khurana et al., 1992; Knuesel et al., 2000; Haenggi et al., 

2004; Haenggi and Fritschy, 2006; Wolburg et al., 2009). 

Dans les noyaux hypothalamiques, supraoptiques et paraventriculaires, comme dans la 

neurohypophyse, les dystrophines, la Dp140, 427 et en plus grande proportion, la Dp71 sont 

présentes dans les neurones magnocellulaires, principalement dans les terminaisons (Dorbani-

Mamine et al., 1998). Les Dp 140 et Dp71 sont pareillement à ce qui a été rapporté dans 

d’autres régions du cerveau (Schofield et al., 1994; Loufrani et al., 2001), retrouvées dans les 

astrocytes et les cellules endothéliales (Benabdesselam et al., 2010). Par ailleurs, les 

utrophines, le -DG et de l’1-Syn sont aussi présentes dans la membrane des prolongements 

astrocytaires entourant les vaisseaux sanguins et celle des cellules endothéliales 

(Benabdesselam et al., 2010). 

 

Ainsi, la distribution des dystrophines dans ces structures osmosensibles (NSO et 

NPV) permet de suggérer l’implication de ces protéines, dans la fonction d’osmoreception.  

Chez le rat, Dorbani –Mamine et collaborateurs (1998) ont montré, pour la première fois, la 

distribution des dystrophines et du -dystroglycane dans les granules de sécrétion, ces 

protéines ainsi que les utrophines, dans les synaptosomes et les pituicytes, isolés de la 

neurohypophyse. Ces protéines sont aussi retrouvées dans l’éminence médiane et dans les 

noyaux supraoptiques de l’hypothalamus. 

Ainsi, la Dp427 et l’utrophine400 sont associées à la membrane plasmique des terminaisons 

ou des dilatations subterminales des neurones et à la membrane des pituicytes dans la 

neurohypophyse La Dp71, Dp116 et Dp140 sont associées à la membrane des granules en 

stock. Cette particularité dans la distribution des dystrophines, serait en faveur d’un rôle dans 

le stockage des granules et dans la relation dynamique qui existe entre, d'une part, les 

neurones et les cellules gliales et d'autre part, entre l’intérieur de la cellule et la matrice 

extracellulaire, d’autre part (Dorbani-Mamine et al., 1998). 

D’autres travaux, plus récents (Pocsai et al., 2010) ont montré que dans la neurohypophyse de 

rat, l’utrophine est exprimée dans les vaisseaux sanguins, comme dans les autres régions du 

cerveau ( Haenggi et al., 2004; Haenggi and Fritschy, 2006) alors que la dystrophine et le -

dystroglycane sont plutôt, localisés autour de groupements de cellules. De plus, la 2-

dystrobrevine représente l’isoforme exprimée dans la neurohypophyse (Gorecki et al., 1997), 

alors que l’1-dystrobrévine et l’1-syntrophine y sont absentes. A l'inverse, dans le lobe 

intermédiaire de l’hypophyse, ces deux dernières protéines sont  fortement exprimées. 

L’absence de l’1-syntrophine et de l’1-dystrobrevine dans la neurohypophyse, est corrélée 

à la distribution spécifique de l’AQP-4, différente de celle observée dans les autres régions du 

cerveau (Pocsai et al., 2010).  

Ces résultats suggèrent, dans la neurohypophyse, l’existence de plusieurs complexes de 

protéines liés soit à la dystrophine, l’utrophine ou à la dystrobrevine. Tous ces complexes 



 

 

 

seraient indépendant de l’1-syntrophine et localisés à différents endroits de la 

neurohypophyse (Pocsai et al., 2010).     

Dans le cerveau plusieurs membres du complexe des protéines associées aux dystrophines ou 

à leurs protéines homologue (DAPC) sont présents dans les neurones et les cellules gliales 

(Blake et al., 1999; Knuesel et al., 2000; Zaccaria et al., 2001).  

La composition du DAPC varie d’un type cellulaire à un autre. En effet, Culligan et 

Ohlendieck (2002), proposent trois complexes hypothétiques qui varient selon le type 

cellulaire en question, à savoir le neurone, la cellule gliale ou endothéliale.  

Ainsi, dans les neurones, la Dp427 est associée à trois principales composantes du DAPC; les 

dystroglycanes (-DG et -DG), syntrophines (1-Syn et γ1-Syn) et la dystrobrevine (-DB). 

Par ailleurs, il a été démontré que l’absence de la Dp427 est accompagnée de l’altération de 

l’agrégation synaptique des récepteurs GABA (Knuesel et al., 1999). 

 De plus, l’-DG serait liée du côté extracellulaire à la neurexine de la MEC, ce qui laisse 

suggérer un nouveau rôle comme molécule d’adhésion dans les neurones (Sugita et al., 2001).  

Dans les cellules gliales la Dp71 serait liée aux dystroglycanes (-DG et -DG), aux 

syntrophines (γ2-Syn et 2-Syn) et à l’-DB. Dans ce cas, l’-DG se lierait à l’agrine ou à 

d’autres composants de la MEC.  

Le DAPC endothélial ressemblerait à celui de la cellule gliale, par sa composition en 

dystroglycanes et syntrophines. Dans cette cellule, la -DB remplacerait l’-DB, comparé à la 

cellule gliale. De plus, l’-DG se lierait par l’2-laminine aux autres composants de la MEC.  

D’autres travaux se sont intéressés plus particulièrement, à la distribution des dystrophines et 

des DAPC dans l’environnement vasculaire du cerveau. En effet, plusieurs travaux ont relevé 

une expression importante des DAPC, au niveau des cellules endothéliales et les pieds 

astrocytaires qui les entourent. De part leur localisation, des rôles leur ont été suggérés 

notamment dans l’homéostasie de  l’eau et des ions, dans le contrôle de la barrière hémato-

encéphalique et dans la production du fluide cérébrospinal (Blake et al., 1999; Knuesel et al., 

2000; Inoue et al., 2002; Guadagno and Moukhles, 2004; Connors et al., 2004).  

Par ailleurs, dans le cerveau le DAPC est essentiel pour l’intégration des canaux 

ioniques et aussi des canaux hydriques, les AQPs. En effet,  dans les cellules gliales, l'1-

syntrophine, d'une part, permet  l'intéraction du canal potassique Kir-4. avec le complexe des 

protéines associées à la Dp71 (Connors et al., 2004) et d’autre part, assure l’ancrage de 

l’AQP-4, à la membrane astrocytaire, en particulier au niveau des pieds péri-vasculaires des 

astrocytes ( Neely et al., 2001; Amiry-Moghaddam et al., 2003, Nico et al., 2003;  Amiry-

Moghaddam et al., 2004; Warth et al., 2004; 2005; Inoue et al., 2008). 

De plus, des études immunocytochimiques en microscopie électronique, ont montré, au 

niveau de ces domaines membranaires spécifiques (pieds astrocytaires), la co-expression des 

deux types de canaux, Kir-4 et AQP-4 (Neely et al., 2004; Connors et al., 2004).  

Par conséquent, alors que la fonction du DAPC dans l’environnement vasculaire reste à 

élucider, son rôle comme système d’échafaudage, dans l’ancrage des canaux hydrique et 

ionique, comme l’AQP-4 et Kir-4, est néanmoins bien établi (figure 16).  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

Par ailleurs, les résultats obtenus, sur la distribution de la Dp140 chez les souris 

déficientes en Dp71, ont montré la présence originale de la Dp140 dans les neurones 

magnocellulaires. L’absence de la Dp71 de l’environnement vasculaire et l’expression de la 

Dp140 au niveau des neurones magnocellulaires, associées au changement spectaculaire de 

l’aspect morphologique des expansions gliales, pourraient être à l’origine des modifications 

de l’intégration du signal osmotique au niveau des noyaux hypothalamiques (NSO et NPV) et 

d’altérations de l’expression et de la sécrétion de l’AVP (Benabdesselam et al., 2010).  

Par conséquent, les dystrophines et en particulier la Dp71 joueraient une double 

fonction dans le SHNH. D’une part un rôle dans l’intégration des informations arrivant au 

pôle d’osmo-réception, NSO et NPV et d’autre part, un rôle dans la sécrétion des 

neurohormones, au niveau du pôle effecteur, la neurohypophyse. 

Figure 16: Représentation schématique du complexe des dystrophines et des 

glycoproteines associées et de sa relation avec les canaux hydrique (AQP4) et 

potassique (Kir-4.1), au niveau de la cellule gliale (Amiry-Moghaddam et al., 2003) 



 

 

 

 

  



 

 

 

 

I-Animaux et conditions d’expérimentation 

Les animaux utilisés dans ce travail sont des souris appartenant à la souche C57BL6,  

provenant de l’animalerie de l’université Pierre et Marie-Curie de Paris VI. 

Le sexe et l’âge ayant une influence importante sur le comportement dipsique et sur la 

réponse antidiurétique (Wang et al., 1996) ; toutes les souris utilisées sont des adultes de sexe 

mâle, âgées de huit semaines en moyenne. Elles sont maintenues dans des conditions de 

température et d’humidité constantes et sont alimentées ad-libitum. 

Elles sont réparties en deux lots : 

-un lot contrôle (conditions normales) recevant de l’eau du robinet ad-libitum 

-un lot expérimental, soumis à une stimulation osmotique par surcharge saline. Les 

souris de ce lot reçoivent comme seule boisson une solution de NaCl à 2%, distribuée à 

volonté pendant huit jours. 

Les sacrifices des animaux se déroulent le matin et respectent la législation française 

et européenne sur les conditions d’expérimentation animale (décret 87-848).   

II-Méthodes  

1-Fixation par perfusion et préparation des échantillons 

Les animaux préalablement anesthésiés par injection intra péritonéale de pentobarbital 

sodique (25mg/kg de poids corporel), sont perfusés avec une solution de lavage isotonique 

(NaCl à 0,9%) par voie intracardiaque, à débit constant et régulier grâce à une pompe 

péristaltique. Cette première perfusion sert à évacuer le sang. Elle  est suivie d’une perfusion à 

base de liquides fixateurs. Une solution de para formaldéhyde (PF) à 4% dans un tampon 

phosphate sodique (phosphate buffer sodique ; PBS 0,1M ; pH 7,4) est utilisée comme 

fixateur pour l’immunofluorescence. Un mélange fixateur est utilisé pour 

l’immunoperoxydase ; il s’agit de la solution précédente à laquelle est additionné du 

glutaraldéhyde (0,25%) pour une meilleure conservation des édifices membranaires. Cette 

méthode est pratiquée pour l’étude au microscope électronique du lobe nerveux de 

l’hypophyse.  

Après décapitation, les cerveaux  et les hypophyses sont délicatement prélevés après 

rupture de la boite crânienne. Ils sont post fixés par immersion pendant deux heures dans les 

liquides de perfusion, à 4°C. 

Pour les échantillons, destinés à la congélation, une étape de cryo-protection des 

échantillons, succède à la post-fixation. Elle est réalisée dans une solution de saccharose à 

20%, dans du PBS 0,1M,  à 4°C pendant une nuit. Cette étape précède la congélation et  

empêche la formation de cristaux de glace.  

2-Confection des coupes 



 

 

 

2-1-Coupes au cryostat 

           Les coupes réalisées par cette méthode sont destinées à 

l’immunofluorescence. 

