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1. Brain Derived Neurotrophic Factor 

(BDNF) 

1.1. Généralités 

1.1.1.  Les neurotrophines 
 

La diversité cellulaire du système nerveux trouve son origine dans l’action 

de différents processus de différenciation, de maturation et de migration cellulaire, 

ainsi que dans la synaptogenèse. L’ensemble de ces processus sont possibles en 

partie grâce à des facteurs neurotrophiques, c'est-à-dire grâce à des protéines qui 

contrôlent la survie et la fonctionnalité́ de populations spécifiques de neurones. 

Ces facteurs neurotrophiques sont groupés dans la superfamille des 

neurotrophines. 

En 1953, travaillant sur un sarcome de souris transplantée à proximité des 

ganglions de la moelle épinière d’un poulet en développement in ovo, R. Levi-

Montalcini et V. Hamburger ont découvert la sécrétion d’un facteur soluble 

favorisant la survie et le développement des fibres neuronales sympathiques. Par 

la suite, des études in vitro réalisées par Stanley Cohen ont permis d’isoler ce 

facteur qui était d’un poids moléculaire relativement faible et de l’identifier 

comme un facteur de croissance des nerfs, le « Nerve Growth Factor » ou NGF. 

Cette découverte a alors ouvert un nouveau champ de recherche en neuroscience 

consacré à l’identification et à la description des facteurs dits neurotrophiques. 

Deux décennies après l’identification du NGF, un autre facteur neurotrophique fut 

isolé, le « Brain Derived Neurotrophic Factor » ou BDNF. Il fut initialement 

purifié à partir de cerveau de cochon, d’où son nom, et trouvé à une faible 

concentration puisque 1,5 kg de tissu cérébral était requis pour purifier 1 µg de 

BDNF (Barde et al., 1982). Similairement aux autres facteurs de croissance, le 

BDNF participe à la survie et à la différenciation de certaines populations 

neuronales. Depuis, 4 autres membres de la famille des neurotrophines ont été 

identifiés : NT3, NT4/5, NT6 et NT7. Ces 2 derniers ne sont pas exprimés chez 

les mammifères mais uniquement chez les poissons (Figure 1). Des études 

phylogéniques ont montré que deux duplications successives ont conduit à la 
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formation du NGF, NT3, BDNF et NT4/5. Une première duplication d’un gène 

ancestral des neurotrophines a donné deux gènes ancestraux intermédiaires qui ont 

eux-mêmes été dupliqués pour former respectivement d’un côté  NGF, NT3  et de 

l’autre BDNF, NT4/5. Ces duplications ont eu lieu avant la scission des poissons 

cartilagineux. Une duplication additionnelle apparue chez les poissons osseux 

pour donner NT-6 et NT-7 (Figure 1) (Hallböök, 1999). 

 

Figure 1. Evolution des Neurotrophines 

1.2. Brain Derived Neurotrophic Factor (BDNF) 
 

Le BDNF, découvert en 1982 par Barde (Barde et al., 1982), est la neurotrophine 

qui est la plus conservée parmi les différentes espèces (Hofer et al., 1990; 

Rosenthal et al., 1991) et la plus exprimée dans le cerveau de mammifère en 

développement et chez l’adulte. De nombreuses études ont également montré son 

implication dans différents mécanismes de plasticité synaptique (Gottmann et al., 

2009). Pour ces raisons, la suite de cette introduction sera focalisée sur le BDNF. 

 

Illustration schématique des relations phylogénétiques entre espèces montrant les différentes 

duplications génétiques des gènes codant pour les neurotrophines, d’après Hallböök, 1999. 
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1.2.1. Distribution 
 

Différents patterns d’expression de l’ARNm codant pour le BDNF ont été décrits 

dans les régions du cerveau au cours du développement post-natal, suggérant un 

gradient caudo-rostral dans l’expression du BDNF pendant le développement du 

cerveau ; ceci peut être mis en parallèle avec le développement du cerveau, lui 

aussi caudo-rostral, et suggère l’implication du gène du BDNF dans la 

prolifération et la différentiation neuronale. Chez l’adulte, le BDNF est 

particulièrement exprimé dans différentes zones du cerveau antérieur, en 

particulier l’hippocampe, l’amygdale et différentes zones du cortex. On le trouve 

aussi dans le clastrum, le noyau endopiriforme ou le cervelet (Ernfors et al., 1990; 

Wetmore et al., 1990). En outre, chez l’homme adulte, le BDNF a aussi été 

caractérisé en dehors du Système Nerveux Central (SNC) dans le cœur, les 

poumons et les muscles squelettiques (Hofer et al., 1990), les reins, la glande 

submaxillaire, les ovaires (Ernfors et al., 1990), la rétine (Scarisbrick et al., 1993) 

et les plaquettes (Leibrock et al., 1989). Finalement, chez le rat, on le trouve aussi 

au niveau de l’aorte (Scarisbrick et al., 1993). Son expression chez le rongeur 

augmente fortement après la naissance et ceci jusqu’à l’âge de 30 jours. Au-delà, 

les concentrations se stabilisent, continuent à augmenter ou diminuent selon la 

structure considérée (Figure 2).  

 

Figure 2. Expression du BDNF 

 

Coupe sagittale de souris pendant le développement post-natal avec hybridation in situ et niveau 

d’expression de BDNF, d’après l’institut Allen Brain Atlas. 
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1.2.2. Transcrit 
 

Le gène BDNF a été cartographié sur le chromosome 11 chez l’humain, sur le 

chromosome 2 chez la souris et sur le chromosome 3 chez le rat (Ozçelik et al., 

1991). Tous les gènes codant pour les neurotrophines ont une structure 

fondamentalement similaire mais, parmi toutes ces neurotrophines découvertes, la 

structure génomique du BDNF reste la plus complexe. Malgré le fait que la 

régulation de l'expression du BDNF rongeur et humain ait reçu une attention 

particulière au cours de la dernière décennie, la connaissance de l'organisation 

structurelle et de la régulation du gène BDNF n’a été bien caractérisée que 

récemment (Liu et al., 2005). Le gène rongeur du BDNF est composé d'au moins 

huit exons 5' non traduit et un exon 3' codant pour la protéine, et différents 

isoformes du transcrit sont exprimés par épissage des exons non codants et de 

l’exon codant (Figure 3) (Mallei et al., 2015). La structure complexe du gène 

BDNF permet une modulation des transcrits selon les différentes localisations 

cellulaires, dans des régions spécifiques du cerveau, et en réponse à des stimuli 

distincts (Baj et al., 2013; Musazzi et al., 2014). Il a été précédemment montré 

que les variants de l’ARNm du BDNF présentent une expression région 

spécifique en réponse à l'activation neuronale dans les trois compartiments 

subcellulaires: le soma (variants BDNF 1, 3, 5, 7, 8, 9a), l'extrémité proximale 

(BDNF 4) ou les dendrites distales (BDNF 2, 6), comportant ainsi comme un 

codage spatial (Baj et al., 2013; 2011). L'expression du BDNF peut également être 

modifiée par des modifications génétiques et épigénétiques, et y compris par des 

modifications post-traductionnelles. 
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Figure 3. Représentation schématique de l’épissage alternatif et de la transcription du gène 

BDNF de la souris 

1.2.3. Protéine BDNF 
 

1.2.3.1. Synthèse 

La protéine BDNF, qui partage avec les autres membres de la famille des 

neurotrophines de nombreuses caractéristiques structurelles, est d'abord 

synthétisée sous forme de précurseurs, les pré-proneurotrophines (240-260 acides 

aminés). 

  

Figure 4. Le préproBDNF 

La pré-proneurotrophine va ensuite être clivée afin de donner un peptide signal et 

la proneurotrophine. Cette forme immature du BDNF, d’environ 32 kDa 

(ProBDNF), est composée d’un pro-domaine et de la région mature, formées 

(A). gène et sites d’épissage. (B). Composition en exon des différents transcrits du BDNF, d’après 

Mallei, 2015. CDS, séquence codante. 

Composition de la préproneurotrophine : un peptide signal, un prodomaine de 112 acides aminés et 

un domaine mature de 119 acides aminés 
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respectivement de 112 et 119 acides aminés (Figure 4). Cette proneurotrophine 

doit être clivée afin d’obtenir une protéine homodimérique mature.  

1.2.3.2. Adressage 

Le BDNF est exprimé en préproneurotrophine qui est immédiatement clivée en 

proneurotrophine dans le réticulum endoplasmique (RE). Cette proneurotrophine 

va ensuite subir différentes modifications post-traductionnelles sur son trajet dans 

le réseau trans-golgien (TGN), avant de se retrouver dans les granules ou 

vésicules de sécrétions. Il existe au moins deux voies de sécrétion distinctes 

partant du TGN, l’une constitutive et l’autre régulée. La voie constitutive, 

présente dans tous les types cellulaires, est constituée de petites vésicules qui vont 

être transportées jusqu’à la membrane de la cellule sans mécanisme d’induction. 

Au contraire de la voie régulée, présente uniquement dans les cellules excitables 

et constituée de grosses vésicules à cœur dense qui vont fusionner avec la 

membrane de façon calcium-dépendante. L’adressage du proBDNF dans la voie 

de sécrétion constitutive ou régulée est déterminé alors par des séquences 

spécifiques présentes sur la protéine (Figure 5). A cet effet, il a été montré 

l’importance particulière du pro-domaine, puisque l’adressage du BDNF dépend 

d’un polymorphisme val66met dans le pro-domaine. Le val-BDNF emprunte la 

voie régulée tandis que le met-BDNF (présent chez 40% des humains) ne peut pas 

être libéré de façon activité-dépendante et emprunte uniquement la voie 

constitutive. Un récepteur d’adressage résidant du Golgi, la sortiline, interagit 

avec le pro-domaine pour orienter le BDNF vers la voie de sécrétion régulée. Il a 

d’ailleurs été montré que l’expression d’un dominant négatif de la sortiline 

entrainait une augmentation de l’adressage du proBDNF dans la voie constitutive 

(Z.-Y. Chen et al., 2005b). Une séquence additionnelle d’information, présente 

dans la portion mature et constituant un site de reconnaissance pour la 

carboxypeptidase E (CPE), semble agir de concert avec les informations 

d’adressage du pro-domaine. De plus, il a été montré que la délétion du gène CPE 

entrainait la perte de sécrétion du BDNF par la voie régulée dans les neurones 

hippocampiques et corticaux. Par conséquent, le domaine mature du BDNF 

contient également un motif essentiel pour l’adressage vers la voie de sécrétion 

activité-dépendante (Lou et al., 2005). De plus, la CPE est impliquée dans le 

transport des vésicules de BDNF le long des microtubules. En effet, la queue 
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cytoplasmique de la CPE interagit avec le système d’ancrage vésiculaire des 

microtubules, permettant ainsi un transport plus efficace des vésicules BDNF (B. 

Lu et al., 2005; J. J. Park et al., 2008).  

   

Figure 5. Synthèse et mode de sécrétion du BDNF dans le neurone 

1.2.3.3. Maturation 

La maturation du BDNF se fait en deux étapes. La première consiste en la 

glycosylation au niveau de son pro-domaine, qui est important pour la sortie du 

RE et l’évitement de la voie de dégradation intracellulaire. Les oligosaccharides 

ainsi générés vont ensuite être sulfatés. La deuxième étape est le clivage du pro-

domaine qui va alors donner le BDNF mature. Ce clivage peut-être intracellulaire 

et commencer dans le réseau trans-golgien où le pro-domaine est clivé par les pro-

convertases (PC) et la furine. L’activité de ces sérine-protéases nécessite une 

concentration en calcium comprise entre 10µM et 10mM et un pH d’une valeur 

comprise entre 5 et 7, conditions qu’on retrouve dans le TGN et dans les granules 

de sécrétion. Cependant, il est important de noter que le clivage de la forme 

immature, le proBDNF, est dépendant du répertoire de convertases présent au sein 

 (1),  Synthèse du proBDNF dans le réticulum endoplasmique, (2), Clivage possible du proBDNF 

par les endoprotéases, (3) Choix de passage dans les vésicules de sécrétion de la voie constitutive 

ou régulée. (4) Libération du BDNF dans le milieu extracellulaire et clivage du proBDNF possible 

par des MMP (MatrixMétalloProtéases), d’après Lu et al, 2005.  
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de la cellule, et bien que les PC et la furine puissent potentiellement cliver le 

proBDNF, aucunes d’elles ne sont vraiment efficaces, laissant une grande partie 

du proBDNF intracellulaire non clivé (Farhadi et al., 2000; Mowla et al., 1999). 

Contrairement à ce qui a pu être pensé, ce clivage n’est pas un prérequis à la 

sécrétion puisque le clivage du proBDNF peut également se faire dans le milieu 

extracellulaire, par différentes protéases. Plusieurs matrix metalloprotéases 

(MMP), telles que MMP3 et MMP7, permettent le clivage du proBDNF. Le zinc 

présent dans le milieu extracellulaire peut réguler l’activation des MMP et 

permettre la conversion du pro- en mature BDNF (Hwang et al., 2005). 

Cependant, une autre protéase clive le proBDNF dans le milieu extracellulaire, la 

plasmine sérine protéase (Pang et al., 2004).   

1.2.4. Sécrétion 

Dans le cerveau, ce sont principalement les neurones glutamatergiques, les 

cellules pyramidales et granulaires, et les cellules microgliales activées qui 

expriment du BDNF (Lessmann and Brigadski, 2009). Comme le BDNF est 

également impliqué dans la régulation de la plasticité synaptique, un processus qui 

doit être très limité dans le temps et l'espace, les mécanismes de sécrétion du 

BDNF sont des facteurs très importants. Ainsi, la localisation subcellulaire précise 

de libération du BDNF dans les compartiments pré- et post-synaptiques et le type 

de libération sont des points clés dans la compréhension des mécanismes et modes 

d'actions de cette neurotrophine dans la plasticité. 

1.2.4.1. Transport subcellulaire et site de libération 

En raison de l’importance du BDNF endogène, les questions sur sa localisation 

subcellulaire dans les processus neuronaux et sur son expression 

préférentiellement dendritique ou axonale sont largement étudiées. 

En premier lieu, il a été démontré un transport axonal rétrograde concernant 

l’endocytose du BDNF extracellulaire. Ce phénomène a été largement impliqué, 

dans la survie et la croissance axonale des neurones sympathiques, au cours du 

développement in utéro. Les cellules non-neuronales (peau, muscles, glandes) 

sécrètent du BDNF en faible quantité. Celui-ci se fixe sur ses récepteurs portés par 

les terminaisons sympathiques. Le complexe récepteur-BDNF est ensuite 
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internalisé et les vésicules d’endocytose sont transportées de l’axone jusqu’au 

soma. Ce complexe va alors induire l’activation de différentes cascades de 

signalisation cellulaire, qui peuvent elles-mêmes déclencher la transcription de 

gènes impliqués dans la survie neuronale (Lessmann et al., 2003).  

Cependant, il existe également un transport axonal antérograde du BDNF. Ce 

dernier est synthétisé par la cellule innervante puis transporté, via l’axone, au 

niveau de la synapse où il pourra agir de façon autocrine ou paracrine sur la 

cellule cible (Figure 6). Ce transport est retrouvé dans les projections des 

neurones corticaux vers le striatum et dans les projections des fibres moussues du 

gyrus denté vers CA3 (Danzer and McNamara, 2004; Smith et al., 1997). Fait 

intéressant, ces deux groupes de neurones de projection sont connus pour contenir 

la plus forte concentration de BDNF dans le cerveau. Le BDNF est également très 

abondant dans les terminaisons axonales des cellules granulaires du cervelet en 

contact avec les cellules de Purkinje (Sadakata et al., 2004). 

  

Figure 6. Transport axonal rétrograde et antérograde du BDNF 

En haut, le BDNF est sécrété par le tissu innervé et ensuite endocyté par la terminaison axonale. 

Suivant un transport rétrograde, les vésicules d’endocytose contenant le BDNF vont alors activer 

des voies de signalisation au niveau de la terminaison mais également dans le compartiment 

somatique de la cellule. En bas, les vésicules contenant le BDNF, synthétisé par les neurones, 

peuvent être transportées du soma à la terminaison axonale suivant un transport antérograde. Suite 

à la libération pré-synaptique, le BDNF va agir de façon autocrine ou paracrine selon le site 

d’expression de ses récepteur TrkB et p75NTR, d’après Lessmann et al, 2003.  
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Il existe également une expression de BDNF endogène au niveau somato-

dendritique, qui a été rapporté dans les neurones CA1 de l’hippocampe et les 

neurones pyramidaux corticaux, mais à des niveaux relativement plus faibles 

(Adachi et al., 2005; Matsuda et al., 2009). Cependant, cette conclusion sur la 

localisation du BDNF dans les dendrites reste encore débattu car, pour visualiser 

cette expression, les expériences ont été faites avec des neurones en culture 

transfectés avec un BDNF fusionné à un tag (Dieni et al., 2012). Cette différence 

de localisation subcellulaire est sous-tendue par un niveau d’expression différent 

de BDNF selon la région cérébrale. L’hypothèse actuelle, suggérée par le docteur 

Lessmann en 2009, est qu’un faible niveau d’expression de BDNF entraine un 

transport préférentiellement dendritique, tandis qu’un haut niveau d’expression 

implique un transport axonal en supplément (Figure 7) (Lessmann and Brigadski, 

2009). 

 

Figure 7. Sécrétion dendritique et axonale du BDNF 

L’hypothèse actuelle est que la libération du BDNF contenu dans les vésicules de sécrétion peut 

dépendre du niveau d’expression du BDNF lui-même. Un niveau faible d’expression entrainera une 

libération exclusivement dendritique tandis qu’un niveau élevé favorisera une libération axonale en 

supplément, d’après Lessmann et al, 2003.  
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1.2.4.2. Libération activité dépendante 

La sécrétion dendritique et axonale du BDNF nécessite la genèse de potentiels 

d’action (PA) ainsi qu’une augmentation relativement importante et prolongée de 

la concentration en calcium intracellulaire (Kuczewski et al., 2010). Plusieurs 

signaux synaptiques menant à une libération activité dépendante de BDNF ont été 

directement identifiés : (i) La stimulation à haute fréquence des fibres 

glutamatergiques présynaptiques et l’activation sous-jacente des récepteurs 

ionotropiques glutamatergiques, (ii) une dépolarisation membranaire prolongée, 

(iii) la rétropropagation des PA dans les dendrites, (iiii) et l’activation des 

récepteurs métabotropiques GABA et glutamate. Tous ces différents signaux, 

permettant la libération du BDNF, vont déclencher une élévation intracellulaire de 

Ca2+. Cette augmentation de calcium peut résulter de l’activation des récepteurs 

NMDA ainsi que les canaux calciques voltage-dépendants (VDCCs), elle-même 

induite par la dépolarisation membranaire engendrée par l’activation des mGluRs 

et des AMPARs post-synaptiques. Les mGluRs vont alors activer la 

phospholipase C (PLC), qui va elle-même activer l’inositol triphosphate (IP3), et 

permettre la libération de calcium à partir des réserves intracellulaires. Cette 

hausse de calcium intracellulaire peut encore être amplifiée par l’activation d’un 

autre récepteur situé sur le réticulum endoplasmique, les récepteurs ryadonine qui 

vont maintenir des niveaux élevés de calcium. Le Calcium va ensuite activer la 

CaMKII qui va induire la fusion des vésicules de sécrétion avec la membrane 

post-synaptique.  

Au niveau des synapses GABAergiques, les récepteurs GABAA, via l’activation 

des VDCCs, et les récepteurs GABAB, via l’activation de la PLC et de la 

phosphoskinase C, permettent également l’augmentation de calcium entrainant la 

libération de BDNF. La sécrétion peut par contre être inhibée par la 

synaptotagmine IV, une protéine de transport membranaire. Le niveau d’activité 

de la protéine kinase A (PKA) est également important pour la libération de 

BDNF en raison de son implication dans l’ancrage des vésicules de sécrétion au 

niveau des sites de libération (Figure 8).  
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Figure 8. Mécanismes déclencheurs de la libération synaptique du BDNF 

1.2.5. Les récepteurs du BDNF 

Le BDNF interagit avec deux catégories distinctes de récepteurs: le récepteur à 

activité tyrosine-kinase TrkB et le récepteur p75 des neurotrophines (p75NTR). Le 

récepteur TrkB présente une grande affinité avec son ligand, le mBDNF et une 

plus faible avec la forme immature, le proBDNF. A l’inverse, le récepteur p75NTR 

a une faible affinité pour toutes les neurotrophines matures, mais se lie au 

proneurotrophines avec une forte affinité. 

 

1.2.5.1. Le récepteur TrkB 

Le récepteur TrkB est présent dans plusieurs régions du cerveau incluant le 

cortex, l’hippocampe, le striatum, la substance noire, les cellules de Purkinje du 

cervelet et également dans le système périphérique (Figure 9) (Altar et al., 1994). 

La sécrétion du BDNF requiert une augmentation intracellulaire de calcium. Cette augmentation 

résulte d’une entrée de calcium par les canaux calciques voltages dépendants (VDCCs) ou des 

récepteurs NMDA suite à une dépolarisation membranaire, ou à partir des réserves intracellulaires 

de calcium. L’augmentation initiale de calcium peut être amplifiée par la suite, via différents 

mécanismes. La libération post-synaptique est inhibée par la synaptotagmine IV, d’après 

Kuczewski et al, 2010.  
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Figure 9. Expression du récepteur TrkB dans le cerveau 

Localisation. Au niveau cellulaire, la localisation du TrkB a été étudiée dans 

la formation hippocampique et le cortex. Dans la formation hippocampique, le 

récepteur est présent dans les neurones pyramidaux glutamatergiques, dans les 

cellules granulaires du gyrus denté. Dans le cortex, TrkB est présent dans les 

dendrites des neurones pyramidaux. Une étude sur le développement des neurones 

corticaux a montré que TrkB colocalise avec les vésicules synaptiques et les 

récepteurs NMDA avant la formation des synapses. Au cours de la formation 

synaptique, TrkB s’accumule au niveau des épines dendritiques et des cônes de 

croissance axonales (Gomes et al., 2006). Il a notamment été démontré, dans les 

neurones du cortex visuel, que TrkB était associé avec PSD-95, un composant 

majeur des protéines post-synaptiques (Yoshii and Constantine-Paton, 2007). 

TrkB est également présent dans le segment initial des axones des interneurones, 

dans certaines terminaisons axonales formant des synapses inhibitrices au niveau 

du soma et de l’arbre dendritique et dans les terminaisons axonales de type 

excitatrice d’origine extra-hippocampiques (Drake et al., 1999). La localisation 

des récepteurs TrkB à proximité des sites synaptiques suggère qu’il est idéalement 

placé pour réguler à la fois les compartiments pré- et post-synaptiques des 

synapses excitatrices et inhibitrices.  

Cascades de signalisation. Suite à la liaison avec son ligand BDNF, le 

récepteur TrkB forme un dimère avec un autre récepteur. Les deux récepteurs 

dimérisés autophosphorylent alors leur domaine à activité tyrosine-kinase 

(Cunningham and Greene, 1998), permettant ainsi le recrutement de protéines 

Coupe sagittale de souris à P14 avec immunohistochimie de TrkB, d’après l’institut Allen Brain 

Atlas.  
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adaptatrices et l’activation des cascades de signalisation intracellulaire. Il existe 

trois principales voies de signalisation activées par le récepteur TrkB : (i) la voie 

ras/MEK/ERK qui va promouvoir la croissance et la différenciation neuronale 

(Reichardt, 2006), (ii) la voie Gab1/Pi3k/Akt qui active la prolifération et la survie 

neuronale (Yamada et al., 1997), (iii) et la voie PLC/PKC qui va intervenir dans la 

neurotransmission et la plasticité synaptique (Gärtner et al., 2006; Minichiello, 

2009). Chacune de ces voies va également réguler la transcription des gènes en 

agissant par différents intermédiaires sur le facteur de transcription CREB (Figure 

10). Les récepteurs TrkB peuvent également activer les canaux TRPCs (transient 

receptor potential canonical) via la PLC (Amaral and Pozzo-Miller, 2007). Ils 

pourraient également activer un canal sodique (Nav1.9) et induire ainsi une 

dépolarisation et une entrée de calcium (Blum et al., 2002).  
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Figure 10. Principales voies de signalisation activées par le récepteur TrkB 

 

 

 

L’interaction entre le récepteur et BDNF active trois principales voies de signalisation. La 

phosphorylation de TrkB va activer la voie ras/MAPK/Erk qui va induire des mécanismes de 

croissance, de différenciation et de survie. La voie Pi3k/Akt qui va participer également à la survie 

et aussi à la régulation transcritionnelle de gènes importants. La voie PLC qui va être impliquée 

dans la plasticité synaptique et l’activation du facteur de transcription CREB, d’après Minichiello, 

2009.  
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1.2.5.2. Le récepteur p75
NTR

 

Le p75NTR est le membre fondateur de la superfamille des récepteurs aux facteurs 

de nécrose tumorale (TNF) et a d’abord été identifié comme un récepteur de faible 

affinité au NGF, le NGFR (Johnson et al., 1986). Après la découverte des autres 

membres de la famille des neurotrophines, il a finalement été montré que NGFR 

avait la même affinité pour toutes les neurotrophines et fut renommé p75NTR pour 

récepteur aux neurotrophines (Rodriguez-Tébar et al., 1990).  

Le p75NTR est fortement exprimé dans de nombreuses régions du système nerveux 

au cours du développement mais est quasi inexistant dans le tissu adulte à 

l’exception des neurones cholinergiques dans l’hippocampe et des neurones 

granulaires du cervelet. En outre, p75NTR peut-être ré-exprimé après plusieurs 

types de traumatismes cérébraux dans les neurones corticaux, le striatum, le 

cortex entorhinal, les cellules de Purkinje et la moelle épinière (Ernfors et al., 

1989; Kokaia et al., 1998; Martínez-Murillo et al., 1998; J. A. Park et al., 2000; 

Roux et al., 1999). 

Le p75NTR est une protéine largement conservée entre les différentes espèces des 

vertébrés. C’est un récepteur transmembranaire de type I de 399 acides aminés 

répartis en un domaine extracellulaire (222 aa), transmembranaire (19 aa) et 

intracellulaire (158 aa). Le domaine extracellulaire est constitué de 4 domaines 

riches en cystéines (DRC), ce qui lui vaut d’appartenir à la superfamille des 

récepteurs du TNF. Chacun de ces DRC, numérotés de 1 à 4 à partir de 

l’extrémité N-terminale, contient 3 ponts-disulfures conférant au récepteur sa 

conformation tridimensionnelle et permettant la liaison des ligands. Le domaine 

transmembranaire joue un rôle important dans la dimérisation du récepteur et dans 

le changement de conformation induit par la liaison du ligand et la transduction du 

signal (Vilar et al., 2009). Contrairement aux récepteurs Trk, le récepteur p75NTR 

ne possède pas d’activité enzymatique intrinsèque. La liaison entre p75NTR et ses 

ligands permet le recrutement de plusieurs protéines adaptatrices qui peuvent se 

fixer sur différentes régions. Le récepteur possède un domaine de mort cellulaire, 

un domaine Chopper et, situé à l’extrémité C-terminale, une séquence de liaison 

aux protéines à domaines PDZ (Post-synaptic Disc-large Zona) (Figure 11). Ces 

protéines permettent l’assemblage de complexes protéiques servant de plateforme 
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de signalisation pour l’activation de différentes voies (Gallardo et al., 2010; Hung 

and Sheng, 2002). Le domaine intracellulaire est également sujet à des 

modifications post-traductionnelles telles que diverses phosphorylations qui sont 

impliquées dans le recrutement de multiples partenaires protéiques.  

 

Figure 11. Représentation schématique du récepteur p75NTR 

  

Le p75NTR régule 3 principales voies de signalisation : l’activation de NF-κB 

induisant la transcription de plusieurs gènes permettant la survie neuronale, 

l’activation de la kinase Jun qui contrôle l’expression de gènes pro-apoptotiques 

et l’activation des protéines Rho qui contrôlent la mobilité du cône de croissance. 

Cependant, l’activation de ce récepteur et la liste des voies de signalisation 

recrutées reste encore très incomplète, du fait de la spécificité de ce récepteur à 

agir comme corécepteur avec différents ligands (Barker, 2004; K. K. Teng and 

Hempstead, 2004). Le p75NTR peut interagir sur les récepteurs Trk pour 

Le récepteur p75NTR
 
est constitué d’un domaine extracellulaire comprenant 4 régions riches en 

cystéines (CRD1-4) permettant la liaison du ligand, d’un domaine transmembranaire unique 

contenant une cystéine conservée impliquée dans la dimérisation du récepteur et enfin d’un 

domaine intracellulaire comprenant un domaine Chopper juxta-membranaire, un domaine de mort 

formé de 6 hélices α et un tripeptide SPV en C-terminal permettant la liaison de protéines à 

domaine PDZ. Ce récepteur présente également plusieurs modifications post-traductionnelles telles 

que des N- et O- glycosylations, une palmitoylation permettant l’ancrage à la membrane ainsi que 

plusieurs phosphorylations impliquées dans le recrutement de partenaires protéiques et dans la 

transduction du signal, d’après Roux et Barker, 2002.  



  20 

améliorer l’affinité et la spécificité de liaison avec les neurotrophines matures 

(Chao, 2003), avec NogoR et Lingo1 pour réguler la croissance axonale (Mi et al., 

2004; K. C. Wang et al., 2002) et avec la sortiline ou SorCS2 (Sortilin-related 

VPS10 domain containing receptor 2) pour déclencher la mort cellulaire et la 

rétractation des cônes de croissance induites par les pro-neurotrophines (Figure 

12) (Deinhardt et al., 2011; Westergaard et al., 2004). 

 

Figure 12. Représentation schématique des voies de signalisation de p75NTR 

1.2.6. Ange et démon : mBDNF et proBDNF ? 

Le développement des circuits neuronaux implique de nombreuses étapes, dont 

des mécanismes de survie neuronale, de différenciation, de croissance, de 

formation et de maturation synaptique et de développement des réseaux 

neuronaux. BDNF a un rôle essentiel dans la majeure partie de ces étapes. Jusqu’à 

récemment, on pensait que mBDNF était la seule forme sécrétée et active. Mais 

des études plus récentes ont montré que le proBDNF était biologiquement actif et 

pouvait jouer un rôle contraire au mBDNF dans plusieurs processus 

développementaux.   

 

La fixation des ligands à p75NTR entraine le recrutement de protéines adaptatrices au niveau des 

domaines intracellulaires du récepteur ou la formation de complexe avec d’autres partenaires 

protéiques. Cela va initier plusieurs voies de signalisation, et promouvoir des mécanismes tels que 

l’apoptose, la survie, la transcription et l’inhibition de la croissance neuronale; d’après Lu, 2005.  
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1.2.6.1. mBDNF 

 Tout d’abord avant la différenciation neuronale, mBDNF peut avoir une 

fonction très importante dans la régulation de la survie des cellules souches 

neuronales qui expriment les récepteurs TrkB et p75NTR (Lachyankar et al., 

1997). Il a été montré que le traitement avec BDNF sur des cultures de cellules 

souches neuronales permettait une survie cellulaire plus importante (Benraiss et 

al., 2001; Shetty and Turner, 1998). Après différenciation, il est admis que 

mBDNF permet la survie de plusieurs types de neurones dans le SNC, que cet 

effet passe par la liaison à TrkB et l’activation de voies de signalisation 

permettant l’expression de gènes qualifiés de pro-survie (Reichardt, 2006). 

Cependant, cette notion que les neurotrophines en général permettent la survie est 

basée quasi uniquement sur des expériences sur cultures cellulaires. Des études 

récentes de Bdnf-KO conditionnel ont alors montré que l’absence de BDNF ne 

causait pas une réduction significative du nombre de cellules neuronales mais une 

réduction du nombre d’épines et de la complexité dendritique (Rauskolb et al., 

2010). Le mBDNF joue également un rôle important dans l’initiation et la 

polarisation axonale, une diminution de la synthèse de BDNF entrainant une 

perturbation importante de l’initiation. Le mBDNF via l’activation de TrkB, 

entraine une boucle de rétroaction positive qui permet l’augmentation de l’activité 

de AMPc et PKA, des protéines nécessaires à l’initiation axonale et au maintien 

de la sécrétion de mBDNF (Cheng et al., 2011). Dans des cultures neuronales, il a 

été montré qu’un gradient d’expression et une sécrétion locale de mBDNF 

permettait aussi le guidage des cônes de croissance axonale ainsi que la croissance 

et la ramification des dendrites (Horch and Katz, 2002; Tucker et al., 2001). Le 

mBDNF module également la formation et la maturation des synapses excitatrices 

et inhibitrices en régulant l’expression de différentes protéines synaptiques 

incluant les enzymes nécessaires à la synthèse des neurotransmetteurs, les 

protéines des vésicules et les sous-unités des récepteurs post-synaptiques 

(Vicario-Abejón et al., 2002). L’effet du mBDNF fut ainsi largement étudié sur le 

circuit GABAergique où il participe à la migration, la différenciation et la 

croissance dendritique des interneurones GABAergiques (Jin et al., 2003; Polleux 

et al., 2002; Sakata et al., 2009). Il augmente aussi la densité et/ou la taille des 

terminaisons synaptiques GABAergiques (Palizvan et al., 2004; Yamada et al., 
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2002). Le mBDNF joue un rôle indispensable dans le déclenchement et le 

maintien de la potentialisation à long-terme (LTP) des synapses glutamatergiques 

et GABAergiques, définit comme le renforcement durable de l’efficacité́ de la 

transmission synaptique (Pang et al., 2004). BDNF est aussi connu pour son rôle 

dans la vasculogenèse (H. Kim et al., 2004). En conclusion, l’interaction avec son 

récepteur TrkB confère donc au mBDNF différentes propriétés dans plusieurs 

étapes importantes du développement. D’un point de vue intégré, la forme mature 

du BDNF à une fonction essentielle dans les mécanismes impliqués dans 

l’apprentissage et la mémoire (Y. Lu et al., 2008; Pang et al., 2004), la régulation 

de l’humeur (Chourbaji et al., 2011; Kozisek et al., 2008), le contrôle du 

comportement alimentaire (Nakazato et al., 2012), le retard d’apparition des 

signes cliniques des maladies neurodégénératives (Levivier et al., 1995; Mogi et 

al., 1999; Phillips et al., 1990) et dans la récupération fonctionnelle post-AVC 

(Kokaia et al., 1995; Mattson and Wan, 2008). Il a également été montré que le 

polymorphisme Val66Met, à l’origine d’une diminution de la sécrétion régulée de 

BDNF (Z.-Y. Chen et al., 2005a; 2004; Egan et al., 2003), entrainait chez les 

sujets hétérozygotes une baisse de la mémoire épisodique, une diminution de 

l’activation de l’hippocampe en réponse à une stimulation cognitive (Egan et al., 

2003; Hariri et al., 2003) et des récupérations fonctionnelles post-AVC plus 

longues (W.-S. Kim et al., 2013). De plus, ce polymorphisme est à l’origine d’un 

risque accru de développement de dépression, de maladies psychiatriques et de 

maladies neurodégénératives telles que la maladie d’Alzheimer et de Parkinson 

(Boulle et al., 2012; Y. Lee et al., 2013).  

