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1H: Hydrogène 

2H: Deutéium 

5-HIAA: Acide 5-hydroxyindolacétique 

AAV: Virus adéno-associé 

AC: Adénylate cyclase 

ACC: Cortex cingulaire antérieur 

ACN: Acétonitrile 

AF: Acide formique 

AhR: Aryl hydrocarbon receptor 

AhRr: répresseur de l’AhR 

AIP1: AHR-interacting protein  

Aldh1l1: Aldehyde dehydrogenase 1 family member l1  

ALS: Sclérose latérale amyotrophique 

AMP: Adenosine monophosphate 

AMPA: α-amino-3-hydroxy-5- méthyl-4-isoxazole propionate 

AMPc: Cyclic adenosine monophosphate  

ANOVA: Analyse de la variance 

AP-1: Activator protein-1 

Arg1: Arginase 1 

Arnt: Aryl hydrocarbon receptor nuclear translocator 

ART: Aligned-rank transform 

ATP: Adenosine triphosphate 

AVC: Accident vasculaire cérébral  

BHE: Barrière hémato-encéphalique 

BrdU: Bromodésoxyuridine 

BSA: Albumine de sérum bovin 

C1q: Composant du complement 1q 

C3: Composant du complement 3 

CAMK: Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase 

CD11b: Intégrine Alpha M ou ITGAM 

CD: Cluster of differentiation 
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CCI: Chronic constriction injury 

CCL2: Chemokine (C-C motif) ligand 2 

Chi3l3: Chitinase 3-like 3 

CMH2: Major histocompatibility complex 2 

CBP: CREB binding protein 

CSF1: Colony stimulating factor 1 

CSFR1: Colony stimulating factor 1 receptor 

CX3CL1: Chemokine C-X3-C motif ligand 1 

CX3CR1: CX3C motif chemokine receptor 1 

CYP: Cytochrome p450 

DAMGO: [D-Ala2, N-MePhe4, Gly-ol]-enkephalin 

DAMPs: Motifs moléculaires associés aux dégâts - Damage Associated Molecular Pattern 

DAPI: 4',6-diamidino-2-phénylindole 

Dnmt: ADN méthyltransférase 

DRG: Ganglions rachidiens dorsaux 

DOR: Récepteur opioïde delta 

EC50: Concentration efficace médiane 

EDTA: Ethylenediaminetetraacetic acid 

ELISA: Enzyme-linked immunosorbent assay 

EPSC: Courants post-synaptiques excitateurs  

EPSP: Potentiels post-synaptiques excitateurs 

ER: Réticulum endoplasmique 

FBS: Sérum de veau fœtal 

FICZ: 6-Formylindolo(3,2-b)carbazole 

GABA: Acide γ-aminobutyrique 

GAD67: isoforme de 67kDa de la glutamate décarboxylase 

GDP: Guanidine diphosphate 

GFAP: Glial fibrillary acidic protein 

GFP: Protéine fluorescente verte 

Gi: G inhibitrice  

Glu: Glutamine 
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Gs: G stimulatrice  

GTP: Guanidine triphosphate 

HBSS: Solution saline équilibrée de Hank 

HEPES: Acide 4-(2-hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique 

HCN: protéines-canaux activés par l'hyperpolarisation et modulés par les nucléotides  
cycliques 

Hsp90: Heat shock protein 90 

IASP: Association Internationale pour l’Etude de la Douleur 

Iba1: Ionized calcium Binding Adaptor molecule 1 

IFNγ:  Interféron γ 

IL: Interleukin 

i.p.: Intrapéritonéale 

IP3: Inositol 1,4,5-trisphosphate 

IRF: Interferon regulatory factor 

JNK: Kinase N-terminal c-Jun 

Ki-67: Antigen kiel 67 

Kir4.1: Inward-rectifier potassium channel 4.1 

KOR: Récepteur opioïde kappa 

LC-MS/MS: Chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse en tandem 

LPS: Lipopolysaccharide 

LSC: Lumbar spinal cord – moelle épinière lombaire 

LTD: Dépression à long-terme 

m/z: rapport masse/charge 

M3G: Morphine-3-glucuronide 

M6G: Morphine-6-glucuronide 

MACS: Magnetic activated cell sorting 

MBP: Myelin basic protein 

ME: Moelle épinière 

MOR: Récepteur opioïde mu 

MRP: Multidrug resistance-associated protein 

nAb: Anticorps neutralisant 
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Nfe2l2 ou Nrf2: Nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2 

NF-κB: Nuclear factor-kappa B 

NK: Natural Killer 

NMDA: N-méthyl-D-aspartate 

OATP2B1: Organic anion transporting polypeptide 2B1 

OCT: Organic cation transporter 

Olig1: Oligodendrocyte transcription factor 1 

Orai1: Calcium release-activated calcium channel protein 1 

P/S: Pénicilline/streptomycine 

PA: Potentiel d’action  

PAG: Substance grise périaqueducale 

PAMPs: Motifs moléculaires associés aux pathogènes - Pathogen-associated molecular 
pattern 

PAS: Per-Arnt-Sim 

PBS: Phosphate buffered saline 

PDGFRα: Platelet-derived growth factor receptor A 

PDL: Poly-D-Lysine 

PGE2: Prostaglandine E2 

PKC: Protein kinase C 

PU.1: Spleen focus-forming virus proviral integration site 1 

PUMA: p53 upregulated modulator of apoptosis 

Q1/Q2/Q3: Quadrupôle 1/2/3 du spéctromètre de masse 

RCPG: Récepteurs couplés à une protéines G 

REL: Réticulum endoplasmique lisse 

RISC: Reduced instruction set computer 

RNAseq: RNA sequencing  

ROS: Dérivés réactifs de l’oxygène 

RVM: Partie rostroventromédiane du bulbe rachidien 

S100β: S100 calcium-binding protein β 

sc-RNAseq: single-cell RNA sequencing 

shRNA: Petit ARN en épingle à cheveux  
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siRNA: Petit ARN interférant  

sn-RNAseq: single-nuclei RNA sequencing 

SNC: Système nerveux central 

SNI: Spared nerve injury 

Sox9: SRY-box transcription factor 9 

SPE: Extraction sur phase solide 

SR1: Stemregenin-1 

TCDD: 2,3,7,8-Tétrachlorodibenzo-p-dioxine 

TGF: Transforming growth factor 

TIC: TNFα, IL1α et C1q 

TLR: Toll-Like Receptor 

Tmem: Transmembrane Protein 

TNFα: Tumor necrosis factor α 

TREM2: Triggering receptor expressed on myeloid cells 2 

TUNEL: Terminal deoxynucleotidyl transferase-mediated biotinylated UTP nick end labeling 

UDP: Uridine-5’-diphosphate 

UDPGA: UDP-acide glucuronique 

UGT: Uridine 5'-diphospho-glucuronosyltransferases 

Ugtrel: UDP-galactose-transporter-related protein 

VEGF: Vascular endothelial growth factor B 

XRE: Xenobiotic response element 
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Figure 1: Origines embryonnaires des neurones, astrocytes et microglies. 

Les neurones, les astrocytes ainsi que les oligodendrocytes dérivent des cellules souches 

neurales alors que les microglies dérivent des précurseurs myéloïdes primitifs du sac vitellin. 

Ainsi, lors du développement (E7.5-E9), ces cellules souches hématopoïétiques positives pour 

PU.1 migrent vers le CNS et se différencient en microglies fonctionnelles. 
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Partie 1 : Cellules Gliales 

A) Généralités et historique 

Bien que les neurones aient monopolisé la recherche dans le domaine des 

neurosciences pendant plus d’un siècle, ceux-ci ne représentent qu’une minorité des cellules 

du système nerveux central (SNC) (Herculano-Houzel, 2009; Keller et al., 2018). En effet, les 

cellules gliales ont été décrites comme étant les plus nombreuses (en dehors du cervelet). Ces 

dernières ont été décrites pour la première fois au milieu des années 1800 par un groupe de 

scientifiques incluant Rudolf Virchow, Theodor Schwann and Robert Remak (Ndubaku and de 

Bellard, 2008). Après leur découverte, Virchow proposa en 1856 de nommer ces cellules 

« nervenkitt » (autrement dit « neuro-glue ») dans son livre Cellular Pathology. Cependant, 

cette découverte est contestée par Henrich Muller qui a réalisé les premiers dessins et 

descriptions de cellules gliales l'année même de la publication du livre de Virchow. Plus tard, 

Camillo Golgi décrivit les astrocytes dans un ouvrage publié en 1871 (Bentivoglio et al., 2019) 

et Michael von Lenhossek introduisit en 1893 le terme d'astrocyte pour décrire ces cellules en 

forme d'étoile (Verkhratsky et al., 2021). Malgré tout, les outils existants à cette époque ne 

permettaient pas de marquer et d’étudier correctement les autres cellules gliales. Ce n’est 

qu’au début des années 1900 que Pío del Río Hortega publia sa technique de coloration au 

carbonate d'argent qui fut la clef méthodologique permettant d’identifier deux autres types 

de cellules distinctes des astrocytes : les microglies et les oligodendrocytes. Mes études 

portant principalement sur les microglies et astrocytes, seuls ces deux types de cellules gliales 

seront décrites en détail dans ce manuscrit. 

B) Microglies 

a) Origine développementale 

Contrairement aux neurones, aux astrocytes et aux oligodendrocytes, des expériences 

visant à déterminer l’origine embryonnaire des microglies ont démontré que ces cellules ne 

dérivent pas du feuillet neurectodermique (Ginhoux et al., 2010; Kierdorf et al., 2013). En 

effet, ces cellules dérivent des précurseurs myéloïdes primitifs positifs pour le facteur de 

transcription PU.1 (spleen focus-forming virus proviral integration site 1 ; Figure 1). Ces 

cellules apparaissent dans le sac vitellin au jour embryonnaire E7.25 et migrent dans le SNC à  
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Figure 2: Différences entre microglies homéostatiques et microglies activées. 

A l’état basal, les microglies sont des cellules essentielles dans la surveillance du parenchyme 

cérébral. Lorsque ces cellules sont activées par des signaux pro- ou anti-inflammatoires, elles 

adaptent leur morphologie et leurs fonctions biologiques afin de revenir à un état 

homéostatique. 
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E9.5 via la circulation sanguine juste avant la mise en place de la barrière hémato-

encéphalique (BHE) à E15. Le nombre de cellules migrant vers le SNC est faible. Cependant, 

contrairement aux neurones, les microglies ne sont pas des cellules post-mitotiques et 

peuvent se diviser et vont coloniser le SNC et se renouveler pendant toute la vie. Les microglies 

ne représentent que 10% de la population cellulaire totale du SNC, bien que ce chiffre varie 

en fonction des structures et des stimuli environnants (Lawson et al., 1990; Soulet and Rivest, 

2008). Différents facteurs solubles incluant le TGF-β2 (Transforming growth factor-beta 2) ou 

l’IL34 (Interleukin 34) ont été décrits comme étant essentiels pour le développement de la 

microglie (Bohlen et al., 2017). L’identification de ces facteurs a permis par la suite de mettre 

au point des protocoles de cultures primaires permettant de caractériser les rôles 

physiopathologiques de ces cellules (Bohlen et al., 2017). Ainsi, il est possible de cultiver des 

microglies primaires en utilisant du milieu conditionné astrocytaire, c’est-à-dire du milieu dans 

lequel ont été cultivés des astrocytes, ou en supplémentant du milieu de culture avec du TGF-

β2, de l’IL34 et du cholestérol.  

b) Marqueurs des microglies 

Les microglies sont souvent été catégorisées en 3 phénotypes : homéostatique (M0), 

pro-inflammatoire (M1) et anti-inflammatoire (M2 ; Figure 2). Beaucoup de personnes parlent 

de microglies quiescentes par abus de langage lorsqu’on parle de microglies non stimulées. 

Néanmoins, la quiescence se rapporte par définition à un état inactif qui ne caractérise 

absolument par les microglies non stimulées. Les différents phénotypes microgliaux sont 

caractérisés par des marqueurs protéiques dont l’expression varie en fonction du phénotype 

(Schwabenland et al., 2021). Des marqueurs « classiques » de microglies existent comme Iba1 

(Ionized calcium Binding Adaptor molecule 1) ou Tmem119 (Transmembrane Protein 119). 

Cependant, ces marqueurs ne sont pas spécifiques aux microglies car ils sont également 

exprimés les macrophages (Vankriekelsvenne et al., 2022). Il existe d’autres marqueurs tels 

que le CD68 (Cluster of Differentiation 68) ou le CMH2 (Major Histocompatibility Complex 2) 

caractéristiques des microglies pro-inflammatoires de phénotype M1, tandis que l’Arg1 

(Arginase 1) ou le CD206 caractérisent plutôt un phénotype M2 anti-inflammatoire. Ainsi, ces 

marqueurs protéiques donnent de bons indices sur le phénotype des microglies. 
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c) Rôles physiologiques  

Comme mentionné précédemment, les microglies dérivent des précurseurs myéloïdes 

primitifs présents dans le sac vitellin. Ces précurseurs ont été décrits comme générant 

différents types de cellules immunitaires incluant les macrophages. De ce fait, les microglies 

sont souvent comparées aux macrophages dans la mesure où les fonctions biologiques de ces 

cellules sont proches. Ainsi, le rôle primaire attribué aux microglies est la protection du CNS. 

Néanmoins, il faut garder à l’esprit que le milieu et les signaux extracellulaires auxquels sont 

soumis les microglies sont très différents de ceux auxquels sont soumis les macrophages. 

Ainsi, bien que les fonctions de base de ces cellules semblent être très similaires (phagocytose, 

présentation d’antigène, régulation de l’inflammation…), ces deux types de cellules 

immunitaires possèdent certaines caractéristiques distinctes. Dans mon manuscrit de thèse, 

j’ai choisi de ne pas les détailler les fonctions de base et plutôt de souligner les fonctions non 

conventionnelles des microglies qui permettent de les différencier des macrophages. 

i. Remodelage neuronal et synaptique 

Dans un contexte physiologique, la microglie présente un phénotype de repos 

caractérisé morphologiquement des prolongements qui lui permettent de surveiller en 

permanence son environnement (Vidal-Itriago et al., 2022). Tout comme les macrophages, ces 

cellules sont capables de phagocyter, une faculté qu’elles utilisent afin de permettre le bon 

développement et le maintien de l’homéostasie neuronale (Sun et al., 2023). En effet, il a été 

démontré que la majorité des neuroblastes générés durant le développement subissent une 

apoptose et que la microglie phagocyte ces cellules (Sierra et al., 2010). De plus, la microglie 

affecte activement le matériel synaptique et joue un rôle majeur dans l'élagage synaptique au 

cours du développement. Le système du complément semble essentiel à ces mécanismes 

(Zabel and Kirsch, 2013). En effet, les éléments synaptiques « marquées » avec les composants 

du complément 1q et 3 (C1q et C3) permettent à la microglie non seulement de les 

reconnaître, mais aussi de les remodeler (Stevens et al., 2007). Il est intéressant de noter que 

l'élimination des synapses est dépendante de l'activité neuronale et du "marquage" réalisé 

par le système du complément, permettant la spécificité de l'élimination par la microglie. 

Contrairement à ce qu’on pensait, le remodelage synaptique n’est pas réalisé par phagocytose 

mais par trogocytose. C’est un processus dans lequel une cellule acquiert rapidement une 

fraction provenant d'une autre cellule non apoptotique (Weinhard et al., 2018). D’autres 
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signaux activateurs ou inhibiteurs permettent de guider les microglies dans ce processus. En 

effet, le CX3CL1 (chemokine C-X3-C motif ligand 1), la phosphatidylsérine ou TREM2 

(Triggering Receptor Expressed on Myeloid cells 2) induisent également un remodelage 

synaptique, tandis que des facteurs tels que CD200 ou CD47 inhibent celui-ci (Lyons et al., 

2017; Lehrman et al., 2018). Cette capacité de remodelage synaptique place la microglie parmi 

les acteurs clefs du maintien de l’homéostasie de l’activité neuronale. 

ii. Homéostasie de l’activité neuronale 

Les prolongements microgliaux sont des structures extrêmement dynamiques, 

surveillant constamment leur microenvironnement (Davalos et al., 2005; Hanisch and 

Kettenmann, 2007). Des études in vivo ayant génétiquement marqué les microglies ont 

démontré que ce mécanisme, en condition non pathologique, est presque exclusivement 

réalisée grâce à leurs prolongements longs, fins et très ramifiés (Nimmerjahn et al., 2005). Ces 

prolongements s'étendent et se rétractent à une vitesse moyenne de 2,5 µm/min et couvrent 

un territoire de 60 µm dans le cortex. Les prolongements les plus épais et proches du soma 

sont quant à eux moins mobiles. Enfin, leurs somas sont presque immobiles et ne se déplaçant 

que de quelques µm/h. 

En s’aidant de leur prolongements, les microglies sont capables de moduler l'activité 

neuronale en régulant la formation et la survie des synapses (Badimon et al., 2020; Saw et al., 

2020; Sun et al., 2020). Par exemple, une activité neuronale accrue induit une augmentation 

des niveaux d’ATP (Adenosine triphosphate) extracellulaire qui est détecté par les microglies 

via leurs récepteurs purinergiques (Calovi et al., 2019). Les microglies vont ensuite dégrader 

l’ATP en AMP (Adenosine monophosphate) puis en adénosine via des ectonucléotidases (CD39 

et CD73 ; (Illes et al., 2020). L’adénosine va pouvoir se lier aux récepteurs A1 couplés à une 

protéine G inhibitrice (Gi) qui sont exprimés par les neurones. De cette manière, la microglie 

inhibe l’activité neuronale en créant une boucle de rétrocontrôle négative (Badimon et al., 

2020). Les microglies sont également impliquées dans des phénomènes de plasticité 

synaptiques à long-terme. A titre d’exemple, les interactions entre les neurones et la microglie 

via le système CX3CL1-CX3CR1 (CX3C motif chemokine receptor 1) influencent la maturation 

des synapses excitatrices CA3CA1 de l’hippocampe (Zhuo et al., 2011; Basilico et al., 2019). 

Ainsi, une délétion de CX3CR1 perturbe les propriétés électrophysiologiques des synapses et 

augmente le nombre de synapses silencieuses (Basilico et al., 2019). Une autre étude a 
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également exploré le rôle de la microglie dans les courants post-synaptiques de champs au 

sein du striatum (Kim et al., 2020). Cette étude a été réalisée chez des animaux sauvages 

contrôles ou traités avec de la minocycline qui est un inhibiteur de l’activation microgliale 

(Kobayashi et al., 2013). Ainsi, les animaux traités à la minocycline montrent une altération de 

l'induction de dépression à long-terme (LTD) suite à un protocole de stimulation de theta-

burst (Kim et al., 2020). Néanmoins, il est important de prendre en compte les différents effets 

de la minocycline sur les autres types cellulaires comme les astrocytes, les oligodendrocytes 

ou encore les neurones (Domercq and Matute, 2004; Yune et al., 2007; Bernardino et al., 2009; 

Schmitz et al., 2012). 

d) De l’activation… 

Contrairement aux microglies homéostatiques, les microglies activées possèdent une 

forme amiboïde, c’est-à-dire avec un corps cellulaire rond sans prolongements (Giulian and 

Baker, 1986). Ce changement de morphologie semble lié à des changements des niveaux 

d’AMP cycliques (AMPc) intracellulaires qui peuvent être modulés via l’activation de 

récepteurs couplés à une protéines G (RCPG) inhibitrice (Gi) ou G stimulatrice (Gs) (Bernier et 

al., 2019). Ainsi, l'activation des récepteurs couplés à une protéine Gi entraîne une 

augmentation de la taille des grands prolongements. A contrario, l'augmentation d’AMPc 

induite par l’activation des récepteurs couplés à une protéine Gs diminue la taille de ces 

derniers.  

Les microglies ont été largement étudiées dans de nombreux contextes 

neuroinflammatoires (Muzio et al., 2021; Woodburn et al., 2021; Shao et al., 2022). De 

manière générale, ces cellules sont dotées d’une grande variété de récepteurs leur permettant 

de répondre à de nombreux stimuli (Pocock and Kettenmann, 2007; Madry and Attwell, 2015; 

Liu et al., 2016). Ainsi, les microglies peuvent détecter les perturbations de l’homéostasie du 

parenchyme cérébral de plusieurs manières. La première manière est la détection d’éléments 

qui ne sont pas habituellement présents dans le milieu (structures microbiennes/virales ou 

composants intracellulaires à des concentrations élevées). L’autre manière est la détection de 

certains composés comme les protéines du système de complément ou les agrégats de 

protéines. Par exemple, cette détection se fait via des systèmes spécifiques mettant en jeu 

des récepteurs reconnaissant les motifs moléculaires associés aux dégâts (DAMPs) ou des 

motifs moléculaires associés aux pathogènes (PAMPs). Par exemple, différents récepteurs tels 
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que les Toll-Like Receptors (TLR) détectent et différencient les structures virales, bactériennes 

et fongiques (Kumar, 2019). Notamment, le TLR4 qui détecte les lipopolysaccharides (LPS) 

bactériens. Suite à l’activation de ces récepteurs, des cascades intracellulaires se mettent en 

place afin d’initier une réaction face à la perturbation homéostatique détectée (Lu et al., 2008; 

Li et al., 2021). 

e) …à la réaction 

La réactivité microgliale a été caractérisée sous 2 formes, soit sous un état pro-

inflammatoire (M1) induit par des stimuli tels que le LPS ou l’interféron γ (IFNγ), soit sous un 

état anti-inflammatoire (M2) induit par l’interleukine (IL) 4 ou l’IL13 (Nakagawa and Chiba, 

2014; Salvi et al., 2017). Concernant les microglies de phénotype M1, la plupart des études 

ayant examiné le nombre de microglies dans le SNC ont observé que ces cellules entrent en 

phase de prolifération cellulaire (Huck et al., 2021). Ces résultats ont été obtenus à l’aide de 

marquage Ki-67 (Antigen Kiel 67) ou à l’aide d’approche utilisant le BrdU 

(bromodésoxyuridine). De plus, de nombreuses études ont montré l’augmentation de l’activité 

phagocytaire de ces cellules à l’aide de marquage CD68 qui est un marqueur de l’activité 

lysosomale (Bodea et al., 2014). L’état M1 est souvent associé à une neurotoxicité provenant 

de la sécrétion de facteurs pro-inflammatoires incluant les cytokines classiques (e.g., TNFα, 

Tumor Necrosis Factor α ; IL1β, IL6) mais également des dérivés réactifs de l’oxygène (ROS) et 

le monoxyde d’azote (NO) (Iizumi et al., 2016; Simpson and Oliver, 2020). Il en résulte une 

augmentation de l’apoptose des cellules avoisinantes, une hyperexcitabilité neuronale ou 

encore une rupture de la BHE qui permet l’infiltration de cellules immunitaires périphériques 

(da Fonseca et al., 2014). 

A contrario, l’état M2 est associé aux microglies ayant des propriétés anti-

inflammatoires et neuroprotectrices caractérisées par une capacité de réparation et de 

nettoyage des débris cellulaires pour in fine restaurer l’homéostasie (Chen and Trapp, 2016). 

Le phénotype M2 se caractérise par la sécrétion de cytokines anti-inflammatoires telles que 

l’IL10 ou le TGFβ, ainsi que de facteurs neurotrophiques favorisant la survie neuronale. De 

plus, une augmentation des niveaux d’ARNm de l’Arg1 et de la chitinases-like protein 1 Chi3l3 

(Chitinase 3-like 3) a été décrite dans les microglies en état M2 (Cherry et al., 2014). L’Arg1 

métabolise l'arginine en urée et en ornithine qui sont ensuite métabolisées en hydroxyproline  
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Figure 3: Hétérogénéité de la microglie en fonction des structures cérébrales 

Les microglies diffèrent dans leur nombre, leur morphologie, leur signature moléculaire, ainsi 

que leurs fonctions biologiques dans les différentes zones du cerveau de la souris. Les gènes 

du « microgliome » ont été sélectionnés sur la base de plusieurs études transcriptomiques 

(voir Tan et al., 2020) et des données RNAseq issues de 13 régions cérébrales chez la souris. 

Une heat-map d'expression a été dessinée dans Morpheus (Broad Institute). Les régions 

cérébrales ont été regroupées selon la méthode K-moyennes des niveaux d'expression (score 

de regroupement à 5, méthode de Pearson) (Tan et al., 2020). 
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et en proline (Morris, 2009). Ces composés produits contribuent à la réparation tissulaire. Par 

exemple, l'hydroxyproline et la proline sont des sources importantes de la synthèse de 

collagène ou, plus généralement, de la synthèse des protéines de matrice extracellulaire. Les 

protéines de matrice extracellulaire aident à renforcer et réparer le tissus des sites lésés 

(Albina et al., 1990; Durante et al., 2000). Quant à Chi3l3, cette protéine sécrétée se lie aux 

saccharides et au sulfate d'héparine présents sur les surfaces cellulaires et aide ainsi à 

protéger la matrice extracellulaire au niveau des sites de lésion (Noh et al., 2018). 

Cependant, cette nomenclature M1/M2 apparait à mes yeux extrêmement réductrice. 

En effet, de nombreux articles décrivent des états cellulaires intermédiaires. De mon point de 

vu, cette vision simpliste des états des microglies a diminué considérablement l’importance 

donnée à ces cellules et a freiné les approches théoriques et pratiques pour leur étude.  

f) Hétérogénéité microgliale 

L’émergence récente des techniques de RNAseq (RNA sequencing) sur cellule unique 

(single cell-RNAseq, sc-RNAseq) et du noyau unique (single nuclei-RNAseq, sn-RNAseq) a 

permis de démontrer une hétérogénéité des microglies au niveau physiologique et 

pathologique (Tan et al., 2020; Paolicelli et al., 2022) (Figure 3). Tout d’abord, des études ont 

pointé du doigt une hétérogénéité au niveau spatial de ces cellules dans le SNC (Silvin and 

Ginhoux, 2018; Tan et al., 2020). Ainsi, une première étude de Grabert et collaborateurs a 

montré une hétérogénéité transcriptionnelle des microglies en fonction de leur localisation 

dans le cerveau (Grabert et al., 2016). En effet, des différences transcriptionnelles au niveau 

du métabolisme énergétique et de la réponse et la régulation immunitaire ont été observés 

entre les microglies provenant du cervelet, du striatum, du cortex et de l’hippocampe. Ces 

différences spatiales ont conduit les chercheurs à étudier les différences inter-structurales des 

fonctions basiques des microglies. Ainsi, il a été montré que le renouvellement de la microglie 

était différent en fonction des régions cérébrales (Tay et al., 2017). Il a pu être estimé que la 

population microgliale corticale était la plus lente à se renouveler complètement (tous les 41 

mois), suivie par la population hippocampique (tous les 15 mois) et du bulbe olfactif (tous les 

8 mois) (Tay et al., 2017). De plus, il a été démontré qu’il existe des différences sexuelles au 

niveau transcriptionnel entre les microglies issues de cortex et de l’hippocampe (Guneykaya 

et al., 2018). Par exemple, certains gènes surexprimés chez les mâles appartenaient à 

l’ontologie des gènes « activité des facteurs de transcription » ainsi que « déméthylation et 
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désacétylation des histones » dans les microglies corticales. Néanmoins, aucune étude 

fonctionnelle/comportementale n’a pour l’instant étudié ces différences. 

Ces paragraphes ne sont qu’un rapide résumé de l’hétérogénéité microgliale existant 

à l’état homéostatique. Cependant, la majorité des études se focalise sur la nomenclature 

M1/M2 pour les microglies activées. Néanmoins, peut-on uniquement cantonner l’activation 

uniquement qu’à deux état distincts (Ransohoff, 2016) ? Il est connu que seules certaines 

sous-populations de microglies répondent à des stimuli spécifiques (Seifert et al., 2011). En 

effet, la majorité des microglies détectent le TNFα via l'expression de ses récepteurs. Or, seul 

un sous-ensemble de microglie présent dans le cortex, le cervelet et la moelle épinière (ME) 

est capable de produire du TNFα en réponse (Clausen et al., 2008; Lambertsen et al., 2009; 

Scheffel et al., 2012). De plus, il a été démontré que la réponse microgliale à l'IFNγ varie selon 

les régions cérébrales et que cette réponse est dépendent de facteurs neurochimiques locaux 

telles que le neuropeptide substance P (SP) ou encore le glutamate (McCluskey and Lampson, 

2001). Par ailleurs, en dehors d’un contexte d’homéostasie, de telles hétérogénéités 

phénotypiques ont aussi été observées dans la maladie d’Alzheimer (Keren-Shaul et al., 2017), 

le vieillissement (Allen et al., 2023) ou encore la douleur chronique (Tansley et al., 2022a). 

Cependant, les microglies ne sont pas les seules cellules à avoir attiré l’œil des chercheurs 

dans ces différentes pathologies. En effet, l’implication d’autres cellules gliales comme les 

astrocytes a également été étudiée dans ces contextes.  

C) Astrocytes 

a) Marqueurs et morphologie 

Chez les mammifères, les astrocytes représentent le type cellulaire le plus abondant 

du cerveau avec, selon les articles, entre environ 20 à 40 % du nombre total des cellules 

(Herculano-Houzel, 2014). La GFAP (Glial fibrillary acidic protein), principal filament 

intermédiaire composant le cytosquelette des astrocytes, est le marqueur le plus couramment 

utilisé pour détecter ces cellules. Néanmoins, la GFAP n'a été localisée que dans environ 15 % 

du volume total des astrocytes, et plus de 40 % des astrocytes se sont révélés négatifs pour la 

GFAP dans l'hippocampe de rats adultes (Walz and Lang, 1998). Un autre marqueur 

astrocytaire couramment utilisé est le peptide S100β (S100 calcium-binding protein β) qui est 

abondant dans le cytoplasme et le noyau des astrocytes (Donato et al., 2009). Cependant, la 

S100β est également exprimée par une sous-population d'oligodendrocytes matures, dans les 
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cellules épithéliales du plexus choroïde et par certains neurones (Rickmann and Wolff, 1995; 

Vives et al., 2003; Deloulme et al., 2004). Récemment, Aldh1l1 (Aldehyde Dehydrogenase 1 

Family Member L1) et le facteur de transcription Sox9 (SRY-box transcription factor 9) ont été 

proposés comme étant de nouveaux marqueurs spécifiques des astrocytes (Cahoy et al., 2008; 

Sun et al., 2017b).  

D’un point de vue morphologique, les astrocytes diffèrent en fonction de leur 

localisation dans le SNC, avec des différences importantes notamment dans la substance grise 

ou la substance blanche (Matyash and Kettenmann, 2010; Kohler et al., 2021). En effet, on 

retrouve des astrocytes protoplasmiques localisés dans la substance grise et des astrocytes 

fibreux localisés dans la substance blanche (Oberheim et al., 2012). Les astrocytes 

protoplasmiques sont caractérisés par un corps cellulaire rond et des prolongements très 

ramifiés (Bushong et al., 2004). Ces derniers sont en contact étroit avec les compartiments 

pré- et postsynaptiques et participent activement au développement et à la fonction 

synaptique (Witcher et al., 2007; Witcher et al., 2010). D’un autre côté, les astrocytes fibreux 

possèdent un corps cellulaire plus allongé et de longs prolongements fins mais moins ramifiés. 

Contrairement aux astrocytes protoplasmiques, ils sont en contact avec les nœuds de Ranviers 

(Butt et al., 1994). Au fur et à mesure du temps, il est apparu que les astrocytes sont des 

cellules essentielles à l’homéostasie du SNC (Hart and Karimi-Abdolrezaee, 2021).  

b) Rôles physiologiques 

i. Barrière hémato-encéphalique 

La BHE est une barrière physique qui empêche l'entrée de certaines molécules dans le 

parenchyme cérébral en fonction de leur polarité et de leur taille (Kadry et al., 2020). Les 

principaux constituants cellulaires de la BHE sont les cellules endothéliales qui forment des 

jonctions serrées entourées d'une lame basale, les péricytes périvasculaires et l’extrémité de 

pieds astrocytaires (Daneman and Prat, 2015). Ce sont les astrocytes qui établissent le lien 

entre le flux sanguin endothélial et les neurones, jouant ainsi un rôle de régulateurs majeurs  
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Figure 4: Diversité des signaux captés par les astrocytes et les réponses associées. 