Avant de procéder à la confection des coupes, les hypothalamus et les 

hypophyses sont prélevés et rapidement congelés dans l’isopentane refroidi à -35°C dans de 

l’azote liquide. Ils sont par la suite collés au porte-objet du cryostat à l’aide d’une colle 

extraforte débités en coupes frontales de 20um, à l’aide d’un cryomicrotome (cryostat, type 

Leica CM 300). Les coupes sont ensuite, récupérées sur des lames siliconées (superfrost) et 

conservées à -20°C.  

2-2-Coupes au vibratome 

Les coupes vibratome ne concernent que les hypophyses destinées à un marquage par 

immunoperoxydase. Pour cela, les hypophyses subissent au préalable, une étape d’inclusion 

dans l’agar-agar à 5%, dilué dans de l’eau distillée.  Elles sont ensuite, coupées  à l’aide d’un 

vibratome.  Les coupes réalisées ont une épaisseur de 50um. Elles sont récupérées directement 

dans une solution de PBS 0,1M (coupes flottantes) et se conservent quelques jours à 4°C. 

 

3-Techniques immunohistochimiques 

Le principe de cette technique est résumé par la figure 17 

L’immunohistochimie repose sur la détection d’une protéine d’intérêt par un anticorps 

spécifique afin de la localiser sur une coupe de tissu ou de cellules.  

La méthode de détection indirecte est basée sur l’utilisation d’abord, d’un premier 

anticorps (ACI : primaire) dirigé contre la protéine d’intérêt pour former un complexe 

antigène-anticorps puis d’un deuxième anticorps (ACII : secondaire), capable de reconnaître 

le complexe pré-formé.  

Deux types d’ACII sont utilisés, soit des ACII couplés directement à un marqueur soit 

des ACII biotinylés, qui permettent une amplification du signal.  

Dans ce cas, l’ACII biotinylé, sera révélé par la streptavidine ou l’avidine. La streptavidine 

possède quatre sites de liaison à la biotine, ce qui permet une importante amplification du 

signal. La révélation du complexe antigène-anticorps se fait grâce à un marqueur couplé à la 

streptavidine ou l’avidine.  

Deux types de marqueurs existent selon la technique immunohistochimique utilisée. Des 

fluorochromes pour l’immunofluorescence ou une enzyme, la peroxydase de Raifort (HRP) 

pour la technique d’immunoperoxydase.  

Une incubation préalable des coupes dans une solution A, composée de Sérum 

Albumine Bovine (BSA), diluée à 1% dans du PBS 0,05M, permet la saturation des sites 

antigéniques non spécifiques et une diminution des bruits de fond. En même temps 



 

 

 

l’utilisation d’un détergent (triton X-100 à 0,1% dans A) permet d’augmenter la perméabilité 

de la membrane plasmique des cellules pour assurer une meilleure pénétration des anticorps. 

L’utilisation du tampon PBS 0,05M pH 7,4, pour la dilution des AC (I et II), de la 

BSA et du triton,  permet le maintien des coupes dans des conditions ioniques proches de 

celles de l’organisme.  

Afin de contrôler la spécificité et la fiabilité du marquage obtenu des tests de contrôle 

sont effectués en absence de l’un ou l’autre des deux anticorps, habituellement utilisés; soit 

l’ACI soit l’ACII (test négatif).  

Les détails relatifs aux anticorps utilisés sont rapportés dans le tableau 4 

Tableau 4: Anticorps utilisés pour l’immunohistochimie 

Anticorps Animal Dilution Mono/Polyclonal Source 

Primaires  

(1) Anti-aquaporin 4 (anti-AQP4) 

(2) Anti-GFAP 

(3) Anti-AVP 

(4) Anti-OT 

(5) Anti-CD31 

 

 

Lapin 

Souris 

Souris 

Souris 

Rat 

 

 

1/500 

1/500 

1/5000 

1/2000 

1/400 

 

Polyclonal 

Monoclonal  

Monoclonal 

Monoclonal 

Monoclonal 

 

Chemicon 

Sigma 

Sigma 

Chemicon 

Biosc.Pharmingen 

Secondaires et fluorochromes 

(1) Anti-IgG de lapin biotinylé  

(2) Anti-IgG de souris couplé au FITC  

(3) Anti-IgG de rat couplé au FITC 

(4) Streptavidine couplé au  CY3  

 

 

Chèvre 

Chèvre 

Chèvre 

Mouton 

 

1/250 

1/250 

1/250 

1/250 

 

 

 

Vector Lab. 

Sigma 

SigmaBioSciences 

Sigma 

 

 

FITC: Fluoresceine- Isothiocyanate,  GFAP: Glial Fibrillary Acidic Protein. IgG: Immunoglobuline G 

 

3-1-Marquage par immunofluorescence 

Les anticorps primaires utilisés sont dirigés soit contre notre protéine d’intérêt qui est 

l’aquaporine-4, c’est le principe de la technique du simple marquage, soit en association avec 

des marqueurs cellulaires qui sont utilisés pour suivre la distribution de cette protéine, c’est le 

principe du double marquage en immunohistochimie. Parmi, les marqueurs cellulaires, nous 

avons choisi les marqueurs des neurones magnocellulaires, grâce aux anticorps anti-AVP et 

anti- OT, les marqueurs de cellules gliales type astrocyte, grâce à l’anticorps dirigé contre la 

protéine fibrillaire acide (anti-GFAP) ou encore des marqueurs de cellules endothéliales 

vasculaires (anti-CD31). 



 

 

 

Cette technique est réalisée sur des coupes cryostat conservées à -20°C. Dans les deux cas, les 

lames sont préalablement décongelées, à la température ambiante puis placées 

horizontalement, sur un support, dans des chambres humides. Les coupes sont ensuite pré-

incubées dans une solution tampon afin de permettre la perméabilisation des membranes et la 

saturation des sites antigéniques. Elles sont ainsi, prêtes pour les étapes d’incubation 

immunohistochimiques.   

3-1-1-Simple marquage 

Pour la détection de l’AQP4, la technique immunohistochimique avec 

amplification du signal a été utilisée. Le premier jour, les coupes sont incubées, toute une nuit 

avec une solution contenant l’anticorps primaire, anti-AQP4, dilué dans la solution de PBS 

0,05M, pH 7,4, BSA 1% et pré incubation, à température ambiante.  

Le deuxième jour, après plusieurs rinçages successifs, de 10 min chacun, dans une solution 

PBS 0,05M additionnée de BSA à 0,1%,   les coupes subissent une deuxième incubation 

d’une durée de deux heures, à température ambiante, dans une solution contenant les anticorps 

secondaires biotinylés. Les coupes sont à nouveau rincées par du PBS 0,05M, puis incubées 

dans une solution de streptavidine couplée au Cy3 (1/250 dans PBS 0,05M), à l’obscurité 

pendant deux heures, à Température ambiante. La streptavidine est capable de se lier aux 

molécules de biotine de l’ACII. Le Cy3 est un fluorochrome qui, excité par la lumière verte, 

émet une fluorescence dans la longueur d’onde du rouge.  

 

3-1-2-Double marquage 

Pour étudier la distribution de l’AQP4 au niveau des différentes structures, 

nous avons utilisé la technique du double marquage immunohistochimique.  

Pour cela, les anticorps primaires utilisés sont produits chez deux espèces différentes : Lapin 

(polyclonal) et souris (monoclonal) ou lapin et rat. Sachant que l’anticorps anti-AQP4 utilisé 

dans notre protocole est un ACI anti-lapin, le deuxième ACI utilisé est alors, un ACI anti-

souris.  

Le premier jour, les coupes sont incubées dans une solution contenant un mélange des deux 

ACI, l’ACI anti-AQP4 plus un ACI correspondant à chacun des marqueurs cellulaires 

précédemment signalés, anti-AVP, anti-OT, anti-GFAP et anti-CD31.  La solution de dilution 

des anticorps primaires et le temps d’incubation sont les mêmes que pour le simple marquage. 

Le deuxième jour, les coupes sont rincées comme précédemment et incubées, d’abord dans 

une solution contenant l’ACII biotinylé puis dans un mélange contenant les ACII anti-IgG de 

souris couplé à la fluorosceine isothiocyanate (FITC) et la streptavidine-Cy3 qui se combine à 

l’anticorps biotinylé utilisé pour amplifier le marquage de l’AQP4.  



 

 

 

Le FITC est excité par la lumière bleue et émet une fluorescence de couleur verte. Ainsi, sur 

nos images, l’AQP4 est toujours visualisée en rouge, par le CY3 et les différents marqueurs 

des cellules en vert, par le FITC. 

Enfin, dans les deux méthodes, simple et double marquages, les coupes encore 

humides après rinçage dans du PBS 0,05M, sont tout de suite montées entre lame et lamelle 

utilisant un milieu de montage aqueux (mowiol) puis conservées à 4°C, dans l’obscurité, afin 

de préserver la fluorescence.  

Les coupes sont alors observées au microscope confocal (à balayage laser) ou à 

fluorescence (Zeiss Axioscop 2 plus). Dans ce dernier cas, les images sont capturées avec une 

caméra (Zeiss AxioCam HRc digital camera and axiovision 4.1 software).  

 Les images de fluorescence rouge et celles de fluorescence verte sont superposées à 

l’aide d’un logiciel (image J).    

  3-2-Marquage par immunoperoxydase 

Cette technique est pratiquée sur des coupes épaisses d’hypophyse, réalisées au 

vibratome (coupes flottantes) et destinées à l’examen de la distribution de l’aquaporine-4, au 

microscope électronique.  

 Le premier jour, les coupes préalablement imprégnées dans du PBS 0,05M sont 

incubées d’abord, dans un mélange H2O2-méthanol ( 0,06%), pendant une demi-heure, pour 

inhiber l’activité de la peroxydase endogène et ensuite dans une solution d’ACI anti-AQP4 

(polyclonal, dilution 1/500 dans PBS0 0,05M, pH 7,4 plus BSA 0,1%), toute la nuit à 

température ambiante. 

Le lendemain, elles sont rincées dans du PBS 0,05M puis d’abord, incubées dans une 

solution d’ ACII- biotinylés, dilués dans du PBS 0,05M, BSA 0,1%,  pendant deux heures à 

température ambiante. Elle sont ensuite rincées dans du PBS 0,05M avant d’être incubées 

dans une solution du Complexe Avidin-Biotine-peroxydase ( complexe AB, Kit ABC : A 1% 

+ B 1% dans PBS 0,05M), pendant une heure, à température ambiante. Après plusieurs 

rinçages, l’activité de la peroxydase est révélée par une réaction à la 3-3’ DiAmino-

Benzidine-tétrachlorhydrate (DAB, 10% dans tampon tris, TBS 0,05M) pendant 10 minutes 

puis dans une solution d’eau oxygénée (H2O2) à 10%, dans DAB-TBS).  Le contrôle de la 

réaction se fait au microscope photonique. La réaction se traduit par la formation d’un 

précipité brun. Elle est arrêtée en plongeant les coupes dans du tampon Tris-HCl pH 7,6 puis 

dans du PBS 0,05M. Toutes les incubations et les bains de rinçage ont été réalisés sous 

agitation constante.       