 

1.2.6.2. ProBDNF 

Le BDNF existe donc sous deux formes pro et mature. Toutefois, la question de 

savoir si proBDNF était sécrété et avait une réelle fonction physiologique a été 

très controversé.  

Plusieurs études ont cependant montré que le proBDNF endogène pouvait être 

sécrété à partir des neurones. Une étude a utilisé des neurones exprimant un 

BDNF fusionné à un marqueur permettant de détecter la quantité de protéine 

libérée. Cette approche a permis de montrer que proBDNF et mBDNF sont libérés 
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après dépolarisation des neurones (Yang et al., 2009) et que le ratio 

proBDNF/mBDNF libéré dépend du pattern de stimulation : proBDNF est la 

forme sécrétée prédominante après une stimulation à basse fréquence, tandis que 

mBDNF est majoritaire après une stimulation à haute fréquence (Nagappan et al., 

2009). La première étude, montre également que proBDNF peut avoir un rôle 

important dans le développement du cerveau, suggèrant que l’activation de 

p75NTR par le proBDNF, lui donne la capacité de déclencher le processus de 

dépression à long terme (LTD), un phénomène débouchant sur la mise sous 

silence de la synapse (Pang et al., 2004). Pour déterminer si le proBDNF pouvait 

altérer l’activité synaptique, l’étude s’est poursuivie en utilisant un proBDNF non 

clivable (CR-proBDNF) sur des souris sauvages et p75
NTR-KO. La perfusion du 

CR-proBDNF facilitait alors bien l’apparition de la LTD des synapses 

glutamatergiques chez les souris sauvages mais pas sur les souris p75
NTR-KO 

(Woo et al., 2005). Le proBDNF a récemment été montré comme induisant aussi 

une LTP ou une LTD en fonction de l’activation ou non des récepteurs NMDA 

dans les neurones immatures (Langlois et al., 2013). Comme cela a été décrit 

précédemment (1.2.5.2), l’activation du complexe récepteur p75NTR/sortiline par 

le proBDNF est à l’origine du déclenchement de processus apoptotiques 

neuronaux (Barker, 2009; H. K. Teng et al., 2005). En sus de ces effets pro-

apoptotiques impliquant p75NTR, l’activation de ce récepteur donne au proBDNF 

la capacité d’exercer des effets rapides sur la morphologie des neurones et, plus 

spécifiquement, au niveau des jonctions neuromusculaires. Ainsi sécrété par les 

myocytes, proBDNF induit une rétractation axonale des neurones moteurs et une 

dépression synaptique (Figure 13) (Je et al., 2012; Yang et al., 2009). 
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Figure 13. Conversion activité dépendante du proBDNF en mBDNF : un modèle de plasticité 

synaptique activité dépendante dans l’organisation des jonctions neuromusculaires 

Un effet similaire avec un CR-proBDNF a été observé sur les neurones 

ganglionnaires de la racine dorsale, où proBDNF empêche la croissance des 

neurites et des filopodes des cônes de croissance via l’activation du récepteur 

p75NTR et de la voie de signalisation ROCK/RhoA (Sun et al., 2012). Enfin, il a 

été prouvé que proBDNF était sécrété par les cellules ganglionnaires de la rétine 

et qu’il agissait localement via p75NTR sur la guidance axonale (Marler et al., 

2010).  Récemment, une étude in vivo suggère que la stimulation asynchrone des 

synapses, entraine une perte de contact entre les synapses et donc de transmission 

synaptique déclenchée par la voie proBDNF/p75NTR. Ainsi, pendant le 

développement, l’activité synaptique spontanée va façonner la connectivité 

neuronale avec une précision subcellulaire à travers un mécanisme de plasticité 

médié par proBDNF. Il va, via son action sur p75NTR, engendrer une perte de lien 

si localement une synapse est asynchrone par rapport aux synapses environnantes 

(Figure 14) (Winnubst et al., 2015). 

Durant le développement neuromusculaire, l’innervation présynaptique contrôle la production et la 

sécrétion de proBDNF provenant des cellules musculaires postsynaptiques. Une terminaison 

axonale active va sécréter la quantité de protéase nécessaire au clivage du proBDNF en mBDNF. 

Ce dernier va induire, via l’activation de TrkB, des voies de signalisation permettant la 

stabilisation de la synapse. Au contraire, une faible activité au niveau de la terminaison axonale ne 

va pas permettre le clivage optimal du proBDNF. Ce dernier, via l’activation de p75NTR, va 

induire une dépression, voire une rétractation de la terminaison synaptique ; d’après Je et al, 2012.  
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Figure 14. Implication de la voie proBDNF/p75NTR dans la dépression et la rétractation des 

synapses asynchrones 

Ensemble, ces résultats soutiennent un modèle dans lequel la sécrétion de 

proBDNF peut avoir des effets complétement opposés sur le développement et la 

plasticité synaptique par rapport au mBDNF. Un modèle où mBDNF est l’ange de 

la plasticité et proBDNF le démon. Cependant, même si les effets du proBDNF 

sur la survie et la plasticité de la transmission synaptique glutamatergique ont été 

étudiés, plusieurs autres questions demeurent encore sans réponse. L’une d’elles 

serait de savoir si et comment proBDNF module la transmission synaptique 

GABAergique. 

 

 

 

 

Modèle pour l’induction du « out-of-sync ». En haut, un exemple de synapses localement 

synchrones. Trois neurones présynaptiques (en vert) ont des potentiels d’action de manière 

synchrone et sont tous en contact avec une même dendrite de la cellule postsynaptique (en noir). 

Cette activité permet alors une stabilisation synaptique. En bas, un exemple de synapse asynchrone 

(en rouge), qui entraine une augmentation locale, au niveau synaptique, de proBDNF et va entrainer 

une dépression de la transmission et une rétractation de la synapse ; d’après Winnubst et al, 2015.  
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2. Neurotransmission GABAergique  

2.1. Neurotransmetteur GABA 

2.1.1. Généralités 

L’acide γ-aminobutyrique (GABA) est le principal neurotransmetteur inhibiteur 

du système nerveux chez l’adulte. Le GABA a été longtemps connu comme un 

élément important du cycle de Krebs présent chez les plantes et les bactéries. En 

1950, Eugene Roberts et Jorge Awapara ont découvert la présence d’un taux très 

élevé de GABA dans le système nerveux central des mammifères (1mg/g de 

tissus) tandis qu’il restait indétectable dans les autres tissus. Cependant, il est 

intéressant de noter que le GABA n’était pas accepté comme neurotransmetteur 

jusque dans les années 60 où plusieurs expériences ont permis de montrer son 

implication dans la transmission synaptique. Ce fut la découverte de l’inhibition 

synaptique chez les vertébrés et les invertébrés, avec le GABA comme 

neurotransmetteur inhibiteur qui fut le premier exemple clair (Roberts and 

Difiglia, 1988). Il a par exemple été montré que des extraits de cerveau de 

mammifères contenant une substance, appelée Facteur I, bloquait la genèse 

d’impulsion électrique dans les neurones d’écrevisse. Ce facteur était en fait, le 

GABA (ELLIOTT and FLOREY, 1956; FLOREY, 1991). Dans les crustacés, le 

GABA fut retrouvé à des concentrations 100 fois plus importantes dans les axones 

inhibiteurs que dans les axones excitateurs, et en réponse à la stimulation 

nerveuse, il a été trouvé que les terminaisons inhibitrices sécrétaient du GABA 

(KRAVITZ and POTTER, 1965; Otsuka et al., 1966). Par la suite, l’identification 

de la biosynthèse et des voies métaboliques du GABA a montré que la production, 

la diffusion, la recapture et le métabolisme de ce neurotransmetteur avait lieu dans 

le système nerveux (Roberts and Difiglia, 1988). Lorsque le GABA fut appliqué 

sur des cellules nerveuses et musculaires de vertébrés et d’invertébrés, il a été 

reconnu comme ayant un effet majoritairement inhibiteur et produisant un 

changement de conductance au niveau de la sensibilité aux ions (Krnjević and 

Schwartz, 1967; KUFFLER and EDWARDS, 1958; A. TAKEUCHI and N. 

TAKEUCHI, 1965). Enfin, dans les années 1970, le GABA fut définitivement 

localisé au niveau des terminaisons nerveuses des mammifères. Des anticorps 
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dirigés contre les enzymes de biosynthèse du GABA ont montrés sa localisation 

préférentielle dans les neurones inhibiteurs (Bloom and Iversen, 1971; Roberts 

and Difiglia, 1988).  

2.1.2. Métabolisme du GABA 

Dans le cerveau des mammifères, le GABA est synthétisé principalement par 

décarboxylation du glutamate, réaction catalysée par une enzyme, l’acide 

glutamique décarboxylase (GAD). Le GABA est ensuite chargé dans les vésicules 

de sécrétion synaptique par un transporteur vésiculaire, le VGAT, et est ensuite 

libéré des terminaisons présynaptiques par exocytose de manière calcium-

dépendante (Fon and Edwards, 2001). Cependant, des formes de sécrétion de 

GABA non vésiculaire ont également été décrites (par exemple, par inversion 

d’un transporteur) qui pourraient être particulièrement importantes pendant le 

développement (Attwell et al., 1993). Les effets du GABA sont ensuite médiés 

par l’activation de récepteurs ionotropiques ou métabotropiques, qui peuvent être 

localisés au niveau pré- ou post-synaptique (Figure 15). 

  

Figure 15. Synthèse et transport du GABA au niveau de la synapse 

Le GABA est synthétisé à partir du glutamate par l’acide glutamique décarboxylase (GAD), puis 

transporté dans les vésicules par le transporteur vésiculaire des neurotransmetteurs (VGAT). Les 

récepteurs GABA (GABARs) sont localisés au niveau pré- et post-synaptique. Le GABA est 

ensuite récupéré par les neurones et les cellules gliales par l’activité du transporteur GABA (GAT). 

Le GABA est métabolisé par une réaction de transamination, effectué par la transaminase GABA 

(GABA-T) ; d’après Owens et al, 2002.  
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L’action du GABA se termine ensuite par sa recapture dans les terminaisons 

nerveuses et/ou dans les cellules gliales voisines par une famille de transporteur 

GABA située sur la membrane plasmique, les GATs (Cherubini and Conti, 2001; 

Owens and Kriegstein, 2002). Enfin, le GABA est métabolisé par une réaction de 

transamination qui est catalysée par la GABA transaminase (GABA-T) (Roberts 

and Difiglia, 1988). 

2.1.3. Développement des interneurones GABAergiques 
 

Il existe une grande variété de neurones dans le cerveau produisant du GABA. 

Dans le néocortex, la plupart des neurones contenant du GABA sont des 

interneurones. Les interneurones, qui sont principalement inhibiteurs, représentent 

20 à 30% du nombre total de neurones dans le système nerveux central (DeFelipe 

and Fariñas, 1992; Ren et al., 1992). Les interneurones inhibiteurs utilisent le 

GABA et la glycine comme neurotransmetteur et sont caractérisés par leurs 

arborisations dendritiques, les synapses et leurs projections (Markram et al., 

2004). Malgré leur faible nombre, les neurones inhibiteurs sont beaucoup plus 

diversifiés dans leurs morphologies, leurs connections et leurs propriétés 

physiologiques que les neurones pyramidaux excitateurs (DeFelipe, 1993; Gupta 

et al., 2000). Une classification unique des interneurones GABAergiques s’est 

avérée très difficile en raison de la diversité de leurs propriétés. Toutefois, de 

récentes études ont clarifié et unifié les éléments qui les caractérisent (Figure 16) 

(Kepecs and Fishell, 2014).  
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Figure 16. Diversité des interneurones GABAergiques 

Les éminences ganglionnaires, situées dans le télencéphale ventral, sont à 

l’origine des neurones GABAergiques du striatum, de l’hippocampe, du cortex et 

du bulbe olfactif. Les interneurones nés dans l’éminence ganglionnaire médiale 

(MGE) et caudale (CGE) vont migrer tangentiellement pour peupler le cortex et 

l’hippocampe, tandis que ceux nés dans les éminences ganglionnaires latérales 

(LGE) vont peupler les bulbes olfactifs. Une fois la migration tangentielle 

terminée, les interneurones migrent radialement, similairement aux neurones 

glutamatergiques qui sont positionnés dans le cortex selon le moment où ils sont 

nés : les premiers dans les couches profondes et les neurones plus tardifs dans les 

couches superficielles du cortex (Kepecs and Fishell, 2014). 

 

Classification des différents interneurones selon leurs morphologies, leurs connectivités, 

l’expression de certains marqueurs et leurs propriétés intrinsèques de décharge ; d’après Kepecs et 

Fishell, 2014.  
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2.2. Synapse GABAergique  
 

Les synapses GABAergiques sont les sites majeurs de la transmission inhibitrice 

dans le cerveau. Cette transmission s’effectue par la libération du GABA par les 

interneurones inhibiteurs qui vont alors activer les récepteurs GABA. 

2.2.1. Récepteurs GABA 

Les récepteurs GABA peuvent être de type ionotropique ou métabotropique. Les 

récepteurs GABAA (GABAAR) et GABAC (GABACR) sont les récepteurs 

ionotropiques impliqués dans la transmission synaptique inhibitrice rapide, tandis 

que les récepteurs GABAB (GABABR) sont les récepteurs métabotropiques 

couplés aux protéines G qui vont, eux, médiés l’inhibition lente (Jacob et al., 

2008).  

2.2.1.1. Récepteurs GABAB 

Deux sous-unités différentes du récepteur métabotropique, GABAB1 et GABAB2, 

ont été identifiées chez les mammifères (Kaupmann et al., 1997). Une particularité 

des GABABR est qu’ils ne sont fonctionnels uniquement sous la forme 

d’hétérodimères GABAB1/GABAB2 (Martin et al., 1999). Un schéma général 

présente GABAB1 comme la seule des 2 sous-unités à posséder un site de liaison 

avec le neurotransmetteur GABA et GABAB2 comme la seule capable de se 

coupler à la protéine G. Cependant, l’interaction entre les deux sous-unités est 

plus complexe : GABAB1 améliore l’efficacité d’interaction de GABAB2 avec la 

protéine G et GABAB2 augmente l’affinité de GABAB1 pour le GABA et est 

nécessaire à l’activation du récepteur (Figure 17) (Benke et al., 2012). 
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Figure 17. Mécanisme d’activation du récepteur GABAB 

 

Les GABABRs activent différentes voies de signalisation en fonction de leurs 

localisations: des canaux potassiques au niveau postsynaptique, responsables de 

l’inhibition lente et des canaux calciques voltage-dépendants présynaptiques, 

diminuant la libération de neurotransmetteurs. L’activation des GABABRs module 

également la production d’AMPc, participant à la régulation de plusieurs 

fonctions neuronales et synaptiques. Par la suite, nous nous focaliserons 

uniquement sur les récepteurs ionotropiques et, plus particulièrement, sur les 

GABAARs, les GABACRs étant principalement exprimés dans la rétine.  

2.2.1.2. Récepteurs GABAA 

Les GABAARs font partis de la superfamille des canaux ioniques ligands-

dépendants qui comprend également les récepteurs glycine, les récepteurs 

nicotiniques à acétylcholine et les récepteurs sérotoninergiques. Les récepteurs de 

cette superfamille sont des hétéropentamères qui sont composés de sous-unités 

homologues qui partagent une structure commune : une grande partie N-terminale 

extracellulaire et 4 domaines transmembranaires (TM), avec un large domaine 

intracellulaire entre le TM3 et TM4 et où le TM2 définit le pore du canal. On 

compte aujourd’hui 18 sous-unités différentes divisées en 7 classes différentes 

dont certaines ont plusieurs membres : α (1–6), β (1–3), γ (1–3), δ, ε (1–3), θ et π 

(Figure 18).    

Le fonctionnement du récepteur GABAB est 

uniquement possible lorsqu’il est sous la forme 

d’un hétérodimère constitué des sous unités 

GABAB1 et GABAB2. Le GABA se fixe sur 

l’extrémité N-terminal de GABAB1, active le 

recrutement de protéine G par GABAB2 et permet 

la régulation de différents systèmes (Canaux 

potassiques, VGCC…) ; d’après Benke et al, 

2012.  
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Figure 18. Structure du récepteur GABAA 

2.2.1.2.1. Composition en sous-unités 

L’expression des différents sous-types de récepteurs est régulée spatialement et de 

façon développementale. La majorité des récepteurs est composée de 2 sous-

unités α, 2 β et 1 γ, assemblées autour du canal selon la séquence γ-β-α-β-α. Les 

sous-unités δ, θ, ε et π semblent pouvoir remplacer la sous-unité γ. Le sous-

récepteur le plus abondant dans le cerveau est formé par les sous-unités α1, β2 et 

γ2. En plus de l’expression de sous-unités différentielles selon les régions du 

cerveau, la composition des GABAARs varie selon le type cellulaire et le site 

d’adressage subcellulaire. En général, les récepteurs, composés des sous unités 

α1, α2 ou α3 avec les sous unités β et γ, sont sensibles aux benzodiazépines, sont 

localisés au niveau de la synapse et participent à l’inhibition synaptique phasique 

(courants rapides) dans le cerveau. Au contraire des récepteurs composés des sous 

unités α4, α5 ou α6 avec les sous-unités β et γ qui sont majoritairement 

extrasynaptiques, insensibles aux benzodiazépines et qui participent à l’inhibition 

tonique (courants lents) (Figure 19). En outre, il existe aussi des récepteurs sur la 

membrane présynaptique. Cependant il faut noter que chacune de ces sous-unités 

a également été localisée extrasynaptiquement et qu’aucune sous-unité n’a encore 

été observée uniquement de façon synaptique (Jacob et al., 2008). 

Le GABAAR est un membre de la superfamille des canaux ioniques ligands dépendants. Les sous-

unités du GABAAR consistent en 4 domaines transmembranaires hydrophobes. La liaison du 

GABA se fait sur la partie N-terminal qui contient également un domaine de liaison aux 

benzodiazépines (BZs). Le GABAAR est composé de cinq sous-unités des sept que compte la 

famille des sous unités du récepteur (α, β, γ, δ, ε, θ et π) et forme un canal hétéropentamérique 

perméable au chlore. Il est composé obligatoirement de deux α et de deux β. Seul la sous-unité γ 

peut être remplacé par γ, δ, ε, θ ou π ; d’après Jacob et al, 2008.  
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Figure 19. Localisation des récepteurs GABAA 

2.2.1.2.2. Expression des GABAAR 

Chaque sous-unité des GABAAR dispose d’une distribution unique dans le 

cerveau. Si quelques sous-unités sont exprimées de manière ubiquitaire dans le 

cerveau, l’expression de la plupart d’entre-elles est plus étroitement confinée à 

certaines régions (Figure 20) (Pirker et al., 2000; Wisden et al., 1992). 

  

Figure 20. Distribution différentielle des sous-unités des récepteurs GABAA 

Les GABAAR composés des sous-unités α (1-3), β et γ sont principalement localisés au niveau 

synaptique tandis que ceux composés des sous-unités α (4-6), β et γ ou δ sont largement localisés 

au niveau extrasynaptique ; d’après Jacob et al, 2008.  

Coupe sagittale avec marquage des sous-unités par immunocytochimie ; d’après Jacob et al, 2008.  
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Le nombre très élevé de gènes codant pour les sous-unités GABAAR et leurs 

distributions variées dans les régions du cerveau suggère un système complexe 

régulant leurs transcriptions (Olsen and Sieghart, 2009). Au cours du 

développement, plusieurs changements majeurs se font dans l’expression des 

sous-unités (Laurie et al., 1992). Plusieurs études ont également indiqué une 

modification dans leurs expressions à un stade adulte (Loup et al., 2000). Le 

changement est souvent associé à une modification de l’activité neuronale. Dans 

des cultures neuronales, l’expression de plusieurs sous-unités est augmentée suite 

à la dépolarisation avec un agoniste des récepteurs au glutamate (Salonen et al., 

2006). Au contraire, la présence prolongée de GABA entraine une réduction de la 

transcription de la sous-unité α1 (Lyons et al., 2001). Cette régulation dépendante 

de l’activation des GABAAR suggère un mode d’action qui inclut de manière 

temporelle : une désensibilisation, l’endocytose des sous-unités, leurs 

dégradations et enfin la répression de la transcription des gènes codants pour les 

sous-unités (Barnes, 1996).   

On sait également que des voies de signalisations activités dépendantes régulent 

des facteurs de transcriptions importants pouvant participer à l’expression des 

GABAARs. Dans ces voies, le calcium est un second messager crucial que ce soit 

pour la transduction de l’activité synaptique ou de la transcription des gènes. Il est 

également impliqué dans les mécanismes de régulation des GABAARs (Lyons et 

al., 2001). Le principal facteur de transcription impliqué est le facteur CREB qui 

se fixe directement sur la région promotrice du gène sur le domaine CRE (cAMP 

response element). Suite à une réponse aux neurotransmetteurs ou aux facteurs 

neurotrophiques, il est activé en étant phosphorylé (Lonze and Ginty, 2002). Il a 

récemment été démontré que l’activation de la PKC dans des cultures neuronales 

augmente la transcription de α1 via la phosphorylation de CREB. Ce dernier se 

fixe alors sur le promoteur du gène. A l’inverse, l’activation de la PKA réprime la 

transcription de α1 via l’activation du facteur répresseur ICER : celui-ci va former 

un hétérodimère inactif avec CREB empêchant la transcription (Hu et al., 2008). 

De manière intéressante, le BDNF diminue la transcription de α1, via l’activation 

de la voie de signalisation comportant la kinase janus (Jak) et le transducteur de 

signal et activateur de transcription (STAT). STAT3, qui fait partie de la famille 

des STAT, a un mécanisme de phosphorylation dépendant de BDNF qui va 
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induire la synthèse de ICER qui, à son tour, va réprimer la transcription de sous-

unité des GABAARs (Lund et al., 2008). Cependant, l’ajout de BDNF dans des 

cultures de neurones du cortex visuel entraine une rapide augmentation du nombre 

total de GABAAR fonctionnel à la membrane (Mizoguchi et al., 2003). Ces études 

suggèrent que le BDNF affecte l’expression des GABAAR de façon cellule et 

région spécifique. 

2.2.1.2.3. Adressage, endocytose et recyclage des GABAAR 

Après l’assemblage des différentes sous-unités pour former le récepteur dans le 

réticulum endoplasmique (RE), les GABAARs vont être adressés à l’appareil de 

Golgi et être accumulés dans les vésicules pour le transport à la membrane 

plasmique. Les processus impliqués sont encore peu étudiés mais on connaît 

plusieurs protéines qui s’associent aux GABAARs afin de faciliter l’adressage. La 

principale est la protéine associée au GABAAR (GABARAP) qui interagit avec un 

domaine intracellulaire de la sous-unité γ et les microtubules. La GABARAP est 

concentrée au niveau de l’appareil de golgi et absente au niveau des synapses 

GABAergiques. Ceci suggère que son rôle principal est le transport intracellulaire 

des GABAARs (H. Wang et al., 1999). La surexpression de GABARAP entraîne 

une augmentation du transport intracellulaire des récepteurs et, ainsi, le nombre de 

récepteurs à la membrane (L. Chen et al., 2000; Leil et al., 2004).   

Les GABAARs sont ensuite insérés dans la membrane plasmique et localisés selon 

leurs compositions en sous-unités. Ils sont présents sous la forme de clusters 

synaptiques ou extrasynaptiques ou sous la forme de clusters qui diffusent le long 

de la membrane. La diffusion latérale dans la membrane plasmique permet un 

échange permanent entre ces différents groupes. Il a été montré que la plupart des 

récepteurs sont tout d’abord localisés à des endroits extrasynaptiques et, qu’au fil 

du temps, la diffusion augmente la population de récepteurs synaptiques 

(Bogdanov et al., 2006).  

Une des protéines les plus impliquées dans la régulation des clusters des 

GABAARs, au niveau des synapses inhibitrices, est la protéine multifonctionnelle 

géphyrine. Elle a été identifiée par son association et sa liaison directe avec le 

domaine intracellulaire d’une sous-unité des récepteurs glycine et sa fonction de 

stabilisation de ces récepteurs au niveau des synapses (Lévi et al., 2004; Meyer et 
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al., 1995). Les mécanismes moléculaires de l’action de la géphyrine sur les 

clusters GABA sont encore peu connus. Il est cependant suggéré qu’il existe un 

domaine critique pour l’assemblage en cluster des GABAAR dans la sous-unité 

gamma2 (Figure 21).  

 

Figure 21. Régulation dynamique de la synapse GABAergique par diffusion latérale des 

récepteurs 

Tandis que les données sur la diffusion latérale des GABAARs sont encore rares, 

il existe plusieurs évidences que les GABAARs sont constamment endocytés et 

recyclés à la surface membranaire, régulant ainsi l’efficacité de la transmission 

GABAergique (Kittler and Moss, 2003). Les GABAARs peuvent s’associer 

directement avec la machinerie d’endocytose, par liaison de ses sous-unités β et γ  

avec l’adaptateur à la clathrine (AP2). Cependant, AP2 peut se lier aux GABAARs 

et entrainer l’internalisation du récepteur uniquement quand le récepteur est 

déphosphorylé principalement par les phosphatase PP1α et PP2A. Ainsi, l’une des 

principales modifications fonctionnelles des GABAARs est faite par la régulation 

de l’état de phosphorylation de la sous-unité β. Les sous-unités β(1-3) sont 

particulièrement intéressantes dans ce contexte puisqu’elles contiennent plusieurs 

résidus sérine qui peuvent être phosphorylés par de multiples sérine/thréonine 

kinase (McDonald and Moss, 1997). Le site Ser408/Ser409 de la sous-unité β3 est 

La diffusion latérale permet un échange continu de la population des récepteurs. La géphyrine va 

permettre une action locale sur les mouvements latéraux des récepteurs; d’après Jacob et al, 2008.  
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sujet à des phosphorylations par la PKA. Cette phosphorylation se traduisant par 

la potentialisation de la réponse GABA. A l’inverse, de la phosphorylation de la 

sous-unité β1 qui entraine une réduction de la réponse GABA et de la sous-unité 

β2 qui n’est pas une cible de PKA (McDonald et al., 1998). Par ailleurs, la sous-

unité β3 est également phosphorylée par la PKC, la CAMKII et Akt (Brandon et 

al., 2002). La phosphorylation amenant à une augmentation du nombre de 

GABAAR à la membrane. Un changement de l’état de phosphorylation de la sous-

unité β3 a récemment été suggéré comme étant le résultat de l’action du BDNF, 

qui a précédemment été décrit comme modifiant l’activité GABA sur des 

neurones en cultures (Jovanovic et al., 2004). Enfin, lorsque les GABAARs sont 

internalisés et endocytés, ils peuvent soit être ciblés vers la dégradation 

lysosomale, soit recyclés et remis à la membrane grâce à des protéines 

régulatrices  (Figure 22) (Comenencia-Ortiz et al., 2014). 

  

Figure 22. Recyclage ou dégradation des récepteurs GABAA ? 

L’endocytose se fait principalement par des mécanismes qui dépendent de la formation de 

vésicules recouvertes de clathrine. Ce type d’endocytose est dépendant de l’état de phosphorylation 

de motifs spécifiques situés principalement sur la sous-unité β3. Cette sous-unité sera soit 

phosphorylée principalement par la PKA et PKC ce qui stabilisera le GABAAR à la membrane, 

soit déphosphorylée par PP1α et PP2A ce qui permettra l’endocytose. Une fois endocytés dans des 

vésicules enveloppées de clathrine (CCV), les récepteurs sont soit dégradés soit recyclés grâce à 

des protéines lysosomales régulatrices qui vont promouvoir le retour des récepteurs à la membrane 

; d’après Jacob et al, 2008.  
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2.3. Séquence développementale du GABA 

Les différents effets de la transmission synaptique par les GABAARs dépendent 

de la concentration intracellulaire en chlore [Cl-]i. Ainsi, la régulation du [Cl-]i 

est de la première importance dans plusieurs conditions neurophysiologiques. La 

[Cl-]i  repose sur l’action concomitante et coordonnée d’un nombre important de 

protéines membranaires (canaux, récepteurs-canaux et transporteurs) qui 

permettent le passage sélectif des ions à travers la membrane. Dans les cellules 

neuronales, le transport de chlore se fait à la fois par des mécanismes de 

diffusions passives au travers des canaux chlorures et par des mécanismes actifs 

secondaires par des co-transporteurs ou échangeurs. L’homéostasie du chlore est 

donc déterminée par une balance entre l’expression fonctionnelle des 

transporteurs et des canaux présents à la membrane, mais aussi dans la membrane 

des organites intracellulaires. Elle est également déterminée par les forces 

thermodynamiques qui conduisent le chlore ; par les propriétés intrinsèques des 

co-transporteurs, des canaux et des échangeurs ; et enfin par de nombreux autres 

facteurs (pH, CO2/HCO3
-, K+, Na+, potentiel membranaire) (Figure 23).  
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Figure 23. Signalisation cellulaire du chlore 

Au stade précoce du développement, l’expression majoritaire du co-transporteur 

NKCC1 qui, de part son fonctionnement déterminé par le gradient sodium et 

potassium, entraine l’accumulation d’une forte [Cl-]i dans les neurones 

immatures. Pendant le développement, les premières synapses fonctionnelles 

formées sont les synapses GABAergiques, les synapses glutamatergiques ayant 

besoin de plus de cible postsynaptique mature. Le niveau élevé de la [Cl-]i à ce 

stade va entrainer une sortie de chlore et une dépolarisation membranaire lorsque 

les GABAARs seront activés. Plus tard dans le développement, la réponse des 

GABAARs passe de dépolarisante à hyperpolarisante et inhibitrice. Cette nouvelle 

réponse est initiée par la diminution de l’expression à la membrane de NKCC1, 

par l’action suggérée de facteur de transcription dépendant du calcium et à 

l’augmentation d’expression d’un nouveau co-transporteur, le KCC2.  Ce dernier 

va faire sortir le chlore de la cellule, convertissant ainsi la transmission 

GABAergique d’excitatrice à inhibitrice  (Figure 24) (Ben-Ari, 2002).  

Le KCC2 joue ainsi un rôle clé dans la séquence maturative du GABA, d’actions 

excitatrices à inhibitrices. D’ailleurs, des changements dans le niveau 

d’expression des ARNm de KCC2 sont corrélés avec des modifications de 

l’action du GABA. La surexpression de KCC2 entraîne la conversion à un GABA 

inhibiteur. Inversement, l’activation ou le blocage des GABAARs modifie le 

niveau de KCC2 (Ben-Ari, 2002; Cancedda et al., 2007). Il a également été 

montré que la glycine et l’activation de son récepteur pouvaient être nécessaires à 

l’augmentation de l’expression de KCC2 dans la moelle épinière (Allain et al., 

2015). La régulation neuronale de KCC2 est donc une donnée importante dans la 

séquence développementale du GABA. 

Le chlore est transporté à travers la membrane plasmique par des transporteurs qui l’accumulent à 

l’intérieur ou qui le pompent à l’extérieur de la cellule. Il peut également traverser passivement la 

membrane plasmique à travers plusieurs canaux chlore incluant les canaux activés par le calcium 

(CaCC), le volume cellulaire (VRAC), l’AMPc (CFTR), ou liés à un ligand (récepteurs GABAA et 

glycine). Les canaux et transporteurs sont présents également sur la membrane de compartiments 

intracellulaires, tels que la voie endosomal-lysosomal (famille des CLC); d’après duran et al, 2010.  
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Figure 24. Séquence maturative du GABA par l’expression précoce de NKCC1 et tardive de 

KCC2 

Plusieurs mécanismes sont impliqués dans le contrôle de la fonction de KCC2 

(Figure 25) (I. Medina et al., 2014). Au moins trois facteurs trophiques ont été 

identifiés comme modulateurs de la transcription de KCC2 : le BDNF, la 

Neurturin et le facteur de croissance associé à l’insuline. Etant donné que 

l’activité neuronale régule la sécrétion de BDNF au niveau pré- et post-

synaptique, les effets du BDNF sur KCC2 sont les mieux caractérisés. Le BDNF, 

via TrkB, active la transcription de KCC2, pendant le développement, par 

l’intermédiaire de la voie Erk qui module l’activité du facteur de transcription 

Egr4 (Ludwig et al., 2011). Le fonctionnement et l’expression à la membrane de 

KCC2 sont eux modulés par des modifications post-traductionnelles. L’une des 

plus importantes est la phosphorylation sur différents résidus de la protéine, 

contrôlée par l’action de différentes kinases et phosphatases (Kahle et al., 2013). 