Les signaux excitateurs et/ou inhibiteurs déclenchent des élévations de Ca2+ dans les 

astrocytes (à droite) et conduisent à la libération de gliotransmetteurs (à gauche). Les signaux 

excitateurs (+) et inhibiteurs (-) provoquent des élévations globales ou focales de Ca2+ dans les 

astrocytes et précèdent la libération de gliotransmetteurs susceptibles d'exercer une 

excitation ou une inhibition des synapses voisines (à droite). Pour chaque référence, la région 

étudiée est indiquée en noir (Amy, Amygdale ; BrSt, tronc cérébral ; CA1, CA1 de l'hippocampe 

; Ctx, cortex ; DG, gyrus denté ; hHip, hippocampe humain ; Str, Striatum). ∗ Indique les études 

qui décrivent les conséquences fonctionnelles des réponses focales au Ca2+, plutôt que les 

réponses globales au Ca2+ (Guerra-Gomes et al., 2017). 
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dans la formation et le maintien de la BHE (Alvarez et al., 2013). En effet, les astrocytes 

sécrètent des facteurs solubles qui permettent la formation de jonctions serrées entre les 

cellules endothéliales (Prat et al., 2001). 

ii. Homéostasie potassique 

Dans le cerveau, le K+ extracellulaire est maintenu à une concentration proche de 3 

mM, bien que des variations locales de K+ extracellulaire se produisent suite à des 

changements dans l'activité neuronale (Prince et al., 1973; Sykova et al., 1974). Les 

mécanismes de régulation des concentrations de K+ extracellulaires peuvent être classés en 

deux grandes catégories : l'absorption du K+ et le tamponnage spatial du K+  (Amedee et al., 

1997; Somjen, 2002; Kofuji and Newman, 2004). Dans le cas de l'absorption du K+, les ions en 

excès sont temporairement séquestrés dans les astrocytes via une entrée d’ions utilisant des 

transporteurs ou des canaux potassiques (Wang et al., 2020). Contrairement à l'absorption, le 

tamponnage spatial du K+ est le mécanisme le plus étudié dans le cerveau (Chen and 

Nicholson, 2000). Il est maintenant connu que les astrocytes dispersent les augmentations 

locales de K+ extracellulaire en transférant les ions K+ des sites où les concentrations sont 

élevées vers ceux où ils sont plus faibles, comme les micro-capillaires sanguins. Plus 

particulièrement, les astrocytes régulent l'homéostasie du K+ par l'intermédiaire des canaux 

Kir4.1 (Inward-rectifier potassium channel 4.1) dans les synapses, ce qui maintient une 

excitabilité neuronale normale (Hibino et al., 2010; Ohno et al., 2018). 

iii. Gliotransmission 

Les astrocytes ne sont pas des cellules excitables, c’est-à-dire qu’elles sont incapables 

de générer des potentiels d’action (PA) du fait d’une trop faible densité de canaux sodiques 

voltages-dépendants (Sontheimer et al., 1996). Néanmoins, ces cellules possèdent leur propre 

forme d’excitabilité basée sur les variations intracellulaires des concentrations de Ca2+ 

(Goenaga et al., 2023). En effet, les astrocytes sont entre autre connus pour exprimer des 

récepteurs pour une pléthore de neuromodulateurs tels que le glutamate, l’acide γ-

aminobutyrique (GABA), les endocannabinoïdes, la dopamine, la sérotonine, l'ATP/adénosine, 

l'acétylcholine ou encore les opioïdes (Khakh and Sofroniew, 2015) (Figure 4). Parmi les 

récepteurs de ces neurotransmetteurs, beaucoup sont des RCPG qui, lorsqu'ils sont activés, 

entraînent des élévations du Ca2+ intracellulaire. Les récepteurs couplés à une protéine Gq 

activent la phospholipase C qui génère du diacylglycérol et de l'inositol 1,4,5-trisphosphate 
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(IP3) (Sandal et al., 2013). Ce dernier induit la libération de Ca2+ à partir du réticulum 

endoplasmique via l'activation des récepteurs à l’IP3 (Barbara, 2002). Il a été démontré que 

les récepteurs à l'IP3 de type 2 sont les principaux responsables pour la mobilisation du Ca2+ 

induite par les RCPG dans les astrocytes (Srinivasan et al., 2015). De manière plus générale, il 

a été montré que, contrairement aux neurones, la quasi-totalité des RCPG induisent une 

élévation de Ca2+ dans les astrocytes (Durkee et al., 2019). Ainsi, ce mécanisme permet à ces 

cellules de libérer de manière Ca2+-dépendante des molécules telles que le glutamate, la D-

sérine/Glycine ou encore l’ATP (Harada et al., 2015; de Ceglia et al., 2023). De plus, d’autres 

récepteurs ou canaux ioniques incluant le TLR4, Piezo1 ou encore Orai1 (Calcium release-

activated calcium channel protein 1) ont été décrits comme pouvant moduler les oscillations 

calciques astrocytaires dans des conditions neuroinflammatoires dans lesquels ces cellules 

deviennent réactives (Velasco-Estevez et al., 2020; Birla et al., 2022; Novakovic et al., 2023).  

c) Astrocytes réactifs 

i. Généralités 

Les astrocytes qualifiés de « réactifs » ont été observés dans différents contextes 

pathologiques (Wilhelmsson et al., 2006; Sofroniew, 2009; Escartin et al., 2021). La question 

de savoir si les astrocytes réactifs sont nocifs ou bénéfiques a longtemps été débattue et les 

deux types d’observations ont été faites (Jiwaji and Hardingham, 2022). Par exemple, les 

astrocytes réactifs peuvent inhiber la régénération des axones après une lésion du SNC 

(McKeon et al., 1991; Bradbury et al., 2002; Fitch and Silver, 2008; Alilain et al., 2011) et 

produire des cytokines pro-inflammatoires qui aggravent les lésions de la ME (Brambilla et al., 

2005; Brambilla et al., 2009). À l'inverse, des travaux d’ablation des astrocytes réactifs ont 

démontré que ces cellules sont essentielles pour résister aux lésions et améliorer la 

récupération après un traumatisme du SNC comme une ischémie ou une encéphalomyélite 

auto-immune expérimentale (Bush et al., 1999; Faulkner et al., 2004; Voskuhl et al., 2009). 

L'ensemble de ces résultats démontre que les astrocytes réactifs peuvent jouer un rôle 

bénéfique ou délétère en fonction de la nature de la lésion ou de la maladie. Ce point soulève 

la question de l’existence potentielle d’une multitude de sous-types d'astrocytes réactifs. 

ii. Etudes transcriptionnelles 

Une étude pionnière du groupe de Ben Barres a révélé les profils transcriptomiques 

d’astrocytes dans deux modèles pathologiques chez la souris : l'accident vasculaire cérébral 
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(AVC) ischémique et la neuroinflammation (Zamanian et al., 2012). L’AVC ischémique a été 

induit par l'occlusion de l'artère cérébrale moyenne pendant 1h, suivie d'une reperfusion, 

tandis que la neuroinflammation a été induite par une injection de LPS (5mg/kg) par voie 

intrapéritonéale (i.p.). Une réactivité astrocytaire a été observée dans le cortex, le corps 

calleux ou encore l’hippocampe, dépendamment du modèle. Cependant, le profil 

transcriptomique des astrocytes réactifs s’est avéré être fortement dépendant du type de 

modèle. De plus, bien qu'il existe des inductions communes de certains gènes dans les deux 

modèles, près de 50 % de l'expression génétique modifiée est spécifique d'un modèle. Ainsi, 

il semblerait que les astrocytes réactifs retrouvés après une ischémie présentent un 

phénotype allant dans le sens d’un rôle neuroprotecteur. A l’opposé, les astrocytes réactifs 

induits par l’injection de LPS présentent un phénotype suggérant une neurotoxicité. Ces 

résultats démontrent que, malgré des traits communs, la réactivité astrocytaire est 

hétérogène et peut être modifiée pour répondre spécifiquement à un type d’agression donné. 

L’hétérogénéité des astrocytes réactifs a été démontrée en utilisant des approches 

transcriptomiques et protéomiques (Labib et al., 2022; Hasel et al., 2023). Dans le cas des 

astrocytes réactifs induits par une ischémie, une approche de sc-RNAseq sur 54794 astrocytes, 

a montré qu’il existe au moins trois groupes distincts d’astrocytes réactifs (Ma et al., 2022). 

De la même manière, un article sur le site bioRxiv du groupe de Shane Liddelow montre qu’il 

existe au moins 14 groupes d’astrocytes différents à l’aide d’analyse transcriptomique spatiale 

ainsi que du sn-RNAseq sur 138 000 astrocytes du cerveau antérieur (Kim et al., 2023). En ce 

qui concerne les astrocytes réactifs induits par une injection de LPS, ce même groupe a 

également démontré, par une approche de sc-RNAseq sur 80000 astrocytes corticaux, qu’il 

existe au moins 10 clusters d’astrocytes réactifs neurotoxiques (Hasel et al., 2021). 

iii. Astrocytes réactifs induits par une neuroinflammation 

La science ne se résume pas qu’à des articles publiés dans des journaux à haut facteur 

d’impact, c’est l’effort de toute la communauté scientifique qui, mit bout à bout, est selon moi 

le plus important. Néanmoins, si je devais choisir un article scientifique qui m’a aidé plus que 

d’autres durant ma thèse, je choisirai celui-ci sans hésiter: Neurotoxic reactive astrocytes are 

induced by activated microglia (Liddelow et al., 2017). Cet article, publié par le groupe de Ben 

Barres, a été sans exagération l’élément clef dans les réflexions, ainsi que les approches 

expérimentales que j’ai pu avoir lors de l’étude des cellules gliales. Dans cet article, cité plus  
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Figure 5: Différences transcriptomiques des astrocytes stimulés avec différents composés. 

Trois sous-groupes d’astrocytes ont été caractérisés lors d’une neuroinflammation : les 

astrocytes A1 neurotoxiques (induits par une injection de LPS), A2 neuroprotecteurs (induits 

par un AVC ischémique) et les astrocytes Pan-réactifs, qui sont présents dans les deux modèles 

de neuroinflammation et qui ont des gènes communs aux astrocytes A1 et A2. Plus 

particulièrement, lorsque les microglies sont activées, celles-ci vont sécréter des facteurs tels 

que le TNFα, l’IL1α et le C1q. Ainsi, ces facteurs vont induire une réactivité astrocytaire A1 et 

l’expression de certains gènes. Un des marqueurs d’astrocytes réactifs neurotoxiques est la 

protéine du complément C3 (Liddelow et al., 2017). 
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de 5494 fois en date du 26/11/2023 à 15h16), les auteurs démontrent que les astrocytes 

réactifs neurotoxiques sont induits suite à une activation microgliale lors d’une 

neuroinflammation induite par le LPS. 

Plus particulièrement, la neurotoxicité astrocytaire serait induite par un cocktail de 

facteurs pro-inflammatoires, constitué de TNFα, d’IL1α ainsi que de C1q, libéré par les 

microglies activées par le LPS (Figure 5). Un marqueur d’astrocyte réactif a par ailleurs été mis 

en évidence dans cette étude : la protéine du complément C3, qui pourrait caractériser les 

astrocytes réactifs neurotoxiques. Les astrocytes C3+ sont capables d’induire une mort 

neuronale et oligodendrocytaire via la libération de facteurs solubles qui sont libérés dans le 

milieu des cellules en culture primaire. Seules les microglies semblent être insensibles face à 

ces signaux apoptotiques. Le dernier trésor scientifique laissé par Ben Barres (1957-2017) a 

révélé que cette mort cellulaire n’est pas induite par des signaux protéiques classiques, mais 

par des lipides saturés (Guttenplan et al., 2021) (Figure 6). Plus précisément, une 

augmentation des niveaux de phosphatidylcholines à très longue chaîne d'acyle d'acide gras 

dans les membranes cellulaires des astrocytes réactifs, ainsi que des acides gras libres saturés 

à longue chaîne libérés par ces cellules a pu être observée via des analyses lipidomiques. Ainsi, 

une apoptose dépendante de PUMA (p53 upregulated modulator of apoptosis) a été observée 

lorsque des neurones ou des oligodendrocytes sont traités avec ces différents facteurs 

lipidiques en culture primaire. Depuis, il a été démontré que l’expression de la protéine 

Tmem164, une acyltransférase à l’origine du métabolisme de certains acides gras saturés 

(Reed et al., 2023), est diminuée dans les astrocytes réactifs dans des contextes de maladies 

neurodégénératives (Zhang et al., 2023). La surexpression de cette protéine par une approche 

virale permet alors de réduire la libération d’acides gras saturés par les astrocytes réactifs et 

d’éviter la mort neuronale dans des modèles animaux des maladies de Parkinson et 

d’Alzheimer.  

iv. Astrocytes réactifs dans les contextes pathologiques 

De manière générale, la neuroinflammation est un processus observé dans une grande 

variété de contextes pathologiques (DiSabato et al., 2016; Cavaliere et al., 2019; Kwon and 

Koh, 2020; Vergne-Salle and Bertin, 2021). Pour cette raison, les astrocytes réactifs induits par 

une injection in vivo de LPS dans l’étude pionnière de Zamanian ont suscité l’intérêt de 

beaucoup de gliobiologistes (Zamanian et al., 2012). Ces astrocytes réactifs C3+ ont été 
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Figure 6: Les astrocytes réactifs neurotoxiques A1 induisent une mort des neurones et des 

oligodendrocytes. 

Les astrocytes réactifs libèrent des acides gras saturés qui entrainent les cellules captant ces 

substances vers une voie pro-apoptotique (Guttenplan et al., 2021). Les astrocytes réactifs 

positifs à la C3 ont été retrouvés dans des tissus post-mortem de patients atteints de la 

maladie de Huntington, d’Alzheimer, de sclérose latérale amyotrophique (ALS), de Parkinson 

et de sclérose en plaques (Liddelow et al., 2017).  
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observés dans différents contextes pathologiques comme sur des tissus humains post-

mortem issus de patients Alzheimer, Parkinson ou encore Huntington, suggérant que ces 

dégénérescences pourraient être induites par ces cellules (Liddelow et al., 2017; Yun et al., 

2018; Guttenplan et al., 2020). Ainsi, ces données suggèrent que les astrocytes pourraient 

représenter des cibles thérapeutiques potentielles dans ces pathologies (Liddelow and Barres, 

2017). Depuis, ces astrocytes réactifs ont non seulement été étudiés dans les maladies 

neurodégénératives citées ci-dessus, mais également dans une pléthore de contextes 

pathologiques incluant la dépression, l’anxiété, le stress ou encore le vieillissement (Clarke et 

al., 2018; Zhang et al., 2020; Fang et al., 2022; Cong et al., 2023). Un constat indéniable est 

que l’inhibition des astrocytes réactifs dans ces différents contextes semble atténuer ces 

pathologies. Néanmoins, les stratégies d’inhibition utilisées (modèles génétiques, 

fluorocitrate, infections virales…) sont difficilement transposables à l’être humain et de 

nouvelles alternatives doivent être trouvées. 

En plus de ces pathologies, une étude récente a montré la présence d’astrocytes 

réactifs C3+ dans un contexte de douleur chronique (Mou et al., 2022). Dans cette étude, les 

auteurs ont montré la présence de ces cellules au sein de la corne dorsale de la ME, une 

structure clef dans l’intégration, la modulation ainsi que le relai des informations nociceptives 

qui parviennent jusqu’aux centres supra-spinaux pour donner naissance à la douleur. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Conclusion sur les cellules gliales 

Les cellules gliales, notamment les microglies et les astrocytes, sont essentielles au bon 

fonctionnement du SNC. Néanmoins, dans certains contextes (maladies 

neurodégénératifs, douleurs chroniques…) ces cellules deviennent réactives et 

communiquent ensemble. Ainsi, certains facteurs pro-inflammatoires comme le TNFα, 

l’IL1α et le C1q sécrétés par les microglies peuvent induire un phénotype neurotoxique 

chez les astrocytes réactifs. Le rôle de ces astrocytes n’a pas été bien caractérisé pour le 

moment. Cependant, un article récent a montré que ces astrocytes réactifs neurotoxiques 

peuvent sécréter des acides gras saturés entrainant la mort des neurones et des 

oligodendrocytes. 
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Partie 2 : Douleur 

A) Généralités 

D’après l’Association Internationale pour l’Etude de la Douleur (IASP), la douleur est 

une expérience sensorielle et émotionnelle désagréable associée à une lésion tissulaire réelle 

ou potentielle ou ressemblant à une telle lésion (Raja et al., 2020). Traditionnellement, on 

distingue deux composantes à la douleur : sensori-discriminative et affective (Price, 2000; 

Auvray et al., 2010). La composante sensori-discriminative va coder de manière fidèle la 

nature, la localisation, la durée ainsi que l’intensité du stimulus. La composante affective 

quant à elle va permettre d’associer cet événement à une émotion qui est généralement de 

valence négative. De manière générale, la douleur est une expérience personnelle. En effet, 

un même stimulus douloureux peut être interprété différemment par différents individus 

étant donné que la sensibilité de chacun peut être modulée par des facteurs tels que le sexe 

(Bartley and Fillingim, 2013), l’âge (Shackleton et al., 2023), l’ethnicité (Campbell and Edwards, 

2012), l’historique de vie ainsi que les croyances culturelles (Peacock and Patel, 2008). Dans 

un contexte physiologique, la douleur correspond à l’intégration et l’interprétation consciente 

et subjective des informations nociceptives qui proviennent de stimuli pouvant 

potentiellement porter préjudice à l’intégrité de l’organisme. La nociception comprend les 

processus de détection, de transduction, d’encodage et de transmission du message 

nociceptif (Loeser and Treede, 2008). Ce message est détecté au site d’origine, transmis vers 

la ME, puis aux structures cérébrales supra-spinales où ces informations seront interprétées 

ou non comme de la douleur (Yam et al., 2018). 

B) Détection des informations nociceptives 

a) Les nocicepteurs  

L’organisme détecte les informations sensorielles via des fibres sensorielles dont les 

corps cellulaires se trouvent dans les ganglions rachidiens dorsaux (DRG) (Julius and Basbaum, 

2001). Il existe trois types de fibres sensorielles impliqués dans la détection de stimuli 

nociceptifs : Aβ, Aδ et C, qui se distinguent par leur vitesse de conduction qui est directement 

dépendant de leur diamètre et de leur degré de myélinisation (McGlone et al., 2007). Ainsi, 

les fibres Aβ sont des fibres de grand diamètre (6-12μm) myélinisées et présentant une vitesse  
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Figure 7: Détection et transmission du message nociceptif vers la ME. 

L’information d’un stimulus nociceptif, qui peut potentiellement porter atteinte à l’intégrité 

de l’organisme, est détectée en périphérie via les fibres nociceptives. Les corps cellulaires des 

fibres nociceptives se trouvent dans les ganglions rachidiens dorsaux (DRG). Ainsi, une fois 

l’information détectée en périphérie, celle-ci est acheminée vers le CNS, plus particulièrement 

la ME. Au sein de la ME, en fonction des informations nociceptives portées par les fibres 

sensorielles, un relai va avoir lieu via des synapses avec des neurones de second ordre localisés 

dans la corne dorsale de la ME. Plus précisément, les fibres C projettent vers les laminae I et 

II tandis que les fibres Aδ projettent plutôt vers les laminae I et V.  
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de conduction des PA élevée (de 30 à 100 m/s). Les fibres Aδ, qui ont un diamètre d’environ 

1-5μm, sont finement myélinisées et présentent une vitesse de conduction intermédiaire de 

12-30m/s. Enfin, les fibres C ont un petit diamètre (0.2-0.5μm), ne sont pas myélinisées et 

transmettent les informations avec une vitesse de conduction lente d’environ 0.5-2m/s. Parmi 

ces 3 types de fibres, les fibres Aδ et C ont été décrites comme permettent de détecter les 

informations nociceptives, c’est pour cette raison qu’elles sont appelées « nocicepteurs ». 

Néanmoins, une étude récente a permis de mettre en évidence un rôle des fibres Aβ dans les 

comportements de type douloureux chez le rat par activation optogénétique (Tashima et al., 

2018). Ainsi, le signal nociceptif est initialement produit par le biais de l’activation des 

nocicepteurs périphériques qui peuvent être activés par différents modalités (thermique, 

chimique, mécanique) (Dubin and Patapoutian, 2010). Ces nocicepteurs sont des neurones 

pseudo-unipolaires dont les projections innervent d’une part la périphérie via des 

terminaisons libres et d’autre part les laminae I, II et V de la corne dorsale de la ME (Basbaum 

et al., 2009) (Figure 7). L’anatomie particulière de ces cellules permet de détecter les 

informations nociceptives périphériques et de les acheminer jusqu’à la ME. 

b) La moelle épinière 

Une fois les informations nociceptives détectées en périphérie par les nocicepteurs, 

elles sont acheminées via les DRG et sont transmises aux neurones de 2nd ordre qui se trouvent 

dans les laminae I, II et V de la ME (Basbaum et al., 2009). Les fibres sensorielles sont 

exclusivement glutamatergiques, ce qui signifie qu’un message nociceptif est 

automatiquement associé à une hyperexcitabilité globale dans le réseau neuronal spinal 

(Kumamoto et al., 2014). Une première étape de modulation du message nociceptif a ainsi 

lieu dans la ME, notamment via le système d’interneurones qui représente la majorité des 

neurones de la corne dorsale de la ME (Stachowski and Dougherty, 2021). Ensuite, le message 

nociceptif est acheminé au niveau des structures supra-spinales via des neurones de 

projections glutamatergiques qui sont majoritairement localisés dans la lamina I (Todd et al., 

2002; Allard, 2019; Wercberger and Basbaum, 2019).  
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Figure 8: Voies de transmission supra-spinale des informations nociceptives et modulation 

par les contrôles descendants. 

Une fois que l’information nociceptive arrive dans la ME, celle-ci est transmise vers les centres 

supra-spinaux afin d’être modulée, intégrée et perçue comme de la douleur. Différentes voies 

ascendantes prenant naissance au niveau de la ME. En retour, l’organisme est capable de 

moduler ces informations nociceptives au sein de la ME via des contrôles descendants de la 

douleur. Ces contrôles descendants permettent d’inhiber ou de faciliter la transmission du 

message nociceptif au sein de la ME ce qui peut alors induire respectivement une anti-

nociception ou des comportements douloureux. Tha: Thalamus, PAG: substance grise 

périaqueducale, Pb: noyau parabrachial, RVM: Partie rostroventromédiane du bulbe 

rachidien 
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c) Faisceaux ascendants 

Afin de relayer l’information dans les structures supra-spinales, les axones des 

neurones de projection vont, pour la plupart, réaliser une décussation du côté controlatéral 

de la ME avant de projeter directement sur le thalamus, c’est la voie spino-thalamique (Willis 

et al., 1979; Willis and Westlund, 1997) (Figure 8). Cette dernière est la voie majoritaire qui va 

potentiellement donner naissance à une douleur (Khalid and Tubbs, 2017). Il existe également 

une voie alternative permettant l’arrivée des informations jusqu’au thalamus, avec un relai 

dans la formation réticulée : c’est la voie spino-réticulo-thalamique (Carstens et al., 1990). 

Cette dernière répond davantage aux stimuli des structures somatiques et viscérales 

profondes (Willis and Westlund, 1997). Enfin, le faisceau spino-mésencéphalique permet de 

relayer les informations nociceptives jusqu’à la substance grise périaqueducale (PAG) et au 

noyau parabrachial (Wiberg et al., 1987; Blomqvist et al., 1989). Finalement, différentes 

structures supra-spinales sont responsables des différents aspects liés à la douleur (Martucci 

and Mackey, 2018). D’une part, les aspects sensori-discriminatifs sont traités dans le cortex 

somatosensoriel primaire et secondaire, le thalamus et le cervelet tandis que les aspects 

émotionnels sont traités au niveau du thalamus, du cortex (préfrontal, cingulaire antérieur 

[ACC], insulaire) ou encore l’amygdale, le noyau parabrachial et la PAG (Price, 2000). Les 

dernières structures citées, avec la PAG comme chef d’orchestre, jouent un rôle crucial dans 

la modulation de l’intégration des messages nociceptifs au niveau de la ME via les contrôles 

descendants de la douleur (Millan, 2002). 

d) Contrôles descendants de la douleur 

La régulation du réseau neuronal de la ME est primordiale pour la réponse face à des 

stimuli nociceptifs. Pour cela, il existe des projections en provenance des structures supra-

spinales permettant de contrôler l’activité de ce réseau. C’est ce que l’on appelle les contrôles 

descendants de la douleur (Millan, 2002). Les structures supra-spinales des contrôles 

descendants sont généralement les mêmes, qu’ils soient inhibiteurs ou facilitateurs. 

Néanmoins, les cibles de ces projections sont généralement différentes, avec respectivement 

une activation des interneurones inhibiteurs (contrôles descendants inhibiteurs) et une 

activation des interneurones excitateurs (contrôles descendants facilitateurs). Ainsi, les 

contrôles descendants inhibiteurs permettent de diminuer globalement l’activité du réseau 

sein de la corne dorsale de la ME, un phénomène associé à une analgésie (Ossipov et al., 2010). 
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Ces projections peuvent provenir de plusieurs structures supra-spinales telles que la partie 

rostroventromédiane du bulbe rachidien (RVM), le noyau du raphé ou encore le locus 

coeruleus. Les contrôles facilitateurs permettent, quant à eux, d’augmenter l’activité des 

interneurones excitateurs de la corne dorsale de la ME, il en résulte ainsi une hyperexcitabilité 

neuronale et donc une douleur (Wei et al., 2010; Ossipov et al., 2014).  

Bien que les structures impliquées dans les contrôles descendants inhibiteurs et 

facilitateurs soient similaires, il a été démontré que les cellules impliquées dans ces 

phénomènes peuvent être elles différentes. Par exemple, les cellules « ON » de la RVM, qui 

montrent une augmentation de leur activité avant un réflexe de retrait d’un membre, 

témoignant d’une douleur, seraient impliquées dans les contrôles descendants facilitateurs 

(Fields et al., 1995; Fields, 2004). Par opposition, les cellules « OFF » qui montrent une 

diminution de leur activité avant un réflexe de retrait, témoignant d’une analgésie, seraient 

impliquées dans les contrôles descendants inhibiteurs (Fields et al., 1995). Plus récemment, il 

a été montré qu’il existe une projection directe depuis l’ACC vers la ME (Chen et al., 2018). En 

effet, en utilisant une approche d'optogénétique, les auteurs ont montré que l'activation 

sélective des neurones de projection ACCME provoquait des comportements de type 

douloureux chez les animaux, alors que l'inhibition de cette voie induisait des effets 

analgésiques. Ces données montrent que la stimulation de l’ACC facilite la transmission 

excitatrice au niveau spinal, un phénomène qui peut contribuer à la mise en place de la 

douleur chronique. 

La douleur aigüe est décrite comme un système d’alerte qui favorise de la survie d’un 

organisme dans un environnement donné, cette douleur, dans le cas d’une stimulation aigüe 

s’arrête après la fin du stimulus. Néanmoins, il est possible que la douleur perdure dans le 

temps. D’après l’IASP, on parle alors de douleur chronique si la durée de la douleur est 

supérieure à 3 mois (Treede et al., 2019). Il existe différents types de douleurs chroniques 

incluant les douleurs cancéreuses, nociplastiques (fibromyalgie) ou encore inflammatoires 

(arthrites). Cependant, je ne décrirai que la douleur neuropathique dans ce manuscrit car elle 

correspond au modèle de douleur que j’ai utilisé lors de mes études. 
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C) La douleur neuropathique 

a) Définition – Prévalence – Symptômes 

La douleur neuropathique est définie comme une douleur qui résulte directement 

d'une lésion ou d’une maladie affectant le système somatosensoriel (Trouvin and Perrot, 

2019). D’après une étude épidémiologiques réalisée sur 23712 personnes en 2008, la 

prévalence de la douleur chronique dans la population Française générale est de 31,7% 

(Bouhassira et al., 2008). Parmi les personnes souffrant de douleurs chroniques, 1631 

personnes ont été diagnostiquées comme ayant une origine de type neuropathique (6,9%). 

Ces chiffres ont été récemment confirmées par une autre étude (douleur chronique : 32,7% 

et douleur neuropathique 5,55%) (Chenaf et al., 2018).  

Les douleurs neuropathiques peuvent être classifiées en des atteintes périphériques 

(névralgie du trijumeau, lésion de nerfs, polyneuropathie, radiculopathie…) ou centrale (lésion 

de la ME, du cerveau, AVC, sclérose en plaques…) (Scholz et al., 2019). Les manifestations 

cliniques des douleurs neuropathiques peuvent être de diverses formes, caractérisées par la 

combinaison de symptômes positifs (en plus) et négatifs (en moins) par rapport à une situation 

normale (Finnerup et al., 2021). Parmi les symptômes positifs, on trouve les sensations de 

brûlure, de tiraillement, de picotement, de fourmillement, d’engourdissement ou de 

démangeaisons. Les patients décrivent également des symptômes désagréables 

(dysesthésies), ou non (paresthésies) (Di Stefano et al., 2020). Les dysesthésies, peuvent être 

spontanées ou évoquées par un stimulus. Parmi ces dernières, on peut mentionner 

notamment l’allodynie et l’hyperalgésie. L’allodynie est définie comme une douleur causée 

par un stimulus qui ne provoque pas de douleur en condition normale (Loeser and Treede, 

2008). L’hyperalgésie, quant à elle, est définie comme une augmentation de la douleur 

ressentie face à un stimulus douloureux à la base (Loeser and Treede, 2008). En ce qui 

concerne les symptômes négatifs, ces derniers sont caractérisés par des déficits sensoriels 

dans les zones douloureuses (hypoesthésie, hypoalgésie) ainsi que par d’autres déficits 

(moteurs, cognitifs, etc.) selon la localisation de la lésion.  

Néanmoins, les mécanismes sous-jacents de la mise en place et du maintien de la 

douleur neuropathique restent à élucider, d’autant plus qu’il existe plusieurs types de 

douleurs neuropathiques, avec des origines différentes. Ainsi, l’utilisation de modèles 

animaux précliniques reste impérative pour clarifier les mécanismes mis en jeu. 
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Figure 9: Organismes modèles et sexe en tant que variable biologique dans l’étude de la 

douleur. 

Les rongeurs sont les organismes modèles de référence dans la recherche fondamentale sur 

la douleur, avec notamment la souris C57BL/6 et le rat Sprague Dawley (SD). Bien qu’il soit 

évident que la douleur n’est pas une expérience vécue et traitée de la même manière pour 

tout le monde, il est important de constater que la majorité des études sont encore réalisées 

chez animaux mâles (Sadler et al., 2022).  
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b) Modèles animaux 

Un modèle animal est par définition une modélisation simplifiée présentant des 

similitudes à un processus normal ou pathologique qu’on ne peut pas étudier directement 

chez l’Etre Humain, mais que l’on peut étudier dans des conditions contrôlées en laboratoire. 

Ainsi, un modèle idéal reflète les caractéristiques moléculaires, cellulaires et 

comportementales de la pathologie humaine étudiée. Il existe trois critères de validité d’un 

modèle animal : l’isomorphie, l’homologie et la prédictivité (Belzung and Lemoine, 2011). 

 Isomorphie - les symptômes du modèle animal sont identiques aux symptômes 

retrouvés dans la pathologie chez l’Homme. 

 Homologie - les causes ou les origines de la pathologie du modèle animal sont 

identiques à celles retrouvées chez l’Homme. 

 Prédictivité - la réponse aux traitement de la pathologie modélisée dans le modèle 

animal est similaire à celle de la pathologie humaine. 

La majorité des études précliniques modélisant la douleur a été réalisée sur des 

rongeurs. De plus, l'analyse des articles publiés dans la revue Pain entre 2016 et 2020 montre, 

la prévalence des souris et des rats utilisés dans les études précliniques sur la douleur a été 

relativement similaire avec chaque espèce utilisée dans environ 50% des études (Sadler et al., 

2022) (Figure 9). 

Cependant, un point extrêmement important est la considération du sexe comme 

étant une réelle variable biologique dans l’étude de la douleur chronique. En effet, bien que 

la plupart des patients souffrant de douleurs chroniques soient des femmes, les rongeurs 

mâles constituent l'organisme modèle de la recherche préclinique depuis plus d'un siècle, ce 

qui se traduit par une compréhension incomplète de l'étiologie, de la symptomatologie et du 

traitement de cette pathologie (Mogil, 2020; Shansky and Murphy, 2021).  

i. Modèles diabétiques 

La cause la plus courante de neuropathie périphérique en France est le diabète, qu’il 

soit de type 1 ou 2 (Bouhassira et al., 2013). Un défaut du transport de la leptine vers son site 

d’action au niveau du SNC est caractérisée dans ces pathologies, aboutissant à l’augmentant 

de ses concentrations périphériques (Duquenne et al., 2021). Un modèle animal de déficience 

pour la leptine (ob/ob) a été utilisé pour confirmer le rôle de cette hormone dans la mise en 
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place de la neuropathie diabétique (Maeda et al., 2009; Feldman et al., 2017). En effet, lors 

d’une lésion nerveuse périphérique, il a été montré que la leptine dérivée des adipocytes 

facilite le développement de l’allodynie mécanique chez des souris sauvages, tandis que les 

souris ob/ob ne présentent pas cet effet. L’action de cette hormone passerait par l’activation 

de son récepteur qui est exprimé par les macrophages qui en retour libéreraient des facteurs 

inflammatoires pro-nociceptifs (Maeda et al., 2009). 

ii. Le nerf sciatique et les modèles associés 

Un type de douleur neuropathique classique est la sciatique. La sciatique est une 

douleur du membre inférieur situé sur le trajet du nerf sciatique qui est généralement due à 

une compression de celui-ci. Le nerf sciatique est un nerf mixte, véhiculant à la fois des 

informations motrices et sensorielles, dont les racines prennent naissance dans les régions 

lombaires L4-L5 et sacrées S1-S2-S3 de la ME chez l’Homme. Chez les rongeurs, ce nerf innerve 

surtout les partie lombaires L4-L5-L6, même si des différences d’innervations ont été notées 

entre différentes souches de souris, de même qu’entre les souris et les rats (Rigaud et al., 

2008). Malgré ces différences, le nerf sciatique reste le plus gros nerf existant, rendant les 

interventions chirurgicales plus simples. De plus, bien que ce nerf soit unifasciculaire, celui-ci 

montre une trifurcation au niveau du genou de l’animal. Ainsi, on y distingue une séparation 

en 3 embranchements: le nerf commun péronéal, le nerf tibial et le nerf sural (Duraku et al., 

2012). Ces embranchements permettent d’innerver différentes parties des pattes arrières des 

animaux, permettant, lorsqu’on lèse deux des trois branches terminales, de mimer les 

symptômes d’une dénervation partielle du membre postérieur. Finalement, le fait que ce nerf 

innerve les pattes arrières des animaux permet de réaliser des tests nociceptifs afin de 

mesurer la sensibilité mécanique ou thermique des animaux lésés à l’aide de tests nociceptifs 

(Barrot, 2012). Pour toutes ces raisons, les études sur les douleurs neuropathiques se sont 

largement orientées vers l’utilisation de modèles murins touchant le nerf sciatique par 

compression ou par lésion (Journee et al., 2023).  

Modèle de constriction chronique du nerf sciatique (Chronic Constriction Injury – CCI) 

 L’un des modèles couramment utilisé est le CCI qui a été décrit pour la première fois 

chez le rat par Bennett et Xie en 1987 (Bennett and Xie, 1988). Ce modèle consiste à réaliser 

4 ligatures lâches séparées de 1mm autour de la branche principale du nerf sciatique, juste 

avant la trifurcation. Plus tard, le modèle a également été adapté à la souris, avec notamment 
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une caractérisation poussée du nombre de ligatures utilisées (Gopalsamy et al., 2019). Ainsi, 

ce modèle permet de mimer les symptômes d’une compression nerveuse retrouvée en 

cliniques lors de sciatiques (Koes et al., 2007). Des comportements de type douloureux 

apparaissent dès la première semaine post-opératoire, avec la mise en place d’une allodynie 

mécanique et d’une hyperalgésie thermique au chaud et au froid. Ces comportements 

disparaissent deux mois après l’intervention chirurgicale. Cependant, ce modèle a été remis 

en question à plusieurs reprises car le nombre et surtout la force des ligatures réalisées 

peuvent impacter différemment la stimulation du nerf, engendrant ainsi une variabilité 

comportementale et des résultats expérimentaux contradictoires.  