 



 

 

 

4-Traitement des coupes marquées à la peroxydase pour la microscopie 

électronique 

4-1-Post-fixation au tétroxyde d’osmium (OSO4) 

Les coupes ainsi marquées à la peroxydase sont lavées au PBS 0,1M pH 7,4 et 

post-fixées pendant 45 mn dans du OSO4 à 2% dans le tampon phosphate 0,1M PH 7,4. Elles 

sont par la suite déshydratées dans des bains successifs d’alcool à concentrations croissantes .  

 

4-2-Imprégnation dans une résine araldite 

L’imprégnation s’effectue dans deux bains successifs, le premier contenant de 

l’araldite et de l’alcool absolu (V/V), pendant 1heure et le second un bain d’araldite pure,  

dans une étuve à 37°C, pendant toute la nuit. 

4-3-Inclusion des coupes (à plat) 

Les coupes subissent alors une étape d’inclusion dans un mélange araldite plus  

accélérateur. Cette inclusion dite à plat, est réalisée entre deux lames siliconées, prêtes à 

l’emploi (superfrost) ou gélatinées.  Les coupes sont immergées chacune dans une goutte du 

mélange d’inclusion déposé sur la première lame puis recouvertes par une deuxième lame qui 

permet d’étaler les gouttes de résine, aidé d’un contre poids. La polymérisation de la résine se 

fait dans une étuve, à 60°C pendant 24 à 48h. Après polymérisation, les lames sont décollées 

et les pièces d’intérêt délicatement découpées et récupérées.   

 

4-4-Confection des coupes ultrafines 

Les coupes incluses à plat sont ensuite collées sur des blocs support d’araldite, 

préalablement confectionnés dans des gélules et polymérisés. Ainsi, elles peuvent servir, à la 

confection des coupes ultrafines (600-800A° d’épaisseur), à l’aide d’un ultramicrotome 

(Reichert). Les coupes minces, sont alors, récupérées sur des grilles de cuivre ou de nickel 

(300 meshs) et contrastées à l’acétate d’uranyle puis au citrate de plomb selon Reynolds, 

1963. Les grilles ont été observées au centre de microscopie électronique (Zeiss  EM 912, 

omega),  de l’UPMC à Paris VI. Les images capturées à l’aide d’une caméra sont enregistrées 

sur un CD. Le traitement de ces images sur un ordinateur, utilisant des logiciels adéquats 

(photoshop, powerpoint et image j) est nécessaire afin d’aboutir à la présentation finale de nos 

figures.  

 

  



 

 

 

RESULTATS 

 

I-DISTRIBUTION TOPOGRAPHIQUE ET CYTOARCHITECTURALE DES 

NEURONES MAGNOCELLULAIRES A VASOPRESSINE ET A OCYTOCINE  ET 

EFFET DE LA SURCHARGE SALINE  

Les résultats obtenus après immunomarquage des coupes avec les anticorps dirigés 

contre la vasopressine (anti-AVP) et  l’ocytocine (anti-OT), nous ont permis d’étudier la 

distribution topographique et cytoarchitecturale des deux populations de neurones 

magnocellulaires. En effet, l’immunoréactivité de ces deux anticorps est révélée à la fois, dans 

les corps cellulaires des NMC, situés dans les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV) et dans 

les axones de ces neurones, qui parcourent l’éminence médiane et qui se terminent dans le 

lobe nerveux de l’hypophyse. Ainsi, grâce à la caractérisation des deux populations de 

neurones (à AVP et OT), nous avons pu examiner leurs distributions à l’échelle 

topographique et cytoarchitecturale. 

 

1-Les neurones magnocellulaires dans les noyaux supraoptiques 

 Sur des coupes frontales de la région hypothalamique, les NSO apparaissent, en 

amont, aplatis et étalés latéralement de part et d’autre du chiasma-optique. Au fur et à mesure 

que l’on avance vers la région postérieure des NSO, ces noyaux deviennent de plus en plus 

étroits latéralement et plus hauts dorso-ventralement (figure 18).  

Sur le plan topographique, les neurones magnocellulaires à OT prédominent dans la 

région antérieure des NSO, en position ventrale (figure 18A), alors qu’ils se positionnent 

dorsalement et leur nombre diminue dans la région médiane et postérieure de ces noyaux 

(figure 18 E). En revanche, les neurones à AVP prédominent dans la région postérieure des 

NSO, en position ventrale (figure 18 B et F).   

Après stimulation osmotique, par ingestion d’eau salée (NaCl à 2%), l’intensité du 

marquage de l’OT et de l’AVP augmente, en comparaison avec la souris normalement 

hydratée. En effet, l’immunomarquage de l’OT devient plus important dans la région 

antérieure (figure 18 E vs A) et intermédiaire des NSO (figure 18 G vs C). Par ailleurs, 

l’immunomarquage de l’AVP augmente aussi, dans la région intermédiaire (figure F vs B) et 

de maniére plus importante dans la région postérieure des NSO (figure18 H vs D).   

 

2- Les neurones magnocellulaires dans les noyaux paraventriculaires:  

Sur les coupes frontales d’hypothalamus, les NPV sont placés latéralement au 

troisième ventricule. Ils sont plus larges caudalement et présentent une forme caractéristique, 

« en ailes de papillon ». Ces noyaux hypothalamiques présentent deux subdivisions de 

neurones, les neurones magnocellulaires et parvocellulaires.  



 

 

 

Les neurones magnocellulaires sont représentés par des neurones de grande 

taille qui sont immunomarqués soit à l’AVP soit à l’OT, alors que, les neurones 

parvocellulaires sont plus petits et immunomarqués aussi à l’AVP.  

L’immunomarquage de l’OT est plus intense dans la région médiane des NPV alors qu’il est 

réduit latéralement (figure 19A). A l’inverse l’immunomarquage de l’AVP est plus concentré 

dans la région latérale des NPV (figure 19B). De plus, le marquage de l’AVP observé aussi 

dans la région médiane, caractérise la distribution des deux subdivisions neuronales, les 

neurones magnocellulaires et parvocellulaires. 

Après une surcharge saline, les immunomarquages de l’OT et de l’AVP augmentent dans la 

région médiane et latérale des NPV, respectivement (figure 19C et D). 

 

3-Projections des neurones magnocellulaires dans l’éminence médiane  

L’éminence médiane (EM) localisée dans l’hypothalamus postérieur est située au 

niveau du plancher du troisième ventricule. Dans cette région, les immunomarquages de l’OT 

et de l’AVP sont localisés tout deux, dans la couche interne de l’EM, proche de la couche 

ependymaire. Au contraire, la couche externe de l’EM est exempte de ces deux marquages 

(figure 20). Il est connu que l’EM interne représente le site de transit des axones des neurones 

magnocellulaires, en provenance des NSO et des NPV, alors que l’EM externe est le lieu de 

passage des axones des neurones parvocellulaires, en provenance des NPV. 

Dans l’EM interne de la souris normale, l’immunomarquage de l’OT est diffus, alors que 

celui de l’AVP est beaucoup plus dense (figure 20 A et B). 

Dans l’EM interne de la souris stimulée osmotiquement, les immunomarquages de l’OT et 

surtout de l’AVP diminuent (figure 20 C et D).  

4-Projections des neurones magnocellulaires dans le lobe nerveux hypophysaire 

Dans l’hypophyse, seul le lobe nerveux est immunopositif pour les deux marquages, 

OT et AVP (figure 21). Cette expression représente les projections des axones des neurones 

magnocellulaires des noyaux hypothalamiques (NSO et NPV)  associée à la fois aux fibres de 

ces neurones mais aussi à leurs dilatations et leurs terminaisons nerveuses. Nous remarquons 

que l’immunomarquage de l’OT apparaît localisé surtout à la périphérie du lobe nerveux de 

l’hypophyse, alors que celui de l’AVP est localisé plus au centre et son aspect est plutôt diffus 

(figure 21A et B).  

Après stimulation osmotique, le lobe nerveux de l’hypophyse, présente toujours la même 

ségrégation du marquage de l’OT et de l’AVP. L'intensité du marquage indique une 

surexpression de l’OT et de l’AVP, à la périphérie et au centre respectivement (figure 21C et 

D).  

 



 

 

 

 

II-DISTRIBUTION DE L’AQP-4 AU NIVEAU GLIALE ET VASCULAIRE ET LES  

EFFETS DE LA SURCHARGE SALINE 

 

L’étude de l’expression de l’AQP-4 au niveau de l’axe hypothalamo-

neurohypophysaire a été réalisée par la technique d’immunofluorescence en simple et en 

double marquages. Les résultats obtenus montrent que ce canal à eau est omniprésent dans 

toutes les structures, à la fois dans les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV), dans 

l’éminence médiane et dans le lobe nerveux de l’hypophyse. De plus, l’utilisation des doubles 

marquages en  immunofluorescence, nous a permis de mieux localiser l’expression de l’AQP-

4 en la comparant à chaque fois, à celle de marqueurs cellulaires spécifiques; comme la 

GFAP, le CD31, l’AVP et l’OT, pour caractériser respectivement, les cellules gliales (type 

astrocyte), les vaisseaux sanguins et les deux populations de neurones magnocellulaires. La 

superposition des doubles marquages, nous renseignera alors, sur les colocalisations possibles 

de l’AQP-4 au niveau des différents types cellulaires.  

L’observation des coupes au microscope à fluorescence, nous permet de voir le marquage de 

l’AQP-4, révélé par le Cy3 et qui renvoie une fluorescence rouge, alors que pour chaque 

marqueur cellulaire, la révélation est faite avec le FITC, caractérisé par sa fluorescence verte.     

1-Dans les noyaux hypothalamiques 

1-1-Au niveau des NSO 

Le double marquage à l’anti-AQP-4 et l’anti-GFAP a permis de montrer une expression de 

l’AQP-4 plus intense au niveau des NSO, comparée à celle des autres régions du cerveau 

(figure 22A). Dans les NSO, l’immunoréactivité à l’AQP-4 est plus importante au niveau de 

la limitante gliale ventrale (LGV). A ce niveau, sont regroupés les corps cellulaires des 

astrocytes ainsi que leurs prolongements, comme en témoigne le marquage important,  à la 

GFAP (figure 22B). Par ailleurs, à ce niveau, la superposition du marquage de l’AQP4 et de 

la GFAP, montre une colocalisation du double marquage, en particulier, autour des vaisseaux 

sanguins (figure 22C).  

Dorsalement dans les NSO, l’immunomarquage de l’AQP-4 montre un aspect diffus. 

Cette zone dite somatique, correspond à la concentration des somas des neurones 

magnocellulaires, mêlés aux fins prolongements des astrocytes. Ces derniers sont caractérisés 

par un marquage au GFAP. A ce niveau, on remarque que les prolongements d’astrocytes 

entourant les vaisseaux sanguins, présentent un double marquage de l'AQP-4 et de la GFAP, 

indiquant une colocalisation de ces 2 protéines.  

 

Après stimulation osmotique du système par une surcharge saline, l’expression de 

l’AQP-4 augmente dans les NSO, en particulier au niveau de la LGV (figure 22D), à priori au 

niveau des cellules gliales puisqu'il y a une colocalisation de ce marquage avec celui de la 

GFAP (figure 22F).  