La principale kinase qui phosphoryle directement KCC2 et permet son 

fonctionnement et sa stabilité à la membrane est la PKC. Plusieurs voies peuvent 

réguler l’activité de cette kinase tels que : le BDNF, via TrkB, l’activation des 

Le gradient chlore est principalement contrôlé par NKCC1, KCC2 et VDCC. (a) NKCC1 est 

prédominant dans les neurones immatures, entraînant une forte [Cl-]i et une réponse dépolarisante 

et excitatrice du GABA. (b) L’expression de KKC2 prédomine dans les neurones matures, 

entraînant une diminution de [Cl-]i et une réponse hyperpolarisante et inhibitrice du GABA ; 

d’après Ben Ari et al, 2002.  
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récepteurs métabotropiques du glutamate (mGluR) et les récepteurs à la 

sérotonine (Banke and Gegelashvili, 2008; Bos et al., 2013). Il est également 

montré que l’activité des récepteurs NMDA diminue la stabilité à la membrane de 

KCC2 en entraînant une internalisation du co-transporteur grâce à la 

déphosphorylation par la protéine phosphatase 1 (PP1) du même résidu ciblé par 

la PKC (H. H. C. Lee et al., 2011).  Par contre, la phosphorylation par les kinases 

WNK, SPAK et OSR1 sur des résidus différents de KCC2 entraînent une 

diminution de l’activité du co-transporteur (Inoue et al., 2012) et joue un rôle 

important dans la plasticité GABAergique pendant le développement en régulant 

ainsi l’homéostasie chlore (Kaila et al., 2014).  

 

Figure 25. Contrôle de l’activité de KCC2 par différentes voies de signalisation 

 

La régulation de l’activité de KCC2 s’effectue par des modifications transcriptionnelles et post-

traductionnelles, contrôlées principalement par l’action de kinases et de phosphatases ; d’après 

Medina et al, 2014.  
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2.4. Action trophique du GABA 

Pendant le développement, le GABA exerce aussi un rôle trophique en stimulant 

la migration neuronale, la division cellulaire et la croissance neuronale. 

L’activation des GABAARs génère aussi des courants calciques en activant les 

VDCCs. Le résultat de la dépolarisation induite est l’enlèvement du magnésium 

voltage-dépendant qui bloquait les récepteurs NMDA, induisant une augmentation 

de calcium. Ainsi, le GABA travaille en synergie avec les canaux NMDA dans les 

neurones immatures. Cette fonction est importante car les courants induits par 

NMDA vont fournir un élément supplémentaire dans l’activité globale du réseau 

en développement et pas chez l’adulte. Ceci est due à l‘expression différentielle 

des sous-unités des récepteurs NMDA, dans les neurones immatures et adultes, 

qui donne des courants d’une durée plus longue. Comme le GABA est à l’origine 

de la principale source de courants dépolarisants à ce stade, la synergie d’action 

avec les NMDA permet l’augmentation de l’activité neuronale dans le réseau et va 

contribuer au développement des circuits neuronaux matures (Figure 26). 

 

Figure 26. Actions synergiques des récepteurs GABAA et NMDA pendant le développement 

 

 

En générant une dépolarisation, le GABA va activer le récepteur NMDA, entraînant une 

augmentation de la concentration de calcium intracellulaire et ainsi un maintien de l’activité; 

d’après Ben Ari et al, 2002.  
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2.5. BDNF et transmission GABAergique 

L’implication du BDNF dans la différenciation morpho-fonctionelle des neurones 

GABAergiques a été largement démontrée. Des applications de BDNF exogène, 

sur différents types de neurones immatures en culture, ont permis la croissance de 

l’arborisation dendritique, la formation et la maturation des synapses 

GABAergiques par des modifications présynaptiques dont l’augmentation de 

l’expression de GAD ainsi que la libération de GABA (Berghuis et al., 2004; 

Yamada et al., 2002). Il intervient également dans la maturation de l’arborisation 

axonale et dans l’augmentation de l’expression à la membrane des GABAARs 

chez les neurones GABAergiques mais aussi dans la formation des synapses 

inhibitrices et excitatrices (Vicario-Abejón et al., 2002). De plus, il a été montré 

que l’activité neuronale, et plus particulièrement GABAergique, pouvait être à 

l’origine de la libération du BDNF impliquée dans tous ces processus (Marty et 

al., 2000). 

Ensuite, après l’établissement des connexions synaptiques fonctionnelles des 

neurones, ces contacts doivent être éliminés ou renforcés afin d’affiner l’efficacité 

du réseau ainsi formé. Selon le stade développemental, la structure étudiée et le 

type cellulaire, le BDNF peut potentialiser ou déprimer l’efficacité des synapses 

GABAergiques via des modifications pré- ou post-synaptique (nombre de 

terminaisons, probabilité de libération, nombre et propriétés fonctionnels des 

récepteurs…) (Gottmann et al., 2009). Le BDNF intervient également sur 

l’inhibition GABAergique par la régulation de l’expression du co-transporteur 

KCC2 (C. Rivera et al., 2002). 
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3. ProBDNF et épilepsie 

3.1. Généralités épilepsie 

L’épilepsie est le trouble neurologique le plus fréquent, après le trauma et la 

migraine (Acharya et al., 2008), et affecte globalement dans le monde 50 millions 

de personnes (de Boer et al., 2008). La ligue internationale contre l’épilepsie, 

définit l’épilepsie et les crises épileptiques comme étant des phénomènes 

transitoires de signes et/ou symptômes dus à une activité neuronale anormalement 

synchrone ou excessive dans le cerveau. L’épilepsie est un trouble neurologique 

caractérisé par une prédisposition persistante à la production de crises et par des 

troubles neurobiologiques, cognitif, psychologique et social. La définition de 

l’épilepsie nécessite la présence d’au moins une crise (Fisher et al., 2005). Les 

épilepsies sont complexes avec un large spectre de causes possibles telles que les 

tumeurs, les traumas, les infections virales, les troubles neuro-développementaux 

ou la mutation génétique (Browne and Holmes, 2001). Les syndromes 

épileptiques sont en outre classés en 3 groupes : idiopathique (l’épilepsie elle-

même est responsable du syndrome épileptique), symptomatique (la cause est 

connue) et cryptogénique (de cause inconnue). Les termes ont été récemment 

modifiés en défaut génétique, structural/métabolique et cause inconnue (Berg et 

al., 2010). Plus de la moitié des épilepsies sont classées comme des défauts 

structurels/métaboliques (Engel et al., 2006).  

La sémiologie (l’étude des symptômes) des épilepsies est double: on distingue les 

épilepsies généralisées (avec un départ simultané aux deux hémisphères, des 

activités ictales et interictales bilatérales et synchrones aux deux hémisphères) et 

les épilepsies focales ou partielles, comme l’épilepsie du lobe temporal (ELT), 

dont le départ de la crise ne concerne qu’un seul hémisphère, mais qui peut 

ensuite se généraliser aux deux.  

En épilepsie, on distingue deux types d’activités paroxystiques (activités 

symptômatiques qui apparaissent et s’estompent rapidement) : l’activité interictale 

(ou activité intercritique, entre les crises), et l’activité ictale (ou activité critique, 

de crise). L’activité interictale correspond à une activité pathologique cérébrale, 

présente à la fois pendant l’épileptogenèse et l’épilepsie dans les modèles 
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animaux, et entre les crises chez les patients ELT. L’activité ictale, quant à elle, 

est la marque d’une activité pathologique continue puisqu’elle constitue l’activité 

de crises d’épilepsie proprement dite. 

La zone épileptogène (ZE) est l’ensemble des structures cérébrales impliquées 

dans la genèse des activités paroxystiques (épileptiques). Dans les épilepsies 

partielles, la ZE se traduit le plus souvent par une décharge rapide de bas voltage 

qui implique souvent plusieurs régions simultanément en début de crise (Bancaud 

and Talairach, 1965; Bartolomei, 2009; Kahane et al., 2006). Avant l’apparition 

de cette décharge rapide, il y a une synchronisation des structures impliquées dans 

la ZE, qui est parfois progressive et souvent associée à une 

augmentation/apparition de pointes interictales. D’autres fois, elle est plus rapide 

à se mettre en place (Bartolomei et al., 2001; S. S. Spencer and D. D. Spencer, 

1994). C’est comme si plusieurs secondes avant le début de la crise, un 

renforcement des relations entre structures de la ZE se mettait en place pour 

aboutir à un phénomène de synchronisation des activités de ces structures 

(démarrage quasi-synchrone des décharges rapides dans les structures cérébrales 

distantes). 

La ZE se distingue de la zone lésionnelle qui, comme son nom l’indique, constitue 

la zone du cerveau où la lésion initiale s’est produite (dysplasie corticale, 

malformation corticale périnatale, méningiome, gliome, etc.) et de la zone 

irritative, siège des activités pathologiques qui surviennent entre les crises. La 

zone irritative peut ou non englober la zone lésionnelle et/ou la ZE. 

Au cours de ma thèse, j’ai travaillé sur un modèle particulier d’épilepsie, l’ELT. 

L’ELT est la forme la plus commune d’épilepsie partielle retrouvée chez l’adulte 

et sont réfractaires aux traitements antiépileptiques classiques dans 20 à 30% des 

cas.  

 

3.2. Epilepsie du lobe temporal (ELT) 

L’épilepsie du lobe temporal (ELT) est la forme d’épilepsie focale la plus 

fréquente chez l’adulte. 
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L’étiologie des ELT peut être divisée en 4 groupes : les formes associées à la 

sclérose hippocampique (SH), les formes associées à des lésions autres que la SH 

(tumeurs neuro-développementales, dysplasies corticales focales, cavernomes, 

etc.), les formes génétiques et les ELT cryptogéniques (20%). Ces ELT sont 

pharmaco-résistantes dans un nombre important de cas, bien qu’il n’y ait pas 

d’étude spécifique sur la pharmaco-résistance des ELT. 

3.2.1. Historique clinique des patients atteints de ELT 

Il est fréquent que les patients souffrant d’ELT aient subi un événement 

déclencheur au début de leur enfance (de 0 à 5 ans) comme un épisode de 

convulsions fébriles, d’anoxie, d’ischémie, de traumatisme crânien ou une 

maladie infectieuse. Une grande proportion de patients atteints d’ELT (30 à 60%) 

ont connu une convulsion fébrile prolongée (Theodore et al., 1999). En effet, les 

enfants qui ont subi des convulsions fébriles présentent 8 fois plus de risque de 

développer des épilepsies par rapport aux enfants qui n’ont eu aucun épisode de 

convulsion. Après cette crise, que l’on peut nommer d’événement inaugural, une 

période de 8 à 10 ans sans aucun signe clinique précèdera l’apparition de la 

première crise chronique spontanée. Cette période, dite période de latence ou 

phase d’epileptogénèse, est une phase pendant laquelle le patient n’a pas le 

moindre signe d’un comportement épileptique. Cependant, les enregistrements 

EEG montrent déjà l’existence d’une activité anormale. Souvent pendant 

l’adolescence, la phase chronique se met en place et les premières crises 

spontanées et récurrentes se produisent, accompagnées d’une réduction des 

performances cognitives et comportementales (Figure 27) (Engel et al., 2006).  
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Figure 27. Profil d’évolution de l’ELT 

 

3.2.2. Modèles animaux d’ELT 

3.2.2.1. Généralités 

Pour mieux comprendre le développement de l’épilepsie et étudier l’effet de 

drogues antiépileptiques, plusieurs modèles animaux mimant la pathologie ont été 

développés. Le principal avantage est l’accès à la phase de latence ou phase 

d’épileptogenèse, inaccessible chez l’homme, qui est primordiale pour la 

compréhension des mécanismes aboutissant au développement de l’épilepsie. Les 

modèles les plus couramment utilisés pour l’étude des processus d’épileptogenèse 

dans l’ELT sont les modèles Status Epilepticus (SE) (Pilocarpine et Kainate 

principalement) et le modèle d’embrasement (aussi appelé modèle de 

« kindling »).  

 

 

Après un événement inaugural dans le cerveau qui induit un état de mal épileptique, le patient entre 

dans une phase cliniquement asymptomatique. Cette phase est suivie par un premier épisode de 

crise spontanée et récurrente qui va définir l’entrée dans la phase chronique qui devient souvent 

pharmacorésistante. L’épilepsie est accompagnée d’un large spectre de modifications du réseau 

neuronal. 
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3.2.2.2. Modèle d’étude : le modèle pilocarpine 

Dans ce modèle, développé chez le rat (Turski et al., 1983), l’administration de 

pilocarpine induit un SE caractérisé par des crises généralisées tonico-cloniques, 

suivies par une phase de latence puis d’une phase chronique avec apparition de 

crises récurrentes spontanées. 

La pilocarpine est un agoniste des récepteurs cholinergiques de type muscarinique 

qui va entrainer une altération des courants potassiques et calciques (Segal, 1988), 

augmentant ainsi la dépolarisation des neurones, donc l’excitabilité neuronale. 

Suite à l’injection (300 mg/kg), les animaux commencent à être immobiles, ont 

des troubles au niveau de la face : salivation, clignement des yeux, contractions 

des vibrisses et bâillements. L’animal présentera ensuite des clonies de la tête et 

des pattes antérieures puis déclenchera une crise généralisée et aboutira au SE 

(Turski et al., 1983).  

3.2.3. Pathophysiologie de l’épileptogenèse chez 
l’homme et le modèle animal 
 

L’évènement inaugural, comme le status epilepticus, induit plusieurs changements 

au niveau moléculaire et structurel dans le cerveau. Bien que les altérations 

cellulaires peuvent être différentes selon les patients, certaines sont communes, 

telles que la neurodégénérescence, la neurogenèse, la gliose, l’invasion de cellules 

inflammatoires et des neuroinflammations, le bourgeonnement axonal, la 

plasticité dendritique, l’angiogenèse et des changements dans la matrice 

extracellulaire. La plupart de ces changements ne sont pas limités dans le temps, 

après l’événement inaugural, mais peuvent continuer durant toute la phase de 

latence qui est assimilée au processus d’épileptogenèse (Pitkänen and Lukasiuk, 

2009). 

La perte neuronale ou neuro-dégénérescence, est l’une des principales 

caractéristiques du cerveau épileptique (Dam, 1980) et touche plusieurs régions 

du cerveau, aussi bien chez les modèles animaux que chez l’homme. Il reste 

cependant à savoir si la perte neuronale est la cause ou la conséquence des crises. 
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Plusieurs études ont plutôt montrées que chaque crise pouvait amener à une perte 

neuronale et que l’augmentation de la sévérité des crises entraine une plus forte 

mort neuronale dans l’hippocampe (Ben-Ari and Dudek, 2010). En revanche, il 

semble que chaque crise ne va pas endommager obligatoirement les neurones 

(Cavazos et al., 1994; Mathern et al., 2002).  

La ZE de l’ELT est située dans le lobe temporal et plus particulièrement dans 

l’hippocampe. L’hippocampe normal est défini par la présence de 2 structures 

principales interconnectées : la Corne d’Ammon (CA), divisée en région CA1-3, 

et le Gyrus Denté (GD). Les principaux neurones de la CA sont des cellules 

pyramidales tandis que celles du GD sont des cellules granulaires. Certains 

neurones sont plus vulnérables aux crises que d’autres : notamment, les neurones 

des régions CA1 et CA3 de l’hippocampe qui montrent une mort cellulaire plus 

importante après crise, provoquant ainsi une sclérose hippocampique. Cette mort 

neuronale est également associée à une gliose qui consiste en un développement 

exagéré́ des cellules gliales (Figure 28).  

 

Figure 28. Schéma de l’anatomie cellulaire de l’hippocampe en condition contrôle et 

épileptique 

 

Control

KA 30d

A B

(A) Schéma de l’anatomie cellulaire de l’hippocampe ; (B)  Marquage de la densité neuronale en 

condition contrôle et 30 jours après l’induction du SE avec le kainate ; d’après Drexel et al, 2013. 
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La neurogenèse est une autre caractéristique typique du cerveau épileptique. 

Cependant, par rapport aux autres changements induits par le status epilepticus, 

elle est limitée à la zone sous-ventriculaire et à la zone sous-granulaire de 

l’hippocampe. Les crises sévères vont induire la prolifération de cellules 

progénitrices, entraînant une augmentation du nombre de cellules granulaires 

immatures dans l’hippocampe. Ces cellules vont alors se différencier en cellules 

matures et s’intégrer de manière anormale dans le réseau des cellules granulaires. 

Elles vont ainsi éventuellement remplacer les neurones perdus mais affecter la 

réorganisation du réseau neuronal (Scharfman et al., 2000). 

Une autre altération morphologique remarquable dans l’épileptogénèse, est 

l’augmentation du bourgeonnement axonal (Houser et al., 1990). L’exemple 

classique est le bourgeonnement des fibres moussues du GD qui font des 

nouveaux contacts synaptiques avec les cellules de la couche moléculaire interne 

(Houser, 1999). Souvent, la perte neuronale et la réorganisation des fibres 

moussues coexistent mais le bourgeonnement peut aussi avoir lieu de manière 

isolé. Ces réarrangements qui ont lieu au niveau du GD induisent des connexions 

excitatrices récurrentes, à l’origine d’une augmentation de l’excitabilité (Esclapez 

et al., 1999). 

Ainsi, les altérations morphologiques peuvent être à l’origine des crises et 

également dans certaines conditions les crises seront les causes de ces altérations. 

Ces altérations vont entrainer une réorganisation du réseau, notamment au niveau 

des connexions neuronales et les structures, qui laissent présager des changements 

au niveau des activités synaptiques. 

 

3.2.3.1. Activité GABAergique et épilepsie 

L’altération de la transmission GABAergique peut, plus spécifiquement, entrainer 

l’hyperexcitabilité du réseau et le développement des crises (Treiman, 1990), la 

signalisation GABAergique étant cruciale dans le maintien de l’activité de base et 

l’intégrité fonctionnelle du cerveau.  

Ces modifications au sein du système GABAergique peuvent se produire à tous 

les niveaux d’intégrations, des récepteurs GABA au réseau des interneurones. 
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3.2.3.1.1. Modification des GABAARs.  

A ce jour, il y a plusieurs résultats indiquant que les fonctions des GABAARs sont 

altérées dans les ELT chez l’homme (Isokawa, 1996; Shumate et al., 1998). Ces 

altérations inclus des modifications dans la composition en sous-unité du 

récepteur comme des différences d’expressions des sous-unités α qui pourraient 

être responsables de changement allostérique avec les benzodiazepines (Koepp et 

al., 1996; Loup et al., 2000). Chez le modèle animal pilocarpine, on retrouve 

également une telle modification pendant l’épileptogenèse : le messager α1 

diminue et celui de α4 augmente (Brooks-Kayal et al., 1998). Ces altérations sont 

associées à une augmentation du nombre de récepteurs contenant α4γ2 et une 

réduction de ceux contenant α1γ2 et un changement d’emplacement des 

récepteurs contenant γ2 d’une localisation synaptique à perisynaptique (Zhang et 

al., 2007). Au cours de l’épileptogenèse, il existe donc des différences 

d’expressions et de localisations des sous-unités α qui conduisent à des 

changements de composition au niveau synaptique des GABAARs. Ces 

modifications peuvent être impliquées dans une diminution de la sensibilité aux 

benzodiazepines, et une diminution de l’inhibition phasique et tonique (Figure 29) 

(A. S. Cohen et al., 2003; Ellender et al., 2014; Gibbs et al., 1997). Finalement, 

d’autres modifications, que le changement de composition en sous-unité, 

pourraient altérer les réponses induites par les GABAARs, telles que 

l’intervention de facteurs intracellulaires, comme les processus de 

phosphorylation, d’adressage ou d’ancrage des récepteurs à la membrane. Le SE 

dans lequel les crises se répètent régulièrement entraîne également une diminution 

des GABAARs synaptiques mais provoquée par une augmentation de 

l’endocytose (Goodkin et al., 2005; Naylor et al., 2005). Ceci a été observé chez 

les animaux chez lesquels a été induit le SE expérimentalement. La perte de ces 

GABAARs synaptiques sensibles aux benzodiazépines peut aussi expliquer le 

développement rapide de la pharmacorésistance chez les patients avec un SE. Une 

étude récente montre aussi que la phosphorylation de la sous-unité β3 est 

fortement diminuée pendant le SE, et entraîne une augmentation de l’association 

des récepteurs avec l’adaptateur à la clathrine AP2 et l’endocytose du GABAAR 

(Terunuma et al., 2008).  
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Figure 29. Défaut d’adressage des GABAARs dans l’épilepsie 

 

3.2.3.1.2. Renforcement de la transmission GABAergique.  

Plusieurs études montrent que l’épilepsie peut être associée à une activité 

paroxystique de la transmission GABAergique. Dans différents modèles 

d’épilepsies, il existe une potentialisation de la réponse des synapses 

GABAergiques. Dans le modèle d’ELT pilocarpine, il est montré ainsi que 

certains interneurones GABAergiques de CA1 déchargent à une fréquence plus 

élevée (Cossart et al., 2001). Ce changement dans la transmission GABAergique 

peut être considéré soit comme une modification compensatoire à la diminution 

de l’inhibition ou s’il est associé avec un changement de la réponse GABAergique 

qui devient excitatrice à une source à part entière et directe pour 

l’hyperexcitabilité du réseau. 

3.2.3.1.3. Homéostasie chlore et ELT.  

La transmission GABAergique a la caractéristique unique de passer d’une action 

excitatrice à inhibitrice par un changement de la [Cl-]i pendant le développement 

(Ben-Ari et al., 2007; C. Rivera et al., 1999). Des altérations de l’homéostasie 

La baisse de phosphorylation des GABAARs est responsable d’une augmentation de l’intéraction 

des récepteurs avec la machinerie d’endocytose, provoquant une nette augmentation 

d’internalisation des récepteurs, d’après Jacob et al, 2008.  
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chlore ont été observées dans le tissu hippocampique épileptique chez les patients 

atteints d’ELT (I. Cohen et al., 2002) et dans les modèles animaux. Cette réponse 

dépolarisante, associée aux activités épileptiformes, provient d’un changement 

d’expression des co-transporteurs NKCC1 et KCC2 qui provoque une 

augmentation de la [Cl-]i (Payne et al., 2003). Il est montré que les activités 

interictales diminuent l’expression de KCC2 et réduisent par conséquent la 

capacité d’extrusion du chlore des neurones (Figure 30). Il est également prouvé 

que les évènements dépolarisants GABAergiques associés sont impliqués dans 

l’émergence de foyers épileptiques miroir (Khalilov et al., 2003; C. Rivera et al., 

2004). Cette découverte peut expliquer en partie pourquoi les drogues agonistes 

du GABA sont inefficaces dans le traitement des ELT (Semah et al., 1998). 

 

Figure 30. Switch de la réponse GABAergique dans l’épilepsie 

3.3. mBDNF/proBDNF et épilepsie 

Plusieurs études ont montré que les neurotrophines et leurs récepteurs sont 

impliqués dans le développement de l’épilepsie et que leurs taux d’expression 

sont régulés par les crises. Différents mécanismes d’induction de crise, comme le 

kainate, la pilocarpine et le « kindling », induisent une augmentation du niveau de 

messager du BDNF (Dugich-Djordjevic et al., 1992). Des analyses 

immunocytochimiques et protéiques montrent également qu’il y a un niveau élevé 

de proBDNF et mBDNF après crises dans l’hippocampe. Les crises augmentent 

Chez les animaux épileptiques, la baisse d’expression des co-transporteurs KCC2 entraîne une 

augmentation du chlore intracellulaire et une inversion de la polarité des réponses du GABA.  
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également l’expression de leurs récepteurs TrkB et p75NTR (Figure 31) 

(VonDran et al., 2014). L’augmentation du BDNF est principalement retrouvée 

dans les cellules pyramidales de l’hippocampe, les cellules granulaires du GD et 

dans les neurones des différentes couches corticales. La localisation d’expression 

du BDNF reste plutôt similaire dans les différents modèles, supportant le fait 

d’une réponse du BDNF conservée aux crises épileptiques. Chaque crise en elle-

même est suffisante pour augmenter le taux de BDNF, bien que l’étendue de 

l’augmentation soit corrélée à la sévérité et à la durée des crises (Bengzon et al., 

1993; Mhyre and Applegate, 2003; Rudge et al., 1998). 

 

Figure 31. Niveau d’expression du proBDNF, mBDNF et p75NTR après crise 

 

Plusieurs mécanismes associés aux modifications morphofonctionnelles de 

l’épilepsie sont régulés par le BDNF dans le cerveau sain. Premièrement, la mort 

cellulaire, observée dans le cerveau épileptique et localisée à certaines régions, 

peut être due à l’activation du p75NTR préférentiellement par la forme immature 

de BDNF, le proBDNF. Il y a également les modifications axonales et 

dendritiques comme les mécanismes de synaptogenèse mis en place après les 

crises et où le BDNF est bien connu pour jouer un rôle que ce soit au niveau des 

régulations de la morphologie et de la croissance neuronale. Il pourrait ainsi être 

un élément important dans la réorganisation du réseau pendant l’épileptogenèse. 

Des études ont ainsi rapporté, que les souris mutantes hétérozygotes pour le 

BDNF avaient une suppression du développement d’embrasement par rapport aux 

souris contrôles, chez qui le blocage des voies de signalisation par un TrkB-IgG 

Les niveaux protéiques du BDNF sont élevés après 24h suivant l’injection de la pilocarpine et 

persistent jusqu’au septième jours. Les niveaux de p75NTR sont très élevés de manière aiguë à 3 

jour, d’après VonDran, 2014. 
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réduisait également ce développement (Binder et al., 1999; He et al., 2002; 

Kokaia et al., 1995). Cependant, d’autres études montrent des résultats opposés, 

où l’infusion chronique de BDNF retarde l’apparition de l’embrasement et 

d’autres où l’application de shRNA BDNF aggrave les crises dans les modèles 

d’embrasement (Larmet et al., 1995; Reibel et al., 2000). Ces résultats sont donc 

convergents dans le fait que la voie de signalisation BDNF/TrkB est impliquée 

mais sont divergents sur les effets. De plus, il existe bien un autre niveau de 

complexité puisque le BDNF peut également être libéré et agir par son précurseur 

le proBDNF qui active son récepteur p75NTR. Il a notamment été montré 

récemment qu’un status epilepticus prolongé dans le modèle pilocarpine induisait 

une diminution d’expression de TrkB avec une augmentation concomitante de 

p75NTR et une augmentation résultante de la liaison avec proBDNF (Unsain et 

al., 2008). De plus, chez les souris KO p75NTR on retrouve, après induction de 

crises, une réduction de 80% du nombre de neurones en voie apoptotique, ce qui 

démontre le rôle significatif de ce récepteur dans la voie de mort neuronale (Troy 

et al., 2002). 
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Le GABA, principal neurotransmetteur inhibiteur, joue un rôle crucial dans le 

contrôle de l’excitabilité neuronale. Cependant, la transmission GABAergique est 

unique par son changement de polarité au cours du développement. Le GABA 

qui, en raison d’une concentration élevée de chlore intracellulaire dans les 

neurones immatures, va conduire à la dépolarisation et souvent à des actions 

excitatrices, au lieu d’une réponse hyperpolarisante et des actions inhibitrices dans 

les neurones matures. Ce changement de polarité de la réponse GABA, qui 

s’effectue de manière physiologique pendant le développement, peut également 

être modifié et inversé dans plusieurs conditions pathologiques. En effet, une 

altération du système GABAergique inhibiteur, qui passe d’inhibiteur à excitateur, 

a souvent été liée aux épilepsies. De nos jours, l’épilepsie est l’une des maladies 

neurologiques les plus fréquentes au monde, mais notre compréhension des 

mécanismes cellulaires et moléculaires sous-jacents reste incomplète. Les 

protocoles de traitements usuels se concentrent exclusivement sur la prévention ou 

la suppression des crises fournissant ainsi simplement des traitements 

symptomatiques sans combattre la cause de la maladie. Il y a un besoin urgent de 

trouver de nouveaux médicaments qui pourraient agir différemment sur les 

molécules cibles, ainsi que de nouveaux traitements qui viseraient à inhiber le 

processus de la genèse de l’épilepsie. L’épileptogenèse est l’ensemble des 

processus qui transforment un réseau neuronal sain en réseau épileptique 

chronique. Chez les patients atteints d’épilepsie et dans les modèles animaux, on 

observe plusieurs changements pathologiques dont la perte neuronale, la 

neurogenèse, le bourgeonnement axonal, et la réorganisation des réseaux 

neuronaux, qui font suite à une convulsion initiale. Ces réarrangements sont 

corrélés à un déséquilibre de la balance entre excitation et inhibition neuronale, 

pouvant expliquer les activités aberrantes épileptiformes. Nombre de ces 

modifications sont normalement régies par des facteurs de croissance 

neurotrophiques, en particulier le facteur neurotrophique dérivé du cerveau, le 

BDNF. En effet, les événements inauguraux, comme le status epilepticus dans le 

modèle animal, entraînent l’augmentation de l’expression de cette neurotrophine 

dans la phase d’épileptogenèse. De plus, certaines drogues antiépileptiques 

produisent une diminution de l’expression du BDNF dans le cerveau humain. Le 

BDNF peut être libéré par les neurones sous la forme de précurseur, le proBDNF 

ou sous sa forme mature, le mBDNF. Ces deux formes en agissant sur des 
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récepteurs membranaires distincts, respectivement le p75NTR et le TrkB, ont des 

actions physiologiques opposées. La littérature a montré largement les effets du 

mBDNF sur la transmission GABAergique. Cependant, il existe peu de données 

sur l’implication du proBDNF dans le système GABA mais il est fort possible 

qu’il puisse jouer un rôle important dans l’altération de l’activité GABAergique 

retrouvée dans l’épilepsie. Plus récemment, dans un contexte d’épilepsie du lobe 

temporal, il a été mis en évidence qu’une augmentation de proBDNF et de 

p75NTR apparaissait. Cependant, leurs effets sur le développement de l'épilepsie 

restent inconnus. Par conséquent, l’hypothèse à la base de mon projet de thèse est 

que le proBDNF et son récepteur, le p75NTR, seraient des candidats intéressants 

pour jouer un rôle dans l’épileptogenèse et dans la genèse des crises récurrentes 

qui font suite à la phase de latence. Dans ce contexte, l’objectif de ma thèse s’est 

porté sur l’analyse des effets de l’accumulation de proBDNF in vitro et in vivo sur 

la transmission inhibitrice GABAergique et l’homéostasie chlore ainsi que sur les 

différents processus de l’épileptogenèse amenant à un réseau hyperexcitable.  
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Pro-Brain-Derived Neurotrophic Factor Inhibits GABAergic
Neurotransmission by Activating Endocytosis and
Repression of GABAA Receptors

Baptiste Riffault, Igor Medina, X Camille Dumon, Carine Thalman, Nadine Ferrand, Perrine Friedel, Jean-Luc Gaiarsa,
and X Christophe Porcher
Aix-Marseille Université, Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale Unité 901, and Institut de Neurobiologie de la Méditerranée, Parc

Scientifique de Luminy, 13273 Marseille, France

GABA is the canonical inhibitory neurotransmitter in the CNS. This inhibitory action is largely mediated by GABA type A receptors

(GABAARs). Among the many factors controlling GABAergic transmission, brain-derived neurotrophic factor (BDNF) appears to play a

major role in regulating synaptic inhibition. Recent findings have demonstrated that BDNF can be released as a precursor (proBDNF).

Although the role of mature BDNF on GABAergic synaptogenesis and maintenance has been well studied, an important question still

unanswered is whether secreted proBDNF might affect GABAergic neurotransmission. Here, we have used 14 d in vitro primary culture

of hippocampal neurons and ex vivo preparations from rats to study the function of proBDNF in regulation of GABAAR trafficking and

activity. We demonstrate that proBDNF impairs GABAergic transmission by the activation of two distinct pathways: (1) a RhoA-Rock-

PTEN pathway that decreases the phosphorylation levels of GABAAR, thus affecting receptor function and triggering endocytosis and

degradation of internalized receptors, and (2) a JAK-STAT-ICER pathway leading to the repression of GABAARs synthesis. These effects

lead to the diminution of GABAergic synapses and are correlated with a decrease in GABAergic synaptic currents. These results revealed

new functions for proBDNF-p75 neurotrophin receptor signaling pathway in the control of the efficacy of GABAergic synaptic activity by

regulating the trafficking and synthesis of GABAARs at inhibitory synapses.

Key words: BDNF; GABAA receptors; intracellular trafficking; synaptic plasticity

Introduction
In the mature nervous system, the inhibitory action of GABA
neurotransmitter is primarily mediated through GABA type A
receptors (GABAARs). It has been reported that altered ex-
pression and function of GABAARs may contribute to major
pathological conditions, including neurodegenerative diseases
(Twelvetrees et al., 2010), cognitive disorders, addiction (Ru-
dolph and Knoflach, 2011), and epilepsies (Ben-Ari et al., 2007),
and to pharmacoresistance to benzodiazepines in epileptic pa-
tients (Tan et al., 2011). Additionally, enhancement of the inhib-
itory action of GABAARs has been widely used clinically for
treatment of numerous neurological disorders, such as anxiety,

insomnia, agitation, seizures, muscle spasms, and alcohol with-
drawal (Winsky-Sommerer, 2009; Rudolph and Knoflach, 2011;
Tan et al., 2011; Skolnick, 2012). Therefore, understanding the
mechanisms involved in regulation of cell-surface expression of
GABAARs is of primary importance for both fundamental re-
search and clinical application.