Modèle du manchon du nerf sciatique (Cuff) 

 De façon historique, le modèle du Cuff a été développé pour parer la variabilité qui a 

pu être observée dans le modèle du CCI. Comme ce dernier, le Cuff a tout d’abord été décrit 

chez le rat (Mosconi and Kruger, 1996; Pitcher et al., 1999) puis adapté à la souris (Benbouzid 

et al., 2008; Yalcin et al., 2014). Ce modèle consiste à placer un manchon en polyéthylène 

autour de la branche principale du nerf sciatique rendant en théorie la chirurgie plus 

reproductible et diminuant ainsi la variabilité interindividuelle. L’induction de la neuropathie 

permet l’apparition d’une allodynie mécanique qui perdure 3 mois ainsi qu’une hyperalgésie 

thermique au chaud durant les 3 premières semaines. De plus, ce modèle permet l’étude des 

comorbidités de type anxio-dépressives directement liées à la douleur neuropathique. En 

effet, les comportements de type anxieux et dépressifs apparaissent respectivement après 4 

semaines et 6 semaines et perdurent jusqu’à 14 et 16 semaines post-chirurgie. Une voie 

importante reliant l’amygdale basolatérale à l’ACC a ainsi été mise en évidence comme 

contribuant à l’apparition des comportements de type dépressif liés à la douleur chronique 

(Becker et al., 2023).  

 Le modèle du Cuff est censé représenter une bonne alternative au CCI, néanmoins 

plusieurs inconvénients sont également à noter dans ce modèle. En effet, la pose du manchon 

peut être une source de variabilité étant donné que le même problème de constriction du nerf 

peut être rencontré. De plus, il peut arriver que le manchon se déplace et libère le nerf, 

abolissant ainsi la compression du nerf sciatique. Finalement, la caractérisation de ce modèle 

a majoritairement été réalisée chez animaux mâles. En effet, seul un article  
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Figure 10:  Modèle de la lésion nerveuse épargnée (SNI) et innervation nerveuse de la patte 

arrière. 

La lésion nerveuse épargne (Spared Nerve Injury – SNI) est un modèle de douleur 

neuropathique qui consiste à ligaturer et sectionner deux des trois branches du nerf sciatique, 

qui prend naissance dans les étages spinaux lombaires 4-5-6. Ainsi, les branches tibial et 

commun péronéal sont ligaturées puis sectionnées tandis que la branche surale de ce nerf est 

épargnée. Une hypersensibilité mécanique se met en place suite à cette chirurgie, qui peut 

notamment être mesurée par le test des filaments de von Frey sur la patte arrière des 

animaux. Néanmoins, une attention particulière doit être accordée à l’emplacement de la 

patte arrière qui va être testée, étant donné que la branche surale n’innerve que la partie 

latérale extérieure des pattes (Duraku et al., 2012). 
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a été publié avec ce modèle en utilisant des souris femelles à l’heure actuelle (Sheehan et al., 

2021). 

Modèle de lésion nerveuse épargnée (Spared Nerve Injury - SNI) 

 La procédure expérimentale mise en place chez le rat par Decosterd et Woolf en 2000 

implique la ligature et la section de deux des trois branches du nerf sciatique (commun 

péronéal et tibial), en laissant le nerf sural intact (Decosterd and Woolf, 2000) (Figure 10). Le 

modèle a été adapté trois années plus tard à la souris par Shields et collaborateurs (Shields et 

al., 2003). Le SNI est un modèle très robuste dans la mesure où tous les animaux développent 

des comportements de type douloureux. Plus précisément, une allodynie mécanique et 

thermique au froid ainsi qu’une hyperalgésie thermique au chaud apparaissent 24h suivant 

l’intervention chirurgicale. Dans l’article princeps, les auteurs ont décrit un maintien de ces 

comportements douloureux jusqu’à 6 mois post-chirurgie (Decosterd and Woolf, 2000). 

Néanmoins, les tests nociceptifs n’avaient pas été réalisés après cette période. Plus 

récemment, une étude longitudinale a démontré que l’allodynie mécanique et thermique au 

froid induite par une SNI perdurent respectivement 18 et 12 mois chez des souris mâles tandis 

qu’elles perdurent toutes deux 24 mois chez les souris femelles (Millecamps et al., 2023). 

Cette même étude a par ailleurs montré une corrélation entre l’augmentation des 

comportements de type douloureux et la diminution de la durée de vie uniquement chez les 

souris mâles. Néanmoins, ce modèle n’est pas représentatif de ce qu’il se passe en clinique 

(hormis lors d’accident ayant provoqué une section des nerfs correspondant au modèle SNI). 

Ce dernier permet surtout, de mon point vu, d’étudier avec robustesse des mécanismes 

communs qui peuvent être retrouvés dans plusieurs modèles animaux de douleurs 

neuropathiques touchant le nerf sciatique. 

D) Caractéristiques moléculaires et cellulaires de la douleur neuropathique 

a) Inflammation périphérique  

Mastocytes  

Les mastocytes sont des cellules immunitaires principalement étudiées pour leur 

implication dans les réactions allergiques (Gilfillan et al., 2011). De nombreux articles 

décrivent une inflammation périphérique suite à une lésion du nerf sciatique (Moalem and 

Tracey, 2006; Toyoshima and Okayama, 2022). La littérature montre que les mastocytes 
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résidents autours du nerf sont à l’origine de cette inflammation périphérique suite à la lésion 

(Kaur et al., 2017). Des travaux publiés en 2003 par Zuo et collaborateurs ont mis en évidence 

une dégranulation locale des mastocytes après une lésion du nerf sciatique (Zuo et al., 2003). 

La dégranulation induit la libération de nombreux composés pro-inflammatoires (Kempuraj et 

al., 2019). L’histamine, la bradykinine ainsi que la prostaglandine E2 (PGE2), qui sont des 

composés majeurs libéré par les mastocytes lors d’une dégranulation, sont des acteurs clefs 

dans la mise en place des comportements de type douloureux en agissant notamment sur les 

fibres Aδ et C (Baron et al., 2001; Koda and Mizumura, 2002; Bandell et al., 2004). De plus, 

l’inhibition de la dégranulation des mastocytes par le cromoglycate de sodium supprime la 

mise en place de l’allodynie mécanique et de l’hyperalgésie thermique. Finalement, ce 

processus permet de recruter d’autres types de cellules immunitaires incluant les 

neurotrophiles et les macrophages au site de la lésion (Zuo et al., 2003).  

Neutrophiles  

Les neutrophiles polymorphonucléaires (ou granulocytes neutrophiles) font partie de 

l’immunité innée (Kobayashi et al., 2005). Ces cellules sont les premières qui s’infiltrent sur les 

sites de lésion nerveuse avec un pic d’infiltration à 24h post-lésion (Clatworthy et al., 1995; 

Perkins and Tracey, 2000). Ces cellules sont capables de phagocyter et de secréter des 

cytokines et chémokines pro-inflammatoires qui peuvent induire une hyperalgésie thermique 

(Levine et al., 1984; Levine et al., 1985; Levine et al., 1990; White et al., 1990). Il faut noter 

que l’action des neutrophiles semble être à son maximum dans les phases précoces de la 

lésion. En effet, une déplétion de ces cellules à 8 jours post-lésion nerveuse ne modifie pas les 

comportements de type douloureux dans un modèle de douleur neuropathique (Zuo et al., 

2003). Il semblerait ainsi que le rôle des neutrophiles polymorphonucléaires soit 

principalement de sécréter des facteurs solubles chémoattractants qui vont recruter d’autres 

types cellulaires incluant les macrophages et les lymphocytes au site de lésion (Scapini et al., 

2000; Moalem et al., 2004).  

Macrophages 

Les macrophages sont également des cellules importantes de l’immunité innée qui 

jouent un rôle critique dans l’élimination des tissus lésés et mourant au cours de cette 

dégénérescence (Bruck, 1997). Une caractéristique précoce importante liée aux lésions de 
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nerfs périphériques est la dégénérescence Wallérienne, c’est-à-dire la dégénérescence de la 

partie distale de l’axone séparée du corps cellulaire à cause de la lésion. Cette dégénérescence 

induit le recrutement rapide de macrophages 1 à 3 jours suivant la lésion (Bendszus and Stoll, 

2003; Mueller et al., 2003). Des études de déplétion de macrophages à l’aide de liposomes de 

clodronate de sodium a montré une corrélation entre l’atténuation de l’hyperalgésie 

thermique induite par une lésion nerveuse et la diminution du nombre de macrophages au 

niveau de la lésion nerveuse (Liu et al., 2000). Les macrophages sont également capables de 

communiquer avec les nocicepteurs via la sécrétion de facteurs tels que le TNFα, IL1β, IL6 ou 

encore l’IL8 (Jin and Gereau, 2006; Binshtok et al., 2008; Malsch et al., 2014). Finalement, il a 

été montré que ces facteurs solubles libérés par les macrophages peuvent recruter d’autres 

cellules immunitaires comme les lymphocytes aux sites de lésion (Mehta et al., 2018). 

Lymphocytes 

Les lymphocytes sont classés en deux sous-populations : les lymphocytes B, 

responsables de la réponse humorale (production d’anticorps faisant partie de l’immunité 

adaptative) et les lymphocytes T qui sont responsables de la réponse cellulaire cytotoxique 

(faisant partie de l’immunité innée) (LeBien and Tedder, 2008; Kumar et al., 2018). 

L’implication des lymphocytes T dans la mise en place de la neuropathie a été initialement 

proposée par une étude de Cui et collaborateurs en 2000 (Cui et al., 2000). Dans cette étude, 

les auteurs ont identifié la présence de lymphocytes T et de lymphocytes NK (Natural Killer) 

au niveau du site de lésion du nerf sciatique. Par la suite, il a été démontré que l’allodynie 

mécanique et l’hyperalgésie thermique au chaud sont abolis lorsque des rats sont rendus 

athymiques, c’est-à-dire dépourvu de lymphocytes T matures (Moalem et al., 2004). Par 

ailleurs, il a été mis en évidence une rupture de la BHE et de la barrière hémato-chordeuse 

dans les modèles de lésion nerveuses périphériques (Beggs et al., 2010; Echeverry et al., 2011; 

Cahill et al., 2014). La rupture de ces barrières, qui isolent le SNC de la périphérie, pourrait 

être à l’origine de l’infiltration des lymphocytes T dans le SNC (Cao and DeLeo, 2008; Costigan 

et al., 2009; Du et al., 2018; Gilabert et al., 2023). Cependant, ces données restent débattues 

à l’heure actuelle (Gattlen et al., 2016).  

L’ensemble des mécanismes moléculaires et cellulaires décrits ci-dessus a été proposé 

comme pouvant induire une augmentation des niveaux de Ca2+ intracellulaires des 

nocicepteurs pouvant induire in fine leur sensibilisation (Julius and Basbaum, 2001). 
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b) Sensibilisation périphérique des fibres nociceptives 

Les fibres sensorielles sont les premières à véhiculer l’information nociceptive dans le 

SNC. La modulation de leur activité électrophysiologique est donc cruciale dans les 

comportements de type douloureux. L’ensemble des phénomènes inflammatoires 

périphériques décrit précédemment induit une sensibilisation des nocicepteurs qui est définie 

comme une réduction du seuil et une augmentation de l’amplitude de la réponse suite à une 

stimulation nociceptive (Bessou and Perl, 1969; Ren and Dubner, 2010). Cette sensibilisation 

des nocicepteurs semble importante dans la mise en place de l’hyperalgésie primaire et la 

douleur inflammatoire (Hsieh et al., 2015). Celle-ci se caractérise majoritairement par une 

hypersensibilité dans la zone de lésion. Néanmoins, on observe une hypersensibilité dans des 

zones non lésées dans la douleur neuropathique, correspondant à une hyperalgésie 

secondaire (Hsieh et al., 2015). Cette dernière est liée à des phénomènes de sensibilisation 

centrale dus notamment au dérèglement de l’homéostasie neuronale du réseau nociceptif 

spinal (Campbell and Meyer, 2006). 

c) Sensibilisation centrale de la moelle épinière 

La corne dorsale de la ME est le premier relais de la transmission de l’information 

nociceptive dans le SNC avec le glutamate comme principal neurotransmetteur qui est libéré 

par les fibres afférentes. Les effets du glutamate passent principalement via une liaison sur 

des récepteurs canaux postsynaptiques incluant les récepteurs AMPA (α-amino-3-hydroxy-5- 

méthyl-4-isoxazole propionate) et kainate, avec une contribution moindre des récepteurs 

NMDA (N-méthyl-D-aspartate) (Traynelis et al., 2010). Les récepteurs NMDA servent de 

détecteur de coïncidence et sont importants pour la plasticité synaptique des synapses 

centrales (Lau and Zukin, 2007). Par conséquent, ces récepteurs jouent un rôle essentiel dans 

la plasticité synaptique des neurones de la corne dorsale de la ME, comme la potentialisation 

à long terme (LTP) (Xing et al., 2007; Li et al., 2019b). Il a été démontré que lorsque les fibres 

C sont activées de manière accrue, celles-ci induisent une sensibilisation centrale via les 

récepteurs NMDA (Woolf and Thompson, 1991). Tout d’abord, une dépolarisation neuronale 

produite par l'accumulation de potentiels post-synaptiques excitateurs (EPSP) évoqués par les 

nocicepteurs permet de lever le bloc Mg2+ des récepteurs NMDA, permettant ainsi une 

activation de ces récepteurs (Mayer et al., 1984). Ensuite, l’activation de ces récepteurs 

permet un influx de Ca2+ qui permet d’activer à son tour des canaux calciques voltage-
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dépendants ou des protéines kinases intracellulaires (Coderre and Melzack, 1992; Wei et al., 

2006; Pezet et al., 2008; Latremoliere and Woolf, 2009). Ces deux phénomènes vont participer 

à augmentation de l’excitabilité neuronale et à une facilitation de la transmission des 

informations nociceptives. De la même manière, une dépression à long-terme (LTD) des 

synapses inhibitrices a été démontrée dans le réseau spinal. Ce phénomène de LTD résulte en 

une désinhibition des neurones glutamatergiques et participe également à l’hyperactivation 

du réseau nociceptif spinal (Woolf and Salter, 2000; Ji et al., 2003; Zhuo et al., 2011). 

d) Balance excitation/inhibition et mort neuronale 

Une augmentation de la libération spontanée de glutamate a été démontrée dans la 

lamina II de la ME via des enregistrements de courants post-synaptiques excitateurs 

miniatures (mEPSC) chez des rats SNI 7 jours après la chirurgie (Inquimbert et al., 2012). En 

effet, les résultats de l’étude indiquent une augmentation de la fréquence des mEPSCs en 

condition SNI, indiquant ainsi une augmentation de l’activité pré-synaptique (donc des 

nocicepteurs). Les auteurs ont démontré que cette hyperexcitabilité était liée à l’activation 

des récepteurs métabotropes du glutamate mGluR5. L’activation pré-synaptique de ces 

récepteurs induit une augmentation de la libération du glutamate par les fibres nociceptives 

ainsi que par les interneurones excitateurs de la ME (Xie et al., 2017). Une autre hypothèse 

quant à cette hyperactivité du réseau spinal repose sur la mort des interneurones 

GABAergiques inhibiteurs de la ME par apoptose. En effet, lorsque l’activité de la caspase-3 

est inhibée après l’induction d’une SNI, cela empêche non seulement la perte d'interneurones 

GABAergiques mais aussi la réduction des courants inhibiteurs dans la ME (Scholz et al., 2005). 

D’autres résultats du même groupe montrent que cette apoptose implique les récepteurs 

NMDA des interneurones GABAergiques (Inquimbert et al., 2018). Néanmoins, le groupe 

d’Andrew Todd a également essayé de déterminer si une telle mort neuronale existait au sein 

de la ME en réalisant des marquages TUNEL (Terminal deoxynucleotidyl transferase-mediated 

biotinylated UTP nick end labeling) dans les modèles CCI et SNI mais n’ont pas réussi à 

démontrer un tel phénomène d’apoptose (Polgar et al., 2003; Polgar et al., 2004; Polgar et al., 

2005). Cependant, dans ces trois études, les auteurs ont utilisé des coupes de 60µm tandis 

que les études du groupe de Scholz ont utilisé des coupes plus fines (10µm), ce qui pourrait 

expliquer de telles différences. Finalement, récemment l’équipe de Yves De Koninck, dans le 

modèle de Cuff chez la souris, a montré que la balance excitation/inhibition penchait 
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fortement vers l’excitation du fait d’une plus grande dégradation des synapses GABAergiques 

par les microglies (Yousefpour et al., 2023). 

e) Atteintes supra-spinales 

Dans les modèles de douleurs neuropathiques lésant le nerf sciatique, certaines 

structures supra-spinales présentent des modifications physiologiques (Fiore and Austin, 

2016; Dubovy et al., 2018). En effet, l’activité des neurones de certaines structures du tronc 

cérébral comme la PAG, la RVM ou le noyau parabrachial est altérée (Morgado et al., 2010; 

Leong et al., 2011; Du et al., 2013; Uddin et al., 2018; Su et al., 2023). Il a été montré qu’il 

existe une augmentation de l’expression du marqueur c-fos (marqueur d’activité neuronale) 

dans la PAG dans un modèle de neuropathie diabétique (Morgado et al., 2010). De plus, une 

augmentation de la fréquence des PA et des EPSC spontanés des neurones de la partie 

ventrolatérale de cette structure a été observée dans le modèle CCI (Du et al., 2013). Un tel 

phénomène résulterait d’une augmentation de l’expression des protéines-canaux activés par 

l'hyperpolarisation et modulées par les nucléotides cycliques (HCN1 et HCN2). En ce qui 

concerne la RVM, une étude utilisant le modèle de ligature a montré une apoptose des cellules 

OFF, penchant ainsi vers une facilitation des messages nociceptifs (Leong et al., 2011). 

Finalement, des travaux utilisant le modèle CCI ont rapporté que les neurones du noyau 

parabrachial possédaient une activité électrique amplifiée en réponse à des stimuli nociceptifs 

(Uddin et al., 2018). 

En plus des atteintes neuronales décrites précédemment, certaines structures supra-

spinales présentent des caractéristiques neuroinflammatoires en conditions neuropathiques 

(Fiore and Austin, 2016). En effet, trois semaines après un CCI, la PAG ainsi que la RVM 

présentent une augmentation des marqueurs de réactivité microgliale (Iba1) et astrocytaire 

(GFAP) (Dubovy et al., 2018). De façon intéressante ces marqueurs de réactivité apparaissent 

de manière bilatérale, indépendamment du côté de la patte lésée. Une augmentation des taux 

de CCL2 (Chemokine (C-C motif) ligand 2) astrocytaire, un facteur soluble pouvant induire une 

hypersensibilité mécanique, a également été observé dans la PAG (Gao et al., 2009; Jung et 

al., 2009; Gao and Ji, 2010). 

f) Inflammation centrale 

Bien qu’une augmentation de l’activation des cellules immunitaires et des niveaux des 

cytokines pro-inflammatoires apparaisse en périphérie, il existe des phénomènes similaires au  
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Figure 11: Profil d’expression des marqueurs de réactivité microgliale et astrocytaire dans la 

corne dorsale de la ME. 

Le profil d’expression de (A) OX-42 (Cd11b) et de la (B) GFAP a été évalué dans la corne dorsale 

de la ME chez des rats dans un modèle de douleur neuropathique induite par la ligature du 

nerf sciatique. Suite à la chirurgie, il existe une rapide augmentation de la fluorescence pour 

OX-42 à partir de J7 du côté ipsilatéral à la chirurgie, ce qui est un signe de réactivité 

microgliale. Le pic de l’intensité de fluorescence de cette protéine est observé à J14 après la 

chirurgie. En ce qui concerne les astrocytes, l’intensité de de fluorescence de la GFAP 

augmente à J14 post-chirurgie et continue de croitre jusqu’à J150 (Zhang et De Koninck, 2006). 

Ainsi, il se pourrait que la réactivité microgliale soit responsable de l’induction de la douleur, 

tandis que les astrocytes contribueraient au maintien de cette dernière (Donnelly et al., 2020). 
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sein du SNC. Ainsi, il a été noté une augmentation des quantités de certaines cytokines pro-

inflammatoires (TNFα, IL1β, IL1α, IL6, IL8, IL10, IL18), ainsi que des protéines du complément 

(C1q, C3, C4, C5) au niveau de la ME ou du cerveau (PAG, Amygdale, cortex préfrontal…) dans 

plusieurs modèles de douleur neuropathique (Griffin et al., 2007; Fiore and Austin, 2016). Les 

principaux acteurs cellulaires au centre de cette neuroinflammation apparaissent comme 

étant les microglies et les astrocytes (Ji et al., 2014; Salter and Stevens, 2017; Inoue and Tsuda, 

2018; Li et al., 2019a; Cheng et al., 2022; Lu and Gao, 2023). 

Microglies 

Une augmentation du nombre de cellules non-neuronales, plus tard décrites comme 

des microglies, a été observée dans les années 70 du côté ipsilatéral dans la corne dorsale de 

la ME suite à des lésions nerveuses du nerf sciatique (Gilmore, 1975; Gilmore and Skinner, 

1979). Par la suite, une corrélation entre l’activation microgliale et les comportements de 

types douloureux a été mise en évidence (Raghavendra et al., 2003). Les changements 

physiopathologiques liés aux microglies ont de ce fait été largement étudiés dans les modèles 

de lésion du nerf sciatique (Beggs and Salter, 2007; Miyamoto et al., 2017; Xu et al., 2017). Il 

en résulte la prolifération de ces cellules non seulement dans la région lombaire de la ME, 

mais également dans des structures supra-spinales telles que l’ACC ou le cortex frontal. De 

manière intéressante, il semble que l’activation des microglies spinales requiert une 

augmentation de l’activité des fibres Aδ et C (Hathway et al., 2009; Xie et al., 2009). De plus, 

l’activation directe des microglies de la corne dorsale de la ME par optogénétique chez la 

souris induit leur prolifération, la libération de cytokines pro-inflammatoires et l’apparition de 

comportements de type douloureux de longue durée (1 semaine) (Yi et al., 2021). De très 

nombreux mécanismes ont été montrés comme impliquant les microglies dans la douleur 

neuropathique incluant la libération de cytokines pro-inflammatoires ou la dégradation de la 

matrice extracellulaire autour des neurones de projection spino-parabrachiaux de la lamina I 

de la ME (Tansley et al., 2022b). Néanmoins, le pic d’activation microgliale est à son maximum 

les deux premières semaines dans la SNI, tandis que la douleur persiste plus d’un an après la 

chirurgie (Kobiela Ketz et al., 2017; Millecamps et al., 2023). Il semblerait donc suite à la lésion 

d’un nerf périphérique, les microglies induisent l’état douloureux tandis que les d’autres types 

cellulaires, tels que les astrocytes, prennent le relais pour maintenir cet état douloureux au 

cours du temps (Figure 11) (Donnelly et al., 2020).  
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Astrocytes 

Une étude longitudinale utilisant un modèle CCI a montré que l’immunomarquage 

GFAP des astrocytes dans les cornes dorsales et ventrales de la ME est plus importante à partir 

de 14 jours post-chirurgie et reste à son pic jusqu’à 5 mois (Zhang and De Koninck, 2006). Une 

autre étude a également montré que le marquage GFAP dans la corne dorsale de la ME reste 

prononcé jusqu’à 9 mois post-chirurgie (Gwak et al., 2012). L’ensemble de ces études 

histologiques suggèrent que, d’un point de vu temporel, les astrocytes jouent probablement 

un rôle important dans le maintien de la douleur au cours du temps. L’équipe de Ru-Rong Ji a 

été l’une des première à identifier un lien direct entre les astrocytes et la douleur 

neuropathique (Zhuang et al., 2006). Dans leur étude, les auteurs ont montré que l’activation 

de la kinase N-Terminale c-Jun (JNK) dans les astrocytes de la ME contribue de façon 

importante à la persistance de l’allodynie mécanique dans un modèle de ligature du nerf 

sciatique (Zhuang et al., 2006). De plus, l’allodynie mécanique est abolie par la déplétion des 

astrocytes suite à l’injection d’une toxine ciblant ces cellules (L-α-aminoadipate). Plus 

récemment, Nam et collaborateurs ont montré que l’activation directe des astrocytes de la 

corne dorsale de la ME par optogénétique induit une hypersensibilité mécanique (Nam et al., 

2016). En effet, les astrocytes stimulés secrètent de l’ATP qui induit la désinhibition des 

neurones de projection de la Lamina I dont l’activité accrue a déjà été reliée à des 

comportements de type douloureux (Tansley et al., 2022b). 

Bien que les études fondamentales et précliniques aient mis en lumière de nombreux 

mécanismes moléculaires, cellulaires et anatomiques impliqués dans la douleur 

neuropathique, il existe aujourd’hui peu de solutions permettant de la soulager. Les 

traitements de première intention reposent principalement sur l’utilisation d’agents 

pharmacologiques. Nous retrouvons ainsi en tête de liste les antidépresseurs, les 

anticonvulsivants, ainsi que les opiacées, incluant la morphine, pour soulager les douleurs 

modérées à sévère. Selon l’Agence nationale de sécurité du médicament et des produits de 

santé, la morphine est l’opiacé fort le plus utilisé en Europe, suivie de près par l’oxycodone. 

En effet, elle représente 50% de la consommation d’opiacé en milieu hospitalier en 2017 

(ANSM, 2019). 
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Conclusion sur la douleur 

La douleur aigue est un mécanisme d’alerte nécessaire pour la survie d’un organisme, qui 

est censée disparaitre après la stimulation douloureuse. Dans certains cas, la douleur 

persiste au cours du temps, on parle alors de douleur chronique lorsque la durée dépasse 

les 3 mois. La douleur chronique peut être subdivisée en plusieurs catégories, dont fait 

partie la douleur neuropathique. La douleur neuropathique résulte directement d'une 

lésion ou d’une maladie affectant le système somatosensoriel. 

Afin de révéler les mécanismes sous-jacents à l’origine des douleurs neuropathiques, les 

chercheurs travaillent avec des modèles animaux qui touchent pour la plupart le nerf 

sciatique. Ainsi, différents articles scientifiques ont mis en lumière un rôle crucial de la 

neuroinflammation médiée par les microglies et les astrocytes au sein de la ME ou encore 

dans des structures supra-spinales. 
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Partie 3 : Morphine 

A) Découverte et historique de la caractérisation 

Les préparations à base de pavot à opium sont utilisées depuis plusieurs millénaires 

pour soulager la douleur. Mais ce n’est qu’en 1804 que Friedrich Wilhelm Sertürner isola l’une 

des molécules analgésiques contenues dans l’opium (Sertürner, 1806). La purification a été 

réalisée via une précipitation à l’ammoniac et la morphine a été solubilisée dans de l’eau 

acidifiée, car c’est une base faible. Par la suite, Sertürner a administré la substance isolée à 

des souris, des rats, des chats, des chiens ainsi qu’à lui-même pour tester les effets de cette 

substance. Du fait de ses effets sédatifs, ce composé fut nommé morphium (morphine) en 

référence à Morphée, le dieu des rêves de la Grèce antique. En 1819, l’apothicaire allemand 

C.F. Wilhelm Meissner identifia le « type » de la substance isolée par Sertürner et la nomma 

« alcaloïde », terme qui caractérise les molécules basiques d’origine végétale (Meissner, 

1819). Plus tard, Auguste Laurent réussit à former des sels de morphine en séchant la 

préparation et caractérisa la formule chimique brute de cette molécule : C17H19NO3 (Levitt, 

2021). Encore aujourd’hui, la morphine reste la molécule analgésique de référence pour 

soulager la douleur sévère en milieu clinique malgré ses nombreux effets secondaires.  

B) Effets analgésiques de la morphine 

a) Système opioïde 

Les effets analgésiques de la morphine reposent sur son interaction avec le système 

opioïdergique endogène qui est composé de peptides opioïdes activant des récepteurs 

opioïdes. Il existe trois famille de peptides opioïdes : les endorphines, les enképhalines ainsi 

que les dynorphines. Ces peptides dérivent respectivement de la prépro-opiomélanocortine, 

prépro-enképhaline et de la prépro-dynorphine, bien que la Leu-enképhaline peut également 

être synthétisée à partir de la prépro-dynorphine (Corder et al., 2018). Les peptides opioïdes 

contiennent un motif commun Tyr-Gly-Gly-Phe amino-terminal et lient les récepteurs opioïdes 

mu (MOR), delta (DOR) et kappa (KOR) (Abrimian et al., 2021). Les récepteurs opioïdes sont 

des récepteurs à sept domaines transmembranaires couplés à une protéine Gi de classe A (Al-

Hasani and Bruchas, 2011). Ces trois récepteurs opioïdes possèdent une homologie de 60% au 

niveau de leur séquence en acide aminés, allant jusqu’à 90% d’homologie pour les séquences 

des boucles intracellulaires tandis que les séquences des parties N-terminales, des boucles 
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Figure 12: Les récepteurs de la morphine et les voies intracellulaires associées suite à une 

activation. 

(A) Les effets de la morphine proviennent de sa liaison aux récepteurs opioïdes Mu (MOR), 

Delta (DOR) et Kappa (KOR). Néanmoins, l’affinité la plus élevée de cette molécule est décrite 

pour le MOR sur des homogénats de cerveaux (Chen et al., 1991 ; Ben Haddou et al., 2014) ou 

en culture cellulaire (Miyazaki et al., 2017). (B) Suite à l’activation du MOR par la morphine, 

un changement de conformation du récepteur va permettre la dissociation des sous-unités α 

et βγ de la protéine Gi. Ces dernières vont respectivement inhiber l’adénylate cyclase (AC) et 

induire des courants potassiques sortant ainsi qu’une inhibition des courants calciques 

entrant. L’ensemble de ces mécanismes induit in fine une hyperpolarisation neuronale.  
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extracellulaires et C-terminales diffèrent le plus (20-30% d’homologie) (Pasternak and Pan, 

2013). En ce qui concerne la morphine, elle se lie et active majoritairement le MOR du fait de 

sa forte affinité (1-10 nM selon les études) et minoritairement aux autres récepteurs opioïdes 

(DOR : 4300nM et KOR : 118nM) (Chen et al., 1991; Ben Haddou et al., 2014; Miyazaki et al., 

2017) (Figure 12). Suite à la liaison de la morphine au MOR, un changement de conformation 

du récepteur permet l’échange d’une guanidine diphosphate (GDP) pour une guanidine 

triphosphate (GTP). Ensuite, la dissociation des sous-unités Gα et Gβγ induit différentes voies 

de signalisations (Al-Hasani and Bruchas, 2011; Corder et al., 2018). Ainsi, la sous-unité Gα va 

inhiber la voie de l’adénylate cyclase (AC), diminuant alors les niveaux d’AMPc intracellulaires. 

De son côté, la sous unité Gβγ va d’une part inhiber des canaux calciques voltage-dépendants 

pré-synaptiques (diminuant la libération vésiculaire de neurotransmetteurs), mais également 

activer des canaux potassiques rectifiant entrant au niveau post-synaptique induisant alors un 

efflux de potassium et aboutissant à une hyperpolarisation neuronale.  

 

b) Bases cellulaires de l’effet analgésique de la morphine 

L’effet analgésique de la morphine dépend du MOR dans la mesure où des souris 

déficientes pour ce récepteur ne montrent aucune analgésie morphinique (Matthes et al., 

1996). Le MOR est largement exprimé dans l’organisme, que ce soit au niveau périphérique 

ou central (Stein et al., 1995; Rachinger-Adam et al., 2011; Erbs et al., 2015; Farmer et al., 

2019; Kibaly et al., 2019). En effet, ces récepteurs sont exprimés au niveau des terminaisons 

libres des nocicepteurs, ainsi qu’au niveau du SNC, notamment dans des structures clefs des 

contrôles descendants de la douleur telles que la PAG et la RVM. En plus des neurones, les 

microglies et les astrocytes expriment également le MOR bien que leur rôle ne soit pour le 

moment pas bien caractérisé. Finalement, l’expression de ce récepteur a également été 

décrite au sein de la ME (Kline and Wiley, 2008). 
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Figure 13: Sites d’actions de la morphine permettant une analgésie. 