 

 

 

Pour  caractériser la localisation du marquage périvasculaire, nous avons marqué 

l’endothélium vasculaire au CD31, en double marquage avec l’AQP4 (figure 22G-I). Les 

résultats obtenus montrent  d’abord, une importante vascularisation des NSO (figure 22H). 

Cependant, cette vascularisation ne porte pas de marquage à l'AQP-4. Le marquage de 

l’endothélium est indépendant du marquage de l’AQP-4 (figure 22I). Par ailleurs, le marquage 

perivasculaire de l’AQP-4 correspond à celui des expansions  gliales marquées par la GFAP.  

Chez les souris, stimulées l’expression de l’AQP4, augmente, en particulier au niveau 

de la VGL et autour des vaisseaux sanguins, qui ne sont toujours pas marqués au CD31 

(figure 22J, K et L). 

 

1-2-Au niveau des NPV  

Au niveau des NPV l’expression de l’AQP-4 est importante (figure 23A). Sa 

distribution ressemble à celle de la GFAP et la superposition des doubles marquages conforte 

une expression de l’AQP-4 au niveau des astrocytes (figure 23 B et C). On remarque que les 

cellules ependymaires, qui entourent le troisième ventricule, expriment aussi, l’AQP4.  

Après stimulation du système, l’expression de l’AQP-4 augmente dans les NPV. Elle 

devient plus importante en particulier, autour des vaisseaux sanguins. Ce résultat traduit une 

surexpression de l’AQP-4 au niveau des astrocytes, localisée par le double marquage avec la 

GFAP. On remarque aussi une importante expression de l'AQP-4 au niveau des cellules 

ependymaires, comparé aux souris non stimulées (figure 23D, E et F).  

Le double marquage de l’AQP-4 et du CD31dans les NPV montre, que l’expression de 

l’AQP-4 perivasculaire correspond principalement, à une expression au niveau des 

prolongements astrocytaires (pieds des astrocytes) plutôt que celle de l’endothélium (figure 

23G et I). De plus, le marquage au CD31  révèle l’hypervascularisation de ces noyaux 

hypothalamiques (figure 23H). 

 

2- Dans la neurohypophyse 

  

2-1-Au niveau de l’éminence médiane 

Au niveau de l’éminence médiane, les images des doubles marquages, montrent que 

l’expression de l’AQP-4 est principalement localisée au niveau de la couche interne (EMI), 

proche du plancher du troisième ventricule et aussi, au niveau de la surface de la couche 

externe (EME), entourant les vaisseaux du système porte hypophysaire (figure 24A). 

Parallèlement, l’EMI exprime fortement la GFAP. Il s’agit du marquage des cellules gliales, 

type astrocyte, spécifiques de l’EM et appelées les tanicytes. Ces cellules sont subdivisées en 

deux types, selon leurs localisations: les tanicytes ependymaires,  localisés directement sous la 

couche épendymaire, du troisième ventricule et étroitement en relation avec elle. Le second 



 

 

 

type, est composé de tanicytes astrocytaires. Plus nombreux, ils occupent la majeure partie de 

l’EMI et envoient leurs longs prolongements, à travers l’EME, vers les vaisseaux sanguins du 

système porte hypophysaire (figure 24B). Les tanicytes épendymaires possèdent, eux aussi 

des prolongements courts, qui parfois traversent, l’épithélium ependymaire, pour entrer en 

contact direct avec le liquide céphalorachidien ventriculaire. Nous remarquons que 

l’immunomarquage de l’AQP-4 est colocalisé dans les deux types de tanicytes, marqués tous 

deux à la GFAP (figur24C). En revanche, les cellules épendymaires sont moins marquées à 

l’anti-AQP4.  

Après surcharge saline, l’expression de l’AQP-4 au niveau de l’EM, augmente en 

intensité, à la fois dans la couche interne (EMI) et autour du système porte de l’EME (figure 

24D). Cette expression est remarquable surtout au niveau des tanicytes astrocytaires, marqués 

à la GFAP, et de leurs projections vers l’EME, (figure 24E). Ces expansions se terminent dans 

la zone richement vascularisée de l’EME. A ce niveau, on remarque une colocalisation de 

l’AQP-4 et de la GFAP (figure 24F). 

Le double marquage de l’AQP-4 et du CD31 permet de voir que l’endothélium vasculaire 

n’est pas marqué à l’AQP-4 (figure 24G, H et I). Cependant, les expansions des tanicytes 

astrocytaires présentes autour des vaisseaux sanguins, sont marquées à l’AQP-4 (figure 24I et 

médaillon).  

 

2-2-Au niveau du lobe nerveux hypophysaire  

Les résultats concernant l’expression de l’AQP-4 dans l’hypophyse de la souris, 

montrent que le lobe nerveux de l’hypophyse,  exprime intensément l’AQP-4 comparé aux 

autres lobes de l’hypophyse. En revanche, le lobe intermédiaire n'est, en général, pas marqué 

à l’AQP4, à l’exception de sa bordure interne, qui délimite le lobe nerveux et externe qui 

entoure l’espace de la poche de Rathke résiduelle (figure 25A).     

Les doubles marquages de l’AQP-4 et de la GFAP, montrent une colocalisation des deux 

marquages, à la périphérie du lobe nerveux et intermédiaire (figure 25C). Il s’agit d’un 

marquage des cellules gliales, les pituicytes dans le lobe nerveux et probablement aussi,  les 

cellules folliculo-stellaires, qui délimitent le lobe intermédiaire. De plus, on peut remarquer 

un marquage régulier de l’AQP-4, autour d’espaces, qui ressemblent à des capillaires 

sanguins coupés transversalement ou longitudinalement.   

La stimulation osmotique du système, augmente l’expression de l’AQP-4 au niveau du lobe 

nerveux de l’hypophyse (figure 25D). Cette augmentation se traduit par une surexpression de 

l’AQP-4 principalement, au niveau des pituicytes (figure 25E et F). On remarque que les 

endroits de colocalisation de l’AQP-4 et de la GFAP, sont plus fréquents. 

 En revanche le double marquage de l’AQP-4 et du CD31, ne montre pas de colocalisation de 

l’AQP-4 et du marqueur endothélial, au niveau de la paroi vasculaire, dans le lobe nerveux de 

l’hypophyse (figure 25I). Cependant, le marquage perivasculaire est bien visible et 

correspondrait donc, à un marquage des prolongements de pituicyte, qui entourent cette paroi  

(figure 25I). 



 

 

 

Après stimulation, l’expression de l’AQP-4 augmente autour des vaisseaux sanguins 

(figure25J). Elle traduit une expression plus forte de l’AQP-4 au niveau des pieds 

pituicytaires perivasculaires (figures 25K et L et médaillon). 

 

III-DISTRIBUTION DE L’AQP-4 DANS LES NEURONES MAGNOCELLULAIRES : 

IMPACT DE LA SURCHARGE SALINE 

Les doubles marquages de l’AQP-4 et des marqueurs des neurones magnocellulaires, l’AVP 

ou l’OT, nous ont permis d’apporter des informations complémentaires, quant à la distribution 

de l’AQP-4, dans le SHNH.  

 

1-Dans les noyaux hypothalamiques 

1-1-Au niveau des NSO 

Dans les NSO, l’expression de l’AQP-4 est surtout remarquable au niveau de la LGV. 

Elle est aussi présente dans la zone somatique ou se trouvent regroupés, les somas des 

neurones magnocellulaires. En effet, un marquage d’aspect ponctué envahit cette zone (figure 

26A et G). Les neurones magnocellulaires à AVP sont plus nombreux que les neurones à OT 

(figure 26B et H). La superposition des deux marquages ne montre en général, pas de 

colocalisation de l’AQP-4 dans les neurones magnocellulaires (figure 26C et I). Par 

conséquent, l’expression de l’AQP-4 ne semble pas être neuronale.  

Après stimulation osmotique, l’expression de l’AQP-4 parait plus importante. Toutefois, on 

n’a pas observé de colocalisation de l’AQP-4 avec l’AVP ou l’OT, au niveau de ces neurones 

(figure 26F et L).  

De plus, les observations réalisées au fort grossissement au niveau de la zone 

somatique des NSO,  montrent clairement l’expression de l’AQP-4 autour des corps 

cellulaires des neurones magnocellulaires à vasopressine (expression perineuronale), (figure 

27). Cette expression a  précédemment été révélée par la GFAP. Elle confirme, un marquage 

de l’AQP-4 autour des neurones à AVP. Par conséquent, ce marquage conforte la présence de 

l’AQP-4 au niveau des fins prolongements astrocytaires, en relation étroite avec les neurones. 

Cependant, on ne peut pas se prononcer sur un marquage éventuel de l’AQP-4 au niveau des 

afférences nerveuses, qui sont aussi, présentes autour de ces neurones magnocellulaires.    

Après stimulation osmotique, on remarque d’une part une hypertrophie des neurones 

magnocellulaires à AVP et d’autre part, une moindre expression de l’AQP-4, autour de ces 

neurones (figure 27B, D et F).  

1-2-Au niveau des NPV  

Au niveau des noyaux hypothalamiques paraventriculaires (NPV), l’expression 

de l’AQP-4, est présente à la fois dans la zone médiane des NPV à prédominance de neurones 



 

 

 

magnocellulaires à OT (figure 28A, B et C) mais aussi dans la région latérale de ces noyaux, 

ou prédominent les neurones à AVP (figure 28G, H et I). Cette expression est présente à la 

fois autour des structures creuses, qui rappellent le marquage perivasculaire. De plus, 

l’expression de l’AQP-4 est aussi, localisée autour des neurones magnocellulaires à AVP et à 

OT (figure 28 C et I). 

Suite à la stimulation osmotique, alors que l’expression de la vasopressine et de l’ocytocine 

augmentent simultanément au niveau des NPV, l’expression de l’AQP-4 quant à elle, devient 

plus intense surtout autour des capillaires sanguins. Elle est moins évidente autour des 

neurones magnocellulaires (figure 28 D à F et J à L).   

 

2-Dans la neurohypophyse 

2-1-Au niveau de l’éminence médiane 

Au niveau de l’éminence médiane (EM), l’AQP-4 s’exprime principalement dans la 

zone interne (EMI), qui correspond au site de transit des axones des neurones 

magnocellulaires à AVP (figure 29A et B) et à OT (figure 29G et H). La superposition des 

marquages de l’AQP-4 avec d'une part, l’AVP et d'autre part, l’OT, ne montre, à priori pas de 

colocalisation de l’AQP-4 au niveau des axones de ces neurones (figure 29C, I et médaillons). 

Par conséquent, l’expression de l’AQP-4, autour des neurones et des capillaires sanguins 

représente celles des prolongements des tanicytes. 

Après stimulation du système, l’expression de l’AQP-4 augmente dans l’EM interne et au 

niveau de la couche épendymaire (figure 29D et J). Elle est accompagnée par une 

augmentation de l’expression de l’ AVP et de l’OT (figure 29E et K). Les superpositions des 

doubles marquages ne montrent pas de colocalisation de l’expression de l’AQP-4, ni au 

niveau des axones des neurones magnocellulaires à OT ni de ceux à AVP (figure 29F et L). 