Among the many dependent regulators of the GABAergic sys-
tem, brain-derived neurotrophic factor (BDNF) is of particular
interest as it is released in response to GABAergic activity (Elma-
riah et al., 2004; Jovanovic et al., 2004; Carrasco et al., 2007;
Porcher et al., 2011). In cultured hippocampal neurons, acute
application of BDNF increases the cell-surface expression of
GABAARs and enhances GABAergic synaptic transmission (Jo-
vanovic et al., 2004; Porcher et al., 2011). In the hippocampal
neuronal network, chronic release of BDNF enhances the forma-
tion and functional maturation of GABAergic synapses (Gubel-
lini et al., 2005; Kuczewski et al., 2008b; Fiorentino et al., 2009).
BDNF is expressed mainly by glutamatergic neurons and se-
creted through a regulated and constitutive pathway (Hau-
bensak et al., 1998; Wu et al., 2004; Kuczewski et al., 2008a;
Lessmann and Brigadski, 2009). BDNF is stored as proneu-
rotrophin (proBDNF) within secretion vesicles (Lu, 2003). To
produce mature BDNF (mBDNF), proBDNF is cleaved by furin
in the trans-Golgi network (Mowla et al., 2001), or by extracellu-
lar plasmin or matrixmetalloprotease-7 once secreted (Lee et al.,
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2001). The proteolysis of proBDNF is regulated by neuronal ac-
tivity that in turn determines the extracellular ratio between
mBDNF and proBDNF (Lessmann and Brigadski, 2009; Nagap-
pan et al., 2009; Yang et al., 2009). ProBDNF and mBDNF are
assumed to produce opposing physiological responses mediated
by the activation of two distinct classes of transmembrane recep-
tors, the tropomyosin-related kinase receptor B (TrkB) and the
p75 neurotrophin receptor (p75 NTR; Lee et al., 2001; Lu et al.,
2005). Thus, the physiological action of BDNF is regulated by
proteolytic cleavage, with proBDNF preferentially activating
p75 NTR and mBDNF activating TrkB. Moreover, while the con-
tribution of the mBDNF-TrkB signaling pathway to the develop-
ment and maturation of GABAergic synapses is well established
(Lessmann and Brigadski, 2009; Kuczewski et al., 2010), the ques-
tions of whether and how proBDNF/p75 NTR signaling affects
GABAergic synapses are largely unanswered.

In this study we sought to examine the role of the proBDNF/
p75 NTR signaling pathway in regulating GABAergic synaptic
transmission by investigating GABAAR !2/3 subunit cell-surface
stability, membrane trafficking, and GABAergic synaptic cur-
rents in primary culture of hippocampal neurons and acute hip-
pocampal slices. Our results provide the first compelling
evidence that proBDNF downregulates GABAAR !2/3 subunit
surface expression through an increase in internalization and a
decrease in synthesis.

Materials and Methods

All animal experiments were performed according to the guidelines set
by the Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale animal
welfare committee and the European Community Council Directive of
November 24, 1986 (86/609/EEC).

Primary cultures of rat hippocampal neurons. Hippocampal neurons
from 18-d-old Wistar rat embryos were dissociated using trypsin and
plated onto poly-ethylenimine-coated coverslips at a density of 70,000
cells per square centimeter in minimal essential medium (MEM) supple-
mented with 10% NU-Serum (BD Biosciences), 0.45% glucose, 1 mM

sodium pyruvate, 2 mM glutamine, and 10 IU ml !1 penicillin–strepto-
mycin as previously described (Buerli et al., 2007). On days 10 and 13 of
culture incubation, half of the medium was changed to MEM with 2%
B27 supplement (Life Technologies).

Reagents and treatments. Primary hippocampal neuronal cultures (14
DIV) were treated with the following concentration of blockers and
inhibitors, before being treated with an acute application of mBDNF
or cleavage resistant proBDNF (CR-proBDNF): tetrodotoxine (TTX;
0.5 "M, 1 h), 2,3-dihydroxy-6-nitro-7-sulfonyl-benzo[f]quinoxaline
(NBQX; 5 "M, 10 min), D-APV (40 "M, 10 min). Cultures were then
stimulated with CR-proBDNF (25 ng, 30 min) in the presence or absence
of mBDNF (25 ng, 10 min). For sustained stimulation with endogenous
proBDNF, cultures were treated with aprotinin (3 "g/ml) alone. In some
experiments, cultures were incubated for #40 min before stimulation
with K252a (200 nM), TAT-pep5 (2 "M), nifedipine (10 "M), leupeptine
(5 "g/ml), AG490 (50 "M), ROCK (Rho-associated, coiled-coil contain-
ing protein kinase) inhibitor (ROCKi; 50 "M) or Stattic (10 "M). All
reagents were applied directly from stock solutions into culture medium
or artificial CSF (ACSF) for electrophysiological experiments.

ProBDNF immunoassay. To measure the release of proBDNF from
hippocampal neuronal cultures, 2 ml fractions of the supernatant were
collected. The fractions were concentrated using the Amicon Ultra con-
centration devices (4000 " g, 10 min; Millipore), with 100 "l of final
volume. The proBDNF Rapid ELISA Kit (Biosensis) was used to quantify
the amount of proBDNF in the concentrated solutions following the
manufacturer’s protocol. Experiments and analysis were done blind.

Transfections. Transfections of 10 DIV neuronal cultures were per-
formed as described previously (Buerli et al., 2007). For transfection of
cultures in 35 mm dishes, 300 "l of Opti-MEM media were mixed with 7
"l of Lipofectamine 2000 reagent (Life Technologies), 1 "l of Magneto-

fection CombiMag (OZ Biosciences), and 1.5 "g of pcDNAs. The mix-
ture was incubated 15 min at room temperature (RT) and thereafter
distributed dropwise above the neuronal culture. Culture dishes were
placed on a magnetic plate (OZ Biosciences) and incubated 45 min at
37°C. Transfection was terminated by the substitution of 80% of the
incubation solution with fresh culture media. Neurons were used in
experiments 4 d after transfection.

Electrophysiological recordings of mIPSCs on neuronal cultures. Electro-
physiological recordings from neurons were performed at 14 DIV (4 d
after transfection). At this age, cultured neurons achieved a developmen-
tal stage characterized by the steady-state level of the expression of
GABAARs (Swanwick et al., 2006), the slowing of dendrite growth, and
the beginning of spine formation (Huang et al., 2005). Neurons were
continuously perfused with an extracellular solution containing the fol-
lowing (in mM): 150 NaCl, 2.5 KCl, 2.5 HEPES, 20 D-glucose, 2.0 CaCl2,
2.0 MgCl2, 0.001 TTX, 0.01 CNQX, pH 7.4, at 1 ml/min. Recording
electrodes (4 – 6 M#) were filled with a solution containing the following
(in mM): 140 CsCl, 10 HEPES, 2.5 MgCl2, 4 Na2-ATP (adenosine triphos-
phate), 0.4 Na-GTP (guanosine triphosphate), 10 mm sodium phospho-
creatine, 0.6 mm EGTA, pH 7.2. Recordings were made using an
Axopatch-200A amplifier and pCLAMP acquisition software (Molecular
Devices). Series resistance was compensated electronically. Data were
low-pass filtered at 2 kHz and acquired at 10 kHz. Miniature postsynaptic
currents were analyzed blindly using Mini Analysis software (Synap-
tosoft). All experiments were performed at 22–24°C. Cumulative distri-
butions were generated using 100 consecutive mIPSCs, averaged across
all cells.

Western blotting. Neuronal cells and hippocampi were homogenized in
RIPA buffer (150 mM NaCl, 1% Triton X-100, 0.1% SDS, 50 mM Tris
HCl, pH 8, containing protease inhibitors (Complete Mini, Roche). Ly-
sates were centrifuged (10,000 " g for 10 min at 4°C) and the supernatant
was heated at 90°C for 5 min with Laemmli loading buffer. Loading was
20 "g of proteins as determined using a modified Bradford reaction
(Bio-Rad Laboratories). Proteins were separated in 7–15% SDS-PAGE
and electrophoretically transferred to nitrocellulose membranes. Mem-
branes were blocked with 5% bovine serum albumin (BSA) in TBS 0.1%
Tween 20 (TBST) for 2 h at RT, then incubated with primary antibodies
diluted in TBST containing 3% BSA overnight at 4°C or 2 h at RT. Blots
were probed with antibody against phospho-GABAAR !3 (pGABAAR !3,
rabbit, Ser408/409, PhosphoSolutions), GABAAR !3 (mouse, Millipore
Bioscience Research Reagents), EEA1 (early endosome antigen 1; rabbit;
Cell Signaling Technology), inducible cAMP early repressor (ICER;
Crem1, rabbit; Santa Cruz Biotechnology), p75 NTR (mouse; Biosensis),
tubulin (!-tubulin; mouse; Sigma-Aldrich), PTEN (phosphatase and
tensin homolog on chromosome 10; mouse; Millipore), and phospho-
PTEN (pPTEN; rabbit T366, Abcam). After washing with TBST, mem-
branes were incubated with HRP-conjugated secondary antibodies
diluted in TBST containing 3% BSA for 60 min, washed with TBST, and
then developed using the G:BOX gel imaging system (Syngene). Expres-
sion levels were estimated by ImageJ software (National Institutes of
Health, http://rsb.info.nih.gov/ij/).

Immunocytochemistry and confocal microscopy. Hippocampal cultures
(75,000 cells/cm 2, DIV 14) were treated as described above and fixed in
4% PFA-sucrose for 10 min. Coverslips were washed in PBS for 15 min
and incubated in 0.2 M glycine for 10 min. Blocking was done in 1%
BSA/0.5% Triton X-100 in PBS for 30 min to permeabilize cells and
reduce nonspecific binding. Cultures were washed and incubated with
goat anti-p75 NTR (1:500; R&D Systems) or rabbit anti-caspase-3 cleaved
(1:500; Cell Signaling Technology) or rabbit anti-EEA1 (1:500; Cell Sig-
naling Technology) and anti-!2/3 antibody (1:200; clone bd17; Milli-
pore) coupled to chicken anti-MAP2 (anti-microtubule-associated
protein 2; 1:2000; Sigma-Aldrich) antibodies in PBS overnight at 4°C. For
analysis of cell-surface GABAARs and GABAergic synapses, nonperme-
abilized neurons were first incubated with anti-!2/3 antibody (1:200;
clone bd17; Millipore) overnight at 4°C. Coverslips were washed in PBS
for 15 min and permeabilized in 0.5% Triton–1% BSA in PBS for 10 min.
Neurons were then incubated with primary antibodies using rabbit anti-
VAMP1 (vesicle-associated membrane protein 1; 1:2000; Synaptic Sys-
tems) and donkey anti-MAP2 (1:2000; Sigma-Aldrich) for 2 h at RT.
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Primary antibodies were visualized after staining with the appropriate
goat anti-mouse, anti-rabbit, and anti-donkey IgG conjugated to Al-
exa488 (1:1000; FluoProbes), Alexa555 (1:1000; FluoProbes), and Cy5,
respectively (1:2000, Millipore Bioscience Research Reagents), in 1%
BSA/PBS for 60 min. Cultures were washed and coverslips mounted
using Vectashield (Vector). Sequential acquisition of immunoreactivity
of pyramidal-like cells was performed using laser scanning confocal mi-
croscope (Zeiss LSM 510 Meta) with a 40! or 63! oil-immersion ob-
jectives. In each set of images, laser light levels and detector gain and
offset were adjusted to avoid any saturated levels. Confocal micrographs
are digital composites of a Z-series scan of 4 – 6 optical sections through a
depth of 4 –5 !m.

Immunofluorescence analysis. For each experimental condition, the
density, area, and colocalization of puncta were determined from confo-
cal images using the ImageJ software. Immunopositive puncta were de-
fined as immunoreactivity "0.1 !m 2 present along the soma and the
first 20 !m length of the primary process. For GABAAR "2/3 cell-surface
expression, the labeled area fraction of positive pixels for GABAAR "2/3

was measured and reported to the area fraction of positive pixels for
MAP2. Colocalization was analyzed by determining the percentage of
individual "2/3 subunit-positive puncta that were in close apposition to
VAMP1 immunoreactive puncta. This value was divided by the area
fraction of positive pixels for MAP2. All of the images were analyzed
blindly.

Phospho-cAMP response element-binding protein activation. The proce-
dure for phospho- cAMP response element-binding protein (phospho-
CREB) activation and immunocytochemistry was similar to that
described previously (Kuczewski et al., 2008a). Cultures were stimulated
with CR-proBDNF (30 min) in the absence or presence of mBDNF (10
min) with or without K252a. Thirty minutes after stimulation, neurons
were fixed for 10 min with PFA-sucrose at 4°C and rinsed several times
with PBS. Coverslips were then preincubated in 0.1% Triton, 3% goat
serum, and PBS for 60 min at RT and incubated overnight with mouse
anti-CREB (1:1000), rabbit anti-phospho-CREB (anti-pCREB; 1:1000;
both from Cell Signaling Technology), and chicken anti-MAP2 (1:2000;
Sigma-Aldrich) antibodies. Immunoreactivities for pCREB, CREB, and
MAP2 were visualized and analyzed as described above using the laser
scanning confocal microscope (Zeiss LSM 510 Meta). The optical sec-
tions were digitized (1024 ! 1024 pixels) and processed using ImageJ
software. For analysis of the intensity of pCREB staining in neuronal
cells, we first created a binary mask from MAP2-positive cells and then
analyzed pCREB intensity only in regions overlapping the binary mask.
Acquisition parameters were the same for every set of experiments. The
pCREB-to-CREB intensity ratio was expressed as the mean ratio of the
pCREB-Alexa Fluor 488/CREB-Alexa Fluor 555 staining intensity. All
data were expressed as percentage of control values obtained from sister
nonstimulated cultures. All of the images were analyzed blindly.

ICER activation. Cultures (14 DIV) were stimulated overnight with
aprotinin (12 h) or treated with CR-proBDNF (30 min) as described
above, in the absence or presence of TAT-pep5. After stimulation, neu-
rons were treated as previously described and incubated overnight with
rabbit anti-CREM1 (1:100; ICER; Santa Cruz Biotechnology) and
chicken anti-MAP2 (1:2000; Sigma-Aldrich) antibodies. Immunoreac-
tivities for ICER and MAP2 were visualized and analyzed as described
above. The intensity of ICER staining in neuronal cells was expressed as
the mean ratio of the ICER-Alexa Fluor 555/MAP2-Alexa Fluor 488
staining intensity. All data were expressed as percentage of control values
obtained from sister nonstimulated cultures. All of the images were an-
alyzed blindly.

Determination of GABAAR cell-surface levels using ELISA. Changes in
surface and total levels of GABAARs were analyzed using a cell-surface
ELISA assay as described previously (Jovanovic et al., 2004; Porcher et al.,
2011). Hippocampal neurons were cultured in 24-well plates at a density
of 100,000 cells/cm 2 for 14 DIV. Cultures were treated as described above
and fixed using 4% PFA/4% sucrose/PBS (4% PFA-sucrose) for 10 min.
Cultures were washed with PBS followed by HBSS (Invitrogen). Nonspe-
cific cell-surface binding of antibody was reduced by incubating cultures
for 30 min in 1% BSA/10% rabbit serum/HBSS. In those cultures where
total protein levels were evaluated, cells were permeabilized and nonspe-

cific binding blocked by incubating with 0.5% Triton/1% BSA/10% rab-

bit serum/HBSS for 30 min. Cultures were incubated with anti-GABAAR

"2/3 antibody (2 !g/ml; bd17 clone; Millipore) overnight at 4°C. After

washing and nonspecific binding block as described above, cultures were

incubated with anti-mouse IgG conjugated to HRP (1:5000, Pierce) for

60 min. Cultures were extensively washed and a color substrate 3,3,5,5-

tetramethylbenzidine (Sigma-Aldrich) reagent added for 15 min until

sufficient color reaction had developed. Absorbances were read at # #

655 nm using a spectrophotometer (Fluostar Optima, BMG Labtech).

Controls lacking the primary antibody were routinely used to determine

background levels of peroxidase and nonspecific binding of the second-

ary antibody.

Relative quantitative expression of mRNA transcripts. Hippocampal

neuronal cultures were treated as described above. At 14 DIV, RNA was

isolated using a Qiagen RNeasy kit following the manufacturer’s instruc-

tions, quantified by reading the absorbance at 260 nm (NanoPhotom-

eter, Implen), and converted to cDNA using 1 !g of RNA according to

manufacturer’s instructions (QuantiTect Reverse Transcription kit, Qia-

gen). PCR was performed with the LightCycler 480 SYBR Green I Master

(Roche Applied Science) with 1 !l of cDNA using the following oligonu-

cleotides (QuantiTect Primer Assays; Qiagen): GABAAR "3 subunit (Ga-

brb3; QT00195902), cAMP responsive element modulator 1 (Crem1;

QT00370370), p75 NTR (Ngfr; QT00181874), and glyceraldehyde-3-

phosphate dehydrogenase (GAPDH; QT001199633). Relative mRNA

values were calculated using the LC480 software by using GAPDH as the

housekeeping gene. PCR was performed in replicates of three.

In vivo injection. Before intracerebroventricular injection, the rats of

either sex were anesthetized at birth by 3% isoflurane mixed with pure

oxygen and placed in a stereotaxic frame. Tissue-type plasminogen

activator-Stop (tPA-Stop) was dissolved at 6 nM in 0.9% sodium chlo-

ride. A Hamilton syringe was inserted 3 mm deep, perpendicular to the

skull surface and 5 mm rostral and 3 mm lateral from the lambda. Intra-

cerebroventricular injection (3 !l) was administered over 60 s. The nee-

dle was kept immobilized for 2 min before withdraw. Control animals

received PBS with 0.4% BSA. The validity of injection was determined by

using blue dye dissolved in the injected solution. After the injection, the

animals were left for 48 h before starting electrophysiological recordings.

Slices preparation. Electrophysiological recordings from hippocampal

slices were performed from 2-d-old rats (i.e., 2 d after intracerebroven-

tricular injections of tPA-Stop) as previously described (Kuczewski et al.,

2008b). Brains were removed and immersed into ice-cold (2$4°C) ACSF

with the following composition (in mM): 126 NaCl, 3.5 KCl, 2 CaCl2, 1.3

MgCl2, 1.2 NaH2PO4, 25 NaHCO3, and 11 glucose, pH 7.4, equilibrated

with 95% O2 and 5% CO2. Hippocampal slices (600 !m thick) were cut

with a McIlwain tissue chopper and kept in ACSF at RT (25°C) for $1 h

before recording. Slices were then transferred to a submerged recording

chamber perfused with ACSF (3 ml/min) at 34°C.

Electrophysiological recording on hippocampal slices. Whole-cell patch-

clamp recordings of CA3 pyramidal neurons were performed with an

Axopatch 200B amplifier (Molecular Devices). Microelectrodes (4 – 8

M%) were filled with a recording solution with the following composi-

tion (in mM): 110 CsCl, 30 K-gluconate, 10 HEPES, 1.1 EGTA, 0.1 CaCl2,

4 MgATP, and 0.3 NaGTP. Series resistance was assessed repetitively in

response to a 5 mV pulse and compensated up to 70% throughout the

recording. Cells exhibiting "20% change in series resistance were ex-

cluded from analysis. mIPSCs were isolated in the presence of the iono-

tropic glutamatergic receptor antagonists (5 !M NBQX, 40 !M D-APV)

and TTX (1 !M) and recorded at a holding potential of $70 mV. In some

experiments, the identity of the mIPSCs was confirmed by exogenous

application of gabazin (5 !M) at the end of the recording session. The

currents were recorded with Axoscope 8.1 software (Molecular Devices)

and analysis of mIPSCs was performed blindly using the Mini Analysis

Program 6.0 software (Synaptosoft). The absence of false-positive events

was confirmed by visual inspection of each experiment. Cumulative dis-

tributions were generated using 100 consecutive mIPSCs, averaged

across all cells. One hundred random points selected from each cell were

concatenated to describe the cumulative distributions of events in each

condition and then compared by Kolmogorov–Smirnov test.
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Statistical analysis. If not stated otherwise, all population data are ex-
pressed as mean ! SEM. Paired Student’s t test was used to compare
statistical significance between groups in ELISA experiments and un-
paired Student’s t test was used to examine the statistical significance of
the differences between groups in microscopy and qRT-PCR analysis;
ANOVA was used for multiple comparisons. Cumulative distributions
were compared using the Kolmogorov–Smirnov two-sample test. Signif-
icantly different values (*p " 0.05; **p " 0.01; ***p " 0.001) are indi-
cated in figures with asterisks.

Drugs. TTX was purchased from Abcam; ROCKi (Y-27632) was pur-
chased from Millipore; tPA-Stop was purchased from American Diag-
nostica; k252a, TAT-pep5, and Stattic were purchased from Calbiochem;
nifedipine, aprotinin, leupeptin, and AG490 were purchased from Sig-
ma-Aldrich; CR-proBDNF recombinant (Escherichia coli) mutated hu-
man and mBDNF were purchased from Alomone Labs. NBQX, CNQX,
and D-APV were obtained from the Molecular, Cellular, and Genomic
Neuroscience Research Branch of the National Institute of Mental
Health.

Results

Exogenous CR-proBDNF decreases cell-surface expression of
GABAAR clusters
As a first attempt to determine whether proBDNF may affect the
stability of GABAARs at the cell surface, we examined the effect of
an acute application of exogenous CR-proBDNF. At 14 DIV,
hippocampal cultures were preincubated with TTX (1 h, 0.5 !M),
NBQX (10 min, 5 !M) and D-APV (10 min, 40 !M) to reduce
regulated secretion of endogenous BDNF triggered by spontane-
ous activity. This treatment was followed by the addition of CR-
proBDNF (25 ng/ml) for 30 min. Immunohistochemistry using
the GABAAR "2/3-specific antibody, in combination with anti-
MAP2 antibody, allowed a semiquantitative analysis of GABAAR
"2/3 levels at the surface of pyramidal-like neurons in which the
ratio GABAAR "2/3/MAP2 and the average GABAAR "2/3 perim-
eter were quantified in the somatic and proximal dendritic re-
gions. The application of CR-proBDNF resulted in a significant
decrease of GABAAR "2/3 surface levels (47.40 ! 3.7% surface
ratio; p # 0.0003 compared with control, 35 neurons analyzed,
n # 4; Fig. 1A,B). This effect was abolished in the presence of
TAT-pep5 (2 !M), a cell-permeable inhibitor of p75 NTR signaling
(109.02 ! 3.5% surface ratio compared with control; p # 0.167,
35 neurons analyzed, n # 4; Fig. 1A,B). The average perimeter of
GABAAR "2/3 clusters was also decreased in response to CR-
proBDNF (0.29 ! 0.02 !m 2 in control vs 0.18 ! 0.01 !m 2 in
CR-proBDNF; p # 0.0005 compared with control, 35 neurons
analyzed, n # 4; Fig. 1C), an effect prevented by TAT-pep5
(0.27 ! 0.03 !m 2; p # 0.298 compared with control, 35 neurons
analyzed, n # 4; Fig. 1C).

Reductions in the perimeter of GABAAR "2/3 clustering at the
cell surface observed with CR-proBDNF treatment may be due to
an increased lateral mobility from synaptic sites to extrasynaptic
sites (Thomas et al., 2005; Goffin et al., 2010; Luscher et al., 2011),
without decrease in the total membrane levels. It also may reflect
an internalization of the cell-surface receptors to the cytoplasm,
and/or a decrease in addressing receptors into the cell membrane.
To confirm decrease in membrane expression, we performed a
quantitative measurement of these changes using cell-surface
ELISA experiments with the same GABAAR "2/3-specific anti-
body (Jovanovic et al., 2004; Porcher et al., 2011). Addition of
CR-proBDNF (25 ng/ml, 30 min) led to a decrease in cell-surface
expression of the "2/3 subunit (78.37 ! 4.9% of control non-
stimulated cultures, p # 0.0008, n # 4; Fig. 1D). This effect was
dependent on the activation of p75 NTR by the CR-proBDNF as it
was abolished in the presence of TAT-pep5 (2 !M, 104.23 ! 3.8%

compared with control, p # 0.314, n # 4; Fig. 1D). No significant
difference was observed in the total levels of GABAAR "2/3 sub-
unit between control and treated cultures (Fig. 1E).

We also investigated, by qRT-PCR analysis, whether the ap-
plication of CR-proBDNF could affect the level of mRNA tran-
scripts encoding for GABAAR subtypes containing "3 subunits.
No significant differences were found between GABAAR "3

mRNA levels in control and proBDNF-treated cultures (Fig. 1F).
Thus, a continuous 30 min activation of p75 NTR by exogenous

application of CR-proBDNF leads to a significant decrease in
cell-surface expression and perimeter of GABAAR "2/3 and does
not change the level of GABAAR transcripts and proteins.

Endogenous accumulation of proBDNF decreases the density
of GABAergic synapses and the size of GABAAR !2/3 clusters
To examine whether endogenous proBDNF modulates GABAe-
rgic synaptic connectivity, we investigated the effects of aprotinin
(3 !g/ml, 12 h), a serine protease inhibitor that blocks plasmin
activity and prevents the extracellular cleavage of proBDNF into
mBDNF (Lee et al., 2001). To confirm that aprotinin prevents
conversion of proBDNF into mBDNF, we measured the concen-
tration of proBDNF in hippocampal neuronal culture superna-
tants in control and aprotinin conditions using an ELISA
proBDNF immune-detection assay. As illustrated in Figure 2A,
endogenous proBDNF levels upon treatment with aprotinin (3
!g/ml, 12 h) increased significantly (57.45 ! 0.39 pg/ml) com-
pared with control (4.0 ! 1.15 pg/ml; p " 0.0001, n # 3).

To identify functional GABAergic synapses, we performed
double immunostaining against synaptobrevin (VAMP1), a
marker of functional presynaptic membranes (Weber et al.,
1998) and postsynaptic cell-surface expression of GABAAR "2/3

clusters (Chih et al., 2005; Yu et al., 2007; Goffin et al., 2010). We
counted the density of presynaptic and postsynaptic marker ap-
position at the somatodentritic level of MAP2-positive neurons.
The level of colocalized clusters between VAMP1 and GABAAR
"2/3 of MAP2-positive cells was estimated in control condition
(33.8 ! 3.4%, 35 neurons analyzed, n # 4; Fig. 2B,C). After 12 h
treatment with aprotinin, we observed a significant decrease in
the colocalization between GABAAR "2/3 clusters expressed at the
cell-surface and VAMP1-positive presynaptic terminals (25.2 !

1.6%, p # 0.0007 compared with control, 35 neurons analyzed,
n # 4; Fig. 2B,C). This decrease in colocalized puncta between
postsynaptic GABAAR "2/3 and presynaptic VAMP1 staining was
prevented by treatment of cell cultures with TAT-pep5 before
application of aprotinin (30.8 ! 2.1%, p # 0.216 compared with
control, 35 neurons analyzed, n # 4; Fig. 2B,C).

The observed reduction in the density of GABAergic synapses
may reflect a decrease in postsynaptic cell-surface expression of
GABAAR clusters, as observed previously during acute applica-
tion of CR-proBDNF, and/or a reduction in the number of pre-
synaptic terminals. To evaluate these possibilities, we performed
detailed quantitative analysis of the area fraction of VAMP1 and
GABAAR "2/3 puncta of MAP2-positive neurons, following treat-
ment with aprotinin. Our analysis revealed a significant decrease
in the area fraction and average perimeter of surface GABAAR
"2/3-positive puncta following activation of the proBDNF/p75NTR

pathway. After treatment with aprotinin, the area fraction and pe-
rimeter were respectively 49.9 ! 6.4% and 51.4 ! 8.6% of control
(p # 0.0009, 35 neurons analyzed, n # 4; Fig. 2B,D,E). Both effects
were prevented by TAT-pep5 (p # 0.345 compared with control, 35
neurons analyzed, n # 4; Fig. 2B,D,E).

To assess changes in presynaptic terminals, we analyzed the
area fraction of VAMP1-positive puncta of MAP2-positive neu-
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Figure 1. Exogenous application of CR-proBDNF downregulates GABAAR cell-surface expression. A, Cultured neurons (14 DIV), in control conditions (CTR), or treated with CR-proBDNF (CR-

proBDNF) or CR-proBDNF plus TAT-pep5 (CR-proBDNF ! TATpep5) and immunolabeled with GABAAR !2/3 subunit-specific mouse monoclonal antibody to reveal expression at the cell surface, and

following permeabilization, immunolabeled with anti-MAP2 chicken polyclonal antibody (data not shown) to reveal neuronal cells. Scale bars: top, 20 "m; bottom, 3 "m. B, C, Quantification of

surface GABAAR !2/3/intracellular MAP2 fluorescence ratio (B) and the average perimeter of GABAAR !2/3 clusters (C) at the cell surface in the proximal dendrites and soma of MAP2-positive

neurons, treated with CR-proBDNF alone (25 ng, 30 min), or CR-proBDNF plus TAT-pep5 (CR-proBDNF ! TATpep5; 2 "M), in comparison with the vehicle-treated control (CTR). Thirty-five neurons

analyzed per condition, n " 4; ***p # 0.001. D, Cell-surface levels of GABAARs measured using ELISA assays with GABAAR !2/3 subunit-specific antibody in neurons treated with CR-proBDNF alone

(25 ng, 30 min), or in the presence of TAT-pep5 (CR-proBDNF!TATpep5; 2 "M), and expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). E, Total GABAAR !2/3 subunit expression normalized

to control nontreated conditions. The total level of !2/3 subunit levels remains unchanged. n " 4; ***p # 0.001. F, Relative expression of GABAAR !3 gene in neurons treated with CR-proBDNF

alone (25 ng, 30 min), or in the presence of TAT-pep5 (CR-proBDNF ! TATpep5; 2 "M), and expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). GABAAR !3 gene expression was normalized

to the expression of the housekeeping gene, GAPDH, in the same RNA preparation. n " 6; p $ 0.05.
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Figure 2. Endogenous proBDNF decreases the colocalization of postsynaptic GABAAR !2/3 clusters with presynaptic VAMP1 puncta. A, proBDNF protein levels in hippocampal culture

supernatants in control and aprotinin conditions. Treatment with aprotinin (Apro; 3 "g/ml, 12 h) increases significantly the concentration of proBDNF in the supernatant compared with

control (CTR). n ! 3; ***p " 0.001. B, Hippocampal cultures (14 DIV) were treated for 12 h with vehicle (CTR), aprotinin (Apro), aprotinin plus TAT-pep5 (Apro # TATpep5), or TAT-pep5

alone, and stained for GABAAR !2/3 subunit (green), VAMP1 (red), and MAP2 (blue). Scale bars: top, 20 "m; bottom, 3 "m. C, The percentage of !2/3 subunit-positive clusters that

colocalized with VAMP1 puncta/intracellular MAP2 fluorescence ratio was significantly reduced in cultures treated with aprotinin (3 "g/ml, 12 h). D, E, Aprotinin (Apro) significantly

decreased the average !2/3 subunit-positive area fraction/intracellular MAP2 fluorescence ratio (D) and the average perimeter of GABAAR !2/3 clusters (E) at the cell surface of

MAP2-positive neurons, in comparison with the vehicle-treated control (CTR), in the presence of TAT-pep5 (Apro # TATpep5) or TAT-pep5 alone (TATpep5). Thirty-five neurons analyzed

per condition, n ! 4; ***p " 0.001. F, Quantification of surface VAMP1/MAP2 fluorescence ratio, in neurons treated with aprotinin alone (Apro), aprotinin plus TAT-pep5 (Apro #

TATpep5), or TAT-pep5 alone (Tatpep5; 2 "M), in comparison with the vehicle-treated control (CTR). Thirty-five neurons analyzed per condition, per experiment; n ! 4; ***p " 0.001,

**p " 0.01. G, Cell-surface levels of GABAARs measured using ELISA assays with GABAAR !2/3 subunit-specific antibody in neurons treated with aprotinin alone (Apro; 3 "g/ml, 12 h),

with Apro in the presence of TAT-pep5 (Apro # TAT-pep5; 2 "M), with Apro and nifedipine (Apro # nifedipine; 10 "M), and only in the presence TAT-pep5 (TAT-pep5; 10 "M), and

expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). H, Total GABAAR !2/3 subunit expression normalized to control nontreated conditions. n ! 6; ***p " 0.001. I, Relative

expression of GABAAR !3 mRNA transcripts in neurons treated with aprotinin (Apro; 3 "g/ml, 12 h), with aprotinin and TAT-pep5 (Apro # TATpep5; 2 "M), with K252a alone (200 nM),

or with TAT-pep5 alone (2 "M), and expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). GABAAR !3 subunit gene expression was normalized to the expression of the

housekeeping gene, GAPDH, in the same RNA preparation. n ! 6; ***p " 0.001.
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rons. After a 12 h treatment with aprotinin, a significant reduc-
tion in the average area fraction of VAMP1 puncta was observed
(78.5 ! 4.7% compared with control, p " 0.0006, 35 neurons
analyzed, n " 4 experiments; Fig. 2B,F). This change of VAMP1-
positive puncta under treatment with aprotinin was sensitive to
TAT-pep5 (90.4 ! 3.8% compared with control, p " 0.067, 35
neurons analyzed, n " 4; Fig. 2B,F).