Afin d’induire une analgésie, la morphine agit à plusieurs niveaux du système nerveux. En 

effet, les MORs sont exprimés sur terminaisons périphériques des neurones sensoriels qui 

détectent les informations nociceptives. Une fois activés par un stimulus nociceptif, un 

potentiel d’action est généré dans ces neurones et la morphine. En se liant au MOR, la 

morphine est capable d’inhiber cette activation. La morphine peut également agir au niveau 

du site de transmission de l’information nociceptive au sein de la corne dorsale de la ME en 

agissant sur les MORs exprimés au niveau pré-synaptique par les terminaisons des fibres 

nociceptives et au niveau post-synaptique dans les neurones de 2nd ordre. Finalement, la 

morphine peut agir sur des structures supra-spinales telles que la PAG ou la RVM qui 

appartiennent aux contrôles descendants de la douleur. Globalement, la morphine favorise 

l’activité des cellules OFF de la RVM qui sont responsables d’une analgésie lors qu’elles sont 

activées. 
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L’ensemble de ces données suggère que l’effet analgésique de la morphine dépend de 

son action périphérique et centrale (Figure 13). 

i. Effet périphériques 

La morphine peut directement agir sur les fibres afférentes primaires au niveau de la 

ME. Néanmoins, il a également été montré que les terminaisons périphériques des fibres 

sensorielles, ainsi que leurs corps cellulaires dans les DRG, expriment le MOR (Stander et al., 

2002; Stein and Lang, 2009; Moy et al., 2020). Ainsi, une injection locale de morphine dans la 

patte d’animaux ayant une hypersensibilité thermique produit un effet antinociceptif (Ferreira 

and Nakamura, 1979). Ce résultat a été confirmé en utilisant du Lopéramide, un agoniste des 

MORs qui ne traverse pas la BHE et dont l’action est restreinte à la périphérie (DeHaven-

Hudkins et al., 1999). Cependant, ces résultats sont remis en cause dans la littérature dans la 

mesure où la délétion conditionnelle du MOR dans les nocicepteurs ne change pas l’effet 

analgésique de la morphine (Weibel et al., 2013; Corder et al., 2017). Une autre hypothèse de 

l’effet analgésique périphérique de la morphine est une action sur les cellules immunitaires 

(Eisenstein, 2019). En effet, une augmentation des cellules immunitaires positives pour le 

MOR a été observée au niveau des sites d’inflammation périphériques (Stein et al., 1996; Likar 

et al., 2004). Ces cellules pourraient alors être à l’origine de l’effet analgésique local de la 

morphine dans la mesure où certaines cellules immunitaires synthétisent les opioïdes 

endogènes en conditions inflammatoires ou lorsqu’elles sont stimulées avec des opioïdes 

exogènes (Celik et al., 2016). 

ii. Effet dans la ME 

Au niveau de la moelle épinière, la morphine est capable d’inhiber directement 

l’activation des neurones de la corne dorsale qui répondent à une stimulation nociceptive 

(Aimone and Yaksh, 1989). De plus, la morphine peut réguler de manière présynaptique la 

libération de Substance P par les fibres afférentes primaires (Aimone and Yaksh, 1989). En plus 

des fibres afférentes, il a été montré que l’activation du MOR par le DAMGO ([D-Ala2, N-

MePhe4, Gly-ol]-enkephalin), un agoniste synthétique, diminue l’activité des interneurones 

excitateurs de la corne dorsale de la ME (Kohno et al., 1999). En effet, une diminution des 

EPSCs, ainsi que des EPSPs spontanés, a été observée suite à une stimulation électrique des 

racines dorsales, qui permet de mimer une stimulation nociceptive. La morphine inhibe 

également l’activation des neurones de projection spinoparabrachial lors d’une stimulation 
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nociceptive (Jasmin et al., 1994). Les auteurs ont d’abord réalisé un marquage rétrograde avec 

du fluorogold dans le noyau parabrachial. Les animaux ont ensuite été injecté soit avec une 

solution saline, soit avec de la morphine à 5 ou 30mg/kg par voie sous-cutanée. Puis, une 

injection de formaline induisant une douleur inflammatoire est réalisée dans la patte. Suite à 

cela, l’expression de c-Fos des neurones dans la lamina I de la ME indique que les neurones 

spinoparabrachiaux expriment moins c-Fos chez les animaux injectés à la morphine par 

rapport à ceux traités avec la solution saline. Finalement, l’injection de dermorphine-saporine, 

qui induit sélectivement la mort des neurones exprimant le MOR, diminue l’effet anti-

nociceptif de la morphine suite à son injection périphérique ou intrathécale (Kline and Wiley, 

2008). 

iii. Effets supra-spinaux 

La morphine agit également dans le SNC pour induire son effet analgésique, 

notamment au sein de la PAG. En effet, une micro-injection de morphine dans cette structure 

induit une forte analgésie (Yaksh et al., 1976; Moreau and Fields, 1986). En condition 

physiologique, il existe des interneurones inhibiteurs GABAergiques qui expriment le MOR et 

qui inhibent de manière tonique les neurones de projection PAGRVM (Depaulis et al., 1987; 

Osborne et al., 1996). En présence de morphine, une désinhibition de ces neurones de 

projection se met en place via une inhibition des interneurones GABAergiques (Bobeck et al., 

2014). Il en résulte alors une diminution des niveaux de GABA extracellulaires et une 

augmentation de l’activité des neurones de projection (Stiller et al., 1996). Des études 

récentes soutiennent l'hypothèse selon laquelle la projection PAGRVM est un contributeur 

principal de l’analgésie induite par les opioïdes (Samineni et al., 2017). En utilisant une 

approche chémogénétique, les auteurs ont démontré que l'inhibition des neurones 

GABAergiques ou l'activation des neurones glutamatergiques dans le PAG induit une 

antinociception chez la souris. Cependant, il existe des résultats conflictuels quant à la nature 

des projections de la PAG vers les cellules ON et OFF de la RVM. Des études menées sur des 

souris exprimant la GAD67-GFP (glutamate décarboxylase 67 couplée à la protéine 

fluorescente verte), un marqueur des neurones GABAergiques, montrent que les neurones de 

projection de la PAG (marqués de façon rétrograde) ne colocalisent pas avec la GAD67, ce qui 

suggère que la projection issue de la PAG est glutamatergique (Park et al., 2010). En revanche, 

des résultats chez le rat démontrent que les neurones de projections sont des neurones 
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GABAergiques et glutamatergiques (Morgan et al., 2008). Cette étude suggère que les 

neurones de projection GABAergiques projettent vers les cellules ON de la RVM, alors que les 

neurones de projection glutamatergiques projettent plutôt sur les cellule OFF (Morgan et al., 

2008). Malgré tout, les études soutiennent de manière générale une inhibition opioïdergique 

de la libération de GABA par les interneurones dans la PAG, désinhibant ainsi les projections 

de glutamatergiques vers les cellules OFF de la RVM. Étant donné que les cellules OFF de la 

RVM sont GABAergiques, elles inhibent à leur tour les informations nociceptives dans la corne 

dorsale de la ME via des projections directes dans cette structure (Moreau and Fields, 1986; 

Fields et al., 1995; Fields, 2004; Morgan et al., 2008). 

c) Effets dans la douleur neuropathique 

Une récente méta-analyse a été réalisée sur cinq études cliniques randomisées, en 

double aveugle et avec des périodes de traitement de morphine de quatre à sept semaines 

(Cooper et al., 2017). Cette étude conclut qu’il n'y avait pas suffisamment de preuves pour 

soutenir l'idée que la morphine soit efficace dans le traitement de la douleur neuropathique. 

De plus, des effets indésirables ont été rapportés plus fréquemment avec la morphine 

comparée au placebo. L’effet analgésique de la morphine dans les modèles animaux de 

douleurs neuropathiques ont, quant à eux, largement été étudiés. Une majorité d’articles 

montre que l’effet analgésique de cette molécule sont diminués dans ces modèles (Lee et al., 

1995; Ossipov et al., 1995b; Ossipov et al., 1995a; Erichsen and Blackburn-Munro, 2002; 

Rashid et al., 2004; Hashemzaei et al., 2017). Une hypothèse pouvant expliquer ce phénomène 

est la diminution de l’expression du MOR (Li et al., 2023). En effet, dans un modèle de ligature 

du nerf sciatique, il a été démontré qu’il existe une diminution des quantités de l’ARNm du 

MOR dans les DRG 7j après la chirurgie (Lee et al., 2011). Ces résultats ont été confirmés dans 

ce même modèle ainsi que dans les modèles de SNI et de CCI (Zhang et al., 1998; Kohno et al., 

2005; Obara et al., 2010). Des résultats similaires ont été observés également dans la ME et 

certaines structures supra-spinales (Porreca et al., 1998; Kohno et al., 2005; Rojewska et al., 

2018; Thompson et al., 2018; Costa et al., 2019). Une hypothèse concernant la diminution de 

l’expression ce récepteur est l’augmentation des enzymes de méthylation de l’ADN. La 

méthylation de l’ADN est une modification épigénétique initiée par des enzymes appelées 

Dnmt (DNA Methyltransferases) qui inhibent la transcription des gènes (Moore et al., 2013). 

Ainsi, il existe une augmentation de l’expression des Dnmt et de la méthylation des gènes 
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codant pour l’expression du MOR dans les modèles de douleur neuropathique, ce qui pourrait 

expliquer pourquoi ce récepteur est moins exprimé lors de lésions nerveuses (Zhou et al., 

2014; Zhang et al., 2016; Sun et al., 2017a).  

De mon point de vue, il est impossible d’expliquer pourquoi la morphine a des effets 

réduits durant une neuropathie en ne se concentrant uniquement sur un mécanisme alors 

que les effets de cette molécule dépendent de nombreux facteurs. Le dernier paragraphe que 

vous venez de lire, a été rédigé avec un point de vue totalement pharmacodynamique. 

Néanmoins, la pharmacocinétique, qui regroupe plusieurs processus biochimiques comme le 

métabolisme, est également une composante extrêmement importante à prendre en compte 

lorsqu’on étudie les effets d’une molécule (Staahl et al., 2008; Rizk et al., 2017; Palmer et al., 

2022). 

C) Métabolisme 

Une fois administrée, la morphine va subir plusieurs processus biochimiques qui vont 

permettre à l’organisme de l’éliminer. C’est ce qu’on appelle l’ADME ou Absorption, 

Distribution, Métabolisme et Excrétion (Doogue and Polasek, 2013). Notre équipe s’intéresse 

plus particulièrement au métabolisme, c’est-à-dire au mécanisme qui va permettre la 

dégradation ainsi que l’inactivation de la morphine. Celle-ci est majoritairement métabolisée 

dans le foie, ainsi que dans d’autres organes incluant les reins, les intestins ou encore le SNC 

(Andersen et al., 2003; De Gregori et al., 2012; Laux-Biehlmann et al., 2013; Gabel et al., 2022). 
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Figure 14: Métabolisme de la morphine. 

Après administration de morphine, celle-ci est éliminée par l’organisme pour maintenir son 

intégrité. Cette élimination met en jeu un processus biochimique appelé métabolisme. Pour 

ce faire, la morphine est transportée dans les cellules puis dans le lumen du réticulum 

endoplasmique (ER) pour y être glucuronidée par des enzymes appelées UGTs. Le groupement 

glucuronide provient d’une molécule de UDP-Acide Glucuronique (UDPGA). Chez l’être 

humain, la morphine peut être glucuronidée en position 3 ou 6 générant ainsi de la morphine-

3-glucuronide (M3G) ou de la morphine-6-glucuronide (M6G). Une fois les métabolites 

formés, ces derniers sont transportés hors de la cellule, puis ils rejoignent la circulation 

sanguine afin d’atteindre par les reins pour être éliminés dans les urines (Gabel et al., 2022).  
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Une fois présente dans les organes cités ci-dessus, la morphine entre dans les cellules 

capables de la métaboliser via des transporteurs d’influx appelés OCT (Organic cation 

transporter) 1 et 2, ainsi que potentiellement l’OATP2B1 (Organic anion transporting 

polypeptide 2B1 ; (Tzvetkov et al., 2013; Yang et al., 2016; Meyer et al., 2019; Imaoka et al., 

2021) (Figure 14). Puis, la morphine traverse la membrane du réticulum endoplasmique lisse 

(REL) afin d’atteindre son lumen pour y être métabolisée par des enzymes appelées UGTs 

(Uridine 5'-diphospho-glucuronosyltransferases (UGTs ; (Meech et al., 2019).  

a) Les UGTs : enzymes de métabolisme de la morphine 

Les UGTs sont des glycoprotéines transmembranaires composées d’environ 550 acides 

aminés (environ 55 kDa) situées dans le REL. Plus précisément, la majeure partie de ces 

enzymes se trouve dans le lumen du REL et seulement 20 acides aminés de la protéine se 

trouvent dans le cytosol, avec un motif di-lysine (KK) responsable de leur rétention à la 

membrane du REL  (Jackson et al., 1990). La partie luminale amino-terminale de la protéine 

porte le domaine de liaison aux substrats (e.g., la morphine), tandis que la partie carboxy-

terminale lie le co-substrat UDPGA (UDP-acide glucuronide) qui est le donneur du groupement 

glucuronide (Meech et al., 2019). La glucuronidation nécessite que la morphine et l'UDPGA 

soient tous les deux transportés à l'intérieur du REL. Bien que le transport de l'UDPGA repose 

sur plusieurs transporteurs tels que l'UGTrel7 ou UGTrel1 (UDP-galactose-transporter-related 

protein 7 ou 1), le transporteur de la morphine vers le REL n’est pas identifié à ce jour 

(Muraoka et al., 2001; Rowland et al., 2015; Ondo et al., 2020).  

Les UGTs sont une superfamille d'enzymes qui est divisée en deux groupes : UGT1A et 

UGT2B (Meech et al., 2019). Cette nomenclature vient du faire qu’il existe un gène unique 

codant pour les UGT1A, alors que plusieurs gènes codent pour les UGT2B (Mackenzie et al., 

2005; Girard et al., 2007; Bellemare et al., 2010; Rouleau et al., 2013; Rouleau et al., 2014). Le 

gène codant pour les UGT1A se trouve sur le chromosome 2 et comporte 5 exons. L’exon 1 

subit un épissage alternatif, tandis que les exons 2 à 5 restent communs à tous les UGT1A. 

L’épissage alternatif de l’exon 1 génère 9 variants (UGT1A1, 1A3 à 1A10). Parmi l’ensemble 

des UGTs, seules les UGT1A1, 1A3, 1A6, 1A8, 2B1, 2B7 et 2B36 sont impliquées dans la 

glucuronidation de la morphine (Riedy et al., 2000).  
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Figure 15: Métabolisme de la morphine chez l’Etre Humain et la souris. 

Bien que le métabolisme de la morphine suit un mécanisme commun chez l’Etre Humain et 

les souris, il existe des différences métaboliques. (A) En effet, la morphine est métabolisée en 

M3G (90%) et en M6G (10%) chez les Etres Humains (B) alors qu’on ne retrouve que la M3G 

chez la souris. Ces différences s’expliquent notamment par l’absence de l’UGT2B7 chez la 

souris. 
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b) La glucuronidation de la morphine 

La glucuronidation, une voie métabolique de phase II bien décrite, est un processus 

biochimique permettant de conjuguer un groupement glucuronide sur un substrat (Yang et 

al., 2017). Cette réaction enzymatique est retrouvée, non seulement chez les animaux, mais 

également dans les plantes (Nagashima et al., 2000; Sawada et al., 2005). Le but final de cette 

réaction enzymatique est d’inactiver des molécules et d’augmenter leur hydrophilicité afin de 

faciliter leur élimination par l’organisme. Chez les animaux, cette élimination se fait 

majoritairement par les urines, bien que des études aient montré qu’une élimination biliaire 

peut également avoir lieu. De manière intéressante, cette réaction enzymatique ne concerne 

pas uniquement les composés exogènes, mais aussi des molécules endogènes incluant la 

bilirubine, des hormones stéroïdiennes ou encore des neurotransmetteurs (dopamine, 

sérotonine…) (Krishnaswamy et al., 2003; Itaaho et al., 2009). Par ailleurs, l’importance 

physiologique de ce processus a été mis en évidence par une mutation induisant une 

déficience génétique de l’UGT1A1 qui conduit au syndrome de Gilbert qui est caractérisée par 

une hyperbilirubinémie (Debinski et al., 1996). 

Dans le cas de la morphine, la glucuronidation a lieu en position carbone-3 ou carbone-

6 générant ainsi deux métabolites principaux que sont la M3G (Morphine-3-glucuronide ≈90% 

de la morphine conjuguée) et la M6G (Morphine-6-glucuronide ≈10% de la morphine 

conjuguée ; Figure 15). Il existe également d’autres métabolites minoritaires (<5%) incluant la 

normorphine, la morphine-6-sulfate ou encore la morphine-3,6-diglucuronide (Laux-

Biehlmann et al., 2013). La morphine est également éliminée sous forme intacte directement 

via les urines (≈10%) du fait de son hydrophillicité élevée (Yeh, 1975).  

Finalement, une fois la morphine transformée en M3G ou en M6G, ces métabolites 

sont transférés dans le cytosol depuis le REL via des transporteurs d’efflux inconnus à ce jour. 

Puis, un transport hors la cellule se fait via les MRP2 et MRP3 (Multidrug resistance-associated 

proteins ;(Zelcer et al., 2005; Lloret-Linares et al., 2016). Ce métabolisme se fait 

majoritairement dans les hépatocytes dans lesquels les MRP2 et MRP3 sont exprimés dans le 

pôle basolatéral de ces cellules, proche des cellules endothéliales formant les vaisseaux 

sanguins. Ainsi, la M3G et la M6G sont libérées dans la circulation sanguine via les cellules 

endothéliales (Xie et al., 2000). De la circulation sanguine, ces métabolites atteignent ensuite 

les reins pour y être excrétés dans l'urine. Néanmoins, une glucuronidation extra-hépatique, 
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en particulier dans le SNC a également été décrite (Raoof et al., 1996; Liu et al., 2019; Gabel 

et al., 2023). 

c) Glucuronidation dans le cerveau 

Le cerveau fait partie des organes décrit comme pouvant glucuronider certains 

composés exogènes. Benzi et collaborateurs ont été parmi les premiers à décrire un tel 

phénomène en 1967 (Benzi et al., 1967). En effet, des cerveaux de chiens et de babouins ont 

été utilisés durant ces expériences afin d’évaluer le métabolisme de certains composés 

comme l’oxazepam. Ainsi, une glucuronidation de ce composé a été observée dans les deux 

espèces étudiées, ouvrant la voie à l’étude du métabolisme central d’autres molécules dont 

le site d’action principal se trouve être dans le SNC. Plus tard, la glucuronidation de la 

morphine en M3G a été montrée dans le cortex, la PAG, le cervelet et la moelle allongée sur 

des tissus post-mortem de patients cancéreux (Wahlstrom et al., 1988). De plus, King et 

collaborateurs ont décrit en 1999 l’expression de l’UGT1A6 et de l’UGT2B7 dans le cervelet 

humain ainsi qu’une glucuronidation générant de la M3G sur des microsomes cérébraux 

(fraction de REL purifiée contenant entre autre les UGTs) (King et al., 1999). Par la suite, 

l’expression des UGTs a été démontrée à plusieurs reprises dans des cerveaux de souris, rats 

et humains avec des études fonctionnelles démontrant pour certaines un métabolisme de la 

morphine en M3G (Suleman et al., 1998; Buckley and Klaassen, 2007; Sakakibara et al., 2016b). 

La présence et l’activité des UGTs au sein du SNC n’étant plus à prouver, la prochaine 

étape a été de caractériser les cellules exprimant ces enzymes et étant à l’origine de cette 

réaction enzymatique. La présence de ces enzymes a été d’abord montrée sur des fractions 

de neurones et d’astrocytes purifiées par Suleman et collaborateurs en 1998 (Suleman et al., 

1998). L’expression des UGTs et plus particulièrement de l’UGT1A6, a été confirmée plus tard 

dans les neurones, notamment dans les cellules de Purkinje du cervelet, ainsi que les neurones 

pyramidaux de l’hippocampe, via une approche d’hybridation in situ (Brands et al., 2000). En 

ce qui concerne les astrocytes, l’expression de l’UGT1A6 et une glucuronidation de certains 

composés a été montrée à plusieurs reprise sur des cultures de cellules purifiées par le groupe 

d’Alain Minn (Heurtaux et al., 2004; Heurtaux et al., 2006; Gradinaru et al., 2012). A contrario, 

seule une étude sur des cultures purifiées de microglies a montré une expression de l’UGT1A6 

et une potentielle glucuronidation de la morphine dans ces cellules (Togna et al., 2013). Par 

ailleurs, aucune étude n’a montré l’expression des UGTs dans les oligodendrocytes. Ainsi, les 
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cellules gliales comme les astrocytes et les microglies semblent être des candidats intéressants 

pour l’étude du métabolisme de la morphine dans le SNC. 

D) La morphine-3-glucuronide 

Nous avons récemment publié une revue concernant les potentielles cibles 

moléculaires et cellulaires ainsi que les effets comportementaux de la M3G (Gabel et al., 2022) 

(Annexe 1). En résumé, la M3G induit des comportements de type douloureux lorsqu’elle est 

injectée aux rongeurs par voie intrapéritonéale ou intrathécale (Lewis et al., 2010; Roeckel et 

al., 2017). Néanmoins, les acteurs moléculaire et cellulaires de ce phénomène ne sont pas 

clairement identifiés pour le moment. En effet, il existe un vif débat autour du récepteur qui 

serait à l’origine des effets de ce métabolite. Etant donné que sa structure est très proche de 

celle de la morphine, plusieurs groupes ont logiquement émis l’hypothèse d’une interaction 

avec le MOR. Cependant, l’affinité de la M3G pour ce récepteur est très faible (autour de 4µM) 

(Roeckel et al., 2017). D’autres groupes ont émis l’hypothèse d’une action sur le TLR4, étant 

donné que des expériences in sillico ont montré que la M3G, de la même manière que le LPS, 

pourrait se lier ce récepteur (Hutchinson et al., 2010; Lewis et al., 2010). Les mêmes auteurs 

de cette découverte ont néanmoins publié un article récemment montrant que la liaison de la 

M3G sur des préparations membranaires de souris sauvages ou déficientes pour le TLR2 et le 

TLR4 est sensiblement similaire, montrant indirectement qu’il n’existe finalement aucune 

affinité de la M3G pour ces deux récepteurs (Thomas et al., 2022). En résumé, aucune étude 

convaincante n’a été publiée concernant le récepteur sur lequel pourrait se lier la M3G et 

induire ses effets proalgiques.  

Bien que le récepteur de la M3G soit toujours débattu, ses effets électrophysiologiques 

ont quant à eux bien été décrits dans certaines structures du SNC. Ainsi, des expériences de 

patch-clamp dans la ME ont montré que des doses élevées de M3G (1 à 100 µM) peuvent 

réduire l’amplitude des courants post-synaptiques inhibiteurs et que cet effet n’impliquait pas 

le MOR (Moran and Smith, 2002). Ces résultats témoignent d’une augmentation de l’activité 

neuronale au sein de la ME qui peut être corrélé à des comportement de type douloureux. 

Plus tard, il a été montré que la M3G avait un effet similaire sur des cultures de neurones 

hippocampiques et que cet effet mettait indirectement en jeu une activation des récepteurs 

NMDA (Hemstapat et al., 2003). De plus, il a été montré que la M3G peut induire une 

augmentation des niveaux de Ca2+ intracellulaires, ainsi que de la fréquence de PA sur des 
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cultures de neurones sensoriels issus de DRGs (Due et al., 2012; Due et al., 2014; Allette et al., 

2017). En résumé, la M3G semble augmenter l’activité neuronale dans des structures clefs tels 

que les DRGs ou encore la ME pouvant ainsi générer des comportements de type douloureux. 

Il apparait alors que la balance métabolique entre la morphine et la M3G est cruciale dans les 

effets analgésiques de la morphine. Cette balance dépend directement des enzymes du 

métabolisme (les UGTs) dont l’expression a été montrée comme pouvant être directement 

modulée par certains facteurs de transcriptions clefs tels que l’Aryl Hydrocarbon Receptor 

(AhR) (Meech et al., 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Conclusion sur la morphine 

La morphine est une molécule extraite du pavot à opium. Celle-ci est utilisée comme 

traitement pharmacologique de référence pour soulager la douleur en milieu hospitalier. 

L’effet analgésique de la morphine repose sur son interaction avec son récepteur MOR 

dont l’activation permet d’inhiber l’activité des neurones. Néanmoins, l’effet analgésique 

de la morphine a été décrit comme étant diminué lors de douleurs neuropathique.  

L’analgésie de la morphine est également liée au métabolisme (dégradation) de cette 

molécule. Lorsque la morphine est administrée dans l’organisme, ce dernier inactive cette 

molécule via des enzymes de métabolisme appelées UGTs. Ces enzymes conjuguent un 

groupement glucuronide (sucre) qui rend la molécule plus hydrophile, ce qui facilite son 

passage dans les reins et son élimination par l’urine.  

Au sein du SNC, les UGTs sont surtout exprimées par les microglies et les astrocytes. De 

plus, il a été montré que des conditions neuroinflammatoires induisent une augmentation 

de l’expression des UGTs, notamment dans les astrocytes.  
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Partie 4 : Aryl Hydrocarbon Receptor 

A) Généralités 

L’AhR est une protéine appartenant à la famille PAS (Per-Arnt-Sim) qui se caractérise 

par la présence d’un domaine en hélice-boucle-hélice (Nebert, 2017). L’AhR se trouve dans un 

complexe cytoplasmique composé d'un dimère de Hsp90 (Heat shock protein 90), d'une 

protéine de type immunophiline appelée AIP1 (AHR-interracting protein), de la 

phosphoprotéine p23 et la protéine tyrosine kinase non réceptrice également connue sous le 

nom de Src (Beischlag et al., 2008). Différents agonistes endogènes et exogènes ont été 

caractérisés pour ce facteur de transcription. En général, les métabolites du tryptophane sont 

capables de lier l’AhR et de l’activer (Heath-Pagliuso et al., 1998). Parmi ces métabolites, nous 

retrouvons la kynurénine, l’acide kynurénique ou encore le FICZ (6-Formylindolo(3,2-

b)carbazole). De plus, l’AhR est également activé par des dioxines, une famille de molécules 

organochlorées hétérocycliques et aromatiques ayant deux atomes d'oxygène dans un cycle 

aromatique (White and Birnbaum, 2009). Parmi ces dioxines, le TCDD (2,3,7,8-

Tétrachlorodibenzo-p-dioxine) a été décrit comme pouvant activer l’AhR avec une affinité de 

l’ordre du picomolaire (Giani Tagliabue et al., 2019). Plus récemment, il a été suggéré que la 

dopamine ou encore la mélatonine pouvaient également activer l’AhR avec des affinités de 

l’ordre du µM (Park et al., 2020; Slominski et al., 2023). Suite à son activation, le complexe se 

dissocie et l’AhR est transloqué dans le noyau de la cellule où il va pouvoir se lier à son 

translocateur nucléaire appelé Arnt (Aryl hydrocarbon receptor nuclear translocator ;(Haidar 

et al., 2021). Le complexe AhR-Arnt peut aller ensuite se fixer sur des séquences d’ADN et 

induire leur transcription. C’est pour cette raison que l’AhR est considéré comme un facteur 

de transcription. Le complexe AhR-Arnt va se lier aux séquences d’ADN appelées XRE 

(Xenobiotic response element) qui sont caractérisées par un motif 5’-TNGCGTG-3’ (Reyes et 

al., 1992; Shen and Whitlock, 1992). L’AhR va reconnaitre et se fixer à la séquence 5’-TNGC-3’ 

tandis que l’Arnt va reconnaitre et se fixer sur la séquence 5’-GTG-3’. 
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Figure 16: Voie d’activation canonique de l’AhR. 

A l’état inactif, l’AhR se trouve dans le cytoplasme sous forme de complexe avec des protéines 

incluant l’Hsp90, l’AIP1, la SRC, ainsi que P23. Après activation de l’AhR par un ligand, le 

complexe est transloqué dans le noyau et l’AhR peut s’associer à l’Arnt l’expression de 

certaines enzymes tels que les CYPs ou les UGTs. Finalement, une fois que l’AhR a induit ses 

effets, ce dernier va retourner dans le cytoplasme de la cellule où il sera dégradé par le 

protéasome. Il existe également des molécules tels que la StemRegenin 1 (SR1) qui inhibent 

l’activation de l’AhR  (Rothhammer and Quintana, 2019). 
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De cette manière, l’AhR a été montré comme induisant la transcription d’enzymes de 

métabolisme tels que les CYP (Cytochromes p450) 1A1, 1B1, ou encore son propre répresseur 

(AhRr) afin de créer une boucle d’autorégulation négative (Buckley and Klaassen, 2009; Bock 

and Bock-Hennig, 2010) (Figure 16). Cette voie est décrite comme étant la voie canonique de 

l’activité de l’AhR. Néanmoins, il existe une voie alternative non-canonique (Grishanova and 

Perepechaeva, 2022; Grishanova et al., 2023) qui résulte d’une dimérisation avec d’autres 

partenaires, tels que la NF-B (Nuclear factor-kappa B), la protéine du rétinoblastome ou les 

récepteurs nucléaires (par exemple, le récepteur des œstrogènes α). Le dimère qui en résulte 

se lie aux séquences génomiques XRE et induit la transcription des gènes cibles de l'AhR.  

Il existe plusieurs inhibiteurs mis sur le marché et utilisés afin de contrecarrer les effets 

de l’AhR. Parmi ces inhibiteurs, on retrouve notamment le SR1 (Stemregenin-1), qui est 

actuellement en Phase II d’une étude clinique avec une utilisation ex vivo (Boitano et al., 2010; 

Wagner et al., 2016). Dans cette étude, les auteurs traitent des cellules souches 

hématopoïétiques provenant de patients ex vivo avec le SR1 afin d’inhiber leur différenciation 

et favoriser leur prolifération pour augmenter leur nombre. Suite à cela, ces cellules souche 

sont réinjectées chez les patients. Cependant, le mécanisme d’action concernant l’inhibition 

de l’AhR par le SR1 n’est pas encore bien caractérisé pour le moment. 
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Figure 17: Induction de l’expression des UGTs par des ligands AhR in vivo. 

(A) Des souris C57BL/6 âgées de 8 semaines ont été injectées avec différents agonistes AhR 

(TCDD : 34µg/kg ; Polychlorinated biphenyl 126 [PCB126]: 300µg/kg et β-naphthoflavone 

[BNF] : 200mg/kg). Les injections ont eu lieu 4 jours consécutifs et le foie des souris a été 

prélevé pour réaliser un test d’amplification de fragments d’ADN (Branched DNA Signal 

Amplification). (B) Il apparait une augmentation de l’expression de certaines isoformes des 

UGTs telles que l’UGT1A1, 1A6, 1A9 et 2B35 (Buckley and Klaassen, 2009). 
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Finalement, il a également été démontré que l’activation d’AhR peut induire 

l’expression d’autres enzymes de métabolismes, comme les UGTs, qui sont responsables du 

métabolisme de la morphine en M3G (Figure 17). 
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Figure 18: Induction des UGTs par l’AhR via le Nrf2. 

L’AhR est capable d’induire l’expression des UGTs. Néanmoins, il semblerait que cet effet soit 

indirect pour certaines isoformes de ces enzymes. Des souris C57BL/6 sauvages (WT) ou 

déficientes pour le Nfe2l2 appelé aussi Nrf2 (Nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2) ont 

été injectées soit avec une solution véhicule (VC) soit avec du TCDD (30µg/kg), un agoniste de 

l’AhR. Le foie des souris a été collecté 24h après injection afin de réaliser une quantification 

de l’ARNm de certaines enzymes par un test d’amplification de fragments d’ADN (Branched 

DNA Signal Amplification). Il apparait que seule l’expression de l’isoforme 1A1 des UGTs soit 

directement induite par une activation de l’AhR. L’expression de toutes autres les isoformes 

testées est induite majoritairement par le Nrf2, dont l’expression peut elle-même être induite 

directement par l’AhR (Yeager et al., 2009). 
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Néanmoins, il semblerait que cet effet sur les UGTs, en tout cas certaines des isoformes 

soit indirect. En effet, l’expression d’un autre facteur de transcription nommé Nfe2l2 ou Nrf2 

(Nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2 ; Nrf2 sera utilisé tout au long de ce manuscrit) a 

également été montré comme étant induite par une activation de l’AhR (Miao et al., 2005). 

Les auteurs de cet article montrent qu’il existe des séquences XRE dans le promoteur de Nrf2 

et qu’un traitement au TCDD induit l’expression de ce facteur de transcription. Par la suite, le 

groupe de Klaassen a montré que l’augmentation de l’expression de certaines UGTs observée 

auparavant après une activation d’AhR (notamment l’UGT1A6) dépendait en grande partie de 

Nrf2 (Yeager et al., 2009) (Figure 18). En temps normal, le Nrf2 est activé par des signaux de 

type stress oxydatif qui augmentent alors l’expression des enzymes de détoxifications des 

ROS, ainsi que des enzymes telles les UGTs (Ngo and Duennwald, 2022). Il a été montré que 

des cultures primaires d’astrocytes soumises à des conditions de stress oxydatifs ont une 

activité de glucuronidation plus importante qu’en condition contrôle suggérant une 

augmentation de l’expression de l’UGT1A6 via Nrf2 (Gradinaru et al., 2012).  

B) Rôle dans le SNC 

Il a été montré chez les rongeurs, notamment chez la souris C57Bl/6N, que l’AhR est 

exprimé dans le neuroépithélium et le cœur durant le développement (Abbott et al., 1995). 

L’expression de ce facteur de transcription décroit ensuite dans ces tissus, tandis qu’elle 

augmente considérablement dans des tissus tels que le foie. Certains de ces résultats ont été 

retrouvés chez l’humain, montrant que l’AhR est exprimé dans de nombreux organes lors du 

développement (e.g., cerveau, cœur, poumon, foie, rein ;(Jiang et al., 2010). Les auteurs de 

cette étude ont également montré que l’AhR est également exprimé au niveau du placenta. 

Une autre étude utilisant une approche de Northern blot sur huit tissus humains différents a 

montré que l'ARNm de l’AhR était présent dans tous les tissus examinés (Dolwick et al., 1993). 