 

2-2-Au niveau du lobe nerveux hypophysaire  

Au niveau du lobe nerveux hypophysaire, l’AQP-4 s’exprime aussi bien, au centre où 

sont représentés, de manière prédominante, les axones à vasopressine (figure 30A et B), qu’à 

la périphérie, où sont plutôt regroupés les axones des neurones magnocellulaires à ocytocine 

(figure 30A, B, G et H). La superposition des marquages ne montrent pas de colocalisation de 

l’AQP-4, au niveau des axones à AVP. Cependant une faible colocalisation est visible au 

niveau des axones à OT, en périphérie (figure R30C et I).  

Après stimulation osmotique, l’expression de l’AQP-4 au niveau du lobe nerveux de 

l’hypophyse, semble plus importante comparée à la souris contrôle. Cette augmentation se 

produit simultanément à l’augmentation de l’expression de l’AVP et de l’OT (figure 30D et E, 

J et K). La superposition des marquages montre une faible colocalisation de l’expression de 

l’AQP-4 au niveau des axones à AVP (figure 30F). En revanche, l’expression de l’AQP-4 

devient plus intense au niveau des axones à OT (figure 30L). De plus, on remarque la 



 

 

 

disparition du marquage AQP-4, entourant cette région riche en axones à OT, située à la 

surface du lobe nerveux.   

 

IV-ASPECTS DE PLASTICITE DU LOBE NERVEUX HYPOPHYSAIRE DANS LES 

CONDITIONS DE STIMULATION OSMOTIQUE: ASPECTS 

ULTRASTRUCTURAUX   

 

La comparaison de la structure du lobe nerveux hypophysaire, avant et après 

stimulation osmotique, a montré après analyse des coupes au microscope électronique,  des 

changements morphologiques à différents niveaux. En effet, les pituicytes présentent une 

différence au niveau de leurs formes et de leurs aspects (Figure 31A, B). Ainsi, chez la souris 

contrôle, le pituicyte apparaît en général, avec une forme globalement ovale, à contour 

irrégulier, marqué par le départ de nombreux prolongements (Figure 31A).  

Le cytoplasme de cette cellule présente un aspect clair et un noyau proéminent et 

central. Il est riche en réticulum endoplasmique granuleux, en mitochondrie et surtout en 

vacuoles claires. En revanche, cette description correspond à celle d’un pituicyte 

protoplasmique. Grâce à leurs prolongements, ces cellules peuvent établir des interactions 

d’une part, avec les vaisseaux sanguins fenêtrés et forment ainsi, les "pieds" ou "endfeet" 

périvasculaires. D’autre part, ils forment des contacts étroits avec les axones des neurones, 

appelés contacts synaptoides. Enfin, ces derniers peuvent s’interposer entre les parois des 

vaisseaux sanguins et les terminaisons nerveuses.  

Autour des pituicytes, les axones des neurones magnocellulaires, sont nombreux et 

apparaissent souvent en coupe transversale. Ces derniers, sont riches en granules de 

neurosecrétion denses aux électrons. D’autres sections plus larges et plus riches en granules, 

sont également visibles à proximité des pituicytes. Ils représentent les dilatations  de ces 

axones ou corps de Herring.   

Après stimulation osmotique, les pituicytes apparaissent parfois,  plus petits et changent de 

forme (figure 31B). Leur cytoplasme ainsi que leur noyau sont souvent, plus denses aux 

électrons. Par ailleurs, on remarque que leurs prolongements sont moins nombreux.   

Les fibres nerveuses qui se trouvent autour, présentent moins de granules neurosecrètoires 

(GNS), comparées à la souris normale. Au contraire elles sont plus riches en granules 

transparents et en microvésicules (MVs).  

Dans l’environnement périvasculaire (EPV), on peut observer de nombreuses 

terminaisons nerveuses, en particulier, celles des axones des neurones magnocellulaires qui 

sont bien organisées tout autour de la paroi des vaisseaux sanguins. En effet, dans ce 

compartiment  bien organisé, on note souvent, la présence de deux lames basales (LB), 

nettement différenciées par leur position. L’une sous jacente à l’endothélium vasculaire, c’est 

la lame basale endothéliale. L’autre délimite l’espace perivasculaire, il s’agit de la lame basale 



 

 

 

parenchymateuse. Cette dernière est directement en contact avec les nombreuses terminaisons 

nerveuses, qu’elle sépare de cet espace (figure 32A). 

En condition physiologique normale, l’espace perivasculaire est souvent réduit et les 

terminaisons nerveuses y sont plutôt rares. Au contraire, elles sont plus fréquentes et 

regroupées, au contact de la lame basale parenchymateuse. Elles sont souvent séparées, d'une 

part entre elles et d'autre part, de la lame basale, par de fines expansions de pituicytes.  

Après stimulation, par surcharge saline, on remarque des changements 

morphologiques, dans cet environnement perivasculaire du lobe nerveux de l’hypophyse. En 

effet, les terminaisons nerveuses, qui contactent la lame basale parenchymateuse, sont plus 

souvent, en contact direct entre-elles et avec cette lame basale, sans interposition des 

prolongements de pituicytes. De plus, l’ espace perivasculaire, apparaît souvent dilaté et 

envahi par de nombreuses terminaisons nerveuses. Ces terminaisons nerveuses sont 

particulières. D’une part, parce qu’elles occupent l’espace perivasculaire et d’autre part, parce 

qu’elles sont plus dilatées que les autres terminaisons, qui sont restées au contact de la lame 

basale parenchymateuse. Ces terminaisons arrivent aussi à contacter parfois directement, la 

lame basale endothéliale (figure 32B).  

Par ailleurs, toutes les terminaisons nerveuses, quelle que soit leur position, sont pauvres en 

granules denses et  plutôt riches en microvesicules et en granules transparents (figure 32B).  

 

V-DISTRIBUTION SUBCELLULAIRE DE L’AQP-4, DANS LE LOBE NERVEUX DE 

L’HYPOPHYSE : IMPACT DE LA SURCHARGE SALINE 

 

Le marquage par immunoperoxydase de l’AQP-4, observé dans un premier temps, sur 

des coupes épaisses, au microscope photonique, conforte l’immunomarquage par 

immunofluorescence. En effet, les résultats obtenus montrent une forte expression de l’AQP-4 

dans le lobe nerveux, beaucoup plus marquée, à la surface de ce lobe et à sa base. En 

revanche, le lobe intermédiaire, présente une expression de l’AQP-4, nettement plus faible et 

limitée aux seules extrémités de ce lobe (figure 33A).  

Après stimulation osmotique, l’expression de l’AQP-4 devient beaucoup plus intense et 

présente toujours la même distribution. Au contraire, dans le lobe intermédiaire, l’expression 

de l’AQP-4 reste inchangée (figure 33B).   

Les résultats obtenus, à l’échelle de la microscopie électronique, montrent pour la première 

fois, la distribution subcellulaire de l’AQP4 dans le lobe nerveux de l’hypophyse. 

Chez la souris normale, on peut observer une expression de l’AQP-4, sur la membrane 

plasmique du pituicyte, bien visible les agrandissements. Ce marquage est retrouvé à la fois, 

au niveau du corps cellulaire (Figure 34A et B) et des prolongements des pituicytes (Figures 

35A, B et C). Au niveau de ces structures, l’expression de l’AQP-4 est visible dans la 

membrane plasmique. On observe des domaines  plus denses et plus marqués. En effet, la 



 

 

 

densité est localisée dans les domaines de contact des prolongements astrocytaires avec les 

axones des neurones magnocellulaires (figure 35C). Au contraire, la membrane axonale  n’est 

pas marquée. De plus, on remarque que le contenu de ces axones ainsi que leurs dilatations, 

sont immunopositifs à l’AQP-4. Ce marquage semble être localisé au niveau des membranes 

des granules denses (figure 35B et D).   

Après stimulation osmotique, l’expression de l’AQP-4 est toujours visible au niveau des 

contacts glie-neurone, que ce soit au niveau des corps cellulaires (figure 36A et B) ou des 

prolongements des pituicytes (figure 37A et B).  Toutefois, cette expression apparaît variable . 

Elle semble  beaucoup plus forte, au niveau de certains ces prolongements (figure 37C et D). 

De plus, les fibres axonales qui contactent ces pituicytes sont  marquées à l'intérieur mais 

leurs membranes ne le sont pas (figures 36 et 37A et B).  

 

Dans l’environnement perivasculaire, les terminaisons nerveuses sont très nombreuses 

et immunomarquées à l’AQP-4 (figures 38A et B). Chez la souris normalement hydratée, 

l’expression de l’AQP-4 est surtout localisée au niveau des prolongements de pituicytes, en 

particulier, ceux qui contactent les terminaisons nerveuses (figures 38C et D). A ce niveau, le 

contenu des terminaisons des neurones magnocellulaires sont marquées à l’AQP-4 alors que, 

l’endothélium n'en présente pas (figures 38B et D).   

Au fort grossissement, on a observé aussi, une expression de l’AQP-4 dans la membrane 

terminale de certaines terminaisons nerveuses et d'autres pas. Celles qui sont marquées sont 

riches en granules de sécrétion et sont placées contre la lame basale parenchymateuse (figures 

39A, B, C et D).  

On a remarqué aussi, la présence de terminaisons nerveuses, plus fines et marquées à l’AQP-4 

(figure 39D). Ces dernières, sont espacées les unes des autres. 

    

Chez l’animal, en surcharge saline, on remarque toujours, l’expression de l’AQP-4 dans les 

terminaisons nerveuses (figure 40A). Cependant, ce marquage est plus fort dans les 

terminaisons nerveuses qui contactent la lame basale parenchymateuse (figures 40A et B). Au 

contraire, il est réduit dans les terminaisons qui occupent l’espace perivasculaire (figures 40C 

et D). On remarque, aussi que ces terminaisons sont exceptionnellement dilatées (figure 40D).  

Par ailleurs, on remarque aussi, la dilatation de l’endothélium vasculaire et l’expression de 

l’AQP-4 qui apparaît au niveau de ce tissu, en particulier, au niveau des vésicules de 

trancytose (Figure 40B). 

 

Au fort grossissement, on observe plus de détails sur l’expression de l’AQP-4, au niveau des 

terminaisons nerveuses, en particulier, au niveau de leurs contacts avec la lame basale 

parenchymateuse (figure 41A). Ainsi, chez l’animal en condition normale d’hydratation, la 

membrane terminale apparaît plus marquée au niveau des terminaisons externes, comparées à 

celles des terminaisons internes, par rapport à l’espace perivasculaire. Il est aussi intéressant 



 

 

 

de remarquer que les terminaisons voisines, sont étroitement en contact les unes avec les 

autres. Les granules de secrétions denses et les microvésicules sont également marqués à 

l’anticorps anti-AQP-4. Cependant, les vésicules claires semblent moins immunréactives à cet 

anticorps.  

  



 

 

 

DISCUSSION 

 

I-Distribution des neurones magnocellulaires à AVP et à OT, au niveau du 

système hypothalamo-neurohypophysaire et effets de la surcharge saline: 

 

Par des immunodétections de l'AVP et de l'OT, caractérisant les neurones 

magnocellulaires, nous avons montré que les NSO de la souris présentent une architecture 

différente comparée  à ceux du rat (Swaab et al., 1975 ; Vandesande and Dieerickx, 1975). En 

effet, ces noyaux sont aplatis dans la région rostrale, atteignant leur extension maximale, dans 

la région médio-caudale ou ils deviennent très allongés et s’étendent dorso-latéralement au 

chiasma optique.  