We next used ELISA experiments to evaluate the cell-surface
and cytoplasmic expression of GABAAR !2/3 subunits after treat-
ments with aprotinin. We observed that aprotinin reduces the
expression of GABAARs at the membrane (71.8 ! 3.6% com-
pared with control; p " 0.0008, n " 9; Fig. 2G) and cytoplasmic
(59.0 ! 4.1% compared with control; p " 0.0005, n " 9; Fig. 2H)
levels. These effects were prevented by TAT-pep5 (98.4 ! 3.5%
and 97.5 ! 8.3 respectively, compared with control, p " 0.274,
n " 6; Fig. 2G,H).

To investigate whether the endogenous release of proBDNF
depends on the regulated secretory pathway (Haubensak et al.,
1998; Zhou et al., 2004; Yang et al., 2009), we analyzed the effect
of aprotinin in the presence of nifedipine (10 "M), an inhibitor of
L-type VGCCs, which are known to prevent dendritic release of
BDNF (Kuczewski et al., 2008a). In the presence of nifedipine,
aprotinin failed to decrease the expression of GABAAR !2/3 sub-
units at the membrane (103.1 ! 2.2% compared with control,
p " 0.363, n " 6; Fig. 2G) and cytoplasmic (108.2 ! 3.1% com-
pared with control, p " 0.416, n " 6; Fig. 2H) levels.

To further determine whether the diminution of GABAAR
!2/3 subunits induced by aprotinin reflects modulation of gene
transcription, we performed qRT-PCR analysis of GABAAR !3

subunit mRNA levels following treatment with aprotinin. We
found significant differences in GABAAR !3 subunit mRNA lev-
els between control and aprotinin-treated cultures (78.8 ! 3.1%
compared with control; p " 0.0003, n " 6; Fig. 2I). This change
in GABAAR !3 subunit levels was significantly attenuated by
TAT-pep5 compared with aprotinin alone (p " 0.0007; Fig. 2I).

The levels remained, however, reduced compared with con-
trol (91.3 ! 3.3% compared with control; p " 0.008, n " 6;
Figure 2I), this difference might be due to the lack of TrkB acti-
vation by mBDNF during treatment with aprotinin. To test this
hypothesis, we next treated the cultures with K252a (200 nM), a
membrane-permeable inhibitor of protein tyrosine kinase cou-
pled to the Trk receptor family. In the presence of K252a, the level
of GABAAR !3 mRNAs was similar to treatment with aprotinin in
the presence of TAT-pep5 (92.8 ! 2.2% compared with control;
p " 0.004, n " 6; Fig. 2I).

In all experiments, treatment of neuronal cultures with TAT-
pep5 alone did not produce any detectable effect on GABAAR
protein and mRNA levels (Fig. 2B–I).

Together, these data indicate that endogenous activation of
p75 NTR significantly reduces both the density of functional
GABAergic synapses and the synthesis of GABAAR !3 mRNA
transcripts.

CR-proBDNF-Cherry altered miniature GABAergic
synaptic activity
To further show that the effects of chronic treatment with apro-
tinin are linked to activity-dependent secretion of proBDNF, we
transfected neurons with a CR-proBDNF tagged with Cherry
(CR-proBDNF Cherry). In this model, Cherry-tagged proBDNF
can be targeted into dendritic secretory granules of the regulated
pathway of secretion, and released from the postsynaptic target
cells during spontaneous network activity (Haubensak et al.,
1998; Kuczewski et al., 2008a).

We first confirmed that expression of CR-proBDNF in trans-
fected cells leads to a similar decrease in GABAAR surface expression
similar to those observed in CR-proBDNF and aprotinin-treated
cultures. To this end, we labeled surface GABAARs using the
GABAAR !2/3 subunit antibody. Neurons were costained with
MAP2. As illustrated (Fig. 3A,B), GABAAR !2/3 surfaces were
significantly reduced in transfected neurons with CR-proBDNF-
Cherry compared with control Cherry neurons (control Cherry:
44.5 ! 5.6% and 25.2 ! 7.1% in CR-proBDNF-Cherry trans-
fected cells, p " 0.0008, 15 neurons analyzed per condition, nor-
malized to MAP2, n " 3).

We then performed whole-cell patch-clamp recordings of
GABAAR mIPSCs in pyramidal-like cells transfected at 10 DIV
after plating. At 14 DIV, mIPSCs were observed in #80% of both
CR-proBDNF and control neurons. At this age, neurons overex-
pressing CR-proBDNF (CR-proBDNF Cherry) exhibited a strik-
ing difference in mIPSC interevent intervals (1.2 ! 0.04 s in
CR-proBDNF, 14 neurons analyzed, n " 4) and amplitude (57 !

1.1 pA in CR-proBDNF, 14 neurons analyzed, n " 4) compared
with Cherry-expressing neurons (0.5 ! 0.02 s, p $ 0.001, and
74.3 ! 1.4 pA, p $ 0.001, 14 neurons analyzed, n " 4; Fig. 3C–F).
The kinetic properties of mGABAA PSCs were unchanged (Fig.
3G,H). The membrane capacitance of the recorded cells, an in-
dicator of neuronal size (Colin-Le Brun et al., 2004), was not
different between CR proBDNF-Cherry-expressing and Cherry-
expressing neurons (Fig. 3I). Therefore, these results show that
proBDNF downregulates GABAAR function at the synapse.

Together, these results indicate that proBDNF leads to a de-
crease of GABAAR surface density, which is associated with the
reduction of GABAAR mIPSC frequency and amplitude.

Apoptosis is not triggered by proBDNF
To explore the possibility that the decrease of GABAergic syn-
apses mediated by proBDNF/p75 NTR signaling might be due to
cellular loss, we performed double immunostaining for cleaved
caspase-3, a marker for cell apoptosis (Logue and Martin, 2008)
and MAP2, and quantified the ratio of cleaved caspase-3-positive
neurons to total MAP2-positive neuronal number. A comparison
of the number of cleaved caspase-3-positive neurons to the total
of MAP2-positive neuronal number showed that the number of
apoptotic neurons did not increase with overexpression of CR-
proBDNF Cherry or with exogenous application of CR-
proBDNF (Fig. 4B), or with treatment with aprotinin (Fig. 4B;
p # 0.05 compared with control, 15 neurons analyzed per condi-
tion, n " 3; Fig. 4C).

Thus, the previously observed diminutions of GABAARs at the
morphological and functional levels are not due to an apoptotic
mechanism triggered by proBDNF.

ProBDNF activates the RhoA-ROCK-PTEN pathway and
promotes GABAAR dephosphorylation and endocytosis
Cell-surface stability of GABAARs is regulated by phosphosen-
sitive interactions of a ! subunit where dephosphorylation of
!3 Ser408/409 facilitates clathrin-mediated endocytosis of
GABAARs (Jovanovic et al., 2004; Kittler et al., 2005). Because
CR-proBDNF application leads to a decrease in cell-surface ex-
pression of GABAARs, we next sought to determine whether any
changes in the levels of GABAAR phosphorylation state occurred
upon the activation of p75 NTR by exogenous application of
CR-proBDNF.

By immunoblotting neuronal lysates with an anti-phospho-!3

subunit antibody, we detected a significant CR-proBDNF/
p75 NTR-dependent decrease in the phosphorylation state of
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Figure 3. GABAAR currents in neurons transfected with CR-ProBDNF and neurons transfected with Cherry. A, Transfected neurons with Cherry (CTR Cherry; top), or CR-proBDNF Cherry (bottom)

and immunolabeled with GABAAR !2/3 subunit-specific mouse monoclonal antibody to reveal expression at the cell surface, and following permeabilization, immunolabeled with anti-MAP2 rabbit

polyclonal. Scale bar, 20 "m. B, Quantification of surface GABAAR !2/3/intracellular MAP2 fluorescence ratio. Fifteen neurons analyzed per condition, n ! 3; ***p " 0.001. C, Representative

recordings of mIPSCs from neurons transfected with Cherry (left) and CR-ProBDNF Cherry (right). D, Illustration of average amplitude in neurons transfected with Cherry (red) and CR-ProBDNF Cherry

(gray). E, F, Cumulative distributions of mIPSC amplitudes and interevent intervals. Insets in E and F display the mean # SEM amplitude and interevent intervals respectively (Kolmogorov–Smirnov

test, ***p " 0,001 for amplitude and interevent interval). G, H, Rise time (G) and decay time (H ). I, Plot illustrates mean of neuron capacitance. n ! 14 neurons per condition.
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GABAAR !3 subunits (63.36 ! 5.6% of control nonstimulated
cultures, p " 0.007, n " 6; Fig. 5A). This effect was significantly
attenuated by the p75 NTR signaling inhibitor TAT-pep5 (87.2 !

2.5% compared with control, p " 0.422, n " 6; Fig. 5A). We next
investigated the contribution of RhoA and JAK2 and their respec-
tive signaling pathways in the control of GABAAR trafficking and
synthesis that might be activated by proBDNF/p75 NTR. We
found that the decrease in the phosphorylation state of GABAARs
was prevented by the inhibitor of Rho kinase (ROCKi; 99.70 !

5.2% of control nonstimulated cultures, p " 0.470, n " 5; Fig.
5A), the downstream effector of the small GTPase RhoA (Ya-
mashita and Tohyama, 2003). However, it was unaffected by the
presence of Janus kinase 2 (JAK2) inhibitor AG490 (58.05 !

7.8% of control nonstimulated cultures, p " 0.005, n " 4; Fig.
5A), and the STAT3 inhibitor Stattic (69.63 ! 8.1% of control
nonstimulated cultures, p " 0.031, n " 4; Fig. 5A). In all experi-
ments, the total level of GABAAR !3 remained stable (Fig. 5A).
ELISA immunoassays confirmed the role of the RhoA-ROCK
pathway by a decrease in the cell-surface expression of GABAAR
!2/3 subunits induced by the CR-proBDNF (Fig. 1). Thus,
ROCKi abolished the decrease in cell-surface expression of

GABAARs induced with the CR-proBDNF (104.2 ! 5.7% com-
pared with control, p " 0.483, n " 3; Fig. 5B). No significant
difference was observed in the total levels of GABAAR !2/3 sub-
unit (Fig. 1; CR-proBDNF with ROCKi, 103.25 ! 1.9%; ROCKi
alone, 102.2 ! 5.8%, compared with control).

To further decipher the molecular mechanism underlying the
proBDNF-p75 NTR-RhoA-ROCK-mediated downregulation of
GABAARs, we analyzed the expression of PTEN. PTEN, which
negatively regulates membrane expression of GABAARs (Liu et
al., 2010), is a dual protein/lipid phosphatase expressed down-
stream of the p75 NTR-RhoA-ROCK pathway (Li et al., 2005; Song
et al., 2010). Western blotting analysis performed on hippocam-
pal neurons treated with CR-proBDNF showed an increase in
PTEN levels (Fig. 5C). The level of pPTEN did not change signif-
icantly. Thus the increase of total PTEN relative to pPTEN indi-
cates an increase in the dephosphorylated form of PTEN (72.5 !

5.3% compared with control, p " 0.021, n " 5; Fig. 5C), which is
the active form of the phosphatase (Vazquez et al., 2000; Macca-
rio et al., 2007). To confirm the role of the RhoA-ROCK pathway
in proBDNF-induced PTEN activity, we treated cultured hip-
pocampal neurons with ROCKi. In the presence of ROCKi, CR-

Figure 4. Apoptosis is not triggered by proBDNF. A, Image of hippocampal neurons transfected at 10 DIV with the CR-proBDNF Cherry (in red) and/or Cherry (in red), and costained at 14 DIV with

the cleaved caspase-3 (in blue). B, Cultured hippocampal neurons (14 DIV) in control conditions (CTR), or treated with CR-proBDNF (25 ng, 30 min), or CR-proBDNF plus TAT-pep5 (CR-proBDNF #

TATpep5; 2 "M), or aprotinin (Apro; 3 "g/ml, 12 h), or aprotinin plus TAT-pep5 (Apro # TATpep5; 2 "M), and immunolabeled with cleaved caspase-3 antibody (red), and costained with anti-MAP2

antibody (green). C, Ratio of cleaved caspase-3-positive (apoptotic) neuronal number to total MAP2-positive cells, and expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). Overexpression

of CR-proBDNF (CR-proBDNF Cherry), or exogenous application of CR-proBDNF (CR-proBDNF) or treatment with aprotinin (Apro) did not increase the number of apoptotic neurons compared with

control (CTR). Fifty neurons analyzed per condition, per experiment; n " 4; p $ 0.05.
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Figure 5. ProBDNF activates the RhoA-ROCK-PTEN pathway and promotes GABAAR dephosphorylation and endocytosis. A, CR-proBDNF decreases the phosphorylation of Ser408/409 in the

GABAAR !3 subunit (pGABAAR !3). Total cellular proteins were analyzed using Western blot with polyclonal GABAAR !3 subunit and pGABAAR !3 subunit antibodies. Hippocampal neurons were

treated with vehicle (CTR), CR-proBDNF (25 ng, 30 min), CR-proBDNF plus TAT-pep5 (CR-proBDNF ! TATpep5; 2 "M), CR-proBDNF plus ROCKi (CR-proBDNF ! ROCKi; 50 "M), CR-proBDNF plus

Ag490 (CR-proBDNF ! Ag490; 50 "M), or CR-proBDNF plus Stattic (CR-proBDNF ! Stattic; 10 "M). Proteins were visualized using ECL following incubation with HRP-conjugated secondary

antibody. Normalized data (pGABAAR !3/GABAAR !3) are expressed as percentage change with respect to vehicle-treated cultures (defined as 100%). Levels of total GABAAR !3 subunits were used

as internal control. n " 4 – 6 experiments; *p # 0.05, **p # 0.01. B, Cell-surface levels of GABAARs measured using ELISA assays with GABAAR !2/3 subunit-specific antibody in neurons treated

with CR-proBDNF alone (25 ng, 30 min) with CR-proBDNF in the presence of ROCKi (CR-proBDNF ! ROCKi; 50 "M), or with ROCKi alone (50 "M), and expressed as a (Figure legend continues.)
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proBDNF no longer induced a decrease of the pPTEN/PTEN
ratio (102.6 ! 14.2% compared with control, p " 0.401, n " 5;
Fig. 5C).

These results suggest a signaling mechanism in which
proBDNF binding to p75 NTR activates the RhoA-ROCK-PTEN
pathway, which negatively regulates phosphorylation levels and
membrane expression of GABAARs.

To determine whether dephosphorylated receptors are indeed
endocytosed, we next measured, by Western blotting, the level
of a marker protein for early endosomes (EEA1) on neuronal
lysates. We found that activation of p75 NTR signaling by
CR-proBDNF significantly increases the amount of EEA1 pro-
teins compared with control nonstimulated neurons (140.3 !

7.8% compared with control, p " 0.013; n " 5, Fig. 5D). This
effect was abolished in the presence of TAT-pep5 (84.8 ! 8.5%
compared with control, p " 0.378, n " 5; Fig. 5D). We then
wanted to confirm the presence of internalized receptors in the
endosomal compartment by quantifying colocalization of
GABAAR !2/3 subunits with EEA1. After 30 min treatment with
CR-proBDNF (25 ng/ml), internalized GABAAR !2/3 subunits
colocalized extensively in a punctate pattern with EEA1 (184.5 !

20.5% of control nonstimulated cultures, p " 0.0003; 35 neurons
analyzed, n " 4; Fig. 5E,F). The colocalization of GABAAR !2/3

subunits with EEA1 is blocked when CR-proBDNF is applied in
the presence of TAT-pep5 (100.6 ! 16.5% of control nonstimu-
lated cultures, p " 0.497, n " 35 neurons analyzed; n " 4; Fig.
5E,F).

After endocytosis, internalized proteins can be sorted into
various compartments, which go through a recycling endosomal
pathway or lysosomal degradation pathway (Jacob et al., 2008;
Luscher et al., 2011). To determine the contribution of lysosomal
degradation in the diminution of cytoplasmic GABAAR !2/3 lev-
els observed in aprotinin (Fig. 2), cultures were treated with apro-
tinin in the presence of the lysosomal protease inhibitor
leupeptin (5 "g/ml). ELISA experiments show that in the pres-
ence of leupeptin, aprotinin still induced a decrease in cell-
surface expression of the !2/3 subunits (76.7 ! 3.1% compared
with control; p " 0.009, n " 9; Fig. 5G), but significantly dimin-

ished the aprotinin-induced reduction in the cytoplasmic levels
of GABAAR !2/3 (p " 0.0004 compared with aprotinin alone, n "

9; Fig. 5H). During treatments with aprotinin and in the presence
of leupeptin, the cytoplasmic levels of !2/3 subunits remain re-
duced (81.0 ! 2.6% compared with control; p " 0.004, n " 9;
Fig. 5F), suggesting the inhibition of GABAAR !2/3 synthesis,
mediated by p75 NTR (Fig. 2H).

Together, our results demonstrate that the proBDNF/
p75 NTR/Rho-ROCK signaling pathway triggers a dephosphory-
lation of !3 subunits containing GABAARs, followed by
endocytosis and lysosomal degradation of GABAARs !2/3.

ProBDNF has no effect on phospho-CREB activation but
induces ICER expression via the JAK2/STAT3 signaling
cascade
BDNF plays a critical role in regulating gene expression by acti-
vation of different downstream signaling pathways, which most
commonly leads to the phosphorylation of CREB (Ghosh et al.,
1994; Hu et al., 2008; Lund et al., 2008). pCREB dimerizes and
binds to cAMP response element (CRE) motifs to initiate gene
transcription (Zhang et al., 2005; Grabenstatter et al., 2012). To
determine whether proBDNF can bind to TrkB, we used an indi-
rect approach based on an increase in BDNF/TrkB/ERK-
dependent pCREB (Ghosh et al., 1994; Kuczewski et al., 2008a).
We tested whether the addition of CR-proBDNF or aprotinin
induces an increase in pCREB immunoreactivity in MAP2-
positive neurons. Hippocampal neuronal cultures were stimu-
lated, and the immunofluorescence ratio between pCREB and
CREB was quantified. Application of CR-proBDNF does not lead
to the phosphorylation of CREB (p " 0.128, 45 neurons ana-
lyzed, n " 4; Fig. 6A,B). We observed that the addition of
mBDNF during application of CR-proBDNF induces a signifi-
cant increase in the levels of pCREB (350 ! 11% compared with
control; p " 0.0001, 45 neurons analyzed, n " 4; Fig. 6A,B). This
increase was prevented by K252a, demonstrating that under these
conditions, only the mature form of BDNF activates TrkB (p "

0.161, 45 neurons analyzed, n " 4; Fig. 6A,B). This result further
shows that the proBDNF-p75 NTR pathway does not interfere
with TrkB or its downstream signaling pathway.

Alternatively, CRE can be regulated by other CREB isoforms,
such as cAMP response element modulator (CREM) and ICER.
ICER can homodimerize or heterodimerize with CREB and
downregulate the action of CREB (Molina et al., 1993; Lund et al.,
2008; Grabenstatter et al., 2012). Therefore, we next determined
whether induction of ICER might occur in response to proBDNF
treatment and contribute to the repression of GABAAR !3 syn-
thesis. Hippocampal neuronal cultures were incubated with
CR-proBDNF (30 min) in the presence or absence of TAT-pep5.
Immunohistochemistry using the CREM1 (ICER) antibody, in
combination with anti-MAP2 antibody, was performed. To nor-
malize the results obtained between different cultures, the ICER/
MAP2 intensity ratio was quantified. Relative to control neurons,
CR-proBDNF treatment significantly increased the expression of
ICER (152.3 ! 7.4%, p " 0.0004, compared with control; 45
neurons analyzed, n " 4; Fig. 6C,D). This increase of ICER was
completely blocked by TAT-pep5 (104.7 ! 6.4%, p " 0.099,
compared with control; 45 neurons analyzed, n " 4; Fig. 6C,D).
In contrast, after 12 h treatment with CR-proBDNF, ICER no
longer increased and returned to control levels (110.1 ! 8.2%,
p " 0.065, compared with control; 45 neurons analyzed, n " 4;
Fig. 6C,D).

To confirm the transient increase of ICER proteins after ex-
position to CR-proBDNF, Western blotting analysis was per-

4

(Figure legend continued.) percentage of vehicle-treated controls. C, CR-proBDNF decreases the

phosphorylation of T366 in the PTEN (pPTEN). Total cellular proteins were analyzed using West-

ern blot with polyclonal PTEN and pPTEN antibodies. Hippocampal neurons were treated with

vehicle (CTR), CR-proBDNF (25 ng, 30 min), CR-proBDNF plus ROCKi (CR-proBDNF # ROCKi; 50

"M), or ROCKi alone (50 "M). Proteins were visualized using ECL following incubation with

HRP-conjugated secondary antibody. Normalized data (pPTEN/PTEN) are expressed as percent-

age change with respect to vehicle-treated cultures (defined as 100%). Levels of total PTEN

were used as internal control. n " 5 experiments; *p $ 0.05. D, Neurons were permeabilized

and immunolabeled with anti-GABAAR !2/3 subunit-specific antibody (green), anti-EEA1 rab-

bit polyclonal antibody (red), and anti-MAP2 chicken polyclonal antibody (blue) to reveal the

intracellular distribution of these proteins. GABAAR !2/3 subunits and EEA1 colocalization ap-

pear yellow in merge panels (right). Scale bar, 20 "m. E, The percentage of !2/3 subunit-

positive clusters that colocalized with EEA1 puncta/intracellular MAP2 fluorescence ratio was

significantly increased in cultures treated with CR-proBDNF (25 ng, 30 min). Thirty-five neurons

analyzed per condition, n " 4; ***p $ 0.001. F, Western blot analysis with the antibody to

EEA1. EEA1 expression was upregulated after treatment with CR-proBDNF (25 ng, 30 min).

Proteins were visualized using ECL following incubation with HRP-conjugated secondary anti-

body. Normalized data (EEA1/!-Tubulin) are expressed as percentage change with respect to

vehicle-treated cultures (defined as 100%). n " 5 experiments; *p $ 0.05. G, Cell-surface

levels of GABAARs measured using ELISA assays with GABAAR !2/3 subunit-specific antibody in

neurons treated with aprotinin (Apro; 3 "g/ml, 12 h) in the presence or absence of leupeptine

(5 "g/ml), or with leupeptine alone (5 "g/ml), and expressed as a percentage of vehicle-

treated controls (CTR). H, Total GABAAR !2/3 subunit expression normalized to control non-

treated conditions. n " 9; **p $ 0.01, ***p $ 0.001.
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Figure 6. ProBDNF has no effect on phospho-CREB activation but induces ICER expression via the JAK2/STAT3 signaling cascade. A, Immunofluorescence signal of CREB (red, top), pCREB (green,

middle) in hippocampal neurons in control conditions (CTR), or treated with CR-proBDNF alone (25 ng; CR-proBDNF), or CR-proBDNF plus mBDNF (CR-proBDNF!mBDNF; 25 ng), or CR-proBDNF plus

mBDNF in the presence of K252a (CR-proBDNF ! mBDNF ! K252a; 200 nM). Right, Merged images with MAP2 staining (blue). Scale bar, 40 !m. B, Average ratio of pCREB/CREB in the different

conditions normalized to control. n"15 neurons analyzed per treatment in n"3 independent experiments; ***p#0.001. C, Immunofluorescence signal of ICER (red; top) in hippocampal neurons

in control conditions (CTR), or treated with CR-proBDNF (25 ng) for 30 min (CR-proBDNF 30 min), for 12 h (CR-proBDNF 12 h), or for 30 min in the presence of TAT-pep5 (CR-pro-BDNF 30 min !

TATpep5; 2 !M), following a costaining with anti-MAP2 chicken polyclonal antibody (green; bottom) to reveal neuronal cells. Scale bar: 20 !m. D, Average fluorescence intensity ratio of ICER/MAP2

in the different conditions normalized to control. Forty-five neurons analyzed per condition, n " 4; ***p # 0.001. E, Western blot analysis with the antibody to ICER. ICER expression was

upregulated after acute treatment with CR-proBDNF (25 ng, 30 min) but not with chronic application of CR-proBDNF (25 ng, 12 h). The increase of ICER was antagonized by TAT-pep5 (2 !M), AG490

(50 !M), and Stattic (10 !M). This increase was insensitive to ROCKi (50 !M). Proteins were visualized using ECL following incubation with HRP-conjugated secondary (Figure legend continues.)
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formed on neuronal lysates. We found that activation of the
p75 NTR pathway by CR-proBDNF treatment induces an increase
in the total amount of ICER proteins (160.68 ! 13.4%, p "

0.0002, compared with control; n " 6; Fig. 6E). This effect was
antagonized with TAT-pep5 (94.0 ! 10.7%, p " 0.237, com-
pared with control; n " 6; Fig. 6E). Treatment of neuronal cell
cultures with CR-proBDNF (12 h) or TAT-pep5 alone did not
produce any detectable effect on ICER protein levels (Fig. 6E).
Previous studies have shown that BDNF activates the JAK2/
STAT3 signaling cascade, which in turn drives ICER expression
(Lund et al., 2008; Grabenstatter et al., 2014). In our study, we
investigated the JAK2/STAT3 and RhoA-ROCK pathways in an
attempt to isolate downstream signaling proteins interacting with
p75 NTR and identify potential cell-specific proBDNF/p75 NTR-
related mechanisms responsible for ICER induction. The CR-
proBDNF/P75 NTR-dependent increases in ICER level was
significantly attenuated by AG490 (119.62 ! 5.9% of control
nonstimulated cultures, p " 0.484, n " 4; Fig. 6E) and Stattic
(102.07 ! 5.0% of control nonstimulated cultures, p " 0.288,
n " 4; Fig. 6E). Interestingly, this increase was insensitive to
ROCKi (160.84 ! 16.9% of control nonstimulated cultures, p "

0.005, n " 4; Fig. 6E).
To investigate whether proBDNF/p75 NTR pathway would

also regulate ICER gene expression, ICER mRNA levels were
measured using qRT-PCR. As illustrated in Figure 6F, acute treat-
ment with CR-proBDNF shows a robust increase of ICER mRNA
levels (202.1 ! 7.4%, p " 0.0004, compared with control; n " 6),
which returned to basal levels after 12 h treatment with proBDNF
(97.2 ! 9.8%, p " 0.381, compared with control; n " 6; Fig. 6F)
with kinetics similar to those of ICER proteins. This increase was
blocked by TAT-pep5 (105.3 ! 4.7%, p " 0.437, compared with
control; n " 6; Fig. 6F).

Thus, these data show that ICER is induced in neuronal cul-
tures by proBDNF/p75 NTR signaling via the JAK2/STAT3 path-
way. Moreover, induction of ICER following activation of the
p75 NTR pathway precedes the downregulation of GABAAR !3

gene expression, suggesting that ICER might be a repressor of
GABAAR !3 transcription.

Treatment with proBDNF induced upregulation of
p75 NTR expression
So far, we have shown that the consequence of treatment with
CR-proBDNF or aprotinin is mediated by p75 NTR activation. To
further investigate the role of p75 NTR in GABAergic downregu-
lation, we next wanted to determine whether treatment of cul-
tures with proBDNF influenced the levels of p75 NTR expression.

Hippocampal neuronal cultures were incubated with apro-
tinin in the presence or absence of TAT-pep5. Immunohisto-
chemistry using an antibody against p75 NTR, which recognizes
the extracellular domain of the receptor, in combination with
anti-MAP2 antibody was performed. To normalize the results
obtained between different cultures, the p75 NTR/MAP2 intensity
ratio was quantified. Relative to control neurons, treatment with

aprotinin significantly increased the expression of p75 NTR

(210.7 ! 14.9%, p " 0.0001, compared with control; 35 neurons
analyzed, n " 4; Fig. 7A,B). This effect was abolished by applica-
tion of TAT-pep5 before treatment with aprotinin (62.3 !

18.2%, p " 0.159, compared with control; 35 neurons analyzed,
n " 4; Fig. 7A,B).

To confirm the increase of p75 NTR proteins after treatment
with aprotinin, Western blotting analysis was performed on hip-
pocampal neuronal lysates. We found that aprotinin induces an
increase in the total amount of p75 NTR proteins (159.17 ! 19.6%,
p " 0.046, compared with control; n " 4; Fig. 7C). This effect was
antagonized with TAT-pep5 (Fig. 7C). Incubation of neuronal
cells with TAT-pep5 alone did not differ from that of control
samples (Fig. 7C).

To further investigate whether proBDNF would also regu-
late p75 NTR gene expression, p75 NTR mRNA levels were mea-
sured using qRT-PCR. As illustrated in Figure 7D, treatment
with aprotinin shows a significant increase of p75 NTR mRNA
levels (165.4 ! 5.1%, p " 0.008, compared with control; n " 6;
Fig. 7D).

Thus the present data indicate that treatment with aprotinin
triggers the activation of p75 NTR gene expression. This increase in
p75 NTR mRNAs is followed by an upregulation of p75 NTR pro-
tein levels. This positive feedback loop might reinforce the action
of proBDNF.

Endogenous accumulation of proBDNF in vivo decreases
GABAergic synaptic activity
We next placed our observations obtained on cell cultures in an
integrated context by determining whether endogenous accumu-
lation of proBDNF could lead to a deficit of GABAergic activity in

vivo. For this purpose, we performed intracerebroventricular in-
jection of tPA-Stop, an inhibitor of proteolytic processing of
proBDNF in mBDNF by plasminogen (Bozdagi et al., 2008) at
P0. Two days after injection, GABAAR mIPSCs were recorded
under whole-cell voltage clamp (Vh " #70 mV) from rat CA3
pyramidal neurons. These data were then compared with those
obtained from control animals. GABAAR mIPSCs recorded from
hippocampi treated with tPA-Stop exhibited a striking
difference in mIPSC interevent intervals (9.69 ! 0.84 s in
tPA-STOP, 13 neurons analyzed, n " 5; p $ 0.001) and ampli-
tude (41.35 ! 4.2 pA in tPA-Stop, 13 neurons analyzed, n " 5;
p $ 0.001) compared with controls (2.92 ! 0.17 s and 64.25 ! 8.3
pA in controls 13 neurons analyzed, n " 5; Fig. 8A–C). The
kinetic properties of mGABAA PSCs were unchanged (Fig.
8D,E). The membrane capacitance of the recorded cells was not
different between control and tPA-Stop hippocampi (23.42 ! 4.8
pF in control vs 22.08 ! 5.5 pF in tPA-Stop; p " 0.262). We next
determined whether the treatment with tPA-Stop leads to a de-
crease in GABAAR phosphorylation levels and an upregulation of
p75 NTR similar to those observed in cell cultures. To this end, we
measured, by Western blotting, the phosphorylation state of
GABAAR !3 subunits and the level of p75 NTR proteins. Our re-
sults showed that treatment with tPA-Stop decreases the phos-
phorylation state of GABAAR !3 subunits (63.80 ! 13.5% of
control nonstimulated hippocampi, p " 0.017, n " 5; Fig. 8F)
and upregulates the total amount of p75 NTR proteins (225,74 !

58.1%, p " 0.029, compared with control; n " 5; Fig. 8G). There-
fore, these results are in agreement with those obtained in cul-
tures showing that endogenous proBDNF in vitro and in vivo

downregulates GABAergic synaptic activity, inhibits the phos-
phorylation levels of GABAAR !3 subunits, and increases p75 NTR

expression.

4

(Figure legend continued.) antibody. Normalized data (ICER/!-Tubulin) are expressed as per-

centage change with respect to vehicle-treated cultures (defined as 100%). n " 4 – 6 experi-

ments; **p $ 0.01, ***p $ 0.001. F, Relative expression of ICER mRNA transcripts in neurons

treated with CR-proBDNF for 30 min (CR-proBDNF 30 min), with CR-proBDNF for 12 h

(CR-proBDNF 12 h; 25 ng), or with CR-proBDNF plus TAT-pep5 for 30 min (CR-proBDNF 30 min

% TATpep5; 2 "M), and expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). ICER gene

expression was normalized to the expression of the housekeeping gene, GAPDH, in the same

RNA preparation. n " 6; ***p $ 0.001.

13528 • J. Neurosci., October 1, 2014 • 34(40):13516 –13534 Riffault et al. • ProBDNF Interferes with GABAergic Neurotransmission



  78 

 

Discussion

BDNF is initially expressed in a precursor form (proBDNF) and
is cleaved to form mBDNF. While the regulatory role of BDNF on
the expression and membrane turnover of GABA receptors is well
established, the proBDNF–GABAAR relationship remains ob-
scure. Here, using developing hippocampal neuronal cultures

and immature ex vivo acute hippocampal slices, we show that the

activation of p75 NTR downregulates GABAergic synaptic trans-

mission. Whether decrease of synaptic contacts is induced by

proBDNF or secondary to the loss of surface GABAARs remained

to be determined. We further provided evidence that the down-

regulation of GABAergic transmission relies on the activation of

Figure 7. p75 NTR is upregulated upon chronic treatment with aprotinin. A, Cultured neurons (14 DIV), in control conditions (CTR), or treated with aprotinin in the absence of TAT-pep5

(Apro; 3 !g/ml, 12 h) or with aprotinin in the presence of TAT-pep5 (Apro ! TATpep5; 2 !M) and immunolabeled with p75 NTR-specific rabbit polyclonal antibody (green; left), following

a costaining with anti-MAP2 chicken polyclonal antibody (red; right) to reveal neuronal cells. Scale bar, 20 !m. B, Average fluorescence intensity ratio of p75 NTR/MAP2 in the different

conditions normalized to control (CTR). n " 35 neurons analyzed per condition, per experiment; n " 4; ***p # 0.001. C, Western blot analysis with the antibody to p75 NTR. p75 NTR

expression was upregulated after treatment with aprotinin (Apro; 3 !g/ml, 12 h). This increase was blocked by TAT-pep5. Proteins were visualized using ECL following incubation with

HRP-conjugated secondary antibody. Normalized data (p75 NTR/"-Tubulin) are expressed as percentage change with respect to vehicle-treated cultures (defined as 100%). n " 4

experiments; *p # 0.05. D, Relative expression of p75 NTR mRNA transcripts in neurons treated with aprotinin in the absence of TAT-pep5 (Apro; 3 !g/ml, 12 h), or with aprotinin in the

presence of TAT-pep5 (Apro ! Tatpep5; 2 !M), and expressed as a percentage of vehicle-treated controls (CTR). p75 NTR gene expression was normalized to the expression of the

housekeeping gene, GAPDH, in the same RNA preparation. n " 6; ***p # 0.001.
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two distinct downstream pathways: a RhoA-ROCK-PTEN path-

way leading to dephosphorylation/endocytosis/degradation of

GABAARs, and a JAK2-STAT3-ICER pathway leading to decrease

synthesis.