Chez l’adulte, les niveaux d'expression les plus élevés d’AhR ont été observés dans le placenta 

et les poumons, et les niveaux les plus faibles dans les reins, le cerveau et les muscles 

squelettiques. Des partenaires nécessaires au bon fonctionnement de l’AhR comme l’Arnt, 

ainsi que l’AhRr, ont également été retrouvés dans ces mêmes tissus (Jain et al., 1998; Sojka 

et al., 2000; Bernshausen et al., 2006). Ces données suggèrent ainsi un rôle important de l’AhR 

lors du développement. 
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a) Action sur les neurones  

Une première étude transcriptomique a révélé un rôle clef de ce facteur de 

transcription dans le développement des neurones GABAergiques du télencéphale ventral à 

E13.5 et ce, 48h après une exposition à 5µg/kg de TCDD (Gohlke et al., 2009). Les résultats de 

cette étude suggèrent que l’exposition au TCDD, qui active l’AhR, altère le développement des 

neurones GABAergiques en induisant la voie Notch connue pour inhiber la différenciation 

neuronale (Borghese et al., 2010; Peng et al., 2019). L’implication directe de l’AhR dans 

l’activité neuronale a été démontrée pour la première fois en incubant du TCDD avec des 

neurones hippocampiques en culture (Hanneman et al., 1996). Dans cet article, les auteurs 

décrivent une élévation des concentrations de Ca2+ intracellulaires qui pourrait dépendre de 

la PKCα (Protein Kinase C α). Par ailleurs, il a été montrée que cette augmentation de Ca2+ 

intracellulaire pourrait être liée au récepteurs NMDA dans les cellules en grains du cervelet 

(Kim and Yang, 2005). D’autres études ont indiqué que l’activation de l’AhR permet de recruter 

la CAMK (Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase) de type IV, permettant à son tour de 

recruter la CBP (CREB-binding protein) afin d’induire la synthèse de la sous-unité NR2A des 

récepteurs NMDA (Lin et al., 2008; Lin et al., 2009). Plus récemment, une étude a caractérisé 

l’expression de l’ARNm de l’AhR dans le cortex, l'hippocampe, le cervelet et le bulbe olfactif 

de souris C57BL/6J en utilisant l’hybridation in situ (Kimura et al., 2021). Le même groupe a 

également décrit l’expression de l’AhR dans les neurones noradrénergiques du locus 

coeruleus (Kimura et al., 2021). De plus, il a été montré qu’une injection unique de TCDD 

(20µg/kg) induit la translocation nucléaire de ce facteur de transcription dans ces mêmes 

neurones. Une augmentation de l’expression des gènes cibles a également pu être observée 

(CYP1A1, 1B1). Pour conclure, il semblerait que l’AhR est non-seulement capable de réguler 

l’activité neuronale, mais également d’influencer les enzymes de synthèse de certains 

neurotransmetteurs. En effet, il a été montré qu’une exposition au TCDD diminue les niveaux 

de GAD67 (Hays et al., 2002) et augmente les niveaux de la tyrosine hydroxylase dans des 

culture cellulaire de neurones (Unkila et al., 1993; Akahoshi et al., 2009). Ces observations 

s’accompagnent d’une modification des niveaux de L-Dopa, dopamine, sérotonine ou encore 

de 5-HIAA (Acide 5-hydroxyindolacétique). 
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Figure 19: Effet des agonistes AhR sur les microglies et les astrocytes. 

Les agonistes de l’AhR issus de l'alimentation, de la flore intestinale et du métabolisme de 

l'hôte traversent la BHE pour activer l’AhR du SNC. Dans les astrocytes et la microglie, 

l’activation de l'AhR inhibe la signalisation pro-inflammatoire dépendant du NF-B interférant 

avec les programmes transcriptionnels associés au recrutement des monocytes via la 

production de chimiokines, l'activation des cellules myéloïdes du SNC et la neurotoxicité 

directe (Rothhammer and Quintana, 2019). IFNAR : récepteur de l'interféron de type I ; 

SOCS2 : suppresseur de la signalisation des cytokines 2 ; TGFα : facteur de croissance 

transformant-α ; VEGFB : facteur de croissance de l'endothélium vasculaire B. 
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b) Action sur les glies 

Les microglies et les astrocytes ont également été décrits comme exprimant l’AhR 

(Filbrandt et al., 2004; Tanaka et al., 2021). L’hypothèse de l’équipe de Franciso Quintana était 

que l’AhR gliale limite l’inflammation au sein du SNC (Rothhammer et al., 2016; Rothhammer 

et al., 2018; Rothhammer and Quintana, 2019). Plus précisément, dans une série d’articles 

publiée par cette équipe, les auteurs montrent que l’AhR microglial et astrocytaire permet de 

réduire l’inflammation centrale observée dans un modèle murin de sclérose en plaques via la 

production de TGFα qui inhibe une voie pro-inflammatoire dépendante de VEGF-B (Vascular 

endothelial growth factor B ; (Rothhammer et al., 2016; Rothhammer et al., 2018) (Figure 19). 

De façon intéressante, il a également été démontré qu’une diminution des concentrations 

d’agonistes AhR plasmatiques est corrélé avec l’avancée de la sclérose en plaque chez des 

patients humains (Tsaktanis et al., 2021). Le ratio TGF-α/VEGF-B sérique est alors modifié en 

fonction du sous-type et de la gravité de la maladie. Ainsi, ce ratio pourrait potentiellement 

représenter un nouveau marqueur pathologique et servir de nouvelle ligne directrice pour les 

stratégies immunomodulatrices visant à augmenter le taux de TGF-α et à diminuer celui du 

VEGF-B dans les cas de sclérose en plaques (Cirac et al., 2021). En résumé, si l’AhR est moins 

activé dans le SNC, cela est corrélé à une augmentation de l’inflammation qui pourrait induire 

une sclérose en plaques. Cependant, une équipe a également étudié les effets d’une 

exposition à la dioxine sur la myélinisation du SNC pendant la gestation (Fernandez et al., 

2010). L’administration d’une unique dose de TCDD (0,7 µg/kg) à des rates au jour 18 de 

gestation provoque chez les jeunes rats (P2/3, P14, P30 et P135) une modification de 

l’expression de différents marqueurs oligodendrocytaires en fonction de l’âge des ratons. En 

effet, une augmentation de l’expression d’Olig1 (Oligodendrocyte transcription factor 1 ; 

marqueur des cellules précurseurs indifférenciées de P14 à P135), une augmentation de 

PDGFRα (Platelet-derived growth factor receptor A ; marqueur des oligodendrocytes en 

prolifération entre P2/3 et P14) et ainsi qu’une diminution de la MBP (Myelin basic protein ; 

marqueur des oligodendrocytes matures à P135) a été observée. En outre, l’exposition au 

TCDD induirait un retard de différenciation et de maturation des oligodendrocytes. De plus, 

une observation assez similaire a été réalisée sur le système nerveux périphérique (Grehl et 

al., 1993). En effet, une injection unique de TCDD (8,8µg/kg) chez des rates gestantes 

provoque une diminution de la vitesse de conduction des fibres motrices et sensorielles, 

témoignant ainsi d’une atteinte potentielle des cellules de Schwann. D’autres travaux ont 
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également été réalisés sur effets de l’AhR sur les astrocytes. Une première étude a caractérisé 

une modification de l’homéostasie calcique dans des cultures primaires d’astrocytes de rat 

(Legare et al., 1997). Cependant, l'évolution temporelle rapide du Ca2+ observée dans cette 

étude suggère que la réponse du TCDD ne passe pas par une action nucléaire de l’AhR. D’autre 

part, il a été montré que l’exposition au TCDD d’astrocytes en culture augmente leur mobilité, 

un processus qui peut dépendre d’une signalisation calcique (Chen et al., 2019). Une étude 

récente a montré que l'activation de l’AhR astrocytaire induit une augmentation de l'activité 

neuronale dans un contexte de maladie rénale chronique (Huang et al., 2023). Finalement, il 

s’est avéré que l’activation de l’AhR astrocytaire avec du TCDD induit la mort neuronale par 

apoptose (Wan et al., 2015). En effet, lorsque des cellules PC12 (neuroblastome) sont incubées 

dans un milieu conditionné provenant d’astrocytes stimulés au TCDD, ces dernières meurent 

via l’action du TNFα libéré par les astrocytes. 

c) Lien entre AhR et la douleur 

Un premier article publié en 2001 a montré que l’inhibition d’AhR dans un modèle de 

douleur inflammatoire induit par la carrageenan soulage les comportements de type 

douloureux (Gentilli et al., 2001). Néanmoins, les données de cet article sont à discuter de 

mon point de vue à cause de l’utilisation du resveratrol comme inhibiteur. En effet, on sait 

maintenant que cette molécule a énormément de cibles qui sont considérées comme acteurs 

clefs dans la mise en place de la douleur neuropathique (Tao et al., 2016; Xu et al., 2018; Dong 

et al., 2022). Cependant, un article récent utilisant des souris déficientes pour l’AhR a montré 

que les comportements de type douloureux étaient augmentés chez ces souris par rapport à 

des souris sauvages dans un modèle neuropathique CCI (Sheu et al., 2022). Ces résultats 

corrèlent avec une augmentation des niveaux de TNFα spinal et supra-spinal (cortical et 

hippocampique), en plus de réduire le nombre de terminaisons sensorielles dans la peau de 

la patte lésée. Finalement, une étude récente a étudié le rôle de l’AhR dans les migraines 

chroniques induites par injection de nytroglycérine chez des rats (Yang et al., 2023). Dans cette 

étude, les auteurs montrent que l’expression de l’AhR est diminuée dans le noyau spinal du 

trijumeau. De plus, l'activation de l’AhR attenue les comportements douloureux de type 

migraineux chez les rats. A l’inverse, l’inhibition de l’activité de ce facteur de transcription 

exacerbe les comportements de type migraineux chez les animaux. Les auteurs expliquent 

ainsi ce phénomène par l’action potentielle de la voie de signalisation de l’AhR qui rétablirait 
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l’équilibre des facteurs de transcription liés aux cellules Treg/Th17 ainsi que les facteurs pro-

inflammatoires secrétées par ces cellules. En résumé, les études liant l’AhR à des 

comportements de type douloureux chez les animaux sont rares et discordants dans la 

littérature. En effet, les 2 articles récents utilisant le modèle de CCI et de migraine chronique 

montrent des résultats opposés quant à l’effet de l’AhR et sa délétion/inhibition dans les effets 

douloureux.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Conclusion sur l’Aryl Hydrcarbon Receptor 

L’AhR est un facteur de transcription qui régule l’expression de certains gènes. Après 

activation, l’AhR est transloqué dans le noyau et se lie à des séquences d’ADN pour induire 

l’expression de gènes comme les UGTs, enzymes de métabolisme de la morphine. 

Tout comme les UGTs, l’AhR est également exprimé par les microglies et les astrocytes 

dans le SNC. Plusieurs études suggèrent que des conditions neuroinflammatoires induisent 

une augmentation de son expression/activation dans ces cellules.  

Plusieurs inhibiteurs de ce facteur de transcription ont été développé pour inhiber 

l’activation de l’AhR. Parmi ces inhibiteurs, le SR1, qui est actuellement en Phase II d’une 

étude clinique, représente un bon candidat pour inhiber l’activité de l’AhR. 
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Objectifs de thèse 

 
La littérature montre que l’effet analgésique de la morphine est diminué lors de 

douleurs neuropathiques. Mon hypothèse de travail est que cette diminution est reliée à 

une augmentation du métabolisme de cette molécule dans le SNC. En effet, dans un article 

récent publié par notre équipe, nous avons montré qu’un tel mécanisme existe dans le 

cerveau et plus particulièrement dans des structures importantes pour l’effet analgésique de 

la morphine (PAG, ME etc…). Une augmentation du métabolisme est synonyme d’une plus 

forte dégradation et donc d’une réduction des niveaux de morphine et d’une augmentation 

des niveaux de la M3G, son métabolite principal décrit comme proalgique (génère de la 

douleur). 

Jusqu’au commencement de ma thèse, aucune étude ne s’était intéressée au rôle du 

métabolisme de la morphine dans le SNC dans son effet analgésique. D’après les données de 

la littérature, les cellules gliales, notamment les microglies et les astrocytes sont de bons 

candidats pour étudier ce mécanisme. En effet, ces cellules sont décrites pour exprimer les 

enzymes de métabolisme de la morphine, les UGTs. De plus, des données publiées dans la 

littérature montrent que les astrocytes réactifs montrent des niveaux d’UGTs qui sont plus 

élevés comparés à des astrocytes contrôles. En se basant sur l’ensemble de ces données, ma 

thèse avait pour but de : 

 

1) Caractériser le métabolisme central de la morphine dans les microglies et les 

astrocytes in vitro.  

 

2) Etudier l’effet d’une neuroinflammation sur le métabolisme central de la morphine 

dans les microglies et les astrocytes in vitro. 

 

3) Augmenter l’effet analgésique de la morphine dans un modèle de douleurs 

neuropathiques (SNI) in vivo. 
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Matériel – Méthodes 
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1) Animaux 

Ce projet a été construit autour d’un axe in vitro (cultures cellulaires gliales primaires) 

et d’un axe in vivo (étude de la neuropathie), dans lesquels des animaux ont été utilisés. Les 

animaux possédaient un fond génétique C57Bl6/J et étaient âgés de 0 à 5 jours pour la partie 

in vitro (Chronobiotron, INCI, France) et de 10 semaines pour la partie in vivo (Charles River, 

L’Arbresle, France). Pour la partie in vivo, les animaux ont été hébergés à 5 par cages avec un 

cycle lumière/obscurité de 12h/12h ainsi qu’un accès à de l’eau et de la nourriture ad libitum. 

Etant donné l’importance du sexe, qui est considéré comme une variable biologique, nous 

avons décidé de réaliser toutes nos expériences in vivo chez des souris mâles et femelles. En 

ce qui concerne la partie in vitro, nous avons également utilisé des animaux des deux sexes 

mais les résultats ont été regroupés. Toutes les procédures réalisées étaient en accord avec 

les directives Européennes (2010/63/EU) et ont été approuvées par un comité d’éthique 

régional (CREMEAS) et par le Ministère de l’Agriculture (Licence No : APAFIS #37356-

2022051311406728 v4 délivré au Dr. Goumon). De plus, la retranscription des résultats qui 

concernent les expériences animales est en accord avec les directives ARRIVES. 

2) Méthodes in vitro 

A) Culture cellulaire primaire de cellules gliales mixtes 

Après décapitation des nouveau-nés, le cerveau est mis en évidence et prélevé 

délicatement à l’aide d’une spatule. Celui-ci est placé dans 10mL d’une solution saline 

équilibrée de Hank (HBSS, contenant 6g/L de glucose, 10mM de HEPES (Acide 4-(2-

hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique) et 1% de de pénicilline (50U/mL) / 

streptomycine (50µg/mL) (P/S) durant 10 secondes pour éliminer le sang résiduel. Une fois 

lavé, le cerveau est placé dans 10mL d’éthanol à 70% pendant 10 secondes afin de tuer les 

cellules constituant les méninges dans le but d’éviter toute contamination par des fibroblastes 

et cellules endothéliales. Le cerveau est ensuite placé sous loupe binoculaire dans du HBSS et 

est isolé du cervelet et des bulbes olfactifs à l’aide de pinces et d’un scalpel. Les méninges sont 

ensuite délicatement retirées tout autour du cerveau et ce dernier est ensuite coupé en petits 

morceaux de 2 à 3mm. 

Le tissu est ensuite dissocié d’abord chimiquement, puis mécaniquement. La 

dissociation chimique est réalisée en incubant 1.5mL de trypsine (25mg/mL) dans un volume 
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final de 30mL de HBSS pendant 15min à 37°C en agitant délicatement toutes les 5 min. Après 

15min d’incubation, 1.2mL d’inhibiteur de trypsine (1mg/mL) et 750µL de DNASE I (10mg/mL) 

ont été ajoutés pour respectivement mettre fin à la dissociation chimique et digérer l’ADN 

pouvant provenir de cellules mortes, considéré comme signal apoptotique par les cellules 

vivantes. Les tubes sont ensuite centrifugés à 500 g pendant 5 min. Le surnageant a été aspiré 

puis le culot a été repris dans 5 mL de milieu de culture DMEM/F12 contenant 10% de sérum 

de veau fœtal (FBS), 1% de P/S et 1% de glutamine (Glu ; 2mM). Le tissu est finalement dissocié 

mécaniquement à l’aide d’une pipette P1000 en faisant une dizaine de va-et-vient. Le tube est 

laissé à reposer pendant 2min afin de laisser le culot constituant le tissu non dissocié se 

former. Les cellules dissociées se retrouvent alors dans le surnageant et sont récupérées avec 

une P1000 dans un nouveau tube. Le processus est répété une deuxième fois afin de récupérer 

un maximum de cellules. Les cellules récupérées sont ensuite centrifugées à 500g pendant 

5min, le surnageant est aspiré et le culot est resuspendu dans 10mL de milieu de culture. Un 

comptage cellulaire est ensuite réalisé en mélangeant 30µL de cellules à 30µL d’une solution 

de bleu de trypan à 0.4% (m/v). Le bleu de trypan est un colorant d’exclusion permettant de 

marquer les cellules mortes en bleu car elles sont incapables d’exclure le colorant hors de la 

cellule du fait d’un déficit d’ATP. Le comptage est effectué sur 10µL du mélange sur une cellule 

de Neubauer.  Une fois le comptage réalisé, un total de 1.500.000 de cellules sont 

ensemencées dans des Flasks T-25 traitées au préalable avec 3mL de Poly-D-Lysine (PDL ; 

10µg/mL diluée dans de l’eau stérile) pendant 2 heures puis lavées 3 fois avec de l’eau stérile 

et enfin séchées sous la hotte. Les cellules sont incubées avec 8mL de milieu de culture et 

placées dans un incubateur à 37 °C dans une atmosphère contenant 5% de CO2. Le milieu a 

été changé le jour suivant la mise en culture puis 7 jours plus tard. Une fois les cellules arrivées 

à confluence, c’est-à-dire au bout d’une semaine et demie après la mise en culture, avec 

également une importante présence microgliale, celles-ci ont été utilisées pour les différentes 

expériences de métabolisme sur cultures mixtes ou purifiées (voir ci-dessous), 

d’immunomarquage ou de quantification par ELISA (Enzyme-linked immunosorbent assay).  

B) Principe du MACS 

La purification des microglies a été réalisée par MACS (Magnetic activated cell sorting). 

Le principe de cette technique repose sur l’expression de marqueurs extracellulaires 

spécifiquement exprimés par différents types cellulaires. Ainsi, il est possible de cibler ces  
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Figure 20 : Principe de la purification de microglies par tri magnétique (MACS). 

Les cellules mixtes en suspension sont incubées avec des anticorps reconnaissant le CD11b 

couplés à une bille magnétique. Seules les microglies sont marquées avec ces anticorps. 

Ensuite, les cellules sont chargées sur une colonne montée sur un aimant. L’aimant va 

permettre de retenir spécifiquement les cellules liées aux anticorps couplés aux billes 

magnétiques (microglies) tandis que les cellules non marquées (astrocytes) ne sont pas 

retenues par le champ magnétique et sont entrainées dans le volume de lavage.  
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marqueurs à l’aide d’anticorps qui sont couplés à des billes magnétiques (Figure 20). Une fois 

la suspension cellulaire marquée avec ces anticorps, celle-ci est chargée dans une colonne 

placée dans un aimant. Les cellules marquées par les particules magnétiques sont retenues 

sur la colonne tandis que les cellules non marquées sont éluées dans un premier tube (fraction 

négative). La colonne est alors sortie de l'aimant pour éluer les cellules marquées dans un 

deuxième tube (fraction positive). Le marqueur des microglies utilisé était l’Intégrine Alpha M 

(ITGAM ou CD11b ; Miltenyi Biotec).  

i. Tri cellulaire des microglies 

Lors d’une culture gliale mixte, les premières cellules à se développer sont les 

astrocytes. Celles-ci forment une couche unicellulaire qui produit un substrat favorable pour 

la croissance et le développement des microglies. Ainsi, plusieurs facteurs astrocytaires ont 

été identifiés comme étant essentiels pour les microglies : CSF1 (Colony stimulating factor 1), 

TGFβ2 et cholestérol (Bohlen et al., 2017). De ce fait, il est nécessaire d’attendre au moins 2 

semaines pour pouvoir avoir assez de microglies afin d’en purifier un maximum. Les microglies 

purifiées sont cultivées avec du milieu conditionné par les cellules gliales mixtes permettant 

d’avoir l’ensemble des facteurs permettant leur survie. Ces milieux conditionnés sont 

directement issus des flasks T-25 utilisés pour la purification des microglies et sont filtrés avec 

des filtres 0.22µm afin d’éliminer toutes cellules flottantes.  

Une fois ce stade atteint, les cellules ont été détachées des Flasks T-25 avec 7mL d’une 

solution de 0.25% trypsin-EDTA (Ethylenediaminetetraacetic acid ; 5min à 37°C). Au bout des 

5min, la réaction a été arrêtée en ajoutant 7mL de milieu de culture contenant 10% de FBS et 

les cellules ont été transférées dans des tubes falcon 15mL pour être centrifugées à 500g 

pendant 5min. Le surnageant a ensuite été aspiré et les culots de cellules ont été repris dans 

80µL d’une solution de tampon phosphate salin (PBS) contenant 0,5% d’albumine de sérum 

bovin (BSA) et 20µL d’une solution d’anticorps anti-CD11b couplés à des billes magnétiques. 

Le PBS-BSA permet d’offrir un milieu isotonique aux cellules afin d’assurer leur survie, tout en 

bloquant les sites aspécifiques pendant le temps d’incubation avec les anticorps. Les cellules 

sont laissées 15min au contact des cellules à 4°C puis elles sont lavées en ajoutant 3mL de 

PBS-BSA. Ensuite, les cellules sont centrifugées (5min à 500g) et resuspendues dans 1mL de 

PBS-BSA avant d’être chargées sur les colonnes. Après chargement des cellules, les colonnes 

sont lavées à 3 reprises avec 500µL de PBS-BSA puis les cellules sont éluées hors de l’aimant 
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Figure 21 : Protocoles de cultures cellules gliales mixtes et d’astrocytes purifiés. 

Pour obtenir des astrocytes purifiés, les cultures de cellules gliales mixtes sont traitées avec 

5µM de PLX3397 durant 5 jours. La pureté des cultures a été validée par une 

immunocytochimie permettant de détecter la présence de microglies (Iba1) et d’astrocytes 

(GFAP). Les noyaux ont été marqués au DAPI. 

 

Espèce hôte Antigène Conjugué Dilution Détection Référence 

Souris GFAP - 1/5000 Primaire Dako (Z0334) 

Lapin GFAP - 1/5000 Primaire Invitrogen (GA5) 

Chèvre Iba1 - 1/1000 Primaire Abcam (ab5076) 

Lapin Iba1 - 1/500 Primaire Wako (019-19741) 

Lapin UGT1A - 1/500 Primaire 
Genetex 

(GTX114131) 

Âne Lapin Cy5 1/1000 Secondaire 
Jackson IR (711-175-

152) 

Âne Chèvre Alexa 488 1/1000 Secondaire Invitrogen (A11055) 

Ane Chèvre Cy3 1/1000 Secondaire 
Jackson IR (705-165-

147) 

Âne Souris Alexa 488 1/1000 Secondaire Invitrogen (A21202) 

 

Tableau 1: Tableau récapitulatif des anticorps utilisés.  
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avec 1mL de PBS-BSA. Finalement, les cellules sont centrifugées (5 min à 500 g) puis reprises 

dans 1 mL de milieu de culture conditionné et un comptage cellulaire est effectué sur 30 µL. 

Suite au comptage, un total de 50000 cellules est ensemencé par puit dans des plaques 96 

puits dans un volume final de 200 µL de milieu de culture conditionné.  

C) Culture primaires d’astrocytes 

Le protocole de culture primaire d’astrocytes utilisé ressemblait sensiblement au 

protocole pour obtenir des cellules gliales mixtes, avec quelques modifications. Une fois les 

cellules mises en culture, celles-ci étaient directement incubées avec 5µM de PLX3397 

(abmole) dans un volume total de 8mL. Le PLX3397 est un inhibiteur du récepteur CSF1R 

(Colony stimulating factor 1 receptor), responsable du bon développement et de 

l’homéostasie microgliale. L’inhibition de ce récepteur permet d’éliminer spécifiquement les 

microglies dans les cultures gliales (Figure 21). Vingt-quatre heures après incubation de 

PLX3397, le milieu est changé pour être de nouveau incubé avec 5µM de PLX3397 dans un 

volume de 10mL pendant 4 jours supplémentaires. Cinq jours après mise en culture, les Flasks 

T-25 sont lavées 3 fois avec 10mL de PBS et les cellules sont finalement incubées avec du 

milieu de culture DMEM/F12 (10% FBS, 1% P/S, 1% Glutamine). Ainsi, les cultures sont laissées 

au moins 1 semaine en présence de ce milieu frais pour permettre le bon développement des 

astrocytes pour ensuite utiliser ces cellules dans les différentes expériences. 

D) Immunomarquages 

Des marquages sur cellules ont été effectués pour vérifier la composition cellulaire des 

cultures gliales mixtes, l’expression des UGTs par les microglies et les astrocytes et enfin pour 

vérifier la pureté des microglies et des astrocytes. Les marquages ont été soit réalisés sur des 

lamelles en verres stérilisées suite à une exposition de 20min à des rayonnements ultraviolets 

puis traitées au préalable avec de la PDL soit dans des plaques 96 puits également traitées à 

la PDL. Dans tous les cas, les cellules sont d’abord fixées avec 4% de paraformaldéhyde (m/v) 

durant 20min, puis lavées 3 fois avec du PBS contenant 0.1% de Tween 20 (PBS-T ; v/v), ce qui 

permet de perméabiliser les membranes des cellules. Ensuite, les cellules sont incubées 45min 

avec une solution de BSA 5% (m/v) afin de réduire le marquage aspécifique par les anticorps. 

Une fois cette étape réalisée, les cellules sont incubées avec les anticorps primaires durantune 

nuit à 4°C sous une agitation de 200rpm (Tableau 1). Puis, trois lavages de 5min au PBS-T  
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Figure 22 : Protocole d’étude du métabolisme de la morphine par les cellules gliales in vitro. 

Après ensemencement des cellules, le milieu de culture est changé à J1 afin de les laisser 

récupérer. A J2, les cellules sont stimulées durant 24h avec différents agents 

pharmacologiques qui ont permis de voir l’implication de différentes voies intracellulaires 

dans le métabolisme de la morphine. A J3, les milieux de culture sont remplacés par un milieu 

contenant 10µM morphine (durant 24h). Finalement, à J4, les milieux de culture des cellules 

sont récupérés et un dosage par LC-MS/MS a été réaliser afin de déterminer les niveaux de 

M3G.  
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sont successivement réalisés le jour suivant. Une solution contenant les anticorps secondaires 

couplés à un fluorochrome est ensuite incubée pendant 2h à température ambiante dans le 

noir et sous une agitation de 200rpm. Les cellules sont ensuite lavées 3 fois au PBS-T puis 

incubées 1min avec une solution de 4',6-diamidino-2-phénylindole (DAPI ; 2µg/mL) pour 

marquer les noyaux. Après 3 derniers lavages, les lamelles en verre sont séchées puis montées 

sur une lame avec 5µL d’un milieu de montage (ProLong™ Gold Antifade Mountant). Pour les 

marquages dans les plaques 96 puits, les puits sont tout simplement remplis avec 200µL de 

PBS jusqu’à l’acquisition des images au microscope à épi fluorescence inversé. Un microscope 

ZEISS Axio Imager 2 piloté par le logiciel ZenBlue a été utilisé pour les prises d’images des 

lames, tandis qu’un microscope Zeiss Observer 7 également piloté par un logiciel ZenBlue a 

été utilisé pour les prises d’images des plaques 96 puits.  

E) Ré-analyse des données de séquençage d’ARNm  

Afin d’étudier le profil transcriptomique des microglies et des astrocytes, j’ai réanalysé 

des données de RNAseq venant d’une banque de données de l’équipe de Ben Barres 

(Guttenplan et al., 2020). Dans cette étude, les auteurs ont purifié des microglies par MACS, 

qu’ils ont stimulées ou non avec du LPS (50ng/ml) pendant 24h avant de séquencer leur ARNm 

(Bohlen et al., 2019). En ce qui concerne les astrocytes, les auteurs ont purifié ces cellules avec 

la technique de l’immunopanning, qui consiste à immunoprécipiter des cellules à l'aide 

d'anticorps dans une boite de pétri (Foo et al., 2011). Une fois purifiées, les astrocytes ont été 

stimulés avec de l’IL1α (3ng/mL), du TNFα (30ng/mL) et du C1q (400ng/mL) pendant 24h. 

Ensuite, les ARNm des cellules ont été séquencés en utilisant une plateforme Illumina HiSeq 

4000 avec 3 réplicats biologiques pour chaque expérience. Les données brutes, dont l’analyse 

statistique a déjà été réalisée, ont été récupérées sous forme d’un fichier Excel au Gene 

Expression Omnibus sous le numéro d'accession GSE143598.  

F) Métabolisme in vitro de la morphine 

Le métabolisme de la morphine a été évalué à l’aide d’un protocole de 4 jours après 

ensemencement de 30000 cellules (astrocytes ou cellules mixtes) ou 50000 cellules 

(microglies) en plaque 96 puits à J0 (Figure 22). Le jour suivant l’encensement (J1), le milieu a 

été remplacé par 200µL de milieu frais pour permettre aux cellules de récupérer du protocole 

du J1 et ce, pendant 24h avant le début des traitements. 
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Tableau 2: Tableau récapitulatif des composés pharmacologiques utilisés lors des 

expériences de cultures.  

Composé Cible Concentration Durée traitement 

Morphine - 10 µM 24h 

LPS Agoniste TLR2/TLR4 0.1 µg/mL 24h 

LPS-EK Agoniste TLR4 0.1 µg/mL 24h 

TNFα - 30 ng/mL 24h 

IL1α - 4 ng/mL 24h 

C1q - 300 ng/mL 24h 

nAb TNFα TNFα soluble 25 µg/mL 24h 

nAb IL1α IL1α soluble 200 µg/mL 24h 

Lutéoline Inhibiteur NFκB 50 µM Prétraitement 1h 

BX795 
Inhibiteur TBK1 et 

IKKε 
500 nM Prétraitement 6h 

SR11302 Inhibiteur AP1 10 µM Prétraitement 1h 

ML385 Inhibiteur Nrf2 10 ou 40 µM Prétraitement 3h 

SR1 Inhibiteur AhR 2.5 ou 10 µM Prétraitement 3h 

TCDD Agoniste AhR 10 nM 24h 

PHP.eB-shRNA-
scrambled 

- 5 x 1010 GC/mL Prétraitement 5j 

PHP.eB-shRNA-
UGT1A6a 

ARNm UGT1A6a 5 x 1010 GC/mL Prétraitement 5j 

Glutamate - 100 nM 24h 

GABA - 100 nM 24h 

Acétylcholine - 100 nM 24h 

Noradrénaline - 100 nM 24h 

Dopamine - 100 nM 24h 

Sérotonine - 100 nM 24h 

β-endorphine - 100 nM 24h 

Endomorphine-1 - 100 nM 24h 

Endomorphine-2 - 100 nM 24h 

Leu-Enképhaline - 100 nM 24h 

Met-Enképhaline - 100 nM 24h 

Dynorphine - 100 nM 24h 

Ocytocine - 100 nM 24h 

Vasopressine - 100 nM 24h 

VIP - 100 nM 24h 

Histamine - 100 nM 24h 

Adénosine - 100 nM 24h 

PGE2 - 100 nM 24h 

Testostérone - 100 nM 24h 

Estradiol - 100 nM 24h 

Progestérone - 100 nM 24h 

Alloprégnanolone - 100 nM 24h 

Corticostérone - 100 nM 24h 

Acide rétinoïque - 100 nM 24h 
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Le jour suivant l’encensement (J1), le milieu a été remplacé par 200µL de milieu frais pour 

permettre aux cellules de récupérer du protocole du J1 et ce, pendant 24h avant le début des 

traitements. A J2, les cellules sont traitées avec différents composés pharmacologiques 

(Tableau 2) alors que d’autres cellules ont vu leur milieu de culture simplement remplacé 

(condition contrôle ; CT). Après 24h de traitement (J3), les milieux de culture ont été récupérés 

pour réaliser des dosages ELISA et les cellules sont incubées avec 10µM de morphine pour 

24h. Finalement, les milieux de culture ont été récupérés dans des plaques à puits profonds 

et ronds de 1mL qui ont été stockés à -20°C jusqu’au traitement pour analyse par 

chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse en tandem (LC-MS/MS). Les 

résultats ont été normalisés en fonction du nombre de cellules ensemencées le premier jour 

de l’expérience.  

Pour l’ensemble des expériences in vitro, au moins 4 cultures primaires ont été utilisées 

pour évaluer les effets observés (réplicat biologique N = 4). Chaque culture primaire a été, la 

plupart du temps, réalisée en duplicata (réplicat technique n = 8).  

i. Neutralisation de TNFα et d’IL1α dans les milieux conditionnés microgliaux 

Afin d’étudier le rôle exact du TNFα et d’IL1α libérés par les microglies suite à une 

stimulation de LPS, nous avons réalisé une neutralisation de ces cytokines avec des anticorps 

neutralisants (nAb). Pour cela, les microglies ont été purifiées par MACS puis ont été stimulées 

avec du LPS pendant 24h puis les milieux de culture ont été prélevés et incubés avec les nAb. 

La neutralisation s’est faite pendant 24h à 37°C en incubant les milieux avec 25µg/mL de 

nAb@TNFα et 200µg/mL de nAb@IL1α. Après neutralisation, les milieux de culture ont été 

appliqués sur des astrocytes pendant 24h pour voir l’effet de la neutralisation de ces cytokines 

seules ou en combinaison sur le métabolisme de la morphine.    

ii. Stratégie de knock-down de l’UGT1A6a 

Le rôle des UGTs dans le métabolisme de la morphine, notamment l’UGT1A6a 

retrouvée dans la base de données RNAseq utilisée, a été évalué avec une approche de knock-

down. Cette approche consistait à incuber des virus encapsidés avec un plasmide codant soit 

pour un petit ARN en épingle à cheveux (shRNA) dirigé contre l’UTG1A6a soit un shRNA 

contrôle (scrambled). Une fois le matériel génomique intégré par les cellules, celles-ci 

transcrivent le shRNA à partir du plasmide puis le shRNA est transformé en petit ARN 

interférant (siRNA) par le complèxe Dicer/RISC (Reduced instruction set computer). Le siRNA 
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va ensuite pouvoir se fixer sur l’ARNm de l’UGT1A6a, qui représente son brin complémentaire. 

Finalement, cet ARN double-brin, reconnu comme signal de danger au sein du cytoplasme des 

cellules, va être dégradé par RISC afin de réprimer sa traduction. Nous avons utilisé des virus 

adeno-associés (AAV), plus particulièrement le sérotype AAV-PhP.eB, qui a été récemment 

caractérisé comme pouvant infecter de façon importante les cellules gliales (Chan et al., 2017). 