Nous avons, par ailleurs, comparé la distribution des NMCs à AVP et à OT dans les noyaux 

hypothalamiques (NSO et NPV) et dans la neurohypophyse (éminence médiane et lobe 

nerveux hypophysaire), chez la souris normalement hydratée et la souris stimulée 

osmotiquement par une surcharge saline.  

Dans les NSO de la souris nous avons remarqué la forte prédominance des neurones 

vasopressinergiques par rapport aux neurones ocytocinergiques. En effet, les neurones à AVP 

sont largement distribués dans la région médiane et postérieure de ces noyaux alors que les 

neurones à OT sont plutôt restreins dans la région antérieure.Des résultats similaires sur la 

distribution de ces deux populations de neurones magnocellulaires, ont été rapportés, chez la 

même souche de souris (C57BL6) (Sharif-Naeimi et al., 2008). Ces résultats confortent la 

forte prédominance des neurones à AVP, qui représentent 77% chez cette espèce  contre 

seulement 69%  chez le rat wistar (Swaab et al., 1975).  

La comparaison de l’expression de l’AVP et de l’OT, dans les NSO, entre la souris 

normalement hydratée et la souris stimulée osmotiquement par surcharge de sel, montre une 

augmentation de l’expression, plus importante pour les neurones à AVP, après stimulation. 

Dans les NPV la subdivision des neurones magnocellulaires révèle la prédominance des 

neurones à AVP dans la région latérale et celle des neurones à OT dans la région médiane. 

Après stimulation osmotique il semble que l’AVP et de l’OT augmentent dans les NMCs. 

Dans le lobe nerveux de l’hypophyse, nous avons localisé la prédominance de 

l’expression de l’AVP dans la région centrale, alors que l’expression de l’OT est plutôt 

concentrée à la périphérie. Cette  distribution a été précédemment décrite chez la souris 

(Castel and Hochman, 1976; Zhang et al., 2002) et le rat (Van Leeuwen and Swaab, 1977; 

Van Leeuwen et al., 1979). Ces résultats nous ont permis de localiser les projections des 

axones des neurones magnocellulaires.  

Après une surcharge saline il semble que l’AVP et l’OT augmentent dans la partie centrale et 

périphérique du lobe nerveux hypophysaire, respectivement.  

Par conséquent, nos résultats montrent une augmentation de l’expression de l’AVP et l’OT, 

aussi bien dans les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV), que dans le lobe nerveux de 

l’hypophyse. Ces résultats sont en accord avec ceux rapportés par d’autres travaux, dans notre 

équipe, chez la souris Balb/c et dans les mêmes conditions expérimentales (Benabdesselam et 



 

 

 

al., 2010). Ces travaux ont rapporté les résultats de la quantification de l’expression de la 

vasopressine, dans les NSO, NPV et la neurohypophyse, dans les deux conditions 

expérimentales, montrant une augmentation significative du taux d’AVP, dans toutes ces 

structures, après stimulation osmotique. Cette augmentation a été appuyée par la présence, par 

hybridation in-situ, d'importants taux de ARNm de l'AVP.  

Par conséquent, tous ces résultats témoignent de la réponse du système hypothalamo-

neurohypophysaire et son comportement face à la stimulation osmotique, par ingestion d’une 

solution salée, pendant huit jours. En effet, la synthèse et la sécrétion de la vasopressine et de 

l’ocytocine sont principalement contrôlées par l’osmolarité, ainsi que par le volume 

plasmatique (  Robertson, 1995 ; Robertson and Berl, 1996 ; Kakiya et al., 2000; Kondo et al., 

2004). Par conséquent toutes ces réponses traduisent la sensibilité de ce système et son 

adaptation physiologique à ces conditions d’hyperosmolarité chez la souris.  

 

Au niveau de l’éminence médiane, le marquage immunohistochimique de l’AVP et de 

l’OT nous a permis de localiser les axones des neurones magnocellulaires, au niveau de la 

zone interne, proche de la couche épendymaire. Les résultats obtenus montrent que 

l’expression de l’AVP est plus intense que celle de l’OT, chez la souris normalement 

hydratée. Après stimulation osmotique on remarque une diminution du marquage, en 

particulier pour l’AVP, dans l’éminence médiane interne.  

Ce résultat traduit probablement une mobilisation des hormones en stock et leur sécrétion 

dans le lobe nerveux de l’hypophyse. No résultats ne concordent pas avec ceux rapportés par 

Dorbani-Mamine et collaborateurs (1998) qui ont rapporté que que chez le rat stimulé par une 

privation d'eau de six jours, les axones des neurones vasopressinérgiques, au niveau de 

l'éminence médiane développaient de larges dilatations dans lesquelles sont stockés les 

granules de sécrétion. Ces dilatations axoniques servent aussi au stockage de l'ARNm de la 

vasopressine (El Madjoubi et al., 1986).  

 

II-Expression de l’AQP-4 dans les noyaux supraoptiques et paraventriculaires de 

l’hypothalamus et les effets de la stimulation osmotique: 

 

Nos résultats montrent une forte et large expression de l’AQP-4 au niveau de l’axe 

hypothalamo-neurohypophysaire. En effet, cette expression est localisée, en amont, au niveau 

des noyaux hypothalamiques (NSO, NPV), ou sont regroupés les corps cellulaires et les 

dendrites de la grande majorité des neurones magnocellulaires. A ces niveaux, a lieu la 

synthèse des neuropeptides, AVP et OT et  aussi, la détection et l’intégration des 

informations.   

Au niveau des NSO, l’expression de l’AQP-4, est plus intense comparativement, au tissu 

nerveux qui les entoure. Cette expression est hétérogène. Elle est généralement diffuse, à 

l’exception de la lame gliale ventrale (LGV), où cette expression est plutôt dense.  



 

 

 

Dorsalement, dans la région somatique des NSO, l’AQP-4 est surtout bien localisée autour 

des capillaires sanguins et autour des neurones magnocellulaires. Le double marquage de 

l’AQP-4 et de la GFAP, a permis de localiser l’AQP-4 au niveau des prolongements des 

astrocytes marqués à la GFAP, qui entourent à la fois les vaisseaux sanguins et les neurones 

magnocellulaires. Nous n'avons cependant pas observé de marquage de l’AQP-4, au niveau 

des neurones magnocellulaires et des cellules endothéliales.  

Au niveau de la LGV, l’AQP-4 serait localisée principalement, au niveau des corps cellulaires 

des astrocytes. 

Au niveau des NPV, la distribution de l’expression de l’AQP-4 ressemble à celle décrite dans 

les NSO. En effet, là aussi l’AQP-4 est surtout localisée au niveau des astrocytes et de leurs 

prolongements qui entourent les vaisseaux sanguins et les neurones magnocellulaires. De 

plus, l’AQP-4 est fortement exprimée au niveau des cellules épendymaires du troisième 

ventricule. Cependant, là aussi, ni les neurones ni les cellules endothéliales n’apparaissent 

marqués à l’AQP-4. Par ailleurs, il est difficile de préciser si les astrocytes, qui entourent 

aussi, les neurones parvocellulaires, sont marqués à l’AQP-4.  

Par conséquent, dans les noyaux hypothalamiques (NSO et NPV), l’expression de l’AQP-4 

est principalement localisée au niveau des astrocytes et représente un marquage qui englobe 

les corps cellulaires et les prolongements des astrocytes. Ces résultats sont en accord avec la 

bibliographie, notamment chez le rat (Nielsen et al., 1997; Badaut et al., 2000; Venero et al., 

1999 ; 2001) et chez la souris (Frigeri et al, 2001; Amiry-Moghaddam et al., 2004 a; b). 

En effet, la plupart de ces travaux rapportent une expression de l’AQP-4, généralement gliale, 

spécifiquement au niveau des astrocytes et s’accordent sur le fait que les neurones 

n’expriment pas ce type d’AQP.  

Ainsi, les travaux de Nielsen et ses collaborateurs (1997), menés sur les organes 

osmosensibles, comme le noyau sous fornical (SFO), NSO et NPV, ont montré sur la base des 

résultats obtenus par la technique d’ immunocytochimie et de localisation des particules d’or, 

une forte expression de l’AQP-4 au niveau des lames gliales, comme la lame gliale des NSO. 

A ce niveau, l’expression de l’AQP-4 est plus intense mais se limite aux seuls domaines 

membranaires qui contactent les éléments nerveux, tels les dendrites et les axones. Tout 

comme dans nos résultats, ces auteurs rapportent que les éléments nerveux ne sont jamais 

marqués. Cette expression particulière de l’AQP-4 dans ces noyaux, conforte dans une 

implication spéciale de ces lames gliales, dans les adaptations rapides aux changements de 

l’osmolarité du milieu extracellulaire (capture d'eau et d'ions).  

L’expression de l’AQP-4 dans des régions du cerveau, plus sensibles que d’autres aux 

variations de l’osmolarité (osmosensibles), a suscité de nombreux travaux de recherche. 

Parmi, ces structures nerveuses, on peut citer, les organes circumventriculaires , en particulier 

l’organe sous fornical (SFO), les noyaux hypothalamiques ( NSO, NPV), le noyau supra 

chiasmatique et les noyaux arqués.  (Jung et al., 1994 ; Nielsen et al., 1997; Badaut et al 

2000; 2002 ; Frigeri et al., 2001; Venero et al, 1999; 2001; Nagelhus et al., 2004).  



 

 

 

 

A l’échelle ultrastructurale, il a été remarqué une forte immunoréactivité de l’AQP-4 

au niveau des prolongements d’astrocytes, qui entourent les neurones magnocellulaires 

(expression perineuronale) et des prolongements qui forment les limitantes gliales, «glial 

lamellae» (Badaut et al., 2000; Nielsen et al., 1997). Cependant, cette expression diminue au 

contact des axones, des dendrites et des jonctions intercellulaires. Cette distribution spécifique 

de l’AQP-4, au niveau des astrocytes, suggère que ces canaux hydriques, impliqueraient ces 

cellules gliales dans l’osmoreception centrale. En effet, grâce à ces canaux, les astrocytes 

seraient capables de réagir rapidement aux variations de l’osmolarité du milieu extracellulaire 

(Nielsen et al., 1997, Wells 1998).   

Par ailleurs, dans le SNC, il est suggéré d’autres fonctions de l’AQP-4, tel que le contrôle du 

volume et de l’homéostasie du milieu extracellulaire (références). En effet, compte tenu du 

rôle clef des astrocytes  dans le contrôle de la composition du milieu extracellulaire et de son 

importance pour le bon déroulement de l’activité neuronale, il est vraisemblable que l’AQP-4 

y participe efficacement. Par ailleurs, il a été souvent rapporté, dans la bibliographie, la 

coexpression de l’AQP-4 et du Kir-4 (canal potassique), au niveau des cellules gliales 

(astrocytes et cellules de Müller) (Nagelhus et al., 1999; Kofuji et Newman, 2004; Nagelhus 

et al., 2004;). Cette co-expression traduit une collaboration entre ces deux canaux 

membranaires, dans l’effet tampon sur le potassium et sur le contrôle de l’homéostasie 

hydrominérale. Ainsi, le potassium accumulé dans le milieu extracellulaire est rapidement 

récupéré par la cellule gliale suite à un contrôle par un flux d’eau à travers les AQPs, ce qui a 

pour conséquence, de rétablir les conditions d’excitabilité nerveuse (Nagelhus et al., 2004).  