ProBDNF-p75 NTR signaling activates the dephosphorylation

and internalization of GABAARs

GABAARs constantly cycle between synaptic sites and endocytic

structures. The endocytosis/exocytosis of GABAARs depends on

Figure 8. In vivo tPA-Stop injection decreases GABAergic synaptic activity. A, Upper traces, Representative recordings of GABAA mIPSCs illustrating the decrease in events frequency and amplitude after

intracerebroventricular injection of tPA-Stop at postnatal day 0. Average mGABA PSCs are shown at a higher scale. B, C, Cumulative distributions of mIPSC amplitudes and interevent intervals. Insets in B and C

displaythemean!SEMamplitudeandinterevent intervalsrespectively(Kolmogorov–Smirnovtest,***p"0,001foramplitudeandinterevent interval).D, E,Risetime(D)anddecaytime(E). n#13neurons

per condition. F, In vivo tPA-Stop administration decreases the phosphorylation of Ser408/409 in the GABAAR!3 subunit (pGABAAR!3). Total cellular proteins were analyzed using Western blot with polyclonal

GABAAR !3 subunit and pGABAAR !3 subunit antibodies. Proteins were visualized using ECL following incubation with HRP-conjugated secondary antibody. Normalized data (pGABAAR !3/GABAAR !3) are

expressed as percentage change with respect to vehicle-treated animals (defined as 100%). Levels of total GABAAR!3 subunits were used as internal control. n#5 experiments; *p"0.05. G, In vivo tPA-Stop

administration increases p75 NTR expression. Total cellular proteins were analyzed using Western blot with the antibody to p75 NTR. Proteins were visualized using ECL following incubation with HRP-conjugated

secondary antibody. Normalized data (p75 NTR/!-Tubulin) are expressed as percentage change with respect to vehicle-treated animals (defined as 100%). n # 5 experiments; *p " 0.05.
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their phosphorylation state (Jovanovic et al., 2004). Dephosphor-
ylation of the GABAAR !3 at Ser408/409 residues unmasks dock-
ing sites with the clathrin AP2 adaptor, which induces the
endocytosis of GABAARs (Brandon et al., 2000; Kittler et al.,
2000, 2005, 2008; Jovanovic et al., 2004). Conversely, phosphor-
ylation of the receptors prevents internalization. Thus, it is very
likely that the activation of receptor endocytosis by proBDNF
described here occurs due to a decrease in GABAAR phosphory-
lation and the subsequent interaction with the AP2 complex.
Accordingly, we found that p75 NTR activation leads to a dephos-
phorylation and internalization of GABAARs via the RhoA-
ROCK-PTEN pathway (Fig. 9). Thus, we found that p75 NTR

activation leads to a dephosphorylation, and hence an activation
of PTEN, and that this effect, as well as the dephosphorylation
and internalization of GABAARs, was abolished by ROCKi. Pre-
vious studies indicated that proneurotrophins activate the RhoA-
ROCK pathway and PTEN through p75 NTR (Gehler et al., 2004;
Song et al., 2010). Interestingly, the increase of PTEN activity is
followed by a decrease of GABAAR cell-surface expression in hip-
pocampal neurons (Liu et al., 2010). How PTEN dephosphory-
lates and downregulates GABAARs is presently unknown, but
may likely implicate the protein phosphatase 2A (PP2A), a down-
stream target of phosphoinositide-3 kinase (Vasudevan et al.,
2011) involved in the dephosphorylation of GABAAR !3 (Jo-
vanovic et al., 2004).

In agreement with this, the inhibition of GABAAR endocytosis
may involve PI3K-mediated inhibition of PP2A function via
TrkB. (Jovanovic et al., 2004; Porcher et al., 2011). BDNF is
known to inhibit PTEN and, in contrast, PTEN activated via
p75 NTR can block PI3K (Song et al., 2010), thereby suggesting
that PTEN activates the endocytosis of GABAARs by inhibiting
the PI3K signaling pathway. These findings suggest that the en-
docytosis of GABAARs could be determined by the competition
between TrkB and p75 NTR on the PI3K-mediated regulation of
PP2A activity via PTEN.

After endocytosis, internalized receptors can be sorted into
various compartments, which go through a recycling endosomal
or lysosomal degradation pathway (Jacob et al., 2008; Luscher et
al., 2011). The observation that leupeptin leads to a cytoplasmic
accumulation of internalized GABAARs indicates that the fate of
endocytosed receptors is via the lysosomal pathway, hence lead-
ing to a decrease in the total level of GABAARs. Although we
cannot exclude the possible contribution of other proneurotro-
phins in the effects mediated by aprotinin treatment, our results
demonstrate that p75 NTR activation downregulates GABAARs by
two different mechanisms and signaling pathways.

All together, the observations obtained here may reflect the
functional antagonism between p75 NTR and TrkB receptor sig-
naling (Lu, 2003; Yang et al., 2014). BDNF, acting via the TrkB
receptor, has different modulatory effects on the efficacy of
GABAergic synapses and transmission. BDNF has been shown to
increase cell-surface expression of GABAARs by inhibiting recep-
tor endocytosis, enhancing cell-surface stability (Joshi and Ka-
pur, 2009; Porcher et al., 2011), and promoting GABAergic
synaptogenesis (Rico et al., 2002; Elmariah et al., 2004, 2005).

Underlying mechanisms of decreased GABAAR synthesis
In the current study, we further investigated the subcellular
mechanisms triggered by proBDNF at the gene transcription
level. The results obtained here indicate that mRNA levels for !3

subunits of the GABAAR are downregulated in neuronal cultures
following treatment with proBDNF. Furthermore, we provided
evidence that proBDNF-induced inhibition of GABAAR synthe-
sis relies on a mechanism coupling the p75 NTR and JAK2 path-
ways. This finding sheds light on a critical role of the proBDNF/
p75 NTR/JAK2/STAT3 cascade in regulating the expression of
GABAAR subunits. Interestingly, in a model of epileptogenesis,
similar functions had also been described for BDNF in the regu-
lation of different gene transcripts encoding GABAARs (Lund et
al., 2008). In this model, the authors then demonstrated that the

Figure 9. ProBDNF negatively regulates GABAAR expression. Activation of p75 NTR by proBDNF impairs GABAARs through two distinct pathways: (1) a RhoA/ROCK/PTEN pathway that decreases

the phosphorylation levels of GABAARs and thus triggers endocytosis and degradation of internalized receptors; and (2) a JAK2/STAT3/ICER pathway that leads to the repression of GABAAR synthesis.
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seizure-induced decrease in GABAAR !1 is mediated by the JAK/
STAT pathway regulated by BDNF. The activation of the BDNF/
JAK/STAT pathway causes an increase in pCREB and ICER,
which mediate the repression of GABAAR !1 gene transcription
through CRE site binding (Hu et al., 2008; Lund et al., 2008),
where the consensus sequence TGACGTAC is contained (Molina
et al., 1993; Grabenstatter et al., 2012). We show that ICER is
induced in primary cultured hippocampal neurons after treat-
ment with proBDNF. This induction precedes the decreases of
GABAAR "3 subunits. Whether proBDNF-induced ICER is di-
rectly responsible for the repression of "3 gene expression mRNA
still remains to be identified, but the binding CRE motif on
GABAAR "3 promoter has been predicted by the computational
analysis of functional CRE (Zhang et al., 2005), suggesting that
ICER might directly decrease "3 subunit mRNA levels.

In our study, the increase in ICER mRNA and protein appear
within 1 h following treatment with proBDNF and returns to
baseline within 12 h. ICER is an alternative product of the CREM
gene but the increase in ICER mRNA appears to be specific to
ICER transcripts. Indeed, proBDNF does not increase the ratio of
pCREB/CREB. This result indicates that in our model, ICER ex-
pression can be activated in a nondependent CRE manner (Lund
et al., 2008). Moreover, it is known that after induction, ICER can
compete with CREB for the ICER promoter (Molina et al., 1993),
suppressing its own transcription in a negative feedback loop,
thus explaining the transient activation of ICER observed here.

Upregulation of p75 NTR and pathophysiological
consequences
P75 NTR is widely expressed in the developing CNS, with the high-
est levels during the first postnatal weeks, a time of synapse for-
mation and elimination, and downregulated in the adult brain
(Balkowiec and Katz, 2002; Yang et al., 2009). P75 NTR is also
upregulated in pathological conditions, including stroke, isch-
emia, axotomy, mechanical damages, seizures, and Alzheimer’s
disease (Nykjaer et al., 2005; Underwood and Coulson, 2008).
Among these pathophysiological processes, deficits on GABAer-
gic neurotransmission in neurodegenerative and epileptic tissues
have been reported (Sperk et al., 2004; Ben-Ari et al., 2007; Drexel
et al., 2013). Interestingly, in our in vitro and ex vivo models, we
found that accumulation of proBDNF in the extracellular space
impaired GABAergic neurotransmission and induced upregula-
tion of p75 NTR. We hypothesize that this positive feedback mech-
anism operating between proBDNF and p75 NTR could be
involved in the observed upregulation of p75 NTR in pathological
conditions and neurodegenerative diseases (Zheng et al., 2010;
Zeng et al., 2011; Shulga et al., 2012).

Our in vivo approach enabled us to investigate the conse-
quences of endogenous accumulation of proBDNF. Thus, the
expected outcomes are the demonstration that in vivo, a signifi-
cant proportion of BDNF is secreted as a precursor, and that the
extracellular proBDNF/mBDNF ratio modulates the strength of
GABAergic synapses. Pathological alterations in BDNF process-
ing have been reported in several cognitive dysfunctions in neu-
rodevelopmental and neurodegenerative disorders (Barnes and
Thomas, 2008; Unsain et al., 2008; Volosin et al., 2008; Carlino et
al., 2011; Yang et al., 2011; Shulga et al., 2012). Because patients
with cognitive disorders have abnormal GABA levels, it is plausi-
ble that alterations in BDNF processing produce a disturbance of
GABAergic synaptic activity. This may then lead to an impaired
neuronal network and may have an additive and/or multiplica-
tive effect on neurological diseases.

In summary, our results provide evidence that the proBDNF/
p75 NTR downstream signaling pathway inhibits the GABAergic
system. In previous studies, it was shown that secreted BDNF at
neuromuscular junctions can cause a stabilization or retraction
of presynaptic terminals acting respectively on TrkB and p75 NTR

(Yang et al., 2009; Je et al., 2012, 2013). Those authors suggest a
model in which BDNF can be either the punishment or the re-
ward signal, depending on the proteolytic conversion. Our results
suggest that proBDNF released from the target cells might serve
also as a reward or punishment signal for synaptic elimination in
the CNS and consequently play a major role in shaping patterns
of neuronal connections. These results are particularly interest-
ing in light of the recent demonstration that endogenously ex-
pressed proBDNF regulates neuronal morphology and synaptic
plasticity in hippocampus, effects that are distinct from those of
mBDNF (Yang et al., 2014). This function of proBDNF in shap-
ing neuronal connectivity is supported by the observation that
regulated secretion of proBDNF can lead to either a TrkB-
dependent increase (Kuczewski et al., 2008b) or a p75 NTR-
dependent decrease (Langlois et al., 2013) in GABAergic synapses
in the developing hippocampus.
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duces a TrkB to p75 neurotrophin receptor switch and increases brain-
derived neurotrophic factor interaction with p75 neurotrophin receptor:
an initial event in neuronal injury induction. Neuroscience 154:978 –993.
CrossRef Medline

Vasudevan NT, Mohan ML, Gupta MK, Hussain AK, Naga Prasad SV (2011)
Inhibition of protein phosphatase 2A activity by PI3K! regulates
"-adrenergic receptor function. Mol Cell 41:636 – 648. CrossRef Medline

Vazquez F, Ramaswamy S, Nakamura N, Sellers WR (2000) Phosphoryla-
tion of the PTEN tail regulates protein stability and function. Mol Cell
Biol 20:5010 –5018. CrossRef Medline

Volosin M, Trotter C, Cragnolini A, Kenchappa RS, Light M, Hempstead BL,
Carter BD, Friedman WJ (2008) Induction of proneurotrophins and
activation of p75 NTR-mediated apoptosis via neurotrophin receptor-
interacting factor in hippocampal neurons after seizures. J Neurosci 28:
9870 –9879. CrossRef Medline

Weber T, Zemelman BV, McNew JA, Westermann B, Gmachl M, Parlati F,
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Abstract 

The Brain Derived Neurotrophic Factor (BDNF) is synthesized as a 

precursor, namely proBDNF, which can be processed into mature BDNF 

(mBDNF). Evidences suggest that proBDNF signaling through p75NTR may 

account for the emergence of neurological disorders. These findings support the 

view that the relative availability of mBDNF and proBDNF forms is an important 

mechanism underlying brain circuit formation and cognitive functions. Here we 

describe novel insights into the proBDNF/p75NTR mechanisms and function in 

vivo in modulating neuronal circuit and synaptic plasticity during the first 

postnatal weeks in rats. Moreover, our results suggest that proBDNF/p75NTR to 

mBDNF/TrkB ratio may control the timing of the developmental GABAergic 

switch from depolarizing to hyperpolarizing responses in cortical and 

hippocampal neurons. Following Status Epilepticus, proBDNF via p75NTR alters 

the excitatory/inhibitory equilibrium thereby enhancing neuronal activity through 

the inhibition of KCC2 expression and function. The aberant proBDNF/p75NTR 

signaling ultimately led to increased seizure susceptibility that was abolished by 

in vivo blockade of p75NTR. Altogether, our study shed light on how 

proBDNF/p75NTR signaling can orchestrate the GABA excitatory/inhibitory 

developmental sequence leading to depolarizing and excitatory actions of GABA 

in adulthood and subsequent epileptic disorders. 
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Introduction 

The brain-derived neurotophic factor (BDNF) is an activity-dependent 

secreted synaptic molecule that plays an important role in brain development and 

synaptic plasticity (Park and Poo, 2013). BDNF is synthesized as a 32-kDa 

precursor (proBDNF) that can be processed intracellularly to the 14-kDa mature 

form (mBDNF) by furin, or by extracellular plasmin or matrixmetalloprotesase-7 

once secreted (Nagappan et al., 2009; Yang et al., 2009). ProBDNF and mBDNF 

are assumed to produce opposing physiological responses mediated by the 

activation of two distinct classes of transmembrane receptors, the TrkB and the 

p75NTR respectively (Lu et al., 2005). The proteolysis of the precursor (proBDNF) 

is crucial for cognitive functions (Bramham and Messaoudi, 2005; Cohen-Cory et 

al., 2010; Lu, 2003). Moreover, both in human and animal models accumulating 

evidences indicate that impairment of proBDNF processing may account for the 

emergence of neurodevelopmental and neurodegenerative disorders, including 

schizophrenia, autism and seizures (Binder et al., 2001; Carlino et al., 2011; 

Garcia et al., 2012). Altogether, these findings support the view that biosynthesis 

of mBDNF and proBDNF forms is an important mechanism underlying brain 

remodeling and cognitive functions; thereby its impairment may lead to impaired 

neuronal network remodeling and subsequently to severe and highly prevalent 

neurological diseases. Based on such premises, we recently showed that alteration 

in BDNF maturation triggers an up-regulation of p75NTR, which produces a 

decrease of GABAergic synaptic activity (Riffault et al., 2014). Abnormalities in 

inhibitory synaptic neurotransmission have often been linked to epileptic activity 

(Kaila et al., 2014). Moreover, under epileptic conditions, depolarizing and 

excitatory GABAergic responses, sustained by a functional decrease of the K+ - 
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Cl- co-transporter KCC2, have been reported (Bragin et al., 2009; Huberfeld et al., 

2007a; Pallud et al., 2014; Pathak et al., 2007)Ben-Ari et al., 2012; Blaesse et al., 

2009; Kahle et al., 2014; Shulga et al., 2012). Interestingly, BDNF upregulation 

has been involved in the development of epilepsy (McNamara and Scharfman, 

2012; Puranam et al., 2015) but recent evidence also indicates that the proBDNF 

and p75NTR expression increase after seizures (Unsain et al., 2008; Volosin et al., 

2008; VonDran et al., 2014). In the latter study, this increased level of 

proneurotrophins to seizures occurs independently of cell death (VonDran et al., 

2014). These observations suggest that proneurotrophins may participate to the 

mechanisms of epileptogenesis. However it is currently unknown whether the 

proBDNF/p75NTR signaling might be involved for a defective chloride 

homeostasis on GABAA receptor mediated responses. Due to the primordial role 

of neurotrophins in brain development and repair, the question of whether and 

how proBDNF/p75NTR signaling affects neuronal connectivity could be of clinical 

significance. Furthermore, the expression patterns of proBDNF and p75NTR within 

the first postnatal weeks suggest that p75NTR activation by proBDNF plays an 

important role in modulating neuronal circuits during this critical developmental 

time window (Menshanov et al., 2015). Thus, this ligand-receptor system may be 

a key regulator in shaping early neural circuitry and synaptic plasticity. This also 

suggests that imbalance of pro- and mature- BDNF effects may then lead to an 

impaired neuronal network and to the emergence of neurological disorders at 

adulthood. The present study aims at elucidating how increased levels of 

proBDNF during the developmental period leads to the emergence of pathological 

disorders at later stages. Our results provide the first compelling evidence that 

proBDNF disrupts the GABA excitatory/inhibitory developmental sequence 
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leading to depolarizing and excitatory actions of GABA in adulthood, which then 

favors the emergence of epileptic disorders. 
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Material and methods 

All animal experiments were carried out according to the guidelines set by the 

INSERM animal welfare through the local committee (project number 02087.02) 

and the European Communities Council Directive of 24 November 1986 

(86/609/EEC). Wistar rats had access to food and water ad libitum and were 

housed under a 12 h light/dark cycle at 22-24°C. 

 

Reagents and treatments - The following reagents were purchased from the 

indicated sources: 1,2,3,4-Tetrahydro-6-nitro-2,3-dioxo-benzo[f]quinoxaline-7-

sulfonamide (NBQX) was obtained from the Molecular, Cellular and  Genomic 

Neuroscience Research Branch of the National Institute of Mental Health. TTX 

was purchased from abcam (Cambridge, UK). Isoguvacine and bicuculline were 

purchased from Tocris Cookson (Bristol, UK). Strychnine from Sigma (St-Louis, 

Missouri, USA). 

 

In utero electroporation - In utero injections and electroporations were 

performed as previously described (Carabalona et al., 2012) in embryos from 

timed pregnant rats (embryonic day 15) that were anaesthetized with ketamine 

(100 mg/kg) / xylazine (10 mg/kg). Wistar rats (Janvier, France) were raised and 

mated at INMED Post Genomic Platform (PPGI) animal facility in agreement 

with the European Union and French legislations. The uterine horns were 

exposed, and a lateral ventricle of each embryo was injected using pulled glass 

capillaries and a microinjector (Picospritzer II; General Valve Corporation, 
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Fairfield, NJ, USA) with Fast Green (2 mg/ml; Sigma, St Louis, MO, USA) 

combined with the following DNA constructs encoding CR-proBDNF and/or Cl-

Sensor (ratio 1:2). Plasmids were further electroporated by discharging a 4000 mF 

capacitor charged to 50 V with a BTX ECM 830 electroporator (BTX Harvard 

Apparatus, Holliston, MA, USA). The voltage was discharged in five electrical 

pulses at 950 ms intervals via 5 mm electrodes placed on the head of the embryo 

across the uterine wall. We performed in utero electroporation in embryonic rats 

at E15, corresponding to an active period of both radial and tangential migration 

of newborn neurons in the cortex. 

 

proBDNF immunoassay – To measure the release of proBDNF from cortical 

slices,  6 ml fractions of the medium were collected. The fractions were 

concentrated using the Amicon Ultra concentration devices (4000g, 10 min; 

Millipore Corp., Ireland), with 100 µl final volume. The proBDNF Rapid ELISA 

Kit (Biosensis Pty Ltd., Thebarton, SA, Australia) was used to quantify the 

amount of proBDNF in the concentrated solutions following the manufacturer’s 

protocol. Experiments and analysis were done blind. 

 

Western blotting – Rat cerebral cortex were homogenized in RIPA buffer (150 

mM NaCl, 1% Triton X100, 0,1% SDS, 50 mM Tris HCl, pH 8, containing 

protease inhibitors (Complete Mini; Roche). Lysates were centrifuged (10.000g 

for 10 min at 4°C) and the supernatant was heated at 90°C for 5 min with 

Laemmli loading buffer. Loading was 20 µg of proteins as determined using a 

modified Bradford reaction (BioRad Laboratories). Proteins were separated in 7–
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15% SDS-PAGE and electrophoretically transferred to nitrocellulose membranes. 

Membranes were blocked with 5% Bovine Serum Albumin (BSA) in TBS 0,1% 

Tween 20 (TBST) for 2h at RT, then incubated with primary antibodies diluted in 

TBST containing 3% BSA overnight at 4°C or 2h at RT. Blots were probed with 

antibody against KCC2 (1:2000; rabbit, US Biological), NKCC1 (1:1000; mouse, 

Chemicon), p75NTR (1:1000; mouse, biosensis) and tubulin (1:10.000; ß-tubulin, 

mouse, Sigma). After washing with TBST, membranes were incubated with HRP-

conjugated secondary antibodies diluted in TBST containing 3% BSA for 60 min, 

washed with TBST and then developed using the G:BOX gel imaging system 

(Syngene) and expression levels were estimated by Image J software (NIH, 

Bethesda, MD; http://rsb.info.nih.gov/ij/).  

 

Immunocytochemistry and confocal microscopy - Under deep anesthesia with 

chloral hydrate, P10 electroparated rats were intracardially perfused with PBS 

followed by 4% PFA in PBS. Brains were removed, post-fixed overnight at 4◦C 

and rinsed in PBS. Coronal cortical sections (70µm thick) were obtained using a 

vibratome (Microm HM 650V). Sections were incubated first for 1 h in PBS with 

1% BSA and 0.3% Triton X-100, then overnight at 4°C with chicken anti-

proBDNF (1:000, Chemicon MAB351) or rabbit anti-p75NTR (1:500; Abcam 

8874) or rabbit anti-caspase-3 cleaved (1:500, Cell Signaling) or rabbit anti-

panKCC2 (1:4000; non commercial) or mouse anti-NeuN (1:1000; chemicon 

MAB377). Sections were rinsed in PBS and incubated for 2h with the 

corresponding Cy5 or Cy3-conjugated secondary antibodies diluted in PBS 

(1:1000; Chemicon). Sequential acquisition of immunoreactivity of GFP positive 

pyramidal-like cells was performed using laser scanning confocal microscope 
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(Zeiss LSM 510 Meta) with a x40 or x63 oil-immersion objectives. In each set of 

images, laser light levels and detector gain and offset were adjusted to avoid any 

saturated levels. Optical sections were digitized (1024 × 1024 pixels) and 

processed using Image J software (W.S. Rasband, National Institute of Health).  

 

Quantification. KCC2 analysis was performed in blind. Intensity and distribution 

analyses of KCC2 fluorescence associated with the membrane or cytosolic regions 

in control, in CR-proBDNF rats, CR-proBDNF vehicule‐treated rats and CR-

proBDNF p75NTR Fc‐treated rats were performed using 40X objective and Plot 

analysis from Fiji software. The same straight-line length was applied from the 

nucleus to the external cell compartment of 30 cells from each condition. The plot 

profile values were analyzed and calculated the S.E.M. (error bars) 

 

Relative Quantitative Expression of mRNA transcripts – Expressions of 

p75NTR, NKCC1 and KCC2 mRNA were measured by real-time quantitative RT-

PCR. Total RNAs were isolated from cerebral cortices (P20 rats) using Mini 

RNeasy kit (Qiagen), then converted to cDNA using 1 µg RNA and a QuantiTect 

Reverse Transcription kit (Qiagen) according to manufacturer’s instructions. PCR 

was carried out with the LightCycler 480 SYBR Green I Master (Roche Applied 

Science) with 1 µL cDNA using the following oligonucleotides (QuantiTect 

Primer Assays, Qiagen): p75NTR (Ngfr; QT00181874), KCC2 (Slc12a5; 

QT01792413), NKCC1 (Slc12a2; QT00187173) and glyceraldehyde-3-phosphate 

dehydrogenase (GAPDH; QT001199633). Quantitative RT-PCR was performed 

with a Roche LC480 Light Cycler (Roche Applied Science) following the 
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manufacturer’s instructions. Relative mRNA values were calculated using the 

LC480 software and GAPDH as the housekeeping gene. PCR was performed in 

replicates of 3. 

 

Slices preparation - Electrophysiological recordings from cortical slices were 

performed from P30 rats. Brains were removed and immersed into ice-cold (2-

4°C) ACSF with the following composition (in mM): 126 NaCl, 3.5 KCl, 2 CaCl2, 

1.3 MgCl2, 1.2 NaH2PO4, 25 NaHCO3 and 11 glucose, pH 7.4 equilibrated with 

95% O2 and 5% CO2. Hippocampal slices (600 µm thick) were cut with a 

McIlwain tissue chopper and kept in ACSF at room temperature (25°C) for at 

least one hour before recording. Slices were then transferred to a submerged 

recording chamber perfused with ACSF (3 mL/min) at 34°C. 

 

Electrophysiological recording - Whole cell patch-clamp recordings of L4/5 

cortical pyramidal neurons were performed with an Axopatch 200B amplifier 

(Axon Instruments, Union City, CA, USA). Microelectrodes (4–8 MΩ) were 

filled with the following solution (in mm): caesium gluconate, 120; CsCl, 14; 

Hepes, 10; EGTA, 1.1; CaCl2, 0.1; Na2GTP, 0.4; and MgATP, 4; pH 7.4. In these 

ionic conditions, GABAA currents reversed around −55 mV, while ionotropic 

glutamatergic currents reversed around +10 mV. Field potentials were recorded 

using a DAM80 Amplifier (World Precision Instruments, Sarasota, FL, USA) 

using a 1–3 Hz bandpass filter. Spontaneous synaptic activity was monitored and 

stored with Axoscope 8.1 (Axon Instruments). Series resistance (Rs), membrane 

capacitance (Cm) and input resistance (Ri) were determined by an online fitting 
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analysis of the transient currents in response to a 5 mV pulse with Acquis 4.0 

software (Bio-logic, Orsay, France). Criteria for accepting a recording included a 

resting potential < –55 mV, Ri > 400 MΩ and Rs < 25 MΩ. Analysis of 

spontaneous GABAA (sIPSCs) and glutamate (sEPSCs) receptor-mediated 

synaptic activity was performed with Mini Analysis 6.0 software (Synaptosoft, 

Decatur, GA, USA). The absence of false positive events was confirmed by visual 

inspection of each experiment. For average data, statistical analysis was 

performed using Student's paired t test.   

 

Spiking activity and data analysis - Extracellular field potential recordings were 

performed using metal electrodes of 50 µm diameter (California Fine Wire, 

Grover Beach, CA, USA). Electrodes were positioned in the LIII/V cortical 

pyramidal cell layer of the transfected area.  Recordings were digitized (10 kHz) 

online with an analogue-to-digital converter (Digidata 1322A; Axon Instruments) 

and analysed off-line with the Axon package MiniAnalysis program (Jaejin 

Software, Leonia, NJ, USA) and Origin 5.0 (Microcal Software, Northampton, 

MA, USA). Group measures are expressed as means ± SEM; error bars also 

indicate SEM. The statistical significance of differences was assessed with 

Students t-test. The level of significance was set at P < 0.05. To determine the 

developmental changes in the GABAA signaling, we used isoguvacine, a specific 

GABAA receptor agonist (Krogsgaard-Larsen and Johnston, 1978). In 

extracellular recordings, the response to isoguvacine (10 µM for 2 min) was 

associated with a transient change in the spiking frequency, that is, action 

potentials recorded from tens to hundreds of neurons in the vicinity of the 

recording electrode (Cohen and Miles, 2000). We determined the effect of 
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isoguvacine on spiking frequency as a ratio of the spiking frequency at the peak of 

the isoguvacine response to the spiking frequency in control. For the purposes of 

fit we normalized the effect of isoguvacine by assigning values +1 and −1 for all 

values >100% (excitation) and <100% (inhibition), respectively.  

 

In vivo electrophysiological recordings. Cortical electroencephalographic (EEG) 

recordings were performed in freely‐moving rats. To implant recording 

electrodes, rats were anaesthetized with 4.5% isoflurane and maintained at 2.5%, 

placed in stereotaxic frame and prepared for aseptic surgery. A hole was drilled 2 

mm posterior and 1.5 mm right to bregma. A screw connected to EEG transmitter 

was placed in the skull, and reference electrode was placed rostrally in the 

cerebellum. The screws were attached to the skull with dental cement and scalp 

closed. After surgery, rats were kept warm and received saline (0.9% NaCl, s.c.), 

and analgesic buprenorphine (0.03 mg/kg, s.c.) was administrated to minimize 

animal pain after surgery. After a 24h recovery, EEG (amplified (1000X), filtered 

at 0.16–97 Hz pass, acquired at 500 Hz) was monitored using a telemetric system 

(Data Sciences International, St. Paul, MN) for 5 days, 24 h per day; food and 

water were given ad libitum. Recordings were analyzed offline using Spike2 8.0. 

Tonic seizures were defined on the EEG as single or multiple 5-30Hz poly‐spike 

of 5 fold SD amplitude and 10‐30 s duration. 

 

Non-invasive monitoring of intracellular chloride - To perform a non-invasive 

monitoring of [Cl-]i we used a ratiometric genetically-encoded Cl--sensitive probe 

called Cl--Sensor (Markova et al., 2008; Waseem et al., 2010) that was co-
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expressed into the cells of interest together with other constructs as described 

above. The acquisition of fluorescence images was performed using a customized 

imaging set-up and consecutive cells excitation at 430 and 500 nm as decribed 

previously (Friedel et al., 2013). The frequency of acquisition was 0.05 Hz. The 

duration of excitation was selected for each cell type and was selected to avoid 

use-dependent bleaching of the signal as described (Friedel et al., 2013).  

 

Cl
-
-Sensor fluorescence recordings from brain slices - Experiments were 

performed on acute cortical slices derived from in utero electroporated rat pups on 

postnatal days P10 and P30. Brains were removed from anaesthetized (350mgkg−1 

chloral hydrate I.P.) animals and immersed into ice-cold (2–4◦C) artificial 

cerebrospinal fluid (ACSF) composed of (mM): NaCl, 126; KCl, 3.5; CaCl2,2; 

MgCl2,1.3; NaH2PO4, 1.2; NaHCO3, 25; and glucose, 11; pH 7.4, when 

equilibrated with 95% O2 and 5% CO2. Cortical transverse slices (350 µm) were 

cut using a Vibratome (VT1000E; Leica, Nussloch, Germany) and maintained in 

oxygenated (95% O2 and 5% CO2, pH 7.3) ACSF at room temperature for at least 

1 hour before use. Individual slices were transferred to a specially designed 

recording chamber where they were fully submerged and superfused with 

oxygenated ACSF [complemented with 1 µM tetrodotoxin, 1 µM strychnine, and 

10 µM NBQX to prevent spontaneous neuronal activity and noncontrolled [Cl−]i 

changes at 30–32°C at a rate of 2–3 ml/min. The Cl-Sensor fluorescence 

recordings were performed using the same filter sets and acquisition procedure as 

described above for cultured cells. The acquisition of fluorescence images was 

performed using a customized imaging setup and consecutive cell excitation at 

430 and 500 nm as described previously (Friedel et al., 2013). The frequency of 
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acquisition was 0.05 Hz. The duration of excitation was selected to avoid use-

dependent bleaching of the signal and was identical for all experiments (Friedel et 

al., 2013). The applications of the ACSF solution containing isoguvacine (30 µM) 

or KCl (25 µM) + isoguvacine (30 µM) were performed with a perfusion system. 

The recovery of fluorescence after Cl− overload produced by KCl + isoguvacine 

was recorded in ACSF containing 10 mM bicuculline in addition to the 

abovementioned blockers to avoid Cl− efflux through GABAAR.  

 

Seizure induction with PTZ - To evaluate the susceptibility to seizures in 

controls rats (GFP-transfected brains) and in CR-proBDNF animals at P20, PTZ 

(25 mg/kg; Sigma) was administered via intraperitoneal injections every 10 min 

until generalized seizures occurred. Rats were placed in a plexiglass cage and the 

time to the onset of the generalized seizure was video-recorded. There was no 

significant difference in weight or sex-ratio between groups of animals. 

Experiments were blind: the phenotype of animals was established by 

morphological analysis after PTZ induction. 

 

Rat model of temporal lobe epilepsy - Six week old male rats were treated with 

pilocarpine hydrochloride (360 mg/kg, i.p.; Sigma-Aldrich) 30 minutes after 

scopolamine methyl nitrate (0.5mg/kg, i.p.; Sigma-Aldrich). This pilocarpine dose 

was chosen because it elicited the most severe seizures with limited mortality, as 

previously described by other investigators (Escalpez et al., 1999). Animals were 

continuously monitored to identify the onset of Status Epilepticus (SE). 