Le protocole utilisé consistait à incuber 5x1010 GC/mL de particules virales sur 30000 

cellules (mixtes ou astrocytes purifiés) durant 5 jours consécutifs en amont d’une stimulation 

au TIC, avant d’étudier le métabolisme de la morphine. 

G) Dosages de cytokines pro-inflammatoires par ELISA  

Afin de vérifier l’inflammation induite par le LPS et la potentielle communication 

paracrine entre les différents types cellulaires, nous avons dosé la libération de certaines 

cytokines pro-inflammatoires dans le surnageant des milieux de culture après 24h de 

stimulation au LPS. Deux types d’ELISA ont été utilisés dans le cadre de ces dosages : plaques 

prétraitées avec les anticorps de capture (anticorps monoclonaux anti-IL1α ; R&D Systems 

Biotechne) et plaques non prétraitées avec les anticorps de capture (TNFα ; Invitrogen™ ELISA 

Ready-SET-Go! ™) selon les protocoles fournis par les fabricants. Les dosages ont été réalisés 

sur 50µL de milieu de culture et les résultats ont été exprimés en pg/mL de milieu de culture. 

3) Méthodes in vivo 

A) Induction de la douleur neuropathique – Spared Nerve Injury 

Afin d’étudier le rôle du métabolisme de la morphine et de l’AhR dans les effets anti-

allodyniques de la morphine dans un modèle de douleur neuropathique, nous avons utilisé le 

modèle de lésion nerveuse épargnée (Spared Nerve Injury ; SNI) (Decosterd and Woolf, 2000). 

Nous avons choisi d’utiliser ce modèle car la mise en place de l’allodynie mécanique est rapide 

(<24h) et robuste (100% des animaux sont devenus allodyniques lors de nos expériences de 

comportement). 

Une anesthésie générale est induite avec de l’isoflurane (induction 5% ; maintien 3%) 

puis les animaux sont placés sur tapis chauffant à 37°C. Un gel oculaire (Ocrygel) est utilisé 

afin d’éviter tout desséchement, puis la patte gauche est rasée et nettoyée avec de l’éthanol 

et de la vétédine 3 fois puis laissée sécher quelques minutes. La chirurgie a été entamée après 
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vérification de l’absence des réflexes des pattes arrière des animaux. Après avoir localisé les 

deux extrémités du fémur, une incision de 1 cm de la peau est réalisée dans l’axe dorso-ventral 

à droite du fémur. Les muscles sont ensuite écartelés afin d’exposer le nerf sciatique et la 

trifurcation des branches terminales (i.e., branche commune péronéale, tibiale et surale). Sous 

une loupe binoculaire, les branches péronéale et tibiale sont ligaturées (silk 5.0 ; observation 

d’un tremblement de la patte lors de la ligature), puis sectionnées de manière distale à la 

ligature à l’aide de micro-ciseaux. La branche surale est quant à elle laissée intacte afin de 

permettre la mesure de l’allodynie mécanique sur la patte ipsilatérale. Une suture superficielle 

a ensuite été réalisée au niveau des tissus conjonctifs et des muscles puis la plaie est refermée 

à l’aide d’une suture à double-nœud de la peau. Une fois refermée, de la vétédine est 

appliquée sur la peau pour éviter toute infection. Enfin, la souris est pesée puis placée dans 

une nouvelle cage à 50cm d’une lampe rouge chauffante. Le réveil s’est fait généralement 

dans les 2min suivant la chirurgie. Un groupe « pseudo-opéré » (Sham) a également été mis 

réalisé au sein duquel les animaux ont subi la même opération mais sans lésion du nerf 

sciatique.  

B) Traitement au SR1 

Suite à la chirurgie, les animaux ont été injectés durant 7 jours consécutifs avec 

120µg/kg de SR1 solubilisé dans 10% de Kolliphor (concentration de DMSO finale à 0.16%) par 

voie intrapéritonéale (i.p) afin d’inhiber l’activité de l’AhR. Au septième jour, une heure et 

demie après injection de SR1, les animaux ont été injectés avec 3mg/kg de morphine diluée 

dans une solution saline (NaCl 0.9% ; 3 mole de HCl pour 1 mole de morphine). Afin de tester 

l’efficacité de l’inhibition de l’AhR sur l’effet anti-allodynique de la morphine, des animaux ont 

été également injectés avec la solution véhicule (10% de Kolliphor ; 0.16% DMSO). 

C) Impact du SR1 sur l’effet analgésique de la morphine in vivo 

L’allodynie mécanique a été mesurée en utilisant le test des filaments de von Frey. 

Celui-ci consiste à appliquer des filaments calibrés (0.04 à 4g) sur la plante des pattes arrière 

des animaux. L’application des filaments a été réalisée au niveau de l’innervation du nerf sural.  

Trois vagues de vingt animaux ont été utilisées pour les expériences de comportement 

in vivo. Les animaux étaient âgés de 7 semaines lors de leur arrivée au sein du laboratoire. 

Après une semaine d’acclimatation dans l’animalerie, des lignes de bases de tests de von Frey 

97



ont été effectuées pendant deux semaines afin de déterminer le seuil mécanique basal du 

retrait des pattes avant la chirurgie. Les tests ont été réalisés le matin, au moins 2h après la 

phase d’obscurité. Les animaux ont été placés dans la salle d’expérimentation 1h avant 

d’effectuer les tests. Les souris ont été placées individuellement dans des boites en plexiglas 

(7cm x 9cm x 7cm) sur un tamis à mailles métallique surélevé et le test a été réalisé. Les 

chirurgies ont été réalisées à 10 semaines et un test est effectué à J+3 pour vérifier la mise en 

place de l’allodynie mécanique. De plus, un test est réalisé également à J+7 avant injection de 

morphine (3mg/kg) pour déterminer l’effet de l’injection i.p de StemRegenin-1 (SR1) sur les 

lignes de base des animaux. Après injection de morphine, les animaux ont été testés par 

Mélanie Kremer en aveugle, toutes les 30min durant 2h pour voir l’effet analgésique de cette 

molécule. 

D) Impact du SR1 sur le métabolisme de la morphine in vivo 

Le même protocole de traitement pharmacologique avec le SR1 a été utilisé afin 

d’étudier les effets de la SNI ainsi que du SR1 sur le métabolisme de la morphine. Au 7ème jour, 

20min après injection i.p. de 3mg/kg de morphine, un mélange de kétamine (300 

mg/kg)/xylazine (Paxman ; 20 mg/kg) a été injecté par voie i.p. afin d’anesthésier les animaux. 

Cinq minutes après anesthésie, 5µL de sang ont été prélevés après incision à la base de la 

queue des animaux à l’aide de capillaires calibrés de 5µL et transférés dans un tube de 1.5mL 

contenant 5µL d’héparine pour éviter toute coagulation. Après vérification des réflexes de 

l’animal, celui-ci reçoit de la lidocaïne (10mg/kg) par voie sous-cutanée au niveau des sites 

d’incision avant de réaliser une perfusion intracardiaque avec 25mL de PBS afin d’exsanguiner 

l’organisme. Ceci permet d’éviter toute contamination sanguine des cerveaux et ME par le 

sang pour les dosages de morphine et de M3G par LC-MS/MS. Une fois la perfusion terminée, 

le cerveau et la ME lombaire de chaque animal ont été prélevés et immédiatement congelés 

sur carboglace avant d’être stockés à -80°C jusqu’analyse par LC-MS/MS.  
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Temps (min) 0 2.5 3.5 4.5 5 8 

Phase B 0 0 98% 98% 0 0 

 

Tableau 3: Conditions de la chromatographie liquide.  

Une fois que l’échantillon est injecté sur la colonne dans une phase mobile aqueuse A, un 

gradient de la phase mobile B organique (acétonitrile) est appliqué et permet l’élution 

progressive des molécules en fonction de leur hydrophobicité. Après l’élution des molécules, 

la phase mobile A permet de rééquilibrer la colonne pour l’analyse de l’échantillon suivant. 

 

 

 

Figure 23: Principe général de la spectrométrie de masse triple quadrupôle.  

Après ionisation des molécules dans la source électrospray (pour leur conférer un rapport 

masse/charge ou m/z), ces dernières sont transférées vers l’analyseur triple quadrupôle (Q1-

Q2-Q3). Une sélection de l’ion parent est faite dans le Q1 en fonction du rapport m/z. Celle-ci 

est ensuite fragmentée dans le Q2 grâce à un gaz de collision qui permet de générer des ions 

fils qui seront sélectionnés dans le Q3 en fonction du rapport m/z. Ces ions fils, qui 

correspondent à l’empreinte moléculaire des ions parents, sont finalement quantifiés à l’aide 

d’un détecteur. 
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4) Dosage par LC-MS/MS 

A) Principe général  

La LC-MS/MS est la combinaison de deux appareils qui permettent (a) de séparer un 

mélange complexe via la chromatographie liquide (LC) puis (b) d’identifier et de quantifier des 

molécules par la spéctrométrie de masse (MS) en utilisant (c) la méthode de dilution 

isotopique à partir (d) de paramètres précis définis. 

La chromatographie : La chromatographie liquide à haute performance (HPLC ; 

Ultimate 3000, Dionex) permet de séparer les molécules en fonction de leurs propriétés 

physico-chimiques. Dans notre cas, l’appareil est équipé d’une colonne en phase inverse dont 

la phase stationnaire est constituée de particules de silices greffées par des chaines carbonées 

C18 (Zorbax SB-C18; 1 x 150mm; 3.5μm; Agilent). Une telle colonne permet de séparer les 

composés sur la base de leur caractère hydrophobe et permet ainsi d’attribuer un temps de 

rétention précis à chaque molécule. Les échantillons sont entrainés sur la colonne par une 

phase mobile liquide A aqueuse (98.9% H2O / 1% Acétonitrile (ACN) / 0.1% acide formique 

(AF)). L’élution des molécules se fait à l’aide d’un gradient croissant d’une phase mobile liquide 

B (99.9% ACN / 0.1% AF) à un débit de 90μL/min (Tableau 3). Ainsi, plus une molécule est 

hydrophobe, plus elle est retenue par la colonne et plus le pourcentage d’ACN nécessaire pour 

l’éluer devra être important.  

Cette chromatographie permet de séparer les différents composés présents dans 

l’échantillon avant leur injection dans le spectromètre de masse, évitant une entrée massive 

et simultanée de composés dans le spectromètre de masse. 

(b) La spectrométrie de masse : Un spectromètre de masse permet d’identifier et de 

quantifier des molécules (TSQ-Endura, Thermo Electron). Cet appareil est composé de trois 

parties : (1) la source, (2) l’analyseur et (3) le détecteur (Figure 23). 

1) La source est dans notre cas est un électrospray. Elle permet d’ioniser les molécules 

présentes dans l’échantillon. Ceci leur confère un rapport de masse/charge (m/z) en Da, z 

étant le nombre de charges. Après nébulisation du solvant, les ions sont transférés dans 

l’analyseur. 
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2) L’analyseur permet de sélectionner et fragmenter les molécules en fonction de leur 

rapport m/z. Dans notre cas, l’analyseur est un triple quadripôle. Un quadripôle est constitué 

de quatre électrodes cylindriques positionnées en cercle, dans lesquelles une différence de 

potentiel est appliquée pour créer un champ électrique qui sélectionne les molécules d’une 

seule valeur m/z donnée. Le premier quadripôle (Q1) permet de sélectionner les ions parents 

(i.e., la masse des molécules à détecter et à quantifier) qui traversent sélectivement ce 

quadripôle. Les ions sélectionnés entrent dans un deuxième quadripôle (Q2 ; servant de 

cellule de collision) où ils se fragmentent après être entrés en collision avec des molécules 

d’argon. Cette fragmentation génère des ions fils correspondant à la signature moléculaire de 

l’ion parent. Certains de ces ions fils sont ensuite spécifiquement sélectionnés dans le 

troisième quadripôle (Q3), dont le fonctionnement est identique au Q1, afin de quantifier l’ion 

parent d’intérêt. La quantification des ions fils (et donc des ions parents) est réalisée par un 

détecteur. 

3) Le détecteur, dans notre cas un électro-multiplicateur, permet de générer des 

électrons au contact des ions, ces électrons sont ensuite multipliés pour amplifier le signal 

permettant de quantifier l’ion parent recherché. 
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Ion Parent m/z ion parent Ions fils correspondent (m/z) 

Morphine 285.98 201.11 ; 165.36 ; 181.06 

D3-morphine 288.88 201.06 ; 153.13 ; 165.04 

M3G 462.19 286.11 

D3-M3G 465.19 289.17 

 

Tableau 4: Caractéristiques des molécules analysées en LC-MS/MS.  

Lors d’une analyse, la fragmentation d’un ion « parent » possédant un rapport masse/charge 

spécifique génère 3 ions « fils » majoritaires. L’ion fils possédant la plus forte intensité est 

utilisé pour quantifier l’ion « parent » alors que les deux autres fragments permettent son 

identification. 

 

Figure 24: Principe général de la quantification par dilution isotopique. 

La dilution isotopique repose sur l’utilisation d’une quantité connue d’une molécule cible 

deutérée (i.e., dont des atomes d’1H ont été remplacés par du 2H de masse 2Da) qui se 

comporte de la même manière que la molécule d’intérêt lors de l’étape de chromatographie 

(e.g., temps de rétention 4min30 pour la morphine et la D3-morphine), puis dans la MS par 

génération d’un ion fils majoritaire à 201.06 m/z qui est utilisé pour quantifier la molécule 

d’intérêt. 
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B) Quantification absolue par dilution isotopique 

Il existe différentes méthodes permettant de quantifier des molécules dans un 

échantillon complexe lors de l’utilisation de la LC-MS/MS. Dans mon cas, j’ai utilisé la méthode 

de la dilution isotopique qui permet une quantification absolue (ou exacte) de nos molécules 

cibles (morphine et M3G) (Liu et al., 1995; Van Eeckhaut et al., 2009). Cette méthode fait appel 

à des molécules deutérées dans lesquelles 3 atomes d’hydrogène 1H (1Da) sont remplacés par 

3 atomes de deuterium 2H (2Da), leur procurant des masses supérieures de 3Da (Tableau 4). 

Ces molécules se comportent exactement de la même manière lors de l’analyse LC-MS/MS, 

mais possèdent des masses légèrement plus élevées permettant de les différencier des 

molécules cibles (Figure 24). De ce fait, l’ajout d’une quantité de standards internes défini 

permet d’établir un rapport d’intensité de signal entre la molécule non deutérée d’intérêt et 

son homologue deutéré présent à une quantité connue (ex : morphine/D3-morphine). Ceci 

permet de quantifier les molécules d’intérêt et de palier à une perte d’échantillon lors des 

différentes étapes de traitement.  

Ainsi, une fois les échantillons de culture décongelés, j’ai ajouté 15µL d’une solution 

de standard interne contenant 18fmol de D3-Morphine ainsi que 103,2fmol de D3-M3G tandis 

que pour les échantillons de cerveaux, ME lombaire et de sang, j’ai ajouté 15µL d’une solution 

de standard interne contenant 1,575pmol de D3-Morphine ainsi que 0,645pmol de D3-M3G. 

C) Analyse des milieux de culture : métabolisme in vitro 

Une analyse par LC-MS/MS demande un traitement adapté au préalable permettant la 

décomplexification de l’échantillon. Afin de traiter les milieux de culture, j’ai pré-purifié les 

échantillons à l’aide d’une extraction sur phase solide (SPE). Le principe de la dilution 

isotopique a été utilisé pour permettre la quantification absolue de morphine et de M3G dans 

mes échantillons. 

i. Extraction sur Phase Solide et analyse par LC-MS/MS 

L'extraction en phase solide utilise la différence d'affinité entre un analyte (morphine 

et M3G) et les composés interférents, présents dans une matrice liquide, pour une phase 

solide (sorbant). Cette affinité permet d’éliminer une partie des molécules interférentes. Dans 

mon cas, la phase solide utilisée était une Cartouche SPE HyperSep™ Hypercarb™ (25mg) 
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remplie de particules sphériques de 30μm à 100% de carbone graphité poreux. Cette phase 

permet la rétention et la séparation des composés polaires. 

Avant de commencer les SPE, 200µL de milieu de culture ont été acidifiés avec 585µL 

d’AF 1.37% et 15µL d’une solution de standard interne contenant les molécules deutérées. 

Cette étape a pour but d’atteindre une concentration finale de 1% AF dans un volume final de 

800µL afin de permettre la rétention des analytes sur la phase solide d’une part et de réaliser 

notre dilution isotopique d’autre part. Les colonnes sont activées deux fois avec 1mL d’ACN 

100 % avant d’être équilibrées 2 fois avec 1mL d’eau acidifiée (H2O 99.9% / AF 0.1%). Les 800µL 

d’échantillons ont ensuite été chargés sur les colonnes et une fois tout la totalité du volume 

des échantillons étant passée sur la colonne, cette dernière a été séchée à haute pression 

pendant 1min. Un premier lavage avec 1mL d’eau acidifiée (H2O 99.9% / AF 0.1%) a ensuite 

été réalisé suivi d’un deuxième lavage avec 1mL d’ACN 2 % (H2O 97.9% / ACN 2% / AF 0.1%). 

Une élution a finalement été réalisée avec 1mL d’ACN 20 % (H2O 79,9% / ACN 20% / AF 0,1%). 

Les éluats ont ensuite été directement centrifugés à 20000g durant 15min à 4°C afin d’éliminer 

le graphite carbone qui peut être présent. Puis, les surnageants ont été séchés par évaporation 

sous vide. Une fois secs, les échantillons ont été repris dans 15µL d’eau acidifiée (H2O 99.9% / 

AF 0.1%) puis centrifugés à 20000g durant 15min à 4°C avant d’être déposés dans une plaque 

96 puits pour analyse par LC-MS/MS.  

D) Analyse des échantillons des expériences in vivo 

i. Préparation et analyse des échantillons de cerveaux 

Après décongélation des cerveaux, ces derniers ont été repris dans 1mL d’eau et ont 

été broyés durant 10sec puis soniqués à 100W 2 fois 5 secondes. Les échantillons ont été 

centrifugés 2 fois à 20000g pendant 30min à 4°C. Les surnageants ont été prélevés après la 

deuxième centrifugation et le dosage de morphine et de M3G a pu être réalisé par LC-MS/MS. 

Pour cela, 15µL d’une solution de standard interne ont été ajoutés à 100µL de surnageant, 

puis le tout a été précipité avec 400µL d’ACN 100% à 4°C. Après centrifugation (20000g ; 

15min ; 4°C), les surnageants ont été récupérés et évaporés sous vide. Puis, les culots ont été 

repris dans 20µL d’eau acidifiée (H2O 99.9% et AF 0.1%) et ont été vortéxés durant 10min 

avant d’être centrifugés une dernière fois à 20000g. Les 20µL sont finalement placés dans une 

plaque 96 pour analyser simultanément la morphine et la M3G par LC-MS/MS (injection de 

5µL). La quantification de protéine présente dans l’échantillon a été réalisée par un dosage de 
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Bradford (Protein Assay, Bio-Rad), permettant de normaliser les quantités de morphine et de 

M3G par rapport à une quantité de protéine. 

ii. Préparation et analyse des échantillons de moelle épinière lombaire 

L’extraction des échantillons de ME est sensiblement similaire à celle des cerveaux. 

Après décongélation des ME lombaires, ces dernières ont été reprises dans 200µL d’eau puis 

soniquées à 100W 2 fois 5sec. Puis, les échantillons ont été centrifugés à 20000g pendant 

30min à 4°C. Les surnageants ont été prélevés afin de doser simultanément la morphine et la 

M3G. Pour cela, 15µL d’une solution de standard interne ont été ajoutés à 100µL de 

surnageant, puis le tout a été précipité avec 400µL d’ACN 100% à 4°C. Après centrifugation 

(20000g ; 15min ; 4°C), les surnageants ont été récupérés et évaporés sous vide et les culots 

ont finalement été reprit dans 20µL d’eau acidifiée (H2O 99.9% et AF 0.1%) puis ont été 

vortéxés durant 10min avant d’être centrifugés une dernière fois à 20000g puis placés dans 

une plaque 96 pour analyser simultanément la morphine et la M3G par LC-MS/MS (injection 

d’un volume de 5µL). La quantification de protéine présente dans l’échantillon a été réalisée 

par un dosage de Bradford (Protein Assay, Bio-Rad), permettant de normaliser les quantités 

de morphine et de M3G par rapport à une quantité de protéine. 

iii. Préparation et analyse des échantillons de sang 

Une fois les échantillons sanguins décongelés, 15µL d’une solution de standard interne 

ont été ajoutés. Puis les échantillons ont été précipités avec 100µL d’une solution d’ACN 100% 

à 4°C. Les échantillons ont ensuite été centrifugés à 20000g durant 30min à 4°C. Après 

prélèvement, les surnageants ont été évaporés sous vide. Une fois évaporés, les surnageants 

ont été repris dans 20µL d’eau acidifiée (H2O 99.9% ; AF 0.1%) puis de nouveau centrifugés à 

20000g durant 15min à 4°C. Finalement, les surnageants ont été transférés dans des plaques 

96 puits puis injectés en LC-MS/MS pour une analyse simultanée de morphine et de M3G 

(injection d’un volume de 5µL). 

5) Analyses statistiques 

A) Expériences in vitro 

i. Métabolisme in vitro de la morphine 

Dépendamment des expériences, les résultats ont été soit analysés avec une analyse 

de la variance (ANOVA) à un ou deux facteurs. Dans le cas d’une ANOVA à un facteur, le test 
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a été effectué seulement si la distribution des résidus suivait une loi normale et si 

l’homogénéité des variances a été vérifiée. Si les données ne suivaient pas une loi normale, 

alors elles ont été analysées à l’aide d’un test non-paramétrique de Kruskal-Wallis. Si les 

données suivaient une loi normale mais qu’elles ne présentaient pas une homogénéité des 

variances, alors elles ont été analysées à l’aide d’un test ANOVA de Welch. Après le test 

effectué, lorsque le F était significatif (p-value < 0.05), alors un test de comparaison multiple 

de Tukey (si test d’ANOVA), de Dunn (si test de Kruskal-Wallis) ou de Tamhane-T2 (si test 

d’ANOVA de Welch) a été réalisé pour voir les différences entre les groupes.  

Dans le cas de l’ANOVA à deux facteurs, ce test a également été réalisé si la distribution 

des résidus suivait une loi normale et si l’homogénéité des variances a été vérifiée. Dans le cas 

où l’une de ces deux assomptions n’a pas été respectée, nous avons utilisé une approche non-

paramétrique appelée ART (Aligned-Rank Transform) ANOVA à deux facteurs (Wobbrock et 

al., 2011). Dans les deux cas, lorsque le F était significatif (p-value < 0.05), alors un test de 

comparaison multiple de Sidak a été réalisé pour voir les différences entre les groupes. 

En ce qui concerne l’expérience de dose-réponse du LPS sur les cellules gliales mixtes, 

une régression non-linéaire a été réalisée pour déterminer la Concentration efficace médiane 

(EC50) du LPS.  

ii. Dosage des cytokines par ELISA 

Un test non-paramétrique de Mann-Whitney a été utilisé pour les quantifications de 

TNFα et d’IL1α dans les milieux de culture.  

B) Expériences in vivo 

i. Impact du SR1 sur l’effet anti-allodynique de la morphine 

Afin d’analyser les résultats de von Frey obtenus sur les animaux suite à la chirurgie, 

nous avons réalisé un test d’ANOVA à 2 facteurs à mesures répétées. Les deux facteurs utilisés 

étaient la chirurgie (Sham-SNI) et le traitement (Vehicule – SR1). Deux analyses séparées ont 

été réalisées pour chaque graphique, la première entre les seuils de bases et trois jours (D3) 

et la deuxième au septième jour après la chirurgie (D7), pour l’effet analgésique de la 

morphine. 
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ii. Impact du SR1 sur le métabolisme périphérique et central de la morphine 

Les résultats de métabolisme in vivo ont été analysés avec une ANOVA à 2 facteurs 

(Chirurgie et Traitement).  
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Figure 25 : Caractérisation du métabolisme central de la morphine in vitro en condition 

basale et neuroinflammatoire. 

(A) Caractérisation immunocytochimique des cellules présentes dans la culture primaire gliale 

mixte. Les cellules sont positives soit pour Iba1 (rouge, microglies), soit pour GFAP (vert, 

astrocytes). L’ensemble des cellules de la culture sont positives pour l’UGT1A (blanc). Le 

marquage des noyaux au DAPI est visible en bleu. (B) Dose-réponse de l’effet du LPS sur le 

métabolisme de la morphine en M3G sur des cultures primaires de cellules gliales mixtes. Les 

données ont été analysées à l’aide d’une régression non linéaire afin de calculer une EC50. (C) 

Mise en évidence du métabolisme de la morphine par des cultures primaires de cellules gliales 

mixtes ainsi que par des cultures primaires d’astrocytes et de microglies purifiées en condition 

basale (CT) et neuroinflammatoire (LPS ; 0.1µg/mL). La pureté des cultures microgliale et 

astrocytaire a été validée par immunocytochimie (panneaux de droite). Test d’ART ANOVA à 

deux facteurs suivi d’un test de comparaison multiples de Tukey. Traitement : p-value < 

0.0001, Type Cellulaire : p-value < 0.0001 et Interaction : p-value < 0.005. (D) Etude du 

métabolisme de la morphine par des cultures primaires d’astrocytes purifiés stimulées ou non 

avec du milieu conditionné de culture de microglies contrôle (MCM) ou stimulées au LPS 

(MCM LPS). Test ANOVA à deux facteurs suivi d’un test de comparaison multiples de Tukey. 

(E) Dosages par ELISA du TNFα et de l’IL1α dans du MCM CT et MCM LPS. Test de Mann-

Whitney. (F) Métabolisme de la morphine par des cultures primaires d’astrocytes purifiés 

stimulées avec plusieurs facteurs pro-inflammatoires libérés par les microglies (TNFα 

30ng/mL, IL1α 4ng/mL et/ou C1q 300ng/mL). Test ANOVA à un facteur suivi d’un test de 

comparaisons multiples de Dunn. (G) Métabolisme de la morphine par des cultures primaires 

d’astrocytes purifiés stimulées avec du MCM LPS dans lequel des nAb contre le TNFα ou l’IL1α 

ont été incubés. Test ANOVA de Welch à un facteur suivi d’un test de comparaisons multiples 

de Tamhane T2. (H) Métabolisme de la morphine par des cultures primaires d’astrocytes 

purifiés stimulées avec des facteurs pro-inflammatoires libérés par les microglies seules 

(TNFα, IL1α et/ou C1q) ou en combinaison avec du LPS (0.1µg/mL). Test ANOVA à un facteur 

suivi d’un test de comparaisons multiples de Tukey. *: p-value < 0.05; **: p-value < 0.001; ***: 

p-value < 0.0001; ****: p-value < 0.0001. 
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Caractérisation du métabolisme central de la morphine in vitro 

Le premier objectif de ma thèse a été de caractériser le métabolisme central de la 

morphine par les cellules gliales en culture primaire. Pour cela, j’ai mis en place une technique 

de culture primaire d’astrocytes et de microglies issus de cerveaux de souriceaux âgés de 0 à 

5 jours. La morphine étant métabolisée en M3G via les UGTs, j’ai tout d’abord réalisé un 

immunomarquage afin de détecter la présence de ces enzymes dans ces cellules gliales. Le 

marquage a révélé que l’ensemble des cellules GFAP+ (astrocytes, en vert) et Iba1+ (microglies, 

en rouge) expriment les membres de la famille UGT1A (blanc ; Figure 25A). L’expression des 

UGT1As par les astrocytes et les microglies in vitro suggère l’existence d’un métabolisme de 

la morphine en M3G par ces deux types cellulaires. 

Les cellules gliales sont très sensibles aux variations environnementales, notamment 

celles qui induisent une neuroinflammation. Ainsi, le métabolisme de la morphine en M3G a 

été évalué en prétraitant des cultures primaires de cellules gliales mixtes avec des doses 

croissantes de LPS. Les dosages de la M3G par LC-MS/MS dans les milieux de culture des 

cellules m’ont permis de montrer que le métabolisme de la morphine augmentait avec des 

doses croissantes de LPS avec une EC50 calculée de 0.2404ng/mL (Figure 25B). De plus, cet 

effet dépend du TLR4 car un agoniste spécifique de ce récepteur, le LPS-EK, possède un effet 

identique au LPS sur le métabolisme de la morphine (Figure S1B). Afin de déterminer 

l’implication des microglies et des astrocytes dans ce mécanisme, j’ai réalisé des expériences 

similaires sur des cultures primaires d’astrocytes et de microglies purifiés et j’ai comparé les 

résultats au métabolisme obtenu sur des cultures de cellules gliales mixtes (Figure 25C). Les 

cellules ont été cultivées soit en condition contrôle (CT) soit en étant prétraitées avec du LPS 

(100ng/mL; 24h de prétraitement). Après prétraitement, les milieux de culture ont été 

prélevés, puis les cellules ont été incubées avec 10µM de morphine pendant 24h. Après 24h 

d’incubation, les milieux de culture ont été récupérés et la M3G a été dosée par LC-MS/MS. 

Les résultats indiquent que les microglies et les astrocytes métabolisent la morphine en M3G 

en condition CT, bien que les astrocytes apparaissent comme les cellules métabolisant 

majoritairement la morphine (Figure 25C). De plus, la stimulation au LPS n’a eu aucun effet 

sur la production de M3G par les microglies, tandis que les astrocytes stimulés au LPS 

produisent significativement plus de M3G en comparaison de la condition CT. De manière 

intéressante, les cellules mixtes produisent significativement plus de M3G à partir de la 
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morphine lorsqu’elles sont stimulées au LPS en comparaison des astrocytes purifiés. Ces 

données suggèrent l’existence d’une synergie entre les microglies et les astrocytes en co-

culture. A la vue de ces données, mon hypothèse était que le LPS active les microglies ce qui 

induit la sécrétion de facteurs pro-inflammatoires qui vont augmenter le métabolisme de la 

morphine par les astrocytes. Afin de tester cette hypothèse, j’ai purifié des microglies afin de 

générer des milieux conditionnés de microglies contrôles (MCM CT) ou stimulées au LPS (MCM 

LPS ; Figure 25D). Ensuite, j’ai incubé ces milieux conditionnés avec des cultures primaires 

d’astrocytes pendant 24h. Puis, j’ai effectué une incubation avec la morphine pour évaluer 

l’impact des milieux conditionnés sur son métabolisme. Les résultats indiquent qu’il existe une 

production plus forte de M3G en condition MCM LPS comparé au LPS seul (Figure 25D). Ces 

résultats suggèrent l’existence de facteurs solubles libérés par les microglies lorsque celles-ci 

sont stimulées avec du LPS. Ces facteurs seraient responsables de l’induction d’une plus forte 

production M3G par les astrocytes lorsqu’ils sont combinés au LPS. Or, la littérature décrit que 

le TNFα, l’IL1α ainsi que le C1q libérés par les microglies induisent une réactivité astrocytaire 

accompagnée d’une augmentation des niveaux d’ARNm des UGTs dans ces cellules (Liddelow 

et al., 2017). Les expériences de qPCR microfluidique provenant de l’article de Liddelow 

décrivent surtout un rôle du TNFα et de l’IL1α dans ce processus et moins du C1q. Afin de 

vérifier si ces deux premiers facteurs sont bien libérés par nos microglies, nous avons réalisé 

des dosages quantitatifs par ELISA de ces deux cytokines pro-inflammatoires dans des milieux 

de culture de microglies contrôles ou stimulées au LPS. Il apparait que la quantité de ces 

composés sécrétée par les microglies dans le milieu extracellulaire augmente suite à une 

stimulation au LPS (Figure 25E). L’incubation de ces cytokines sur des cultures primaires 

d’astrocytes purifiés montre que seule l’IL1α induit une augmentation du métabolisme de la 

morphine (Figure 25F). Néanmoins, c’est la combinaison de TNFα, IL1α et de C1q (TIC) qui 

augmente la production de M3G, avec des niveaux de M3G supérieurs à une stimulation au 

LPS. Or, l’ensemble de ces expériences ne montrent pas que c’est bien le TIC libéré par les 

microglies qui induit une augmentation du métabolisme de la morphine par les astrocytes. En 

effet, les résultats de la Figure 25F ont été obtenus suite à une incubation de ces cytokines 

avec des astrocytes purifiés et ce, avec des concentrations de cytokines utilisées dans la 

littérature. Afin de vérifier si le TNFα et/ou l’IL1α libérés par les microglies sont à l’origine de 

cet effet, j’ai incubé du MCM LPS avec des anticorps neutralisant (nAb) ces deux cytokines, 

séparément ou ensemble. Le C1q n’a pas été testé car il ne montrait aucun effet sur le 
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métabolisme de la morphine. Les résultats de neutralisation indiquent que l’effet du MCM LPS 

passe exclusivement par le TNFα car la neutralisation de l’IL1α n’est pas capable de diminuer 

l’effet du MCM LPS (Figure 25G). Cela suggère que la co-incubation de TNF α avec du LPS doit 

induire un effet plus fort que le TNF α ou le LPS seul. Pour vérifier si cette hypothèse était 

bonne, j’ai co-incubé du LPS avec du TNFα, IL1α et C1q seuls ou en combinaison (TIC). Les 

résultats montrent effectivement que la co-incubation de LPS avec le TNF α et l’IL1 α induit un 

effet plus fort que le LPS seul (Figure 25H). Néanmoins, l’effet le plus fort a été observé lorsque 

le LPS a été co-incubé avec le TIC. 

Pour finir, j’ai approfondi l’étude du métabolisme de la morphine par les microglies en 

réalisant des expériences similaires sur ces cellules. Mes données indiquent que le rôle des 

microglies dans le métabolisme de la morphine est limité (i.e., peu de métabolisme en 

comparaison des astrocytes), même lorsque ces cellules sont stimulées avec les facteurs 

solubles astrocytaires libérés en condition neuroinflammatoire (Figure S1). 
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Figure 26: Analyse transcriptomique des microglies et astrocytes en condition contrôle et 

neuroinflammatoire : mise en évidence des voies intracellulaires mises en jeu dans le 

métabolisme de la morphine. 