 

L’expression de l’AQP-4 que nous avons montré autour des somas des neurones 

magnocellulaires, au niveau des NSO et NPV, traduit aussi, le rôle potentiel de ce canal, dans 

la transduction rapide du signal nerveux (Verkman, 2005). 

Par ailleurs, d’autres cellules, que les astrocytes, expriment aussi l’AQP-4, mais de manière 

moins importante, dans le cerveau. Il s’agit des cellules épendymaires bordant les ventricules 

(Frigeri et al., 1995; 2001; Nielsen et al., 1997), et des cellules endothéliales (Nagelhus et al., 

1998; 2004; Amiry-Moghaddam et al., 2004). 

De plus, l’expression perivasculaire de l’AQP-4, a été communément rapportée, dans le 

système nerveux central et désigne l’expression au niveau des pieds astrocytaires 

périvasculaires («endfeet»).  

 

 

 



 

 

 

Cependant, d’autres travaux, basés sur l’hybridation in situ, ont confirmé l’expression de son 

ARNm au niveau des astrocytes mais de plus ils ont rapporté son expression au niveau des 

neurones ( Jung et al., 1994; Venero et al., 2001; Badaut et al., 2002). Ce dernier résultat est 

en contradiction avec les résultats précédents ( immunohistochimie) et les auteurs suggèrent 

que  cette différence serait attribuée à une faible expression de la protéine (AQP-4) dans les 

neurones, ce qui la rend difficile à la détection par cette technique (Venero et al., 2001; 

Badaut et al, 2002). Par conséquent, la non perception des marquages neuronaux 

hypothalamiques que nous avons obtenue serait probablement due au faible taux d'AQP-4 

exprimée par les neurones magnocellulaires.  

 

En plus d'être exprimée dans le SNC, l'AQP-4, dans le cerveau,  montre souvent une polarité 

remarquable au niveau de sa distribution. Ainsi, elle est fortement exprimée au   niveau des 

pieds d’astrocytes, bordant les surfaces piales («subpial») et vasculaires. Ces surfaces 

représentent des sites privilégiés pour les mouvements d’eau (Nielsen et al., 1997; Rash et al., 

1998).  Cette distribution a permis d’envisager, dans un premier temps, un rôle potentiel de 

l’AQP-4 dans le contrôle de la barrière hémato-encéphalique, dans son développement ainsi 

que dans le maintien de son intégrité ( Nicchia et al. 2004; Amiry-Moghaddam et al., 2004).  

 

Dans le cerveau, il a été rapporté, selon certains auteurs, la co-expression de l’AQP-4 et 

l’AQP-9 au niveau des astrocytes, au niveau des noyaux hypothalamiques (NSO et NPV) 

chez le rat (Badaut et al., 2000 a; b; 2002) et chez la souris (Badaut et al., 2004). Cependant, 

alors que l’expression de l’AQP-4 rapportée, par la littérature, est souvent gliale, l’expression 

de l’AQP-9 est localisée au niveau des neurones, tels que les neurones parvocellulaires des 

NPV et les neurones catécholaminergiques du cortex, (Badaut et al., 2004).  

L’expression de l’AQP-9 au niveau des neurones a permis de postuler à d’autres rôles des 

AQPs, dans le cerveau. Ainsi, ces neurones, qui expriment l’AQP-9 et qui ne sont pas 

forcément impliqués dans le mécanisme d’osmorégulation, semblent plutôt intervenir dans le 

contrôle du métabolisme énergétique (Badaut et al., 2004). En effet, contrairement à l’AQP-4 

qui transporte exclusivement l’eau (aquaporine), l’AQP-9 est capable de transporter en plus, 

d’autres métabolites tels que le glycérol et les monocarboxylates (aquaglyceroporines), ce qui 

laisse suggérer que ces neurones utilisent ces canaux pour faciliter la diffusion de ces 

substrats énergétiques. 

 

Après stimulation osmotique, l’expression de l’AQP-4 augmente en général, dans les 

NSO. Elle devient plus importante, au niveau de la lame gliale ventrale, simultanément à une 

augmentation de l’expression de la GFAP. De plus, l’expression de l’AQP-4, autour des 

neurones magnocellulaires et autour des vaisseaux sanguins, augmente.  

Au niveau des NPV, la surcharge saline induit aussi, une augmentation de l’expression de 

l’AQP-4, à la fois dans les régions perivasculaires et perineuronales.  



 

 

 

D’autres travaux se sont intéressés, aux conséquences de différents stress hyperosmotiques, 

comme les solution de manitol ou de sorbitol à 3% et de NaCl à 0,4%, sur l’expression des; 

AQP-4 et AQP-9. Dans tous les cas, les résultats obtenus montrent une augmentation de 

l’expression  de l’AQP-4 et de l’AQP-9, au niveau des astrocytes en culture et du cortex 

cérébral chez le rat (Arima et al., 2003). Par ailleurs, l’analyse quantitative de l’ARNm de 

l’AQP-4 a montré une augmentation de son expression, dans l’hypothalamus de poulet, suite 

à une déshydratation, par privation d’eau (Saito et al., 2005).    

Par conséquent, ces résultats proposent et renforcent l’hypothèse selon laquelle, l’AQP-4 

serait impliquée dans l’osmoreception centrale.   

 

III-Expression de l’AQP4 au niveau de la neurohypophyse et les effets de la 

surcharge saline : 

 

La neurohypophyse, qui comprend l’éminence médiane  et le lobe nerveux 

hypophysaire, représente le  site de projection des  noyaux hypothalamiques. A ce niveau les 

neurones magnocellulaires, peuvent stocker ou libérer, les neurohormones, l’AVP et l’OT, 

dans la circulation générale.   

Les résultats obtenus sur l’expression de l’AQP-4, au niveau de l’éminence médiane, qui 

représente à la fois, un lieu de stockage et parfois, de libération des neurohormones, montrent 

une forte expression de l’AQP-4. Cette expression est surtout localisée dans l’éminence 

interne où sont projetés les axones des neurones magnocellulaires. De plus la distribution de 

l’AQP-4 dans cette zone, est corrélée à celle de la GFAP qui caractérise les deux types de 

tanicytes, épendymaire et astrocytaire. Les tanicytes astrocytaires envoient des expansions 

très longues qui entourent les vaisseaux sanguins et aussi se dirigent vers l’éminence médiane 

externe. L’autre type de tanicytes,  les ependymaires, envoient aussi, des expansions plus 

courtes, qui traversent la couche épendymaire. Toutes ces expansions sont marquées à  

l’AQP-4. Dans la paroi du troisiéme ventricule, les cellules ependymaires expriment 

également l’AQP-4. Ainsi, l’AQP-4 serait exprimée au niveau des tanicytes et des 

ependymocytes, dans la couche interne de l’éminence médiane. Au contraire, la couche 

externe ne présente pas de marquage, à l’exception de sa surface externe, riche en vaisseaux 

sanguins du système porte hypophysaire. Cette expression serait celle des membranes piales, 

qui expriment fortement l’AQP-4.  

Ces résultats sont en accord avec ceux établis chez le rat (Frigeri et al., 1995a; b). Ces 

résultats ne font pas l’unanimité, au contraire ils s’opposent à d’autres observations, 

notamment, les résultats de Badaut et collaborateurs (2002). En effet, selon  ces derniers 

auteurs, l’expression de l’AQP-4 est absente au niveau des tanicytes et serait présente, 

seulement, au niveau des membranes apicale et latérale des cellules épendymaires.   

Cependant, aucun résultat n’a été rapporté sur l’expression de l’AQP-4, au niveau des axones 

des neurones magnocellulaires. Il faut reconnaître, qu’il est difficile d’identifier, le marquage 

de l’AQP-4, autour des axones des neurones magnocellulaires, qui sont regroupés dans la 



 

 

 

couche interne de l’EM. Par conséquent, il serait donc intéressant d’envisager d’explorer cette 

expression, à l’échelle de la microscopie électronique.  

 

La recherche de la distribution de l’AQP-4 dans le lobe nerveux de l’hypophyse 

représente une approche originale. D’une part, parce que peu de travaux ont été publiés sur le 

sujet et d’autre part, sa nature nerveuse et sa fonction neuroendocrine. Ainsi son origine 

embryonnaire nerveuse, va nous permettre de le comparer aux autres composants de l’axe 

hypothalamo-neurohypophysaire (les noyaux hypothalamiques et l’éminence médiane). Ce 

lobe se distingue des autres parties de l’axe hypothalamo-neurohypophysaire en étant placer 

en dehors de la barrière hémato-encéphalique. Enfin, il est le siège de la neurosecrétion; là ou  

les terminaisons des neurones magnocellulaires libèrent les neurohormones dans le sang.  

Par conséquent, l’étude de la distribution de l’AQP-4 dans le lobe nerveux de 

l’hypophyse, permet une nouvelle approche morpho-fonctionnelle. Les résultats sur 

l’expression et la distribution de l’AQP-4  dans le lobe nerveux de l’hypophyse, par 

immunofluorescence,  montrent que ce canal est fortement exprimé dans le lobe nerveux alors 

qu’il est absent dans le lobe intermédiaire, à l’exception d’un marquage limité à la surface de 

ce lobe et qui correspond, à la paroi de la poche de Rathke résiduelle. 

Le marquage de l’AQP-4 dans le lobe nerveux est codistribué partiellement avec la GFAP, 

surtout dans la région périphérique. Ce marquage est donc,  au niveau des pituicytes. De plus, 

d’autres cellules expriment à la fois la GFAP et l’AQP-4, et qui bordent le lobe intermédiaire. 

Il s’agit de cellules gliales, les cellules folliculo-stellaires.   

L’exploration de l’expression des aquaporines dans l’hypophyse est un sujet récent. En effet, 

ce n’est qu’en 2007, que les premiers travaux sont publiés par Kuwahara et ses collaborateurs. 

Cette équipe, a pour la première fois identifié les différents types d’AQP dans l’hypophyse de 

rat. Ainsi, sur les neuf types (AQP1à 9) recherchés, par RT-PCR et par immunohistochimie, 

seuls quatre sont présents c’est l’AQP-1, AQP-3, AQP-4 et l’AQP-5.  

Actuellement, des travaux commencent a être publiés sur la distribution de l’AQP-4, dans 

l’hypophyse et en particulier chez le rat (Kuwahara et al., 2010; Pocsai et al., 2010).  

Nos résultats rapportent la même distribution de l’AQP-4, chez la souris comparée au rat 

(Pocsai et al., 2010).    

Nous avons mis en évidence, pour la première fois, la distribution subcellulaire, de 

l’AQP-4, dans le lobe nerveux de l’hypophyse, à la technique d'immunoperoxydase,  

(Mesbah-Benmessaoud et al., 2011).  

 

 

 



 

 

 

Ces résultats montrent de façon originale, une double distribution de l’AQP-4; au niveau des 

pituicytes et au niveau des axones et des terminaisons nerveuses.  