Pilocarpine injections resulted in continuous, repetitive behavioral seizures 
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(defined as SE). Behavioral rating of seizures used the Racine scale(Esclapez et 

al., 1999) (Racine, 1972). The onset of SE was defined as the time when animals 

experienced continuous stage 5 seizures on Racine scale. Rats that did not fulfill 

this criteria for SE were not included in analyses. After 3h of SE, convulsions 

were suppressed with diazepam (8mg/kg, i.p.; Roche) and saline solution (0.9% 

NaCl; Sigma-Aldrich) was administrated subcutaneously for re-hydratation of the 

animals. The injection of diazepam was repeated as needed to help terminate 

behavioral seizures up to 12h after the end of SE. 

 

P75
NTR

 blocking antibody infusion – Osmotic minipumps and cannulae were 

implanted to focally and continuously deliver a p75NTR functional blocking 

antibody (p75NTR Ab; 1:500; AB1554; Millipore) to the somatosensory cortex or 

to the dorsal, left dentate gyrus. Rats were anaesthetized with 4.5% isoflurane and 

maintained with 2.5% isoflurane for surgery. Rats were placed in a stereotaxic 

apparatus, a scalp incision was made, and a 0,8 mm diameter hole was drilled 

through the skull (cortex: A/P 1; L/M -3; D/V -1) or (dentate gyrus: A/P ‐3.8; L/M 

+2.5; D/V 3.0) and a 3.0 mm long 28 gauge cannula (Alzet brain infusion kit, 

Charles River) was inserted and secured to the skull with dental cement. An 

osmotic mini‐pump (Alzet mini‐pumps 2002, Charles River) and tubing 

connected to the cannula were implanted subcutaneously over the back. Mini‐

pumps contained vehicle solution containing PBS (1M, pH 7,4) supplemented 

with IgG (1:500, sc-2027, Santa Cruz) or p75NTR Ab solution containing a p75NTR 

functional blocking antibody diluted (1:500) in PBS (1M, pH7,4). After surgery, 

rats were kept warm, received saline (0.9% NaCl, s.c.), and analgesic 

buprenorphine (0.03 mg/kg, s.c.) was administrated to minimize animal pain after 
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surgery. In all experiments, infusions began at two days post Status Epilepticus 

and last for 5 days with a delivery rate of 0.5µl/hour ± 0.05 µl at body 

temperature. 

 

Statistical analysis - If not stated otherwise, all population data are expressed as 

mean ± SEM. Paired Student’s t-test was used to compare statistical significance 

between groups in ELISA experiments and unpaired Student’s t-test was used to 

examine the statistical significance of the differences between groups in 

microscopy and QRT-PCR analysis; ANOVA was used for multiple comparisons. 

Significantly different values (*, p < 0.05; **, p < 0.01; ***, p < 0.001) are 

indicated in figures with asterisks. 
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Results 

Cortical expression of CR-proBDNF  

 Recent studies have shown that proBDNF is the most abundant isoform 

expressed in the immature cortex (Menshanov et al., 2015; Perovic et al., 2013). 

These findings suggest that proBDNF may play an important role in the 

developing brain. In order to evaluate the functions of proBDNF in vivo, a 

proteolytic cleavage-resistant proBDNF (CR-proBDNF) was synthesized 

(GeneCust, France) by replacing arginine with alanine that contains a mutated 

proconvertase/furin cleavage site (Fig. 1A), and previously validated in vitro 

(Riffault et al., 2014). We next inserted the proBDNF mutated sequence in a 

bicistronic plasmid vector co-expressing CR-proBDNF-mCherry and green 

fluorescent protein (GFP), under the control of two ubiquitin promoters (Figure 

1A). We used in utero electroporation of plasmids to express GFP, as a control, or 

GFP-CR-proBDNF-mCherry (referred as CR-proBDNF) in the neocortex at 

embryonic day 15 (E15). Coronal sections of CR-proBDNF electroporated brains 

from P10 to P30 rats were immunolabeled for NeuN, a mature neuronal marker, 

to assist in the histological identification of cortical layers (Fig. 1C). In CR-

proBDNF brains, the GFP and Cherry fluorescence intensity profiles showed that 

E15 generated neurons were distributed similarly to GFP control rats (Fig. 1C). 

The high density of CR-proBDNF in Layers III-V corresponded to the region 

where most GFP positive neurons were located, as shown in Fig. 1B. Our data is 

consistent with previous reports showing that layers (III-V) rat cortical neurons 

are generated between E15-E17 (Kriegstein and Noctor, 2004). Thus our CR-

proBDNF and GFP positive neurons electroporated at E15 most likely represent 
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the layer IV/V neurons and some of the first generated Layer II/III neurons. 

Therefore, layering of upper cortical projection neurons is not affected in GFP 

control or CR-proBDNF rats. These data indicates that proBDNF did not altered 

neuronal migration. Moreover, our plasmid vector allowed us to identify the 

“donor neuron” that co-expressed proBDNF and GFP and “recipient neurons” that 

expressed mCherry alone (Fig. 1C, left column) (Horch and Katz, 2002). Indeed, 

in donor neurons, GFP was expressed uniformly in the cytosol and nucleus (Fig. 

1C, middle column), whereas CR-proBDNF-mCherry was localized to the cytosol 

as granule-like structures in both “donor” and “recipient” neurons. These results 

show that CR-proBDNF can also act in a paracrine manner to affect nearby 

neurons.  

 

The expression of the receptor-ligand complex proBDNF/p75
NTR

 are 

increased  in CR-proBDNF electroporated cortex 

 To confirm that mutation of the proteolytic cleavage site prevents 

conversion of proBDNF into mBDNF, we measured the levels of proBDNF 

expression in cortical neurons by using primary antibodies directed against the 

immature form of the BDNF. The intensity of immunostaining for proBDNF was 

significantly increased in CR-proBDNF (297.22 ± 9.46 % of proBDNF intensity 

compared to GFP control tissues; p < 0.001, 40 neurons analyzed, n = 4; Fig. 2A 

and B). We next measured the concentration of proBDNF in cortical tissues in 

control, GFP and in the ipsilateral and contralateral hemispheres in CR-proBDNF 

rats at P20 using an ELISA proBDNF immuno-detection assay. As illustrated in 

Figure 2C, proBDNF levels in the ipsilateral hemisphere of CR-proBDNF rats 
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increased significantly (239 ± 4 pg/mL) compared with the contralateral 

hemisphere (134 ± 3 pg/mL) or with control (125 ± 1 pg/mL) or with rats 

electroporated with GFP (119 ± 5 pg/mL; p < 0.01, n = 4). We have recently 

demonstrated that endogenous or exogenous accumulation of proBDNF triggers 

an upregulation of p75NTR expression in a positive feedback mechanism operating 

between proBDNF and its receptor (Riffault et al., 2014). In this study, we have 

used p75NTR expression levels as a biological marker for the release of proBDNF. 

As observed for proBDNF immunostaining, we found that the intensity of staining 

for p75NTR was robustly increased in CR-proBDNF (342.11 ± 5.82 % of p75NTR 

intensity compared to GFP control tissues; p < 0.001, 54 neurons analyzed, n = 4; 

Fig. 2D and F). To confirm the increase of p75NTR proteins in CR-proBDNF 

tissues, Western blotting analysis was performed on cortical neuronal lysates. We 

found that proBDNF induces an increase in the total amount of p75NTR proteins 

(135.29 ± 1.2 %, p < 0.05, compared with control; n = 6; Fig. 2F). To further 

investigate whether proBDNF would also regulate p75NTR gene expression, 

p75NTR mRNA levels were measured using qRT-PCR. As illustrated in Figure 2F, 

CR-proBDNF cortices show a significant increase of p75NTR mRNA levels (GFP: 

7.62 ± 0.21 A.U.; n = 5 versus CR-proBDNF: 20.07 ± 0.59 A.U.; p < 0.05, n = 4; 

Fig. 2G). 

The importance of both mature- and pro- forms of BDNF in the regulation 

of cortical cell survival (Canals et al., 2001; Menshanov et al., 2015), suggest that 

an increase in the expression of p75NTR and changes in the levels of proBDNF, 

could underlie a decrease in the number of cortical neurons. In an attempt to 

identify a possible decrease in the density of cortical neuron, we quantified the 

cortical cell number using the expression of the mature neuronal marker NeuN at 
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P20. The density of NeuN-positive cells was not different between CR-proBDNF 

and GFP electroporated brains (35.8 ± 3.9 versus 36.1 ± 3.6 NeuN positive 

cells/100 µm2 respectively; p > 0.05, n = 4; Fig. 2H and 2I). Thus, the present data 

indicates that CR-proBDNF leads to a significant increase in the expression of the 

receptor-ligand complex proBDNF/p75NTR in both donor and recipient cells. In 

addition, this increased number of proBDNF/p75NTR positive cells, was observed 

without reduction of cortical neuron density. 

 

CR-proBDNF induces a disruption of the E/I balance 

BDNF has an important role in controlling and regulating the balance 

between excitatory and inhibitory activity to maintain network function (Cunha et 

al., 2010). To examine whether accumulation of proBDNF over a long period 

could alter the cortical excitation to inhibition balance, we evaluate changes in 

mean glutamatergic and GABAergic spontaneous receptor-mediated postsynaptic 

currents (sGlu-PSCs and sGABAAPSCs, respectively) at P30 (Fig. 3). These data 

were then compared to those obtained from GFP control animals. The average 

frequency of sGlu-PSCs was not different between CR-proBDNF (1.07 ± 0.35 Hz, 

n = 5) and GFP (1.38 ± 0.31 Hz, n = 5) P30 neurons (Fig. 3A and 3B). In contrast 

to sGABAA-PSCs, the average frequency of sGABAA-PSCs was significantly 

increased in CR-proBDNF (1.75 ± 0.39 Hz in CR-proBDNF, n = 5) when 

compared with GFP control rats (0.46 ± 0.10 Hz, n = 5, p < 0.03) (Fig. 3A and 

3C). Accordingly, an increased ratio of GABA/Glutamate is observed in CR-

proBDNF neurons (2.21 ± 0.64 Hz, n = 5) when compared to GFP control 

neurons (0.47 ± 0.19 Hz, n = 5, p < 0.001) (Fig. 3D). The mean kinetic properties 
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of glutamatergic-PSCs and GABAergic-PSCs were unchanged.  

Collectively, these findings demonstrate that cortical neurons of CR-

proBDNF rats receive an increase in inhibitory input (sGABAA-PSCs), thus 

disrupting the excitatory/inhibitory (E/I) balance. 

 

CR-proBDNF rats display increased susceptibility to PTZ-induced seizures 

 We next investigated whether the abnormality observed in the E/I imbalance 

in CR-proBDNF rats may influence the susceptibility to seizures. Thus, CR-

proBDNF and age-matched control rats (transfected with GFP alone) at P30 were 

intraperitoneally injected with subconvulsive doses of PTZ (25 mg/kg) every 10 

min. PTZ is known to be a chemical convulsant that induces seizures by blocking 

the GABAA receptor-coupled chloride ionophore (Klioueva et al., 2001). 

Injections of PTZ were continued every 10 mins until each rat had generated 

tonic-clonic seizure. Seizure susceptibility and severity was quantified with the 

canonical Racine’s scale of seizure severity (Lüttjohann et al., 2009), including 

dose and latency to onset of the first minimal motor seizure and the first 

generalized tonic-clonic seizure (Fig. 4). Generalized seizures in vehicle-treated 

CR-proBDNF rats (n = 10) occurred at significantly lower doses of PTZ (77.5 ± 

2.5 mg/Kg compared to 90.0 ± 5.5 mg/Kg in control, n = 10, p < 0.05; Fig. 4B) 

with a reduced interval between minimal and generalized seizures (1.42 ± 0.21 

min compared to 8.06 ± 1.24 min in control, n = 10, p < 0.01; Fig. 4C) and at 

significantly shorter latencies than they did in GFP control rats (23.91 ± 0.49 min 

compared to 31.87 ± 0.73 min in control, n = 10, p < 0.01; Fig. 4D and 4E). In 

order to confirm the crucial role of p75NTR signaling in hyperexcitability and 
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subsequent seizure susceptibility, we infused intracortically and continuously a 

p75NTR functional blocking antibody (p75NTRAb) for ten days using osmotic 

minipumps from P20 to P30 (Fig. 4A for the experimental design). Intracortical 

infusion of p75NTR Ab-treated CR-proBDNF rats showed PTZ seizure thresholds 

comparable to GFP control rats (cumulative dose: 100 ± 6.5 mg/Kg; interval: 8.44 

± 1.12 min; mean latency: 35.74 ± 1.54 min, p > 0.05 for all experiments when 

compared to control group, n = 10; Fig. 4B-D). Thus, our results demonstrate the 

key role of altered proBDNF/p75NTR signaling in seizure susceptibility. 

 Seizures are reported to cause apoptotic neuronal death and given the 

proapoptotic function established for p75NTR (Friedman, 2010; Volosin et al., 

2008), we wanted to investigate whether PTZ-induced seizure increases apototic 

neurodegeneration in cortical neurons in CR-proBDNF rats. To this end, we 

performed immunohistochemical analysis for cleaved caspase-3, a marker for cell 

apoptosis (Logue and Martin, 2008), and quantified the ratio of cleaved caspase-3 

neurons per surface area. A comparison of the number of cleaved caspase-3-

positive neurons before PTZ injection showed that the number of apoptotic 

neurons did not increase in CR-proBDNF animals (107 ± 14 %, n = 6, p > 0.05, 

compared with control). We next found that PTZ-induced seizure induced 

significant increases in the expression of cleaved caspase-3 in cortical neurons in 

GFP rats (158 ± 9 %, n = 6, p < 0.05, compared with control) and this effect is 

amplified in the vehicle-treated CR-proBDNF group (179 ± 7 %, n = 6, p < 0.05, 

compared with control). Whereas, the pretreatment with p75NTR Fc along with 

PTZ in CR-proBDNF animals showed significantly decreased expression of 

caspase-3 (108 ± 4 %, n = 4, p > 0.05, compared with control).  

 Together, our results indicated that reduced seizure threshold in CR-
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proBDNF rats results from the activation of the proBDNF/p75NTR signaling 

pathway. In addition, these results demonstrate that p75NTR Ab infusion restored 

the levels of seizure risk back to levels seen in GFP control rats and can prevent 

some of the deleterious effect of seizure and neuronal degeneration induced by 

PTZ. 

 

The chloride exporter KCC2 is downregulated in the cortex of proBDNF rats 

The developmental excitatory-inhibitory GABA sequence mediated by the 

upregulation of KCC2 is closely paralleled by the downregulation of proBDNF 

and p75NTR in cortical regions (Ben-Ari et al., 2007; Menshanov et al., 2015). 

Furthermore, p75NTR, has been implicated in the decrease of KCC2 expression 

after neuronal injury (Shulga et al., 2012). These observations lead us to 

investigate whether proBDNF/p75NTR signaling can modulates KCC2 expression. 

Thus, we first analyzed the expression of KCC2 and NKCC1 at both mRNA and 

protein levels in CR-proBDNF rats. NKCC1 mRNA extracted from electroporated 

cortices at P20 shows similar levels of NKCC1 transcripts when compared with 

GFP control animals (7.98 ± 1.09 in CR-proBDNF vs 8.06 ± 0.68 n = 4, p > 0.05; 

Fig. 5A). In contrast, KCC2 mRNA levels are downregulated in CR-proBDNF 

rats (1.82 ± 0.43 in CR-proBDNF vs 2.40 ± 0.34 n = 4, p < 0.05; n = 4; Fig. 5A). 

The NKCC1 and KCC2 proteins as measured by western blotting followed the 

mRNAs levels. Thus, in CR-proBDNF animals the NKCC1 protein remains 

unchanged when compared with control GFP (105.32 ± 2.76 % compared with 

control, p > 0.05; n = 4; Fig. 4B), whereas KCC2 expression was significantly 

reduced to 20 % of the control GFP  (79.31 ± 4.37 % compared with control, p < 
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0.05; n = 4; Fig. 4B). We next analyzed whether the overall neuronal distribution 

of KCC2 is altered in CR-proBDNF electroporated cortices. To this end, we 

performed KCC2 immunolabeling and analyzed at P30, the intensity and 

distribution of KCC2 plotted as a function of pixel distance across the soma 

(Kourdougli et al., 2015). In GFP control rats, as expected KCC2 immunolabeling 

show a strong perisomatic staining pattern as shown by the narrow peak occurring 

at the somatic periphery (green curve, Fig. 5E). Compared with GFP control rats, 

CR-proBDNF animals showed a disrupted cell membrane expression (Fig. 5C and 

5D) and a decrease in the immunostaining intensity of KCC2 (Fig. 5E). 

Taken together, our qRT-PCR, immunoblot and immunofluorescence results 

demonstrate that proBDNF decreased KCC2 levels and altered KCC2 distribution 

throughout the neurons.  

 

The developmental GABA excitatory to inhibitory shift is abolished in the 

presence of proBDNF 

Cortical GABAergic excitation contributes to epileptic activities (Kaila et 

al., 2014; Pallud et al., 2014). This increased cell excitability could be sustained 

by a lower expression of KCC2 that leads to higher neuronal [Cl-]i and to GABAA 

receptor mediated depolarization instead of hyperpolarization (Boulenguez et al., 

2010; Conti et al., 2011; Friedel et al., 2015; Nabekura et al., 2002; Rivera et al., 

2004). The results above show that activation of the proBDNF/p75NTR signaling 

decreases KCC2 expression and increases GABAergic synaptic activity and 

susceptibility to PTZ-induced seizures. To test whether proBDNF/p75NTR 

signaling regulates Cl- homeostasis, constructs encoding Cl--Sensor plus GFP 
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(control) or Cl--Sensor plus CR-proBDNF were electroporated in utero in rats at 

E15 (see Methods for details). Transverse slices of cortex were prepared on 

postnatal days P10 and P30. Electroporated slices harbored hundreds of neurons 

expressing Cl--Sensor in cortical layers III-V, which exhibited variable absolute 

values of R430/500 (Fig. 6A). Despite the observed variability in absolute values, 

bath application of isoguvacine (30 µM, 3 min) to P10 CR-proBDNF and GFP 

control slices produced a uniform decrease of R430/500 (indicated by an arrow in 

Fig. 6B and by the negative value of ΔR/R in Fig. 6E) in approximately 80 % of 

fluorescent neurons, reflecting a decrease in [Cl-]i characteristic of depolarizing 

action of GABA. Bath application of isoguvacine (10 µM, 3 min) to P30 GFP 

control slices showed a significantly increase of R430/500 (0.174 ± 0.044 A.U., p < 

0.001, n = 5; Fig. 6C), characteristic of an Cl- ion influx (indicated by an arrow in 

Fig. 6B and by the positive value of ΔR/R in Fig. 6C) into the cell indicating that 

GABA switched from depolarizing to hyperpolarizing actions. Compared to GFP 

control slices, CR-proBDNF slices at P30 showed a reduction of R430/500 (0.076 ± 

0.004 %, p < 0.001, n = 5), suggesting that the conversion of GABA-induced 

depolarization into hyperpolarization is impaired (indicated by an arrowhead in 

Fig. 6C and by the negative value of ΔR/R in Fig. 6C). 

 To test whether CR-proBDNF affects Cl- extrusion efficacy in this model, 

we applied artificial cerebrospinal fluid (ACSF) solution containing 25 mM KCl 

(to depolarize neurons) and 10 µM of isoguvacine (to load neurons with Cl- via 

GABAAR activation) in P30 slice preparations as above. This protocol produced a 

robust increase of R430/500, reflecting a rise in neuronal [Cl-]i that recovered 

progressively to the control values after isoguvacine washout (Fig. 6D). In mature 

P30 slices expressing CR-proBDNF, the half-recovery time was significantly 
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longer than those measured in slices expressing control GFP (1.83 ± 0.25 min and 

1.00 ± 0.10 min, respectively, p < 0.05, n = 7, Fig. 6E). These results suggest that 

in vivo CR-proBDNF downregulates KCC2-dependent neuronal Cl- extrusion that 

maintains a depolarizing shift in GABA activity in mature neurons. 

 

ProBDNF-mediated KCC2 downregulation leads to GABA excitatory 

activity in mature cortical neurons 

 Although our data indicated that KCC2 activity is downregulated in 

proBDNF condition, thus leading to elevated intracellular chloride and 

depolarizing action of GABA, we wanted to determine whether this effect is 

associated with excitatory or inhibitory actions at the network level. Indeed, 

GABA-induced depolarizing currents are not necessarily excitatory (Ben-Ari, 

2015; Kirmse et al., 2015) and can inhibit neuronal activity through a shunting 

mechanism that raises the spike threshold (Ben-Ari, 2002). We then evaluated 

whether the depolarizing action of GABA were associated with neuronal 

activation by performing field recordings of cortical slices at P30 in control (GFP) 

and CR-proBDNF rats. To activate GABAA receptors (GABAARs) we bath-

applied the selective GABAAR agonist isoguvacine (10 µM). In slices from GFP 

control group, isoguvacine invariably induced a decrease of spiking activity in 

field-potential recordings at P30 (-29.4 ± 12.2 %, p < 0.05, n = 6; Fig. 7A). In 

contrast, in slices obtained from CR-proBNDF rats at P30, isoguvacine invariably 

induced an increase of spiking activity (+24.6 ± 10.7 %, p < 0.01, n = 6; Fig. 7B). 

Our data thereby show that GABAergic transmission has excitatory functions of 

cortical network at P30 in CR-proBDNF rats (Fig. 7C). 
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Early p75
NTR

 Ab infusion reduced seizure frequency during the chronic 

phase of TLE  

 The induction of epileptic seizures by pilocarpine injection results in 

increased cellular levels of proBDNF and p75NTR (Unsain et al., 2008; Volosin et 

al., 2008; VonDran et al., 2014), suggesting that proBDNF/p75NTR signaling may 

participate to epileptogenesis. In an attempt to elucidate the role of 

proBDNF/p75NTR signaling in spontaneous epileptiform discharges, we used the 

pilocarpine model of Temporal Lobe Epilepsy (TLE). We first measured the 

proBDNF levels following pilocarpine by using ELISA assay to characterize the 

total proteins levels of the proBDNF in rat hippocampi. Rats were injected with 

saline or pilocarpine to induce Status Epilepticus (SE) and sacrificed at two days 

post SE for hippocampal dissection. We show that proBDNF protein levels were 

significantly upregulated at d2 post-SE, confirming previous studies (Unsain et 

al., 2008; Volosin et al., 2008; VonDran et al., 2014) (Fig. 8B, vehicle-treated vs 

pilocarpine-treated rats: 97.70 ± 5.51 vs 320.71 ± 23.76; p < 0.001). We next 

investigated whether proBDNF/p75NTR pathway is involved in the development of 

spontaneous seizures after pilocarpine-induced SE. For this purpose, we decided 

to infuse intrahippocampally a p75NTR functional blocking antibody (p75NTR Ab) 

(Buckmaster et al., 2009) from d2 to d5 post-SE (Fig. 8A for the experimental 

design). We analyzed the seizure activity with telemetric cortical 

electroencephalographic (EEG) recordings at 2 months post SE in vehicle- and 

p75NTR Ab-treated rats (Fig. 8A). Ictal discharges, due to abnormal and long-

lasting hypersynchronous neuronal activity, constitute the cardinal 

pathophysiological EEG activity in TLE. These spontaneous and recurrent ictal 
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events lead to profound disabling clinical manifestations. Vehicle-treated rats 

displayed numerous ictal discharges (15,8 ± 1,25 per day) lasting 21,34 ± 0,87 s 

(n = 3) and including tonic and clonic phases (Fig. 8C). These ictal events 

corresponded to the well-described tonic-clonic seizures with motor convulsions 

and loss of postural control. We observed a significant decrease of the number of 

ictal events in p75NTR Ab-treated rats (by 40 %) (Fig. 8D) without a significant 

change in their duration (p > 0.05, n = 3). Finally, we examined whether the 

upregulation of proBDNF following SE induced a decrease in KCC2 expression 

as previously observed in CR-proBDNF rats (Fig. 8E). We then performed 

immunohistological analysis of KCC2 expression in vehicle- and p75NTR Ab-

treated rats at d5 post SE within the CA3 region. Unlike in control rats (Fig. 8E, 

left panel), KCC2 immunolabeling is very low and diffuse within the soma in 

vehicle-treated rats at d5 post SE, whereas KCC2 harbor a preferentially 

perisomatic staining pattern in p75NTR Ab-treated rats, as shown by the narrow 

peak occurring at the somatic periphery (green curve, Fig. 8E). 

 Taken together, these experiments demonstrate that proBDNF play a 

major role in the generation of ictal discharges in vivo in TLE and, furthermore, 

we show that intrahippocampal infusion from d2 to d5 post SE inhibits the 

progression of epileptogenesis and restored KCC2 protein expression and function 

in rat hippocampus.  
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Discussion 

In the current study, we evaluated the actions of proBDNF in vivo using in 

utero injection and electroporation of the embryonic rat neocortex at embryonic 

day 15 with a cleavage-resistant proBDNF. Our data obtained between post-natal 

days 10 and 30 of electroporated rat cortices demonstrated that proBDNF 

overexpression affects neuronal activity that resulted from a compromised 

GABAergic inhibition through the activation of the p75NTR. As recently shown in 

the hippocampus, pharmacological inhibition of KCC2 can lead to seizure activity 

(Sivakumaran et al., 2015). Moreover, both in animal models and human epileptic 

patiens KCC2 downregulation results in an imbalance of excitation/inhibition 

levels and is correlated to the emergence of epileptiform activity (Huberfeld et al., 

2007a; Muñoz et al., 2007; Pallud et al., 2014; Pathak et al., 2007; Shimizu-Okabe 

et al., 2011). In the present study, we show that proBDNF inhibits KCC2 

expression and function in cortical neurons resulting in seizure susceptibility. 

Importantly, we show that blocking GABAA depolarization by functionally 

inhibiting p75NTR, resulted in a robust attenuation of susceptibility to seizures 

associated by a large increase in the cell membrane expression of KCC2. This is 

in accordance with previous studies showing that acute inhibition of the 

depolarizing action of GABA reduced interictal-like activity in models of 

temporal lobe epilepsy (TLE) (Bragin et al., 2009; Huberfeld et al., 2007b; Muñoz 

et al., 2007). Moreover, functional changes in GABAA receptor-mediated 

responses in developmental and pathological conditions are paralleled to the 

changes in the expression levels of p75NTR (Blaesse et al., 2009; Nykjaer et al., 

2005; Underwood and Coulson, 2008). Altogether, our data suggest that 

depolarizing action of GABAA could be induced through proBDNF mediated 
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p75NTR signaling. Finally, in order to confirm this hypothesis, we used a 

pilocarpine model of TLE and we found that application of a functional blocking 

p75NTR post-status epilepticus (SE) significantly reduced ictal discharges during 

the chronic phase of the pathology. These results suggest that proBDNF/p75NTR 

may be an important effector of the seizure pathology and blockade of p75NTR 

induced GABAA-mediated depolarization can prevent some of the epileptogenic 

mechanisms. 

Mature BDNF, proBDNF and their receptors TrkB and p75NTR 

respectively, are widely expressed in the embryonic and developing CNS with 

highest levels during the first postnatal weeks, and are implicated in a number of 

critical processes in the coordination of neuronal network construction and 

synaptic plasticity. The highest levels of proBDNF are observed between post-

natal days 8-15, whereas mature BDNF peaks at later stages, around post-natal 

day 15 (Langlois et al., 2013; Winnubst et al., 2015; Yang et al., 2009, 2014). 

Two recent studies demonstrated that in the immature neocortex and 

hippocampus, proBDNF was the predominant form of BDNF (Menshanov et al., 

2015; Yang et al., 2014). Once secreted, proBDNF can be cleaved by extracellular 

proteases to yield the mature form. This extracellular conversion of proBDNF can 

be modulated under physiological conditions mainly determined by the level 

and/or pattern of synaptic activity, generated in the developing neuronal network 

(Langlois et al., 2013; Nagappan et al., 2009). Thus, the expression patterns of 

mature BDNF/TrkB to proBDNF/p75NTR ratio during the developmental period 

are known to regulate the efficacy of GABAergic synaptic transmission (Langlois 

et al., 2013; Riffault et al., 2014). Conversely, GABAergic activity triggers 

release of BDNF which in turn will fine-tune neuronal connectivity (Fiorentino et 
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al., 2009; Kuczewski et al., 2009; Porcher et al., 2011). In the present study, we 

show that overexpression of proBDNF in somatosensory cortical neurons during 

the developmental period (i.e. from E15 to P20) increases spontaneous 

GABAergic currents that induce a disruption of the excitatory/inhibitory balance. 

An imbalance between excitatory and inhibitory circuits has been found in various 

neurological disorders including epilepsy (Fritschy, 2008). Surprisingly, our 

results show that increased spontaneous GABAergic activity was correlated with 

increased seizure susceptibility. These effects were mediated through the p75NTR 

signaling as infusion between post-natal days 20 to 30 was sufficient to restore 

pentylenetrazol thresholds to control levels. These results suggest that an 

underlying cause of seizure susceptibility to reduced pentylenetrazol dose and 

shorter latency between major to maximal seizures is directly related to a 

weakness or a loss of GABAA inhibition. Indeed, GABAergic transmission can be 

either excitatory or inhibitory, depending on the intracellular concentration of 

chloride (Ben-Ari et al., 2012; Fritschy, 2008; Kaila et al., 1993). Therefore, 

GABAergic transmission is intimately linked on the expression levels of two 

majors cation-chloride cotransporters, NKCC1 and KCC2, acting in an opposite 

manner. These co-transporters are developmentally regulated (Ben-Ari, 2002; 

Dzhala et al., 2005; Rivera et al., 1999; Sedmak et al., 2015). The developmental 

switch from excitatory to inhibitory results from a KCC2-dependent increases in 

neuronal chloride extrusion beginning in post-natal days 6-8 in cortex (Khalilov et 

al., 2011; Zhu et al., 2008) and GABA remains depolarizing until postnatal days 

8-13 in rat cortical slices (Friedel et al., 2015). Our ex vivo experiments performed 

in cortical slices from GFP control rats are consistent with other developmental 

studies showing that excitatory actions of GABA are found in immature neurons 
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at post-natal day 10 whereas GABA responses were hyperpolarizing in mature 

neurons (i.e. post-natal day 30). In contrast, we found that activation of the 

GABAA receptor by isoguvacine, in mature proBDNF neurons (P30) results in 

chloride efflux which consequently depolarized the neurons. These results provide 

evidence supporting that activation of the proBDNF/p75NTR signaling maintains 

depolarizing and excitatory action of GABA during development and in mature 

neuronal network which in turn induce network hyperexcitability. What could be 

the developmental function of proBDNF in immature cortex and by which 

intracellular signaling proBDNF/p75NTR regulates KCC2 expression remains to be 

elucidated. Nevertheless, our study provides new findings on the potential 

function of proBDNF in chloride homeostasis by regulating KCC2 expression 

levels. In the neocortex, mature BDNF expression increases during development 

(Maisonpierre et al., 1990) and exerts, via TrkB activation, a facilitatory effect on 

the expression of KCC2 (Ludwig et al., 2011). Conversely, the developmental 

decrease of proBDNF (Menshanov et al., 2015) is correlated with upregulation of 

KCC2. Therefore, the mature BDNF to proBDNF ratio in the first postnatal weeks 

may also contribute to the developmental shift of GABA from depolarizing to 

hyperpolarizing. 

In a recent study, we demonstrated that accumulation of proBDNF induced 

upregulation of its receptor p75NTR, suggesting that proBDNF release promotes 

the synthesis and membrane insertion of  of p75NTR, further enhancing 

proBDNF/p75NTR signaling (Riffault et al., 2014). In the present research, we 

confirmed that in vivo overexpression of proBDNF induced the upregulation of 

p75NTR. Previous observations have shown that proBDNF and p75NTR were 

significantly elvevated in rats and mice, following pilocarpine-induced seizures 
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(Unsain et al., 2008; Volosin et al., 2008; VonDran et al., 2014), suggesting that 

p75NTR plays a significant role in mediating neuronal loss after seizures 

(Friedman, 2010). However, the observed increase of proBDNF and p75NTR after 

seizures were also found in the absence of significant cell death (VonDran et al., 

2014). According to these studies, we used a pilocarpine model of TLE and found 

that p75NTR was upregulated in SE. In addition, we provide evidences that 

endogenous proBDNF/p75NTR response following SE selectively downregulates 

KCC2 in the hippocampus which in turn leads to hyperexcitability. Clinical and 

experimental evidences indicate that impaired chloride extrusion resulting from 

decreased KCC2 expression can change GABAA receptor activation from 

hyperpolarization to depolarization and facilitate epileptiform discharges 

(Huberfeld et al., 2007; Jin et al., 2005; Pallud et al., 2014; Sivakumaran et al., 

2015; Stödberg et al., 2015). Thus, our findings strongly suggest that activation of 

p75NTR by proBDNF following SE leads to a depolarizing action of GABA 

sustained by a selective deficit of KCC2 activity and contributes to epileptiform 

activites. Importantly, we show that early blockade of p75NTR prevent some of the 

epileptogenic mechanisms such as by rescuing KCC2 expression and reducing 

network hyperexcitability. Our results contrast with those of Grabenstatter et al. 

(2014) where intraperitoneal administration of a small molecule binding on 

p75NTR prior to and at onset of SE, at a time point where p75NTR was not 

upregulated, did not prevent or reduce the development of spontaneous seizures 

after SE (Grabenstatter et al., 2014). Here, we have used osmotic minipumps to 

continuously deliver intrahippocampally a fonctionally blocking p75NTR during 

early epileptogenesis, a time window previously demonstrated to harbor p75NTR 

upregulation (VonDran et al., 2014) and significantly reduced seizure frequency 
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during the chronic phase of the pathology. Thus, this apparent discripency can 

account from different experimental design, our data further suggest a critical role 

of p75NTR during epileptogenesis.  