(A) Ré-analyse de données de RNAseq des astrocytes et microglie en condition basale ou 

neuroinflammatoire (Guttenplan et al., 2020). (B) Voies intracellulaires mises en jeu dans le 

métabolisme de la morphine en condition contrôle et LPS dans les microglies. (C) Voies 

intracellulaires mises en jeu dans le métabolisme de la morphine en condition contrôle et TIC 

dans les astrocytes. Le z-score associé à chaque gène a été calculé. Les données brutes 

significativement différentes entre les deux conditions analysées sont indiquées. * : p-value < 

0,05. Métabolisme de la morphine par des cellules gliales mixtes (D) ou d’astrocytes (G) 

traitées en condition neuroinflammatoire (i.e., traitées au TIC) et en présence ou non des 

inhibiteurs des voies NF-B (Lutéoline ; 50µM), IRF (Interferon regulatory factor ; 

BX795 ; 500nM) ou AP-1 (Activator protein-1 ; SR11302 ; 10µM). Test de Kruskal-Wallis suivi 

d’un test de comparaisons multiples de Dunn par rapport à la condition TIC. (E) Métabolisme 

de la morphine par des cellules gliales mixtes en condition neuroinflammatoire (i.e., TIC) en 

présence ou non des inhibiteurs des voies intracellulaires AhR (SR1 ; 10µM) ou Nrf2/Nfe2l2 

(ML385 ; 10µM). Test de Kruskal-Wallis suivi d’un test de comparaisons multiples de Dunn. 

Métabolisme de la morphine par des cultures primaires de cellules gliales mixtes (F) ou 

d’astrocytes (H) en condition neuroinflammatoire (TIC) seules ou traitées avec des AAV-shRNA 

scrambled ou un shRNA ciblé contre l’UGT1A6. Test ANOVA à un facteur suivi d’un test de 

comparaisons multiples de Dunn. *: p-value < 0.05 ; **: p-value < 0.001 ; ***: p-value 

<0.0001 ; ****: p-value < 0.0001. 
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Profil transcriptomique des cellules gliales et voies intracellulaires mises en jeu dans le 

métabolisme de la morphine in vitro 

Après avoir caractérisé le métabolisme central de la morphine au niveau cellulaire in 

vitro, mon but était de déterminer quelles variations transcriptionnelles s’opèrent au sein des 

microglies et des astrocytes en condition neuroinflammatoire et qui seraient liées à 

l’augmentation du métabolisme de la morphine (Figure 26A). Afin de répondre à cette 

question, j’ai analysé des données transcriptomiques en accès libre (GSE143598) publiées par 

le laboratoire de Ben Barres (Guttenplan et al., 2020). Dans cette étude, les auteurs ont purifié 

des microglies et des astrocytes de souris qu’ils ont respectivement stimulés ou non avec du 

LPS ou la combinaison de facteurs pro-inflammatoires TIC in vitro durant 24h avant de réaliser 

un RNAseq. Dans les deux cas de stimulations, l’analyse de ces données a permis de mettre 

en évidence une augmentation des voies pro-inflammatoires associées à NFκB avec le LPS 

dans les microglies, ou le TIC dans les astrocytes (Figure 26B et 2C). De plus, une augmentation 

des voies intracellulaires de l’AhR et du Nrf2/Nfe2l2, connues pour induire les UGTs, a 

également pu être observée lors du stimulus neuroinflammatoire. Finalement, l’analyse des 

enzymes de métabolisme de la morphine dans les astrocytes, le type cellulaire qui métabolise 

majoritairement la morphine, a révélé une augmentation significative de l’expression de 

l’UGT1A6a dans les astrocytes après une stimulation au TIC.  

Afin de vérifier si ces voies étaient bien impliquées au niveau fonctionnel dans 

l’augmentation du métabolisme de la morphine, j’ai utilisé des inhibiteurs de ces différentes 

voies intracellulaires. Dans un premier temps, des cellules gliales mixtes ont été incubées avec 

le cocktail TIC et une augmentation significative du métabolisme de la morphine en M3G a été 

observée par LC-MS/MS (Figure S2A). Par la suite, j’ai travaillé uniquement avec le TIC (plutôt 

que le LPS) avec les cellules gliales mixtes, que j’ai comparées aux astrocytes purifiés. De plus, 

la stimulation des cultures de cellules gliales mixtes avec différents neuromodulateurs n’a 

montré aucun effet, montrant l’importance de la neuroinflammation dans ce phénomène 

(Figure S2I). L’inhibition des différentes voies décrites ci-dessus a d’abord été réalisée sur des 

cultures primaires de cellules gliales mixtes. L’analyse de la production de M3G à partir de la 

morphine a montré que l’inhibition de la voie NFκB par la lutéoline (50µM) permet d’inhiber 

totalement l’effet du TIC (Figure 26D). Une observation similaire a été faite lorsque l’AhR a 

été inhibé avec le Stemregenin-1 (SR1; 10µM) (Figure 26E). Finalement, l’utilisation d’une 
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approche de knock-down de l’UGT1A6a (utilisant des AAV-shRNA@UGT1A6a) a permis de 

diminuer significativement le métabolisme de la morphine, prouvant l’implication majeure de 

cette isoforme des UGTs (Figure 26F).  

Des expériences identiques réalisées sur des cultures primaires d’astrocytes purifiés 

ont montré des résultats similaires à ceux obtenus avec les cellules gliales mixtes. En effet, 

l’inhibition de la NF-B avec la lutéoline (50µM) a totalement diminué l’effet du TIC (Figure 

26G) tandis qu’un knock-down de l’UGT1A6a (AAV-shRNA@UGT1A6) a également donné les 

mêmes résultats que sur les cultures mixtes, bien que l’effet semble moins fort (Figure 26I). 

Néanmoins, l’inhibition de l’AhR sur des cultures primaires d’astrocytes a été réalisée en 

diminuant la concentration de SR1 (2.5µM) par rapport à la concentration utilisée sur les 

cultures mixtes (10µM), et aucun effet n’a pu être observé sur les astrocytes (Figure S2K). De 

manière similaire, l’utilisation de cette même concentration de SR1 (2.5µM) n’a donné 

également aucun effet sur les cellules gliales mixtes (Figure S2J). Finalement, l’activation de 

l’AhR avec du TCDD (i.e., dioxine connue pour activer l’AhR) augmente significativement le 

métabolisme de la morphine par les astrocytes confirmant l’implication de l’AhR dans le 

métabolisme de la morphine (Figure S2M). 

En résumé, ces résultats suggèrent qu’une neuroinflammation induite par le TIC 

augmente l’expression et l’activité de la NFκB et de l’AhR astrocytaire. Ce dernier est capable 

d’augmenter l’expression de l’UGT1A6a et donc d’augmenter le métabolisme de la morphine 

en M3G.  
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Figure 27: Etude in vivo de l’inhibition de l’AhR sur l’effet analgésique de la morphine.  

(A) Protocole expérimental utilisé lors de l’étude. Mesure des seuils de sensibilité mécanique 

des animaux Sham du côté controlatéral (B) et ipsilatéral (C) avant et après injection de 

3mg/kg de morphine. Mesure des seuils de sensibilité mécanique des animaux SNI du côté 

controlatéral (E) et ipsilatéral (F) avant et après injection de 3mg/kg de morphine. Test ANOVA 

à deux facteurs à mesures répétées suivi d’un test de comparaisons multiples de Sidak. 

Mesure de l’aire sous la courbe à D7 de l’effet analgésique de la morphine chez les animaux 

Sham (D) et SNI (G). Test ANOVA à deux facteurs suivi d’un test de comparaisons multiples de 

Sidak. *: p-value < 0.05, **: p-value < 0.005, ***: p-value < 0.0005, ****: p-value < 0.0001. 

N=7 pour les animaux traités au Véhicule et n=8 pour les animaux traités au SR1. 
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Etude de l’effet de l’inhibition de l’AhR sur l’effet analgésique de la morphine in vivo. 

L’effet analgésique de la morphine est décrit comme étant diminué lors d’une douleur 

neuropathique. La douleur neuropathique se caractérise par une neuroinflammation induite 

par les microglies et les astrocytes. Mon hypothèse qui pourrait expliquer cette perte de l’effet 

analgésique de la morphine est l’existence d’une augmentation du métabolisme de cette 

molécule en M3G dans le CNS. Ce métabolisme, au vu de mes résultats in vitro, serait 

dépendant d’une activation de l’AhR astrocytaire qui pourrait augmenter l’expression de 

l’UGT1A6a.  

Afin de vérifier cette hypothèse, j’ai utilisé le modèle SNI, qui est un modèle de douleur 

neuropathique bien caractérisé dans la littérature (Decosterd et Woolf, 2000). Des animaux 

pseudo-opérés « Sham » ont également été utilisés dans les expériences. La sensibilité 

mécanique basale des animaux a été vérifiée avant la chirurgie (BL), puis à trois jours après la 

chirurgie (D3) à l’aide du test des filaments de von Frey afin de comparer l’effet de la chirurgie 

et du traitement. En effet, suite à la chirurgie, les animaux ont reçu 120µg/kg de SR1 de façon 

journalière pendant une semaine avant d’être injectés avec de la morphine à 3mg/kg au 

septième jour (D7) après la chirurgie (Figure 27A). Des animaux contrôles ayant été injectés 

avec une solution Véhicule ont également été utilisés pour contrôler l’effet des injections de 

SR1 sur la sensibilité mécanique. Finalement, des animaux mâles et femelles ont été utilisés 

dans les expériences, étant donné que la douleur chronique peut impacter aussi bien les 

hommes que les femmes.  

Lors des analyses statistiques, j’ai volontairement décidé de ne mettre que les effets 

principaux testés lors de l’ANOVA afin de garder les graphiques lisibles.  

Dans un premier temps, aucune différence n’a été observée du côté controlatéral 

entre les seuils de sensibilité basale et les traitements Véhicule/SR1 chez les animaux Sham 

après 3 jours d’injection (Figure 27B). Ces résultats indiquent que le SR1 ne possède pas 

d’effet sur les seuils de sensibilité mécanique. Du côté ipsilatéral, un effet temps est observé 

suite à la chirurgie avec une diminution des seuils de sensibilité mécanique à D3 comparé à la 

BL (Figure 27C). Ce résultat est probablement lié à la phase inflammatoire aigue qui peut être 

induite par la chirurgie. Cependant, aucun effet traitement n’est observé, indiquant que le SR1 

n’améliore pas le seuil nociceptif. 
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En ce qui concerne l’étude de l’effet analgésique de la morphine au jour 7 (D7), un effet 

temps est observé chez tous les animaux Sham (Figure 27B et 27C). Néanmoins, il existe un 

effet traitement lié au SR1 seulement chez les femelles, du côté ipsilatéral (Figure 27B et 27C). 

En effet, les souris femelles traitées au SR1 montrent des seuils de sensibilité mécanique plus 

élevés que les souris femelles traitées au Véhicule lorsqu’elles sont injectées avec 3mg/kg de 

morphine (Figure 27B et 27C). Ce résultat est confirmé par l’analyse des aires sous la courbe 

durant la cinétique de l’effet analgésique de la morphine (AUC D70-120 min ; Figure 27D). 

Cependant cette analyse montre également que l’AUC est significativement plus élevée du 

côté ipsilatéral chez les souris mâles. 

Au sujet des animaux SNI, les seuils de sensibilité basale restent inchangés du côté 

controlatéral après la chirurgie et le traitement au SR1 (Figure 27E). Néanmoins, du côté 

ipsilatéral à la chirurgie, on observe une très nette diminution des seuils de sensibilité à D3 

chez les mâles et les femelles. Cette observation est caractéristique d’une allodynie 

mécanique classiquement observée lors de douleurs neuropathiques (Figure 27F). De plus, 

l’ANOVA montre une interaction chez les souris femelles, suggérant qu’il existe un effet de 

l’injection du SR1 du côté ipsilatéral à la chirurgie (Figure 27F). Néanmoins, il semblerait que 

cet effet soi lié au fait que les seuils de base des souris femelles injectées au SR1 aient été plus 

faibles que celles injectées au Véhicule. 

Concernant l’effet analgésique de la morphine à D7 chez les animaux SNI, cet effet est 

largement supérieur chez les animaux traités au SR1 comparé à ceux traités au Véhicule, que 

ce soit du côté controlatéral (Figure 27E) ou ipsilatéral (Figure 27F) à la chirurgie. Ces résultats 

sont également confirmés avec l’analyse de l’AUC de la cinétique de l’effet analgésique à D7 

(Figure 27G). 

Ces résultats m’ont permis de tirer plusieurs conclusions. Premièrement, un 

traitement au SR1 ne modifie pas les seuils de sensibilité mécanique chez des animaux Sham 

ou neuropathiques en absence de morphine. Deuxièmement, un traitement chronique au SR1 

durant 7 jours consécutifs améliore l’effet analgésique de la morphine chez des animaux Sham 

bien que cet effet soit nettement supérieur chez les animaux neuropathiques (SNI). De plus, 

seulement de rares différences de sexe ont été notées lors des expériences de comportement, 

qui semblent plus être liées au test nociceptif en lui-même qu’à un réel effet du SR1. Ceci 

signifie probablement que l’effet du SR1 n’est pas sexe-dépendant.  
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Figure 28: Etude l’inhibition de l’AhR sur le métabolisme périphérique et central de la 

morphine in vivo. 

(A) Protocole expérimentale utilisé lors de cette étude. Mesure des quantités de M3G, de 

morphine et du ratio M3G/Morphine dans le sang (Blood) (B, C, D), le cerveau (Brain) (E, F, G) 

ainsi que la moelle épinière lombaire (Lumbar Spinal Cord (SC) – LSC) (H, I, J). Test d’ANOVA à 

deux facteurs ou ART ANOVA..  *: p-value < 0.05, **: p-value < 0.005, ***: p-value < 0.0005. 

Le nombre d’animaux utilisé lors des expériences est indiqué en bas de chaque barre dans les 

graphiques.  
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Etude de l’inhibition de l’AhR sur le métabolisme périphérique et central de la 

morphine in vivo 

Les résultats de la Figure 28 montrent qu’une injection de SR1, correspondant à un 

inhibiteur de l’AhR, améliore l’effet analgésique de la morphine chez des animaux souffrant 

de douleurs neuropathiques (SNI). Afin de vérifier si cet effet résulte de l’inhibition du 

métabolisme de la morphine en M3G in vivo, nous avons utilisé le même protocole 

expérimental que pour les expériences de comportement. Cependant, les souris ont été mises 

à mort 30 minutes après l’injection de morphine. Le but était de prélever le sang, le cerveau 

ainsi que la moelle épinière lombaire (Lumbar Spinal Cord - LSC) pour réaliser des dosages de 

morphine et de M3G par LC-MS/MS (Figure 28A).  

Les résultats des dosages sanguins ont montré qu’il n’y a aucun effet de la chirurgie et 

du traitement SR1 sur les quantités de M3G (Figures 28B) et de morphine (Figures 28C) 

circulantes, de même que sur les valeurs des ratios M3G/morphine (Figures 28D). Néanmoins, 

il semblerait qu’il y ait un effet sexe concernant les quantités de M3G dans le sang, avec des 

quantités plus élevées chez les souris femelles comparées aux mâles. 

Concernant les dosages cérébraux réalisés sur des cerveaux entiers homogénéisés, il 

n’existe aucun effet de l’ANOVA pour la M3G (Figure 28E), la morphine (Figure 28F) et les 

ratios M3G/Morphine (Figure 28G). 

Finalement, des analyses similaires ont été réalisées dans la LSC correspondant au site 

d’innervation du nerf sciatique lésé lors du SNI. Tout comme dans le cerveau, aucune 

différence dans les quantités de M3G (Figures 28H), de morphine (Figures 28I) ou des ratios 

M3G/morphine n’a été observée (Figures 29J).  

En résumé, ces dosages nous indiquent qu’un traitement au SR1 ne modifie pas de 

manière globale (périphérie, cerveau entier et LSC) le métabolisme périphérique et central de 

la morphine.  
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Figure Supplémentaire 1: 

(A) Dosages intra et extracellulaires (milieu de culture) de la M3G par LC-MS/MS à partir de 

cellules gliales mixtes incubées avec de la morphine en condition contrôle ou LPS. Test ART 

ANOVA à deux facteurs suivi d’un test de comparaisons multiples de Tukey. (B) Effet du LPS et 

du LPS-EK (agoniste spécifique du TLR4) sur l’augmentation du métabolisme de la morphine 

sur les cellules gliales mixtes. Test ANOVA de Welch suivi d’un test de comparaisons multiples 

de Tamhane T2 par rapport à la condition CT. (C) Cinétique du métabolisme de la morphine 

après 24h d’incubation CT (en bleu) ou LPS (en rouge) sur les cellules gliales mixtes. Des 

différences significatives entre les deux conditions sont observées dès 3h d’incubation avec 

de la morphine. Test ANOVA à deux facteurs à mesures répétées suivi d’un test de 

comparaison multiples de Sidak. (D) Analyse des aires sous les courbes CT et LPS. Test-t non 

apparié suivi d’une correction de Welch. (E) Effet d’une incubation CT (en bleu) ou LPS (en 

rouge) sur le métabolisme de la morphine par les cellules gliales mixtes au cours du temps. Un 

effet est observé à partir de 8h d’incubation avec le LPS. Test ANOVA à deux facteurs à 

mesures répétées suivi d’un test de comparaisons multiples de Sidak. (F) Effet du milieu 

conditionné astrocytaire stimulé au LPS (ACM LPS) sur le métabolisme de la morphine par les 

microglies purifiées. Test ANOVA à un facteur suivi d’un test de comparaisons multiples de 

Tukey. (G) Dosage par ELISA du TNFα et de l’IL1α dans des milieux culture d’astrocytes CT ou 

stimulés au LPS. Test de Mann-Whitney. (H) Métabolisme de la morphine par des cultures 

primaires de microglies purifiées stimulées avec plusieurs facteurs pro-inflammatoires libérés 

par les astrocytes (TNFα et/ou IL1α). Test de Kruskal-Wallis suivi d’un test de comparaisons 

multiples de Dunn par rapport à la condition CT. (I) Métabolisme de la morphine par des 

cultures primaires de microglies purifiées et stimulées avec du ACM LPS dans lequel des nAb 

contre le TNFα ou l’IL1α ont été incubés. Test de Kruskal-Wallis suivi d’un test de comparaisons 

multiples de Dunn. *: p-value < 0.05, **: p-value < 0.005, ***: p-value < 0,0005 et *** : p-

value < 0,0001. 
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Figure Supplémentaire 2: 

(A) Effet du TNFα, de l’IL1α et du C1q seuls ou en combinaison sur le métabolisme de la 

morphine sur par les cellules gliales mixtes. Test de Kruskal-Wallis suivi d’un test de 

comparaisons multiples de Dunn par rapport à la condition CT. (A) Effet dose-réponse d’une 

incubation de (B) TNFα, (C) d’IL1α et de (D) C1q sur le métabolisme de la morphine par des 

cellules gliales mixtes. Test de Kruskal-Wallis suivi d’un test de comparaisons multiples de 

Dunn par rapport à la condition CT. Métabolisme de la morphine par (E) des cellules gliales 

mixtes ou (F) des astrocytes purifiés en présence ou non des inhibiteurs des voies NFκB 

(Lutéoline ; 50µM), IRF (BX795 ; 500nM) et AP-1 (SR11302 ; 10µM). Métabolisme de la 

morphine par (G) des cellules gliales mixtes ou (H) par les astrocytes purifiés et en présence 

ou non des inhibiteurs des voies AhR (SR1 ; 2.5µM) ou Nrf2/Nfe2l2 (ML385 ; 40µM). (I)  Effet 

de différents neuromodulateurs sur le métabolisme de la morphine dans des cellules gliales 

mixtes. L’ensemble des neuromodulateurs ont été utilisés à une dose de 100 nM. Test de 

Kruskal-Wallis suivi d’un test de comparaisons multiples de Dunn par rapport à la condition 

CT. Métabolisme de la morphine par (J) des cellules gliales mixtes ou (K) par des astrocytes 

purifiés et en présence ou non des inhibiteurs des voies AhR (SR1 ; 2.5µM) ou Nrf2/Nfe2l2 

(ML385 ; 40µM). Métabolisme de la morphine par (L) des cellules gliales mixtes ou (M) par 

des astrocytes purifiés et en présence ou non d’un agoniste AhR (TCDD ; 10nM). Test ANOVA 

à un facteur suivi d’un test de comparaisons multiples de Holm-Sidak. *: p-value < 0.05, **: p-

value < 0.005, ***: p-value < 0,0005 et ****: p-value < 0,0001. 
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Mise au point du protocole de culture primaires de cellules gliales 

Afin d’étudier le rôle des cellules gliales dans le métabolisme de la morphine, j’ai choisi 

d’utiliser des cultures primaires d’astrocytes et de microglies à partir de souriceaux âgés de 

P0-P5. La majorité des cellules présentes dans nos conditions étaient des astrocytes et des 

microglies. En effet, la méthode de culture utilisée ne permet pas la survie des neurones et 

des progéniteurs d’oligodendrocytes. En effet, ces deux types cellulaires nécessitent des 

facteurs qui ne sont pas présents dans nos conditions pour se développer et se différencier en 

oligodendrocytes matures (Sahu et al., 2019; Weil et al., 2019). Néanmoins, un point qui s’est 

avéré critique lors de la mise en place de ces cultures était la contamination des cultures gliales 

par les fibroblastes issus des méninges qui entourent le cerveau. Afin d’éviter une telle 

contamination, il faut retirer l’ensemble de ces méninges. Pour cela, j’ai mis en place un 

protocole très rapide d’élimination de ces méninges en plongeant les cerveaux dans une 

solution d’éthanol 70% durant 10 secondes. Cette étape permet de tuer l’ensemble des 

cellules qui constituent les méninges d’une part et de faciliter leur retrait d’autre part.  

Une des étapes de ma thèse a été de travailler spécifiquement avec des cultures 

primaires de microglies et d’astrocytes purifiés. Pour cela, j’ai utilisé un kit de purification 

MACS (magnetic activated cell sorting) basé sur l’utilisation d’anticorps couplés à des billes 

magnétiques qui reconnaissent spécifiquement des antigènes extracellulaires exprimés par 

certains types cellulaires. Dans le cas des microglies, j’ai utilisé des anticorps qui reconnaissent 

le CD11b permettant une purification reproductible et efficace de ces cellules. Concernant les 

astrocytes, j’ai utilisé des anticorps qui reconnaissent le transporteur de glutamate et 

d’aspartate (GLAST). Dans ce cas-là, les purifications étaient beaucoup moins reproductibles 

dans la mesure où des microglies étaient souvent présentes dans les cultures. Cela peut 

s’expliquer par le fait qu’elles fixaient, de façon aspécifique, ces anticorps probablement via 

les récepteurs qui reconnaissent le fragment cristallisable des anticorps (FcR) (Song et al., 

2004). Pour pallier à ce problème de purification des astrocytes, j’ai mis en place un protocole 

qui permet d’éliminer de façon spécifique les microglies lors de la mise en place de la culture 

primaire (Van Zeller et al., 2022). Pour ce faire, j’ai utilisé un inhibiteur des récepteurs CSFR1, 

décrit comme étant crucial dans le développement et le maintien de l’homéostasie microgliale 

(Bohlen et al., 2019). Ainsi, j’ai pu éliminer de façon spécifique les microglies en utilisant du 
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PLX3397 (5µM) durant les 5 premiers jours de culture, ce qui m’a permis d’obtenir une culture 

primaire pure en astrocytes.  

L’ensemble de ces mises en place techniques m’ont ainsi permis d’étudier de façon 

approfondie le métabolisme de la morphine, en réalisant notamment des dosages quantitatifs 

par LC-MS/MS.  

 

Dosages par LC-MS/MS 

Il existe plusieurs techniques pour quantifier de manière précise des molécules ou 

protéines. Néanmoins, dans le cas de petites molécules dont les structures chimiques sont 

très proches, telles que la morphine et la M3G, la LC-MS/MS, avec l’utilisation d’une 

chromatographie liquide et d’un spectromètre de masse triple quadrupôle (LC-MS/MS), reste 

la technique la plus sensible, la plus spécifique et la plus quantitative. En effet, la plupart des 

autres techniques de dosage de petites molécules autres que la LC-MS/MS reposent sur 

l’utilisation d’anticorps qui permettent de reconnaitre les cibles que l’on veut doser, avec des 

réactivités croisées potentielles avec des molécules structuralement proches. Ce problème est 

évidemment rencontré dans le cas de la morphine et la M3G, qui sont logiquement 

structuralement très proches. Pour pallier à ce problème, nous avons choisi d’utiliser la LC-

MS/MS, qui se base sur les propriétés physico-chimiques des composés ciblés ainsi que leur 

masse molaire (en g/mol ou Da). En effet, la LC en amont de la MS permet de séparer les 

molécules, via un gradient d’acétonitrile par exemple, en fonction de leur hydrophobicité 

(l’élution se fait à un pourcentage de solvant organique connu) tandis que la MS permet de 

trouver de manière précise (à 0,1Da près dans notre cas) les molécules cibles (ions parents) 

afin de les fragmenter en ions fils. Les fragments générés servent ainsi de signature 

moléculaire spécifique à chaque molécule et permettent de quantifier de manière précise les 

molécules initiales fragmentées. En effet, il peut arriver que plusieurs molécules aient la 

même masse molaire que le composé que vous souhaitez quantifier mais le risque d’avoir des 

fragments générés de même masse est extrêmement faible. 

L’autre avantage de la LC-MS/MS est la possibilité de réaliser des quantifications 

absolues par la méthode de dilution isotopique. En effet, cette méthode de quantification se 

base sur l’utilisation de molécules modifiées présentant des masses molaires légèrement plus 
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importantes. Par exemple, dans notre cas, nous avons utilisé des molécules dans lesquelles 

trois atomes d’hydrogène (1H, masse = 1Da) sont remplacés par trois atomes de deutérium 

(2H, masse = 2Da), ce qui confère à ces molécules « deutérées » une masse molaire supérieure 

de 3Da (D3-M3G : 464,46Da) par rapport à la molécule dosée (M3G : 461,46Da). Ces molécules 

deutérées se comportent exactement de la même manière que les molécules cibles en LC-

MS/MS. Ainsi, en mettant des quantités connues de ces standards internes deutérés nous 

pouvons déterminer de manière extrêmement précise les quantités des molécules cibles dans 

les échantillons en éliminant l’effet matrice de l’échantillon (effet qui diminue le signal des 

composés recherchés) et l’utilisation de gammes étalon externes. Pour toutes ces raisons, la 

LC-MS/MS couplée à la dilution isotopique reste la technique de référence pour doser et 

quantifier de manière précise plusieurs molécules simultanément dans un même échantillon.  

 

Modèle d’étude du métabolisme central des composés endogènes et exogènes par les 

cellules gliales 

Les expériences que j’ai mises en place in vitro ouvrent la voie à un criblage de 

composés qui pourraient être métabolisés par les cellules gliales in vitro. Lors de mon 

doctorat, ces expériences ont été optimisées pour être réalisées en plaque 96 puits. Ainsi, un 

tel outil ouvre la porte à des expériences de métabolisme avec ces différents composés, en 

combinant plusieurs conditions expérimentales. Un point qui pourrait néanmoins être 

amélioré dans cet outil serait la mise en place des cultures primaires des autres cellules qui 

composent le CNS. En effet, pour avoir un aspect plus translationnel des mécanismes observés 

in vivo, il serait indispensable de caractériser le rôle des neurones, des oligodendrocytes ainsi 

que des cellules de la BHE. Pour pousser ce modèle encore plus loin, il serait intéressant de 

mettre au point une approche similaire ciblant des composés qui sont métabolisés avec des 

enzymes de métabolisme de phase I telles que les CYP450. En effet, de nombreuses molécules 

utilisées en clinique ont pour cible le CNS (John et al., 2011). Bien que la pharmacodynamique 

de ces composés soit généralement bien caractérisée, il est essentiel de prendre également 

en compte la pharmacocinétique de ces derniers. Ainsi, la mise en place d’un tel outil in vitro 

pourrait se révéler très important dans ce but et faciliterait cette caractérisation. Finalement, 

l’utilisation d’une telle approche pourrait également permettre la caractérisation et la 

décortication des mécanismes de dégradation de certains composés endogènes. 
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Métabolisme central in vitro de la morphine 

L’expression des UGTs, qui sont les enzymes métabolisant la morphine, a été évaluée 

à l’aide d’une approche immunocytochimique dans mes cultures primaires de cellules gliales 

(Figure 1A). Nous avons observé que l’ensemble des microglies et des astrocytes étaient 

immunoréactifs pour cette enzyme, ce qui est en cohérence avec les données de la littérature 

(Suleman et al., 1998; Heurtaux et al., 2004; Heurtaux et al., 2006; Gradinaru et al., 2012; 

Togna et al., 2013). Néanmoins, dans mon cas, j’ai utilisé un anticorps qui reconnait toutes les 

isoformes du sous-groupe 1A de la superfamille des UGTs, ce qui ne permet pas d’identifier 

précisément l’UGT impliquée dans le métabolisme de la morphine. Dans le cas présent, une 

approche par RT-qPCR aurait pu compléter mon étude afin de préciser quels membres des 

UGT1A sont présents dans les microglies et astrocytes.  

Par la suite, mes résultats montrent qu’il existe un métabolisme basal de la morphine 

dans les microglies et les astrocytes et que la condition neuroinflammatoire induite par le LPS 

entraine une plus forte dégradation de cette molécule. Ces données montrent ainsi pour la 

première fois un tel mécanisme de dégradation de la morphine au niveau cellulaire dans le 

CNS pour les astrocytes. Des travaux similaires avaient toutefois caractérisés un tel processus 

pour d’autres molécules telles que le naphtol ou le 2-(3-benzoylphenyl)propionic acid 

(ketoprofène) (Heurtaux et al., 2004; Heurtaux et al., 2006; Gradinaru et al., 2012). En ce qui 

concerne les microglies, des travaux similaires avec la morphine avaient été publiées par 

Togna et collaborateurs en 2013. Dans cette étude, les auteurs ont purifié des microglies 

issues de ratons et ont évalué le métabolisme de la morphine en condition basale (Togna et 

al., 2013). (Pour l’anecdote, c’est sur cette publication que je m’étais basée pour réaliser toutes 

les premières expériences de ma thèse.) Néanmoins, plusieurs résultats sont à débattre dans 

cette étude, à commencer par le fait que les auteurs montrent des quantités de morphine et 

de M3G générées par les microglies de manière endogène. Bien que la théorie de la morphine 

endogène existe dans la littérature (Muller et al., 2008; Glattard et al., 2010; Charron et al., 

2011; Laux et al., 2011; Laux-Biehlmann et al., 2012; Laux et al., 2012; Laux-Biehlmann et al., 

2014), les quantités observées dans cet article sont équivalentes à des concentrations 

retrouvées lors de traitement avec de fortes concentrations de morphine exogène en culture 

(i.e., autour du µM). La morphine endogène  étant trouvée à l’état de trace, il est impossible 

que les concentrations de morphine et de M3G endogènes trouvées soient aussi importantes. 
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De plus, les auteurs ne montrent aucune caractérisation immunocytochimique de leur culture. 

Il se pourrait donc que leur culture de microglies soit sujette à une contamination par des 

astrocytes, d’où le métabolisme excessif de la morphine observé lorsque les cellules sont 

incubées avec cette morphine. 

 

Autres types cellulaires centraux impliqués dans le métabolisme de la morphine 

Mes études in vitro se sont volontairement restreintes à l’étude du métabolisme de la 

morphine par les microglies et les astrocytes. Néanmoins, il n’est pas à exclure que d’autres 

types cellulaires soient également impliqués dans ce processus. En effet, il a été décrit dans la 

littérature que les neurones expriment également les UGTs (Suleman et al., 1998). Il serait 

ainsi judicieux d’étudier ce mécanisme en travaillant avec des cultures primaires de neurones. 

Cependant, il est difficile d’obtenir des cultures purifiées de neurones étant donné que la 

survie et le développement de ces cellules dépendent de facteurs solubles libérés par les 

astrocytes ou encore les fibroblastes (Gordon et al., 2013; Sahu et al., 2019). Pour pallier à ce 

problème, il serait possible de travailler avec des cellules souches embryonnaires que l’on peut 

différencier en neurones matures (Vieira et al., 2018; Bai et al., 2023). Une autre possibilité 

serait de travailler avec des lignées cellulaires, comme par exemple le SH-SY5Y, une lignée de 

neuroblastomes humains (Lopez-Suarez et al., 2022). Néanmoins, ces résultats seraient à 

prendre avec plus de pincettes étant donné que nous avons déjà comparé des résultats de 

cultures de lignées de microglies (BV2) (Blasi et al., 1990) et astrocytes (U373) (Motaln et al., 

2015) avec nos cultures primaires et nous avons observé de grandes différences dans le 

métabolisme de la morphine. La même chose peut également être discutée pour les 

OPC/oligodendrocytes ainsi que les cellules de la BHE.  

 

Effet des facteurs sécrétés par les microglies sur le métabolisme de la morphine par les 

astrocytes  

Après avoir observé que l’effet du LPS sur le métabolisme de la morphine était amplifié 

dans les cultures gliales mixtes par rapport aux cultures d’astrocytes purifiés (Figure 1C), 

l’hypothèse que j’ai émise était l’existence d’une synergie entre les microglies et les 

astrocytes. Notamment, mon schéma hypothétique reposait sur une activation des microglies 
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par le LPS, qui libéraient des facteurs pro-inflammatoires qui, à leur tour, augmentaient le 

métabolisme de la morphine en M3G par les astrocytes. Ainsi, à l’aide d’articles publiés dans 

la littérature, j’ai pu réduire ces facteurs pro-inflammatoires au nombre 3 : le TNFα, l’IL1α et 

le C1q. Après avoir incubé ces facteurs seuls ou en combinaison avec des astrocytes purifiés, 

j’ai montré pour la première fois que le métabolisme de la morphine en M3G était augmenté. 