Au niveau des pituicytes, nous avons montré que l’AQP-4 est localisée au niveau des corps 

cellulaires et des prolongements. Ce marquage est souvent, plus intense au niveau des 

contacts synaptoides, entre les membranes du pituicyte et celle des fibres ou des terminaisons 

nerveuses. La membrane de ces dernières apparait non marquée. Ainsi, l’expression de 

l’AQP-4, au niveau de ces contacts neurogliaux, est nouvelle. En effet, ce marquage 

spécifique n’apparaît pas, dans les structures hypothalamiques, comme les NSO, observées 

après marquage aux particules d’or (Nielsen et al., 1997).  

Si les membranes des terminaisons nerveuses en contact avec les prolongements pituicytaires 

ne sont pas marquées, celles qui contactent la lame basale parenchymateuse présentent une 

membrane terminale fortement immunoréactive à l’AQP-4. De plus, la membrane des 

granules denses et celle des microvésicules, dans les axones et les terminaisons nerveuses, 

montrent aussi un marquage de l’AQP-4. Cette présence granulaire ou vésiculaire de l'AQP-4 

est similaire à celle de l’AQP-1 dans la membrane des granules du pancréas exocrine (Cho et 

al., 2002) et de la glande parotide salivaire (Matsuki et al., 2005). De même, plus récemment, 

les travaux de Arnatouva et collaborateurs, (2008), ont également retrouvé de l’AQP-1 au 

niveau de la membrane des granules de sécrétion, à cœur dense des cellules endocrines des 

lobes antérieur, intermédiaire et nerveux de l’hypophyse de bovins. De plus ces travaux, ont 

démontré que l’AQP-1 joue un rôle important dans le maintien et le contrôle de la fonction de 

sécrétion et dans la biogenèse de ces granules. De plus, il a été rapporté  que ces granules 

diminuent de taille et leur contenu subit une condensation durant la phase de maturation. Ces 

phénomènes sont accompagnés de sortie d’ions et d’eau (Wong et al., 1991). Il a été démontré 

aussi, que durant l’exocytose, l’eau entre dans les granules de sécrétion, ce qui provoque leur 

dilatation (Cho et al., 2002).  

Par conséquent, l’expression des AQPs dans les granules de sécrétion, serait responsable de la 

sortie de l’eau, durant le processus de maturation des granules alors que son entrée permet la 

dilatation de ces granules durant leur exocytose.  

 

A partir de ces résultats, on peut déduire par extrapolation, que nos résultats sur 

l’expression de l’AQP-4 au niveau des granules à cœur dense et des microvésicules, dans les 

terminaisons nerveuses, pourrait traduire les mêmes fonctions, à savoir la maturation des 

granules d’une part et l’exocytose de ces granules et celle des microvésicules, d’autre part. 

Nous suggérons, sur la base des résultats originaux obtenus, que l'expression de l’AQP-4, 

dans le lobe nerveux de l’hypophyse pourrait traduire un nouveau rôle de l’AQP-4 inhérent à 

la neurosecrétion et sa régulation.   

 

 La famille des dystrophines, en particulier la Dp 71 ainsi que les protéines associées 

au complexe des dystrophines (DAPC) comme les syntrophines, sont rapportées pour être des 



 

 

 

molécules clés responsables de l’ancrage et l’agrégation des canaux hydriques type AQP-4 et 

aussi du  canal potassique, Kir-4, au niveau des pieds astrocytaires bordant les surfaces 

vasculaires et piale du cerveau (Frigeri et al., 2001, Neely et al., 2001; Amiry-Moghaddam et 

al., 2004) et les cellules de  Müller au niveau de la rétine (Nagelhus et al. 1999 ; Kofuji and 

Connors 2003 ;  Kofuji and Newman, 2004 et  Sene et al., 2009). En effet, ces travaux 

s’accordent , en majorité, à dire que les domaines qui expriment fortement l’AQP-4 («pieds» 

perivasculaires), expriment aussi, certaines isoformes de la famille des dystrophines, en 

l'occurrence, la Dp71 et également certaines protéines  du complexe des protéines associées 

aux dystrophines, comme l’α-syntrophine, le β-dystroglycane et les dystrobrévines (Kofuji 

and newman, 2004; Amiry-Moghaddam et al., 2004).  

Pour conforter le rôle joué par les dystrophines dans la distribution et le fonctionnement de 

l'AQP-4, certains travaux, chez la souris mdx, déficiente en Dp427, ont signalé des 

perturbations, à différents niveaux, attribuées à l’absence des dystrophines ( Frigeri et al., 

2001). En effet, ces auteurs ont remarqué en utilisant des méthodes de quantification et 

d'immunocytochimie, une importante réduction du taux d’AQP-4 (70%), au niveau de la 

fraction des membranes, récupérées à partir du cortex cérébral. Cette réduction est 

accompagnée d’une manifestation morphologique, assez spectaculaire, qui se traduit par  la 

dilatation des pieds astrocytaires périvasculaires. Cet aspect traduit habituellement, en 

pathologie, la mise en place d’un œdème cérébral (Frigeri et al., 2001). Ainsi, ces résultats 

montrent que l’absence des dystrophines provoque une perturbation des processus de 

recrutement et d’assemblage de l’AQP-4 et donc de l’homéostasie hydrominérale.  

  



 

 

 

CONCLUSION 

L’analyse morphologique montre une distribution ubiquitaire de l'AQP-4, au niveau de 

l’axe hypothalamo-neurohypophysaire, de la souris. En effet, l’AQP-4 est retrouvée dans les 

noyaux hypothalamiques (NPV et NSO), dans l’éminence médiane et dans le lobe nerveux 

hypophysaire. 

Au niveau des NSO et des NPV, l’AQP-4 est localisée principalement au niveau des 

astrocytes. Elle est présente à la fois, au niveau des corps cellulaires et des prolongements 

gliaux. L'expression de cette protéine est plus spectaculaire autour des vaisseaux sanguins et 

des neurones magnocellulaires. De plus, la lame gliale ventrale (LGV), dans les NSO et les 

cellules ependymaires dans les NPV, expriment fortement l’AQP-4. 

Cette distribution pourrait traduire d’une part, l’implication de l’AQP-4, dans 

l’homéostasie hydroélectrolytique et le contrôle du volume cérébral et d’autre part, son 

intervention dans l’osmosensibilité interne, des noyaux hypothalamiques et en particulier, des 

NSO. 

La distribution de l’AQP-4 dans les prolongements des astrocytes, bordant à la fois les 

vaisseaux sanguins et les neurones magnocellulaires, conforte cette hypothèse. En effet, ces 

canaux osmosensibles pourraient intervenir à la fois dans la réception de l’information 

(variation de l’osmolarité), facilitée par leur proximité avec les vaisseaux sanguins mais de 

plus, ils seraient responsables de la transmission de ce signal aux neurones magnocellulaires.  

La forte expression de l’AQP-4, au niveau de la LGV des NSO et dans la partie interne de 

l’éminence médiane, semble impliquer ces canaux dans la transduction du signal au niveau 

des dendrites et des axones des neurones magnocellulaires. 

Au niveau du lobe nerveux de l’hypophyse, la distribution de l’AQP-4 est aussi gliale 

et concerne les pituicytes. Elle est fréquente au niveau des contacts neuro-gliaux, impliquant 

la membrane des corps cellulaires et des prolongements de pituicytes qui contactent les 

axones des neurones magnocellulaires. Ces contacts de type "synaptoïdes" seraient impliqués, 

à ce niveau, dans l’osmosensibilité de ce lobe, comme pour le reste du système hypothalamo-

neurohypophysaire.   

Par ailleurs, l’augmentation de l’expression de l’AQP-4, suite à la stimulation osmotique 

(boisson d’eau salée, pendant huit jours), au niveau hypothalamique et du lobe 

neurohypophysaire, conforte cette hypothèse.  

Par ailleurs, nous avons montré pour la première fois la présence exceptionnelle de 

l’AQP-4 au niveau de la membrane des terminaisons des neurones magnocellulaires, qui 

contacte la lame basale endothéliale. Cette expression suggère une nouvelle fonction 

neuroendocrine de ce canal, dans le lobe nerveux de l’hypophyse. 

Cette distribution de l’AQP-4 rappelle celle décrite au niveau des pieds astrocytaires 

perivasculaires, dans différentes régions du cerveau. A ce niveau l’expression de l’AQP-4 

concerne la membrane des prolongements d’astrocytes, qui contactent la lame basale des 



 

 

 

vaisseaux sanguins. Cette expression suggère l’implication de l’AQP-4 dans le contrôle et 

l’intégrité de la barrière hémato-encéphalique.   

Nous avons montré aussi, pour la première fois, la présence de l’AQP-4 au niveau des 

granules de sécrétion et des microvésicules, contenus dans les fibres et les terminaisons 

nerveuses, des neurones magnocellulaires. Cette expression originale, est favorable à 

l’implication de l’AQP-4 dans les processus neurosécrétoires. En effet, l’expression de 

l’AQP-4 est d’autant plus importante que les granules de neurosecrétion et les microvésicules 

sont nombreux. Après stimulation osmotique, le nombre de ces granules diminue dans les 

terminaisons nerveuses des neurones magnocellulaires et simultanément, on remarque une 

dilatation de ces dernières. Par conséquent, l’AQP-4 pourrait intervenir dans le contrôle du 

volume, responsable de la dilatation des terminaisons nerveuses des neurones 

magnocellulaires, observée en réponse au stimulus osmotique. De son côté, l’expression de 

l’AQP-4 au niveau de la membrane des granules de neurosécrétion, serait responsable du 

stockage et/ou de la sécrétion de leurs produits.  

En se basant sur le modèle hypothétique proposé pour la distribution des dystrophines et des 

DAPs (Benabdesselam, 2010), et qui a permis de suggérer différents modèles hypothétiques 

du complexe des dystrophines, selon le type cellulaire où sont exprimés ces protéines du 

cytosquelette et selon leur environnement chez la souris étudiée, nous nous proposons de faire 

un complément, en exploitant nos résultats, sur la distribution de l’AQP-4, au niveau de l’axe 

hypothalamo-neurohypophysaire (figure 42).  

 

Ainsi, les résultats obtenus et au vu de leur originalité, ouvrent de nombreuses 

perspectives.  

Pour étayer l'idée de l'implication des dystrophines et de leurs protéines associées (DAPs), 

dans la distribution et le regroupement de l'AQP-4, au niveau de l'axe hypothalamo-

neurohypophysaire, nous nous proposons de faire une étude d'immunodétection par 

immunohistochimie en double marquage dans des conditions normales et de déshydratation.  

Nous nous proposons de rechercher la ou les isoformes de dytrophines qui sont 

préférentiellement liée(s) à l'AQP-4 ainsi que le niveau cellulaire de leur expression gliale 

(corps cellulaire, expansions périvasculaire, expansions périneurale) ou neuronale.  

Cette étude serait complétée par une étude utilisant des souris mutantes ou transgéniques en 

dsytrophines pour d'une part, suivre la distribution des AQP-4 dans le système hypothalamo-

neurohypophysaire et d'autre part, vérifier leur réponse cellulaire au stress hydrique. 

La quantification des mRNA de l'AQP-4 est aussi un projet d'étude chez les souches 

transgéniques en dystrophines normalement hydratées ou déshydratées en comparaison avec 

les souches fond génétique respectives 
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cAMP Adenosine Monophosphate Cyclique 

CAMs Cellular Adhesion Molecules 

CCK Cholecystokinin 

CO Chiasma Optique 
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