To conclude, our results provide novel insights into the proBDNF/p75NTR 

mechanisms and function in modulating chloride homeostasis during the 

development of neuronal networks and in the pathogenesis of epilepsy. Thus, our 

data suggest that i) under physiological conditions, proBDNF/p75NTR to 

mBDNF/TrkB ratio may control the timing of the developmental shift of GABA 

depolarizing to hyperpolarizing in cortical and hippocampal neurons, and ii) in 

pathophysiological response to SE, proBDNF via p75NTR alters the 

excitatory/inhibitory equilibrium thereby enhancing neuronal activity through the 

inhibition of KCC2 function. Altogether, these data shed light on the pivotal role 

of proBDNF/p75NTR signaling in epileptogenesis and may explain some of the 

mechanisms that take place during this critical period. These results potentially 

lead to new therapeutic strategy to prevent the development of epilepsy.  
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Figure Legends 

Figure 1: In vivo expression of cleavage-resistant proBDNF (CR-proBDNF). 

(A) Map of the CR-proBDNF bicistronic plasmid vector. Ubiquitin promoters 

were used to drive expression of GFP and CR-proBDNF-Cherry. (B) 

Representative neocortical section showing laminar position of transfected cells 

electroporated at E15 with GFP and processed postnatally at P30. GFP 

fluorescence intensity profile showed that E15 generated neurons were distributed 

in layers III-V. (C) Representative neocortical section showing laminar position of 

transfected cells electroporated at E15 with GFP-CR-proBDNF-Cherry and 

processed postnatally at E18 and P30 (left columns). pcDNA bicistronic plasmid 

vector coding for GFP (green; upper panels) and CR-proBDNF-cherry (red; 

middle panels). GFP and CR-proBDNF-Cherry proteins were expressed in the 

same cells (yellow; lower panels). The red signal in the NeuN-positive cell (blue; 

lower panels) is attributable to the CR-proBDNF-Cherry secreted by the 

electroporated neurons that have been endocytosed by unelectroporated neurons 

(middle and right columns). Note the punctiform cherry fluorescence (red; right 

column). Scale bars: 1 mm (left); 50 µm (middle); 10 µm (right). 

 

Figure 2: Elevated expression levels of proBDNF and p75
NTR 

in CR-

proBDNF cortical neurons. (A, D) Immunofluorescence signal of P20 

neocortical sections electroporated at E15 with GFP only or CR-proBDNF 

showing cells immunopositive for proBDNF (A) and p75NTR (D) upon chronic 

expression of CR-proBDNF. (B) Average cortical fluorescence intensity of 

proBDNF in CR-proBDNF rats normalized to control. 40 neurons analyzed per 
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condition, n = 4; ***p < 0.001. (C) proBDNF protein levels in cortical tissues in 

control (CTR), in GFP and in both ipsilateral and contralateral hemisphere from 

CR-proBDNF animals. n = 4;  **p < 0.01. (E) Relative expression of p75NTR 

mRNA transcripts in GFP and CR-proBDNF animals. p75NTR gene expression 

was normalized to the expression of the housekeeping gene, GAPDH, in the same 

RNA preparation. n = 6; ***p<0.001. (F) Average cortical fluorescence intensity 

of p75NTR in CR-proBDNF rats normalized to control. 54 neurons analyzed per 

condition, n = 4; ***p < 0.001. (G) Western blot analysis with the antibody to 

p75NTR. p75NTR expression was upregulated in CR-proBDNF tissues. Proteins 

were visualized using ECL following incubation with HRP-conjugated secondary 

antibody. Normalized data (p75NTR/ß-Tubulin) are expressed as percentage 

change with respect to GFP tissues (defined as 100%). n = 4 experiments; *p < 

0.05. (H) Representative confocal microscopy analysis of NeuN-positive neurons 

and (I) quantification of NeuN-positive neurons in the cortex of CR-proBDNF 

and GFP electroporated rats. n = 4 experiments ; p > 0.05. 

 

Figure 3: CR-proBDNF increases spontaneous GABAergic synaptic activity. 

(A) Traces are examples of spontaneous synaptic activity recorded at P30 in 

voltage clamp mode (potassium methylsuflate pipette solution, the reversal 

GABA was set around – 40 mV) in cortical layer III-V from GFP (upper trace) or 

CR-proBDNF (lower trace) electroporated rats. Spontaneous GABAergic 

(outward current) and glutamatergic (inward current) PSCs are shown. (B) 

Normalized frequency of sEPSCs (C) and sIPSCs in control (CTR GFP) and CR-

proBDNF tissues. (D) Ratio of spontaneous glutamatergic and GABAergic 

currents recorded in GFP and CR-proBDNF cortical neurons. n = 5 experiments. 
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*p < 0.05; **p < 0.01 vs. Control GFP (unpaired Student’s t-test). 

 

Figure 4: Increased susceptibility to pentylenetrazol-induced seizures in 

proBDNF rats. (A) Experimental paradigm design. Intracortical infusion of 

p75NTR functionally blocking antibody or vehicle solutions are performed from 

P20 to P30 and experiments are realized at P30 (B) Quantification of doses of 

pentylenetrazol (PTZ), latency to induce generalized tonic-clonic seizures (C) and 

interval between minimal and generalized seizures (D) in three groups of rats: 

GFP control rats (CTR GFP; electroporated with GFP plasmid at E15), CR-

proBDNF-vehicle treated-rats (CR-proBDNF; electroporated with CR-proBDNF 

plasmid at E15) and CR-proBDNF rats treated with a p75NTR functionally 

blocking antibody (CR-proBDNF + p75NTR Ab).  (E) Example of a GFP control 

rat experiencing rearings, fallings and convulsions (top) and a CR-proBDNF rat at 

the same dose of PTZ (bottom). (F) Immunofluorescence signal of P30 

neocortical sections electroporated at E15 with GFP or CR-proBDNF with or 

without p75NTR Ab treatment before and after PTZ administration and 

immunolabeled with cleaved caspase-3 antibody. (G) Ratio of cleaved caspase-3-

positive neurons (apoptotic) per surface area and expressed as a percentage of 

control (GFP CTR). Before PTZ administration, overexpression of proBDNF 

(CR-proBDNF) did not increase the number of apoptotic neurons compared with 

control (CTR GFP). After PTZ administration, the level of cleaved caspase-3 

positive neurons significantly increases in control and proBDNF conditions. 

Treatment with p75NTR Ab abolished the increase in the number of apoptotic 

neurons promoted by PTZ administration. n = 10 slices. *p < 0.05 and **p < 0.01 

when compared with GFP control. 
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Figure 5: Altered KCC2 expression in cortical neurons expressing CR-

proBDNF. (A) Relative expression of KCC2 and NKCC1 mRNA transcripts in 

cortical tissues electroporated with constructs encoding for GFP (control) or CR-

proBDNF. All data are expressed as function of GAPDH expression in the same 

RNA preparation. (B) Representative immunoblots for NKCC1 and KCC2 protein 

extracts from GFP or CR-proBDNF electroporated cortex. Corresponding 

quantification are shown by the bar graph.  (C and D)  Immunoreactivity of KCC2 

(blue) in P30 cortical neurons expressing GFP (control) or CR-proBDNF. Lower 

panels illustrate typical KCC2 immunoreactivity distribution in cortical neurons 

of (C) control rat (GFP) that is localized in most of neurons in membrane region, 

whereas cortical neurons expressing the CR-proBDNF plasmid (F) showed a 

disrupted pattern of KCC2 membrane immunostaining. (E) The curves represent 

the average line profile of KCC2 staining along 10 µm from nucleus to external 

part of cortical neuronal cells in GFP and CR-proBDNF. Data were obtained from 

40 cells per condition and n = 4.experiments per condition. Data are presented as 

means ± SEM. **p < 0.01; ***p < 0.001.Scale bars are 25 µm (upper panels) and 

5 µm (bottom panels). 

 

Figure 6: Pro-BDNF-dependent regulation of Cl-Sensor ratiometric 

fluorescence in acute cortical slices prepared from rats on P10 and P30. Rats 

were electroporated in utero at embryonic day 15 with Cl-Sensor plus scrambled 

shRNA (Sbl) and CR-proBDNF or GFP only. Data represent results obtained 

from five rats per experimental condition. Two to three slices were recorded per 
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animal. (A) Typical images of Cl-Sensor fluorescence excited at 500 nm and 

taken at different optical magnifications in slice from P30 rat electroporated with 

Cl-Sensor and scrambled shRNA (right panel and left panel in blue) and CR-

proBDNF-Cherry (red; left panel). The region of interest was drawn around the 

soma of cells located in the focal plane. (B) Example of typical ratiometric 

fluorescence (R430/500) recordings at P10 and P30 from GFP control and CR-

proBDNF neurons. Vertical bars indicate the times of application of ACSF 

containing isoguvacine. Arrows and arrowheads indicate different types of 

responses between GFP and CR-proBDNF neurons at P10 and P30. (C) Bar 

graphs illustrating the mean ± SEM of fluorescence change ΔR/R, where R is the 

mean of five measurements before isoguvacine application and ΔR is the 

difference between absolute maximum of isoguvacine-induced response and R. 

***p < 0.001, ANOVA test; n = 5. (D) Example of typical ratiometric 

fluorescence (R430/500) recordings at P30 from GFP control (green) and CR-

proBDNF neurons (red). Vertical bars indicate the times of application of ACSF 

containing isoguvacine + 25 mM KCl. (E) Half-decay times of the fluorescence 

recovery after neuronal loading with Cl− at P30. *p < 0.01, ANOVA test; n = 5.  

 

Figure 7: Developmental excitatory-inhibitory GABA sequence is abolished 

in cortical neurons in CR-proBDNF rats. (A, B) Effects of isoguvacine (10 

µM; black bars) in rats: Representative traces of spontaneous extracellular field 

potentials recorded in cortical slices at P30 in (A) control (GFP) and (B) CR-

proBDNF rats. (C) Average histograms of normalized spike frequency in rats at 

P30. Isoguvacine (hatched bars) decreased the spikes frequency in control rats (to 

29.4 ± 12.2 %; green) and increased it in CR-proBDNF rats (to 24.6 ± 10.7 %; 



  132 

red). Data are presented as means ± SEM. **p < 0.01; ***p < 0.001. 

 

Figure 8: The number of ictal discharges is increased in CR-proBDNF rats. 

(A) Illustration of the experimental design example of seizure recorded at 2 

months post-SE using telemetric EEG. P75NTR Ab or vehicle solutions are infused 

intrahippocampally continuously using osmotic minipumps from d2 to d5 and the 

seizure frequency is assessed 2 months after the end of p75NTR Ab infusion using 

telemetric EEG with sclap electrode. . (B) proBDNF protein levels were 

significantly increased in the hippocampus 48 h after SE; n = 4;  ***p < 0.001. 

Data are presented as means ± SEM. ***p < 0.001. (C) Example of a typical ictal 

event recorded using scalp EEG in chronic epileptic rats at 2 months post-SE. (D) 

Left, Raster plot showing the distribution of seizures recorded in the day/light 

cycle within 24 hours. Right, Bar graph showing the number of ictal events per 

day in pilo vehicle and p75NTR-Ab treated epileptic rats. n = 3 per condition; *p < 

0.05. (E) KCC2 staining (red) in CA3 region in control (CTR), vehicle-treated d5 

post SE, p75NTR Ab-treated d5 post SE rats. Corresponding curves represent the 

line profile of KCC2 staining along 10 µm from nucleus to the external part of the 

neuron. Data were obtained from 40 cells per condition and n  = 3 experiments per 

condition. 
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Fig. 6

IsoB

3 min

1.0

1.2

Iso
P10 P30

1.0

1.2

R
4
3
0
/5

0
0

3 min

0

0.1

0.05

0.15

-0.05

0.2

-0.1

0.25 ***

n.s.?
R

/R
 

R
4
3
0
/5

0
0

P10 P30

GFP

CR-proBDNF
C

GFP

CR-proBDNF

GFP

CR-proBDNF

Iso + KD

H
a

lf
-D

e
c

a
y

 T
im

e
(m

in
)

0

1

1.5

2

0.5

2.5

P30

*

1.2

1.4

1.0

1 min

Cl

R
4
3
0
/5

0
0
 

(P
3

0
)

GFP

CR-proBDNF

E

GFP

CR-proBDNF

A

500 µm 100 µm

C
R

-p
ro

B
D

N
F/

C
hl

or
e 

se
ns

or

C
hl

or
e 

se
ns

or
 (S

cr
am

bl
ed

 P
30

)



  139  

Fig. 7
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L’objectif de mon travail de thèse a été de clarifier le rôle et les mécanismes de la 

signalisation proBDNF/p75NTR dans la transmission GABAergique et dans la mise 

en place du tissu épileptique. 

Le principal résultat de ce travail est la démonstration que la voie 

proBDNF/p75NTR, via son action sur la transmission GABAergique, joue un rôle 

important dans l’établissement de l’excitabilité du réseau. 

Dans mon étude, je montre par quels mécanismes le proBDNF, en activant son 

récepteur p75NTR, altère l’efficacité de l’inhibition GABA à plusieurs niveaux. 

La voie proBDNF/p75NTR va entraîner, in vitro, une diminution de la 

signalisation synaptique GABAergique. Le proBDNF va ainsi agir tout d’abord 

sur la régulation d’expression à la membrane des GABAARs en déphosphorylant 

la sous-unité β3 pour induire l’endocytose et la dégradation des récepteurs. Mais 

la voie proBDNF/p75NTR agit également sur la synthèse en augmentant 

l’expression d’un facteur de transcription, ICER, qui va réguler négativement les 

transcrits des récepteurs. Ces mécanismes entraînent ensemble une perte de 

synapses GABAergiques et ainsi une diminution de l’activité synaptique 

GABAergique. 

Dans la suite de mon étude, j’observe que l’accumulation de proBDNF in vivo en 

activant son récepteur p75NTR entraîne une hyperexcitabilité du réseau, par la 

diminution d’expression du principal co-transporteur participant à l’homéostasie 

chlore des neurones, le KCC2. Cette diminution de KCC2 provoque une inversion 

de la polarité des réponses GABAergiques qui passe d’inhibitrice à excitatrice.   

Par conséquent, en démontrant une action des proneurotrophines et, plus 

particulièrement, du proBDNF sur la transmission GABAergique et dans 

l’épileptogenèse,  mon travail a en partie répondu à une question : quels sont les 

effets d’une accumulation de proBDNF dans la plasticité GABAergique, l’activité 

inhibitrice et l’excitabilité du réseau ? Cependant, cette étude soulève plusieurs 

autres questions qui augurent des perspectives réellement passionnantes. Ainsi, je 

vais discuter des différents facteurs pouvant expliquer l’accumulation de 

proBDNF retrouvé en condition pathologique, des conséquences de cette 

accumulation dans les processus cognitifs et, aussi, de l’enchaînement des effets 

du proBDNF dans la mise en place de l’hyperexcitabilité. Enfin, je vais examiner 
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le concept : proBDNF et p75NTR, acteurs clés de la séquence maturative du 

GABA.  

Tout d’abord, je vais éclaircir et débattre de la validité d’utiliser des modèles de 

surexpression de proBDNF pour mimer l’accumulation de cette neurotrophine. La 

surexpression d’une protéine est souvent assimilée, par certaines études, comme 

une approche entraînant des effets artefactuels et non physiologiques. Cependant, 

j’ai pu démontrer dans mon étude in vitro que les effets d’une accumulation de 

proBDNF produite par surexpression étaient identiques à ceux produits par 

l’accumulation de proBDNF endogène en bloquant les protéases extracellulaires. 

J’ai ensuite découvert que, dans mon modèle d’électroporation in utéro, 

l’augmentation de la concentration de proBDNF était similaire à celle retrouvée 

en condition pathologique dans le modèle pilocarpine. J’ai aussi constaté que 

l’inhibition de l’activation de p75NTR bloque les différents effets de la 

surexpression de proBDNF. Ces différents résultats permettent donc de valider 

l’utilisation de la surexpression pour étudier les conséquences de l’accumulation 

de proBDNF. Le modèle d’électroporation ayant des concentrations similaires au 

modèle pilocarpine, on pouvait espérer que ces animaux électroporés présentent 

une activité épileptique. Néanmoins, aucune activité phénotypique de crises 

n’était présente. Ceci est sûrement dû au fait que les rats CR-proBDNF ont été 

électroporés dans le cortex et non dans l’hippocampe, la structure la plus 

impliquée dans l’épilepsie. Nous avions initialement commencé le projet avec des 

électroporations hippocampiques mais la technique n’était pas encore totalement 

au point et les niveaux de cellules impactées étaient trop faibles. Nous avons 

également utilisé le modèle d’ELT par la pilocarpine sur les animaux proBDNF 

afin d’observer si nous avions une modification des crises en phase chronique. 

Nos résultats ont permis de montrer que la fréquence et la durée des activités 

ictales sont plus élevées chez les animaux CR-proBDNF que chez les animaux 

contrôles (Figure 32). Nous pouvons donc suggérer qu’une accumulation de 

proBDNF même au niveau cortical peut être une prédisposition à la mise en place 

d’un réseau épileptique. 
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Figure 32. Modèle pilocarpine sur les rats CR-proBDNF 

Elévation du proBDNF dans l’épileptogenèse.  

Quels sont les différents processus pouvant permettre l’accumulation de 

proBDNF observée en condition épileptique ?  

1.  L'augmentation dans l’espace extracellulaire de la concentration de BDNF doit 

être le premier événement qui survient après la crise inaugurale. Cette 

augmentation peut être due à l'élévation du nombre de transcrits du BDNF 

(Tongiorgi et al., 2006) puis de l’expression de la protéine retrouvée dans la 

plupart des modèles animaux d’épilepsie, mais également dans le lobe temporal 

des cerveaux de patients atteints d’ELT (Murray et al., 2000; Takahashi et al., 

1999). De plus, on peut également suggérer que l’augmentation importante 

d’expression du BDNF provient de la diversité des réserves pour la neurotrophine 

dans le système nerveux central. Le BDNF pouvant également être synthétisé et 

libéré par les astrocytes et la microglie (Parpura and Zorec, 2010; Trang et al., 

2011). La libération du BDNF étant majoritairement activité dépendante, l’activité 

de la crise épileptique inaugurale et des crises épileptiques chroniques va 

engendrer une augmentation de la sécrétion de BDNF.  

2. L’augmentation de l’expression et de la sécrétion de BDNF explique 

l’accumulation de la protéine mais pas la présence de sa forme immature, le 

proBDNF. La principale hypothèse expliquant l’accumulation du proBDNF est un 

(A) Schéma du plan expérimental. (B) Exemple de crise ictale enregistrée au niveau cortical. (C) 

Nombre moyen de crises par jour chez les rats pilocarpine GFP et CR-proBDNF. (D) Graphique 

montrant le pourcentage de crises ictales entre les deux conditions. 
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défaut dans le clivage de la protéine par les protéases extracellulaires. Plusieurs 

données sont en corrélation avec cette hypothèse, puisqu’il a été montré que ces 

protéases étaient aussi régulées après les crises. Ainsi les MMPs, telles que la 

MMP-7, qui peut cliver le proBDNF, subit, suite à l’induction de crises par le 

kainate, une diminution d’expression et d’activité. En parallèle il y a également 

une augmentation de l’expression de l’inhibiteur des MMPs, le TIMP-1, qui 

permet une stabilisation de la proneurotrophine en bloquant le clivage (Le and 

Friedman, 2012). L’expression de TIMP-1 est de plus induit à la fois dans les 

neurones et les astrocytes et est particulièrement élevée dans les astrocytes, 3 

jours après l’induction de crises avec le kainate (S. Rivera et al., 1997). Cet 

inhibiteur peut donc réguler le clivage du proBDNF sur ses différents sites de 

sécrétions. De plus, les souris KO pour TIMP-1 après induction du SE, sont 

résistantes à l’excitotoxicité dans l’hippocampe et n’ont subi aucun 

bourgeonnement des fibres moussues (Jourquin et al., 2005). Ces résultats sont 

cohérents avec l’incapacité de ces souris à empêcher le clivage des 

proneurotrophines par les MMPs et donc de stabiliser l’action négative des 

proneurotrophines. 

 

ProBDNF/p75NTR et mise en place de l’hyperexcitabilité neuronale 

Bien qu’aucune preuve définitive n’existe pour soutenir un mécanisme unique 

dans la mise en place du tissu épileptique, un grand nombre d’études suggèrent 

qu’une action dépolarisante du GABA, due à une altération de l’expression des 

co-transporteurs chlore KCC2 et NKCC1, contribue aux activités épileptiformes 

aussi bien dans les modèles animaux d’épilepsie que dans les tissus humains de 

patients épileptiques (I. Cohen et al., 2002; Dzhala et al., 2005; Huberfeld et al., 

2007; Muñoz et al., 2007; Palma et al., 2006; Pathak et al., 2007). Dans notre 

étude, nous montrons que l’accumulation de proBDNF in vivo entraîne par 

l’intermédiaire de son récepteur p75NTR une diminution de l’expression et une 

altération de la stabilité à la membrane de KCC2. Cette modification entraînant un 

changement de polarité des réponses GABAergiques. Nous avons également 

observé que l’accumulation de proBDNF augmente la susceptibilité aux crises et 

que cette hyperexcitabilité était bloquée par l’infusion intracorticale d’un 
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anticorps dirigé contre le p75NTR (Ac p75NTR). De plus, le blocage de p75NTR sur 

notre modèle proBDNF ou le modèle pilocarpine permet de restaurer une 

expression normale de KCC2 à la membrane. L’action des proneurotrophines 

étant souvent associée à une augmentation de la mort neuronale, nous montrons 

que l’accumulation de proBDNF n’engendre pas plus de mort que chez les 

animaux contrôles. De manière similaire, une étude a montré récemment que, 

dans des modèles d’ELT, l’augmentation de proBDNF et p75NTR après les crises 

n’était pas associée à une augmentation de la mort cellulaire. Cette étude suggérait 

d’ailleurs que le proBDNF/p75NTR pouvait jouer un rôle important pendant 

l’épileptogenèse suite au SE (VonDran et al., 2014). Dans le modèle d’ELT 

pilocarpine, où l’on retrouve une accumulation de proBDNF, nous avons 

démontré que l’infusion intrahippocampique de l’Ac p75NTR pendant la phase 

d’épileptogenèse entraînait une diminution du nombre de crises pendant la phase 

chronique. Ces résultats sous-tendent l’importance de la voie proBDNF/p75NTR 

dans la mise en place du tissu épileptique. Cependant, d’autres études présentent 

des résultats différents sur l’action du p75NTR : l’une d’elles a utilisé une petite 

molécule non peptidique qui bloque l’interaction des proneurotrophines avec 

p75NTR et a montré, qu’après le SE, l’inhibition de p75NTR n’entraînait aucune 

diminution au niveau du nombre ou de la sévérité des crises (Grabenstatter et al., 

2014). Fait intéressant, cet inhibiteur a initialement été conçu par rapport à la 

structure tridimensionnelle du proNGF (Massa et al., 2006), l’inconvénient est 

que la structure du proNGF, même si elle est similaire à la proNT3, est 

complétement différente de la structure tridimensionnelle du proBDNF. Ces 

résultats ne peuvent donc pas exclure l’hypothèse d’une interaction encore 

présente entre proBDNF et p75NTR. Ensuite, une autre étude observe dans un 

modèle de trauma, où il existe également une altération d’expression des co-

transporteurs KCC2 et NKCC1 associée à une réponse GABAergique 

dépolarisante, une augmentation de p75NTR. Les auteurs suggèrent que cette 

augmentation est uniquement une conséquence directe du changement de polarité 

du GABA. Ce dernier va alors augmenter la concentration de calcium 

intracellulaire et induire l’activation de voie en aval permettant ainsi 

l’augmentation de p75NTR (Shulga et al., 2012). D’après notre étude, l’action du 

p75NTR se ferait plutôt en amont de la modification de la réponse GABAergique. 



  148 

Le mécanisme proposé de l’émergence d’un GABA dépolarisant par la voie 

ProBDNF/p75NTR après le SE est ainsi résumé dans la figure 33. 

  

Figure 33. Résumé de notre étude sur la plasticité induite par la voie proBDNF/p75NTR après 

SE 

Quels sont alors les mécanismes par lesquels la voie proBDNF/p75NTR module 

l’expression et l’activité de KCC2 ? Nous avons montré que l’activation de 

p75NTR entraînait une augmentation de l’activité de PTEN, une phosphatase qui 

régule négativement l’activité de ERK dont dépend le facteur de transcription 

Egr4 qui active la transcription de KCC2 (Ludwig et al., 2011; Weng et al., 2001). 

On peut également supposer que les différentes voies de signalisation de p75NTR, 

qui activent des kinases et des phosphatases, pourront soit moduler l’état de 

phosphorylation de KCC2 et sa stabilité à la membrane, soit augmenter l’activité 

de la voie Wnk/Spak/OSR1 qui est la principale voie responsable de 
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L’utilisation de l’anticorps anti-p75NTR empêche la diminution de KCC2, le changement de 

réponse du GABA qui reste hyperpolarisant, et la diminution du nombre de crises. 
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l’internalisation de KCC2 (de Los Heros et al., 2014). Il a également été montré 

que le récepteur p75NTR active la calpaine (Coulson et al., 2000), qui est une 

protéase impliquée dans les mécanismes de dégradation de KCC2 (Puskarjov et 

al., 2012). On peut donc supposer que la voie proBDNF/p75NTR peut réguler 

négativement KCC2 au niveau de la transcription, de l’expression membranaire et 

de la dégradation, expliquant ainsi la diminution d’expression totale de la protéine 

mais aussi l’instabilité à la membrane de KCC2, retrouvée après accumulation de 

proBDNF.  

 

ProBDNF/p75NTR et processus cognitifs 

Plusieurs études ont constaté que les taux de ProBDNF et de p75NTR sont 

nettement augmentés dans les troubles cognitifs et notamment dans les 

dépressions majeures et les troubles autistiques chez l’homme (Garcia et al., 2012; 

Zhou et al., 2013). Ces résultats suggèrent que le proBDNF et p75NTR ont une 

fonction importante dans la régulation des processus cognitifs. Dans mon étude, 

en collaboration avec le Docteur Chambon, nous avons également effectué des 

tests comportementaux sur les animaux afin d’observer si l’accumulation de 

proBDNF pouvait induire des déficits cognitifs. Les analyses montrent une 

diminution du nombre de déplacement dans le test de champ ouvert (open field) 

chez les animaux proBDNF comparés aux contrôles, ce qui correspond à une 

augmentation de l’anxiété. Cependant, cet effet est observé uniquement pendant 

les 5 premières minutes du test et n’est plus significatif après 10 min, ce qui ne 

nous permet pas de valider un véritable comportement anxiogène. Une étude 

récente, utilisant un modèle murin KO pour p75NTR, suggère que l’activation du 

récepteur entraîne une baisse du niveau d’excitabilité et des performances 

mnésiques (Gibon et al., 2015). Nous avons également analysé les performances 

de mémoire sur notre modèle de surexpression du proBDNF par le test de 

reconnaissance d’objet (Novel object recognition), au cours duquel on évalue la 

capacité du rat à reconnaître un nouvel objet par rapport à un objet familier dans 

un environnement connu. On remarque que les rats proBDNF passent plus de 

temps que les animaux contrôles à explorer le nouvel objet, ce qui reflète ainsi 

une meilleure utilisation de leurs processus de mémoire et d’apprentissage (Figure 
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34). Contrairement aux résultats décrits par Gibon et al, nous observons dans 

notre étude une amélioration des performances mnésiques dépendantes de la voie 

p75NTR. Bien que contradictoire, l’ensemble de ces données confirment 

l’implication de cette voie dans la régulation des processus de mémoire en 

modulant l’excitabilité des réseaux neuronaux.  

 

Figure 34. Résultats des tests comportementaux des rats CR-proBDNF 

Les rats CR-proBDNF seraient donc à la fois plus anxieux (au début du test 

uniquement) et pro-mnésiques. Les principales structures responsables de ces 

performances cognitives sont l’hippocampe et l’amygdale. La question est 

maintenant de comprendre pourquoi les rats electroporés avec le proBDNF au 

niveau cortical sont affectés dans ces processus. L’une des réponses possibles est 

l’augmentation du niveau d’excitabilité retrouvé chez les rats CR-proBDNF. 

Plusieurs travaux ont en effet prouvé que les différentes formes de mémoire sont 

associées à un changement persistant dans l’excitabilité neuronale. Certaines 

d’entre elles ont notamment remarqué qu’une diminution de l’inhibition médiée 

par le GABA et une altération associée de la balance excitation/inhibition, 

entraînent une meilleure performance dans les processus d’apprentissage et de 

mémoire (Izquierdo and J. H. Medina, 1991; Pan et al., 2011). On peut donc 
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supposer que la voie proBDNF/p75NTR, en induisant un changement de polarité 

des réponses GABA et une augmentation de l’excitabilité du réseau, provoque 

l’amélioration des performances mnésiques. 

 

ProBDNF/p75NTR et la double personnalité du GABA 

De manière similaire à ce que nous avons observé au cours de l’épileptogenèse, la 

transmission GABAergique a la propriété de changer de polarité et ainsi de passer 

d’une réponse dépolarisante à hyperpolarisante au cours du développement. Du 

stade embryonnaire jusqu’aux premières semaines de vie, la concentration 

intracellulaire de chlore est élevée puis diminue avec la maturation cérébrale 

(Ben-Ari, 2002). Pendant le développement, ce niveau élevé de chlore est dû à 

une forte expression de NKCC1 et une faible expression de KCC2, puis pendant 

les stades plus tardifs du développement jusqu’à l’âge adulte, un changement dans 

la balance NKCC1/KCC2 rendra le GABA hyperpolarisant (C. Rivera et al., 

1999). Etant donné l’importance de cette séquence maturative sur le 

développement du réseau neuronal, il serait intéressant de savoir si la voie 

proBDNF/p75 n’est pas un élément crucial dans la régulation du système 

GABAergique pendant le développement. En comparant l’expression du 

proBDNF, mBDNF et leurs récepteurs, on remarque directement que les niveaux 

de mBDNF/TrkB sont inversement proportionnels aux niveaux de 

proBDNF/p75NTR durant le développement (Harte-Hargrove et al., 2013). 

L’expression du proBDNF/p75NTR est très élevée du stade embryonnaire jusqu’à 

la phase précoce du développement puis diminue à un moment où le GABA passe 

de dépolarisant à hyperpolarisant (Figure 35).  
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Figure 35. Séquence développementale de l’expression de proBDNF, p75NTR, mBDNF et 

TrkB 

 

Au vu de mes résultats, il est possible d’envisager que la voie proBDNF/p75 

pendant le développement empêche l’expression du cotransporteur KCC2 afin de 

maintenir une concentration intracellulaire de chlore élevée et une réponse GABA 

dépolarisante. Par la suite, la diminution du proBDNF et l’augmentation du 

mBDNF va permettre, via l’activation de TrkB, une augmentation de l’expression 

de KCC2 (Ludwig et al., 2011; Menshanov et al., 2015). Cependant, une étude 

récente montre que les souris KO pour BDNF ne présentent pas de défaut dans 

l’augmentation de l’expression de KCC2 ou de sa stabilité à la membrane 

(Puskarjov et al., 2015). On peut alors penser que, dans ce modèle, des 

phénomènes compensatoires se mettent en place, tels que l’activation de p75NTR 

par d’autres proneurotrophines ou tout simplement que les effets observés sur 

KCC2 sont principalement causés par la séquence développementale d’expression 

des récepteurs aux neurotrophines p75NTR et TrkB. Pour conclure, le ratio 

proBDNF/mBDNF et l’activation sous-jacente soit du récepteur p75NTR soit du 

récepteur TrkB auraient une fonction primordiale au cours des premières semaines 

de vie dans la séquence maturative du GABA en agissant sur KCC2 et peut être 

sur NKCC1 (Figure 36).  
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Figure 36. Contrôle de la séquence maturative du GABA par le ratio proBDNF/mBDNF 

 

Un autre point important permettant de suggérer cette hypothèse est la régulation 

possible de ce ratio proBDNF/mBDNF par l’ocytocine, une hormone très 

importante dans le déroulement de la séquence maturative du GABA (Tyzio et al., 

2006; 2014). Il a récemment été montré que l’ocytocine augmente l’expression de 

BDNF (Havranek et al., 2015) et surtout l’expression et l’activité des MMPs 

(Cassoni et al., 2006). On peut donc proposer une séquence dans laquelle le pic 

d’ocytocine à la naissance va permettre l’augmentation de la forme mature du 

BDNF en favorisant le clivage des proneurotrophines. Le ratio proBDNF/mBDNF 

va alors s’inverser pendant la phase précoce de développement, ce qui va 

permettre la fin de l’action du proBDNF sur KCC2 via p75NTR.  

En résumé, nos résultats apportent de nouvelles connaissances sur le rôle de la 

voie proBDNF/p75NTR concernant la plasticité GABAergique avec le contrôle 

de l’adressage et de la synthèse des GABAARs, mais également sur son 

implication dans la mise en place du tissu épileptique avec un changement de la 

polarité des réponses GABAergique obtenu par la diminution d’expression du 

KCC2. Les résultats découverts sur le modèle pilocarpine ouvrent de nouvelles 

perspectives thérapeutiques dans les ELT avec la mise en place d’un traitement 

utilisant un bloqueur du récepteur p75NTR. Enfin, ces données suggèrent une 

fonction et des mécanismes importants, induits par la voie proBDNF/p75NTR, 
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pendant le développement du réseau neuronal dans la séquence maturative du 

GABA. 
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