De façon intéressante, il semblerait que la combinaison des 3 facteurs pro-inflammatoires, 

décrits pour induire une réactivité astrocytaire (Liddelow et al., 2017), soit suffisante pour 

induire un tel effet. Un point à discuter est la concentration de ces facteurs utilisés tout au 

long des expériences (TNFα 30ng/mL ; IL1α 4 ng/ml). Il serait intéressant de réaliser les mêmes 

expériences en se basant sur les résultats obtenus par ELISA dans les milieux conditionnés des 

microglies stimulées au LPS et utiliser des concentrations de ces cytokines proches de ce que 

libèrent les microglies. 

 

Analyse transcriptomique et fonctionnelle des microglies et astrocytes en condition contrôle 

et neuroinflammatoire 

Par la suite, mon but était de caractériser les voies intracellulaires mises en jeu lors 

d’une neuroinflammation, qui pourraient moduler le métabolisme de la morphine. Pour ce 

faire, j’ai utilisé une base de données RNAseq issue de l’étude de Guttenplan et coll. en 2020 

(Guttenplan et al., 2020). Dans cette étude, les auteurs ont réalisé du RNAseq sur des 

microglies et astrocytes mis en culture en condition contrôle, ou stimulés soit au LPS 

(microglies), soit au TIC (astrocytes). L’analyse transcriptomique couplée à des expériences de 

métabolisme fonctionnel basées sur l’utilisation d’inhibiteurs m’ont permis d’identifier un rôle 

majeur des voies associées à la NFκB et l’AhR dans l’augmentation du métabolisme de la 

morphine en condition neuroinflammatoire. Ces deux protéines sont des facteurs de 

transcription, qui, lorsqu’ils sont activés sont transloqués au niveau du noyau afin de se fixer 

sur des séquences d’ADN et induire l’expression de gènes.  Il est possible que ces deux facteurs 

de transcription agissent seuls mais également en complexe sous forme d’hétérodimères. 

Dans notre cas, nous n’avons pas déterminé quel scénario était réellement mis en jeu. En effet, 

nous pourrions tout d’abord avoir une activation de la NFκB qui pourrait recruter l’AhR afin 

que ce dernier puisse aller induire l’expression des UGTs. L’autre hypothèse serait une 

association de ces deux facteurs de transcription qui pourraient aller se fixer ensemble sur les 
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séquences d’ADN codant pour les UGTs et induire ainsi leur transcription. En ce qui concerne 

ces UGTs, l’analyse transcriptomique des astrocytes stimulés au TIC a permis de mettre en 

évidence l’augmentation de l’expression de l’UGT1A6a. Nous avons alors utilisé une approche 

de knock-down afin de confirmer si cette isoforme était bien impliquée dans l’augmentation 

du métabolisme de la morphine en condition neuroinflammatoire. Cette approche de knock-

down s’est basée sur l’utilisation de virus encapsidés avec des shRNA dirigés contre les 

UGT1A6a. Nous avons pré-incubé nos cellules avec ces virus durant 5j avant de les stimuler au 

TIC en amont d’une incubation à la morphine. Ainsi, cette expérience m’a permis de mettre 

en lumière un rôle de l’UGT1A6a dans ce processus. Cependant, il est possible que le shRNA 

ait pu avoir comme cible l’ARNm des autres isoformes des UGTs au sein des cellules. Pour 

cette raison, il est essentiel de valider par la suite ces résultats à l’aide d’une analyse par qPCR 

des différentes isoformes des UGTs lors d’un traitement viral pour induire un knock-down de 

l’UGT1A6a.  

L’association entre des données transcriptomiques provenant d’un autre laboratoire à 

nos expériences fonctionnelles du métabolisme de la morphine, montre qu’il est possible de 

combiner les deux approches pour l’étude de ce mécanisme par les cellules gliales. 

Néanmoins, bien que ces bases de données RNAseq m’aient beaucoup aidé dans l’avancée de 

ce projet, il aurait été judicieux de valider l’ensemble de marqueurs soit par du RNAseq soit 

par qPCR. De plus, une approche complémentaire au niveau protéique aurait pu être réalisée 

par une approche de spectrométrie de masse.  

Pour conclure, l’ensemble de ces expériences m’a permis de montrer pour la première 

fois que les gliales métabolisent la morphine en M3G. De plus, mes résultats montrent que ce 

métabolisme est très sensible à des variations environnementales, telles qu’une 

neuroinflammation. En effet, une neuroinflammation induite par le LPS peut activer les 

microglies qui peuvent libérer des facteurs pro-inflammatoires (TNFα, IL1α et C1q) et stimuler 

ainsi une augmentation du métabolisme de la morphine par les astrocytes.  

 

Etude de l’inhibition de l’AhR sur l’effet analgésique de la morphine in vivo 

Comme expliqué précédemment, l’effet analgésique de la morphine est 

drastiquement réduit lors de douleurs neuropahiques (Lee et al., 1995; Ossipov et al., 1995b; 
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Ossipov et al., 1995a; Erichsen and Blackburn-Munro, 2002; Rashid et al., 2004; Hashemzaei 

et al., 2017). Sur la base de mes données in vitro, mon hypothèse était qu’une 

neuroinflammation induisait une augmentation du métabolisme de la morphine, diminuant 

ainsi ses effets. Ainsi, le but de cette partie in vivo était de travailler avec des animaux 

neuropathiques et d’inhiber le métabolisme central de la morphine afin d’observer si son effet 

analgésique était augmenté en condition neuropathique. Pour ce faire, j’ai utilisé le modèle 

de douleur neuropathique SNI (Decosterd and Woolf, 2000). Ce modèle est très robuste dans 

la mesure où l’ensemble des animaux testés développent une allodynie mécanique lors des 

expériences de von Frey. 

Sur la base de nos résultats obtenus in vitro, nous avons choisi d’inhiber l’AhR en 

utilisant la même molécule qu’in vitro, le SR1. De façon intéressante, un article a déjà été 

publié dans la littérature en utilisant la même stratégie que la nôtre, mais en utilisant de la 

lutéoline (Hashemzaei et al., 2017). Pour information, la lutéoline a été utilisée dans nos 

expériences in vitro pour inhiber efficacement NFκB et inhiber le métabolisme de la morphine 

induite par le TIC (Figure 2D). Ainsi, les auteurs ont observé une amélioration de l’effet 

analgésique de la morphine dans un modèle de ligature du nerf sciatique. Pour l’étude du rôle 

de l’AhR dans ce mécanisme nous avons ainsi opté pour une injection i.p. chronique de SR1 

sur sept jours consécutifs à une dose de 120µg/kg, qui est décrite comme étant non toxique 

pour la souris (Hwang et al., 2023). Nos résultats ont montré qu’il n’existe aucun effet de 

l’injection du SR1 seule sur la sensibilité mécanique chez les animaux Sham et SNI trois et sept 

jours après injection de cette molécule. De manière surprenante, une nette amélioration de 

l’effet analgésique de la morphine a été observée chez les animaux SNI, avec un pic de l’effet 

plus élevé à 30 minutes après l’injection comparé aux animaux injectés avec le Véhicule.  

Plusieurs autres informations ont également pu être tirées de ces expériences de 

comportement. Premièrement, un meilleur effet de la morphine est également observé du 

côté controlatéral chez les animaux SNI traités au SR1 comparé à ceux traités avec le Véhicule. 

Ce résultat suggère que l’inhibition du SR1 sur l’AhR implique probablement une action supra-

spinale. En effet, de nombreux articles ont montré que suite à une SNI, la neuroinflammation 

au niveau de la ME est surtout localisée du côté ipsilatéral à la chirurgie (Suter et al., 2007). 

Or, si le SR1 n’agissait qu’au niveau de la ME, nous n’aurions eu un effet que du côté ipsilatéral. 

De plus, il a été montré que la neuroinflammation supra-spinale suite à une SNI n’était pas 

143



latéralisée dans des structures telles que la PAG ((Fiore and Austin, 2016; Gui et al., 2016; 

Dubovy et al., 2018)). Pour toutes ces raisons, il est probable que l’effet du SR1 soit 

principalement supra-spinal. Pour vérifier cette hypothèse, il serait intéressant de réaliser des 

injections de SR1 intrathécales ou intracérébroventriculaires, voir intra-structurales afin de 

déterminer si des différences de l’effet analgésique de la morphine sont observées en fonction 

des régions ciblées. Ensuite, en plus des animaux SNI, nous avons observé un effet analgésique 

de la morphine légèrement meilleur chez les animaux Sham prétraités au SR1 en amont d’une 

injection à la morphine. De mon point de vue, ce résultat souligne le fait que l’expression 

basale des UGTs n’est que très peu sous le contrôle de l’activité de l’AhR, sous-entendant 

qu’une neuroinflammation est nécessaire pour induire ce facteur de transcription qui induira 

à son tour l’expression des UGTs. Finalement, nous n’avons vu aucune différence de sexe liée 

au traitement de SR1 chez les animaux, suggérant que l’activité de l’AhR en tant que facteur 

de transcription n’est pas modulée par ce facteur biologique. 

Comme évoqué précédemment, nous avons décidé de réaliser des injections 

chroniques suite à l’induction de la douleur neuropathique, avec une unique dose de SR1 

choisie (120 µg/kg). Plusieurs points peuvent être sujets à discussion dans ce protocole. Le 

premier est le nombre d’injections nécessaires pour observer un effet du traitement. En effet, 

il serait intéressant de raffiner le protocole afin de voir le nombre d’injections nécessaires 

pour observer une amélioration de l’effet analgésique de la morphine. De plus, nous avons 

choisi d’utiliser volontairement une dose faible de morphine (3mg/kg), qui est très peu 

analgésique (Gabel et al., 2023). Ce choix s’est basé sur des raisons pratiques liées au test de 

von Frey durant lequel les animaux injectés à la morphine parcourent de grandes distances en 

tournant en rond dans la boite en plexiglas, ce qui rend difficile la mesure des seuils 

mécaniques. Pour voir à quel point le prétraitement du SR1 influence l’effet analgésique de la 

morphine, il serait intéressant de réaliser des doses-réponses de la morphine pour tirer une 

valeur d’ED50 et la comparer entre les animaux injectés avec une solution de SR1 et Véhicule.  
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Etude de l’inhibition de l’AhR sur le métabolisme périphérique et central de la morphine in 

vivo 

Afin de vérifier si l’injection de SR1 réduit le métabolisme périphérique et/ou central 

de la morphine, nous avons décidé de réaliser des dosages par LC-MS/MS de la morphine et 

la M3G en utilisant le même protocole expérimental. Globalement, nos résultats montrent 

qu’il n’existe aucun effet de la chirurgie ni du traitement sur le métabolisme de la morphine. 

La seule différence retrouvée dans ces expériences a été un plus grand métabolisme chez les 

souris femelles comparées aux souris mâles, en périphérie (bien qu’il n’y a pas eu d’analyse 

statistique sur ces résultats). Ces résultats sont cohérents avec les données de la littérature 

(South et al., 2009; Gabel et al., 2023). 

Ainsi, plusieurs hypothèses peuvent expliquer l’absence d’effets significatifs, que ce 

soit lié à la chirurgie ou au prétraitement. Le premier, le plus logique de mon point de vue, est 

que la neuroinflammation induite par une SNI ne touche absolument pas l’ensemble du 

cerveau ou de la ME lombaire. En effet, la neuroinflammation induite par cette chirurgie a été 

montrée comme étant restreinte seulement dans la partie ipsilatérale dorsale de la ME ou 

dans des structures supra-spinales intimement liées à la douleur (Suter et al., 2007; Fiore and 

Austin, 2016). Pour confirmer cette hypothèse, il serait intéressant de réaliser des dosages par 

ELISA de TNFα et d’IL1α dans les mêmes tissus utilisés pour les dosages de morphine et de 

M3G. Ces dosages par ELISA nous renseigneront sur l’état neuroinflammatoire dans ces tissus. 

Si aucune augmentation de ces cytokines n’est observée dans les échantillons, il est alors 

logique que nous n’ayons pas observé de modulation du métabolisme de la morphine par LC-

MS/MS. Ces résultats suggéreraient alors que les dosages sur des tissus entiers a 

probablement écrasé les différences en termes de quantité de morphine ou de M3G dans les 

différents groupes. Pour pallier à ce problème, il serait judicieux de réaliser les mêmes dosages 

par LC-MS/MS sur des structures microdisséquées, telle que la PAG, l’amygdale ou le thalamus 

qui appartiennent aux voies de la douleur. En effet, ces structures peuvent localement 

présenter une neuroinflammation suite à la SNI et sont également bien caractérisées dans 

l’effet analgésique de la morphine. Une modulation potentielle du métabolisme de cette 

molécule est alors envisageable suite à la chirurgie et au traitement dans ces structures. 

La deuxième hypothèse pouvant expliquer l’absence d’une diminution du métabolisme 

de la morphine peut simplement être un off-target du SR1. En effet, cette molécule, bien 
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qu’elle ait été caractérisée en tant qu’inhibiteur d’AhR, pourrait avoir d’autres cibles qui, d’une 

manière ou d’une autre, pourraient augmenter l’effet analgésique de la morphine sans 

intervenir dans son métabolisme. Pour répondre définitivement à cette interrogation, il serait 

intéressant de travailler avec des modèles génétiques, dans lequel l’expression de l’AhR est 

invalidée. Ces expériences sont déjà en cours dans notre laboratoire. Notamment, nous avons 

récemment acquis des modèles de souris AhR-/- sur lesquels des expériences in vitro et in vivo 

sont prévues. Cependant, cette souche de souris présente beaucoup de déficiences 

phénotypiques (Wright, 1996; Fernandez-Salguero et al., 1997). Pour contrecarrer ces 

déficiences, nous avons entrepris la génération d’une nouvelle souche de souris dans laquelle 

l’expression de l’AhR peut être invalidée de façon conditionnelle et inductible. En effet, nous 

croisons actuellement des souris GLAST-CreERT2 avec des souris AhRfl/fl afin de pouvoir induire 

un knock-out de l’AhR spécifiquement dans les astrocytes via l’induction de la Cre-

recombinase suite une injection de tamoxifène (Metzger and Chambon, 2001). Ceci permet 

donc, en théorie, de diminuer l’expression de l’AhR spécifiquement dans ce type cellulaire, 

que nous avons montré comme étant essentiel dans le métabolisme de la morphine. Ainsi, 

l’utilisation de ces deux souches de souris nous permettra de déterminer si le SR1 a eu un effet 

sur d’autres cibles que l’AhR.  
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Perspectives du projet de thèse 

Plusieurs expériences doivent être réalisées afin de finaliser mon projet de thèse à 

court, moyen et long terme. A cours terme tout d’abord, il est essentiel de réaliser les 

expériences d’inhibition de l’AhR sur les astrocytes purifiés en utilisant les mêmes 

concentrations que sur les cultures mixtes (10µM au lieu de 2.5µM). Egalement, il est essentiel 

de valider un quelconque effet du traitement au SR1 sur le métabolisme de la morphine in 

vivo. Comme évoqué lors de la discussion des résultats, il est impératif de reproduire ces 

mêmes expériences en réalisant des dosages de morphine et M3G sur des structures micro-

disséquées telles que la PAG ou l’amygdale. En complément, une approche de RNAscope dans 

ces structures est nécessaire afin de valider les variations des taux d’ARNm de l’UGT1A6a dans 

les différents types cellulaires, notamment les astrocytes, dans les différents groupes 

expérimentaux. De plus, un dosage par ELISA de TNFα et d’IL1α dans ces structures pourra 

nous renseigner sur l’état neuroinflammatoire. Finalement, une approche par 

immunohistochimie ou Western Blot devrait également être utilisée afin de caractériser 

l’expression de la C3 dans les astrocytes, pour voir s’il existe une réactivité telle que celle 

caractérisée par le groupe de Ben Barres.  

A moyen terme, il serait intéressant de réaliser des tranches de ces mêmes structures 

micro-disséquées afin de réaliser des dosages avec de l’imagerie couplée à un spectromètre 

de masse. En effet, cette approche, complémentaire à celle évoquée précédemment, nous 

permettra d’avoir une meilleure résolution spatiale dans l’étude du métabolisme de la 

morphine. De plus, il est maintenant possible de coupler cette approche à de 

l’immunohistochimie afin de corréler les résultats avec certains types cellulaires. Ainsi, on 

s’attendrait par exemple à avoir une détection de M3G dans les cellules GFAP positives dans 

ces expériences.  

A long terme, il serait intéressant de raffiner le protocole de traitement du SR1 en 

terme de durée et de dose utilisée. Différentes voies d’administration peuvent également être 

utilisées pour délimiter les régions d’action du SR1. De plus, l’utilisation de vecteurs viraux 

couplés à des souris transgéniques peut pousser l’étude encore plus loin. En effet, l’injection 

stéréotaxique d’un vecteur viral exprimant la Cre-recombinase sous le promoteur de la GFAP 

chez des souris AhRfl/fl peut nous permettre d’investiguer précisément le rôle de l’AhR 

astocytaire. Les structures seraient choisies en fonction des résultats des dosages par LC-
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MS/MS sur les structures micro-disséquées que nous aurions ciblées auparavant, ou alors 

celles que nous aurions trouvées suite à un screening de cerveaux entiers à l’aide de l’imagerie 

couplée à la spectrométrie de masse. L’utilisation de modèles génétiques peut également 

nous aider à savoir si le SR1 a d’autres cibles que l’AhR, en utilisant par exemple cette molécule 

chez des animaux AhR-/-.  

 

Rôle des UGT1A6a astrocytaires dans la douleur neuropathique 

Il est important de se poser les bonnes questions lorsqu’on dirige un projet. La question 

que je me suis personnellement le plus posé durant ma thèse est « Quel est le substrat 

endogène des UGT1A6a dont l’expression est tellement augmentée dans les astrocytes 

réactifs ? » et par conséquent « Quel est le rôle de l’augmentation de l’expression des 

UGT1A6a astrocytaires dans la douleur neuropathique ? ». Il n’existe pas énormément de 

réponses connues à cette question, néanmoins, la littérature décrit la sérotonine (5-HT) 

comme pouvant être glucuronidée par cette isoforme des UGTs (Krishnaswamy et al., 2004; 

Uchihashi et al., 2013; Sakakibara et al., 2016a; Carmean et al., 2019). De façon intéressante, 

la 5-HT est une des cibles des traitements thérapeutiques contre la dépression. En effet, la 

fluoxetine (Prozac), un inhibiteur de la recapture de la 5-HT, est largement utilisée dans cette 

maladie afin d’augmenter les concentrations extracellulaires de cette molécule (Sommi et al., 

1987). De plus, la fluoxetine a été montrée comme pouvant inhiber les astrocytes réactifs dans 

un modèle de stress chronique, ce qui permet d’inhiber les symptômes de types dépressifs 

chez les animaux (Fang et al., 2022).  

De manière générale, la douleur neuropathique est connue pour générer des 

comorbidités de type anxio-dépressifs (Gallagher and Verma, 1999; Blier and Abbott, 2001; 

Becker et al., 2020). De plus, les inhibiteurs spécifiques de recapture de 5-HT tels que la 

fluoxetine, sont efficaces contre les douleurs chroniques (Hamdy et al., 2018; Shyu et al., 

2021). Une combinaison avec des inhibiteurs de recapture de la noradrénaline est également 

efficace, comme c’est le cas pour la duloxetine (Cymbalta) (Iyengar et al., 2004; Marks et al., 

2009). Il est ainsi possible de se demander si les astrocytes réactifs observés dans la douleur 

neuropathique ne sont pas à l’origine d’une glucuronidation excessive de la 5-HT. Cette 

glucuronidation de 5-HT est synonyme d’une plus grande dégradation et d’une diminution 
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générale des niveaux de ce neurotransmetteur. Ainsi, inhiber la dégradation de cette molécule 

représente potentiellement une autre stratégie que l’inhibition de la recapture de cette 

dernière.  

L’ensemble de ce projet se base sur une hypothèse ciblée autour de la 5-HT. 

Néanmoins, il est possible que nous ayons ici une autre cible insoupçonnée. Afin de vérifier 

cette hypothèse il est possible de réaliser une étude métabolomique par spectrométrie de 

masse afin de faire un screening de façon non-ciblée de l’ensemble des molécules qui sont 

glucuronidées (Dai et al., 2014). Cette étude pourrait être réalisée sur des animaux des deux 

sexes en condition Sham-SNI. Ainsi, le but de ce screening serait de réaliser une analyse 

différentielle entre les conditions Sham et SNI afin de voir si des molécules sont glucuronidées 

de façon plus importante chez les animaux souffrant de douleurs neuropathiques. 

 

Rôle des UGT1A6a astrocytaires dans les maladies présentant des astrocytes réactifs 

De mon point de vue, l’étude des UGTs astrocytaires, notamment celles exprimées par 

les astrocytes réactifs, peut être amenée à un tout autre niveau. En effet, il faut garder à 

l’esprit que les astrocytes réactifs accompagnés d’une une augmentation de l’UGT1A6a ont 

été caractérisés dans beaucoup de pathologies. Pour cette raison, la question que l’on est 

logiquement amenés à se poser est « Quel est le point commun qui relie ces maladies, qui 

peut expliquer une telle augmentation des UGTs astrocytaires ? ». De la même manière que 

précédemment, il serait intéressant de réaliser une étude métabolomique sur des tissus 

provenant de souris/patients ayant développé ces pathologies. L’analyse aurait pour but de 

mettre en commun l’ensemble des molécules glucuronidées retrouvées de manière plus 

importante dans ces maladies par rapport à des sujets sains. Par la suite, une fois ces 

molécules caractérisées, des études allant du niveau moléculaire jusqu’au comportement 

peuvent être réalisées chez les animaux afin de voir le rôle de ces substrats endogènes. 

 

Stratégie de surexpression de l’UGT1A6a dans les astrocytes chez des sujets sains 

Lorsqu’on étudie le rôle d’un candidat protéique dans un processus biologique, 

l’approche la plus couramment utilisée consiste à invalider l’expression de cette dernière. 
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Dans notre cas, l’UGT1A6a est surexprimée dans différentes pathologies au sein des 

astrocytes réactifs. Afin d’étudier le rôle de cette enzyme, il serait de mon point de vue plus 

judicieux d’induire une surexpression de cette enzyme dans les astrocytes, chez des souris 

sauvages (Ulusoy et al., 2010). Une fois cela fait, il serait intéressant de caractériser 

phénotypiquement parlant ces souris en les soumettant à un large panel de tests 

comportementaux.  

Néanmoins, il est tout à fait possible que cette approche ne génère aucune différence 

phénotypique chez les animaux. En effet, si on part du principe que l’augmentation de 

l’expression de ces enzymes est induite dans le but d’éliminer des molécules qui ont des effets 

nuisibles, l’induction seule de ces enzymes sans la présence de ces molécules pourrait être 

contreproductive.  
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Publication 1 : Revue sur la M3G 

 

Le travail bibliographique sur le métabolisme de la morphine et la M3G a conduit à une 

publication de revue en mai 2022 dans le journal Frontiers in Molecular Neuroscience. 
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Morphine remains the gold standard painkiller available to date to relieve severe
pain. Morphine metabolism leads to the production of two predominant metabolites,
morphine-3-glucuronide (M3G) and morphine-6-glucuronide (M6G). This metabolism
involves uridine 5′-diphospho-glucuronosyltransferases (UGTs), which catalyze the
addition of a glucuronide moiety onto the C3 or C6 position of morphine. Interestingly,
M3G and M6G have been shown to be biologically active. On the one hand, M6G
produces potent analgesia in rodents and humans. On the other hand, M3G provokes
a state of strong excitation in rodents, characterized by thermal hyperalgesia and
tactile allodynia. Its coadministration with morphine or M6G also reduces the resulting
analgesia. Although these behavioral effects show quite consistency in rodents, M3G
effects are much more debated in humans and the identity of the receptor(s) on
which M3G acts remains unclear. Indeed, M3G has little affinity for mu opioid receptor
(MOR) (on which morphine binds) and its effects are retained in the presence of
naloxone or naltrexone, two non-selective MOR antagonists. Paradoxically, MOR seems
to be essential to M3G effects. In contrast, several studies proposed that TLR4
could mediate M3G effects since this receptor also appears to be essential to M3G-
induced hyperalgesia. This review summarizes M3G’s behavioral effects and potential
targets in the central nervous system, as well as the mechanisms by which it might
oppose analgesia.

Keywords: morphine, metabolism, M3G, hyperalgesia, MOR – mu opioid receptor, TLR4 – toll-like receptor 4

Abbreviations: ADME, absorption-distribution-metabolism-excretion; BBB, blood-brain barrier; CNQX, 6-cyano-7-
nitroquinoxaline-2,3-dione; CNS, central nervous system; CSF, cerebrospinal fluid; DAMGO, [D-Ala2, N-MePhe4, Gly-ol]-
enkephalin; DOR2, δ2-opioid receptors; ER, endoplasmic reticulum; ERK, extracellular signal-regulated kinases; GABA,
γ-aminobutyric acid; i.c.v, intracerebroventricular; IL-1β, interleukine 1β; IL-6, interleukine 6; i.p., intraperitoneal; i.t.,
intrathechal; LPS, lipopolysaccharide; LPS-RS, LPS from Rhodobacter sphaeroides; M3G, morphine-3-glucuronide; M6G,
morphine-6-glucuronide; MAPK, mitogen-activated protein kinase; MD-2, myeloid differentiation factor 2; MOR, µ-opioid
receptor; MRP, multidrug resistance-associated protein; NF-κB, nuclear factor κB; NMDA, ionotropic N-methyl-D-
aspartate; OATP, organic anion transporter polypeptides; OCT, organic cation transporter; PAG, periaqueductal gray; P-gp,
P-glycoprotein; RVM, rostral ventromedial medulla; s.c., subcutaneous; TLR4, toll-like receptor 4; TNFα, tumor necrosis
factor α; UDPGA, uridine diphosphate glucuronic acid; UDP-GlcNac, UDP-N-acetylglucosamine; UGTrel7, UDP-galactose
transporter-related protein 7; UGT, uridine 5′-diphospho-glucuronosyltransferases.
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INTRODUCTION

Over the last decade, chronic pain has become one of the top
health burdens threatening economic and healthcare systems
(GBD 2016 Disease and Injury Incidence and Prevalence
Collaborators, 2017). Opiates, such as morphine and its
derivatives, remain the most potent painkillers available at
the hospital. However, their use and efficiency are limited
by mild (i.e., nausea, constipation) to severe side effects,
including analgesic tolerance, opioid use disorders and ultimately
respiratory depression, which can lead to death (Trescot et al.,
2008; Koller et al., 2019; Bachmutsky et al., 2020). Among side
effects, analgesic tolerance corresponds to the decreased effect
of opioid-induced analgesia following repeated administrations
(Trescot et al., 2008; Weinsanto et al., 2018; Gabel et al.,
2022). Consequently, dose escalation is required to relieve pain,
although it might result in greater risks of severe side effects.
In addition, opiate efficiency and side effects are influenced by
numerous factors, including sex, age (van Crugten et al., 1997;
Fullerton et al., 2021; Gabel et al., 2022), comorbidities (Gupta
et al., 2018), additional drug treatments and pain types (Vellucci,
2012; Hopkins et al., 2019), resulting in complex patient care
(Turk, 1996; Vellucci, 2012). In particular, morphine has been
extensively used to decipher the mechanisms involved in opiate-
induced analgesia, tolerance and opioid use disorders.

Morphine’s effects are mediated mainly through the activation
of mu opioid receptors (MORs) located in cerebral structures
involved in the descending controls of pain, including the
periaqueductal gray matter (PAG), the rostral ventromedial
medulla (RVM) and the spinal cord. Upon activation, these
receptors induce the hyperpolarization of MOR-expressing
neurons, resulting in the inhibition of nociceptive signal
transmission (for review, see Lau and Vaughan, 2014). From a
pharmacokinetic point of view, after administration, morphine
undergoes sequential pharmacological processes, consisting of
absorption, distribution, metabolism, and excretion (ADME).
Following intestinal absorption, morphine reaches the liver and
enters the hepatocytes, wherein a major part of its metabolism
occurs. Hence, morphine bioavailability is relatively low in
humans (Hasselstrom and Sawe, 1993; Lotsch et al., 1999;
Lloret-Linares et al., 2016), with only 25–35% of morphine
reaching the circulation and even less being distributed within
the central nervous system (CNS). Indeed, the blood-brain
barrier (BBB) restrains CNS access to xenobiotics and, to
a more general extent, hydrophilic compounds. The BBB
is a selectively semipermeable barrier composed of adjacent
endothelial cells, astrocyte end feet, and pericytes (Ballabh
et al., 2004). Although morphine crosses endothelial cell
membranes due to a certain degree of lipophilicity, its BBB
permeability relies on the P-glycoprotein (P-gp) drug transporter,
which drives morphine from endothelial cells back into the
blood (Schaefer et al., 2017). Therefore, the effectiveness and
duration of the analgesic effect of morphine are partially
modulated by both morphine metabolism and the permeability
of the BBB. Pharmacodynamic processes are also key elements
affecting morphine’s effects. However, they are beyond the
scope of the present review and have already been discussed

elsewhere (for review, see Al-Hasani and Bruchas, 2011;
Williams et al., 2013).

MORPHINE METABOLISM

Glucuronidation of Morphine
Morphine metabolism involves mainly hepatic glucuronidation
by uridine 5′-diphospho-glucuronosyltransferase (UGT) phase
II enzymes. Glucuronidation occurs at the C3-OH and C6-
OH positions, leading to two active metabolites: morphine-
3-glucuronide (M3G) and morphine-6-glucuronide (M6G)
(Lotsch, 2005). However, to a much lesser extent, other morphine
metabolites (5%) can be found in the blood and urine and
include normorphine or morphine sulfates (Yeh et al., 1977;
Hand et al., 1987a; Cone et al., 2008; Laux-Biehlmann et al.,
2013). In addition, 10% of morphine is excreted in its intact form
due to its intrinsic hydrophilicity (Yeh, 1975). Pharmacokinetic
studies of morphine in humans have shown blood terminal half-
life average values of 2–3 h in healthy patients (Hasselstrom and
Sawe, 1993). However, significant variations, ranging from less
than 1 h up to 7 h (Webster et al., 1976; Sawe, 1986), have
been reported based on the route of administration (e.g., more
prolonged for oral vs. intravenous) and individual physiology
(e.g., age, gender, comorbidities, cotreatments).

UDP-Glucuronosyltransferases
UGTs are transmembrane glycoproteins located in the smooth
endoplasmic reticulum (ER; Figure 1). These proteins are
composed of approximately 550 amino acids (around 49 kDa)
and represent a superfamily of enzymes divided into two groups:
UGT1A and UGT2B (for review, see Meech et al., 2019). Studies
using human liver microsomes have established that several
UGTs are involved in morphine glucuronidation, including
UGT1A1, UGT1A3, UGT1A6, UGT1A8, UGT2B1, and UGT2B7
(Stone et al., 2003; Nair et al., 2015). Among them, the
UGT2B7 is considered as the main enzyme involved in morphine
metabolism. These enzymes catalyze the conjugation of a
nucleophilic aglycone moiety (acceptor substrate; i.e., morphine)
to the glycosyl group of a nucleotide sugar (donor; i.e., uridine
diphosphate glucuronic acid, UDPGA). The main transporters
involved in morphine transport across cell membranes are
organic cation transporter member 1 (OCT1; Figure 1; Tzvetkov
et al., 2013; Meyer et al., 2019), OCT2 (Imaoka et al., 2021)
and the organic anion transporter polypeptide 2B1 (OATP2B1)
(Yang Z. Z. et al., 2016). UGTs are found in the ER lumen,
and only 20 amino acids remain in the cytosolic side, with
a di-lysine (KK) motif being responsible for their membrane
retention (Jackson et al., 1990). The luminal amino-terminal part
of the protein carries the substrate-binding domain, whereas
the carboxy-terminal part binds the cosubstrate UDP-glucuronic
acid (UDPGA). It requires that both morphine and UDPGA be
transported inside the ER. While the transport of UDPGA relies
on several ER transporters, such as UGTrel7 (UDP-galactose
transporter-related protein 7) (Muraoka et al., 2001; Kobayashi
et al., 2006; Rowland et al., 2015) or UGTrel1 (Ondo et al., 2020),
there is currently no identified transporter for aglycones and
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FIGURE 1 | Glucuronidation process of morphine. (1) Morphine is first transferred from the extracellular space into the cytoplasm through active transporters such
as OCT1 or OATP2B1. (2) Then, morphine enters the lumen of the ER by way of an unknown transporter. (3) Concomitantly, UDPGA is transported across the ER
membrane in exchange for UDP-GlcNac, due to UGTrel transporters, such as UGTrel7. (4) Inside the lumen, UGT catalyzes the addition of a glucuronide moiety
belonging to UDPGA onto morphine to form M3G and M6G. (5) Metabolites are then transferred into the cytoplasm by unknown transporters. (6) Finally, they are
released into the extracellular space through active transporters such as MRP2 or MRP3. It is worth noting that a significant proportion of morphine that enters the
cytoplasm can be directly released into the extracellular space via P-gp. M3G, morphine-3-glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; MRP, multidrug
resistance-associated protein; OATP2B1, organic anion transporter polypeptides 2B1; OCT1, organic cation transporter 1; P-gp, P-glycoprotein; ER, endoplasmic
reticulum; UDPGA, uridine diphosphate glucuronic acid; UDP-GlcNac, UDP-N-acetylglucosamine; UGT, UDP-glucuronosyltransferase.

conjugated compounds in general or for morphine in particular.
Once morphine glucuronides are transported back into the
cytosol, plasma membrane efflux multidrug resistance-associated
protein 2 and 3 transporters (MRP2 and MRP3) (Zelcer et al.,
2005; Lloret-Linares et al., 2016), located on the basolateral side
of hepatocytes, allow for their release outside the cell. Then,
M3G and M6G are likely to be taken up and released into
the bloodstream by endothelial cells via a probenecid-sensitive
transport system (Xie et al., 2000). From the bloodstream, they
reach the kidneys to be excreted in urine.

UGTs have been widely conserved across evolution from
bacteria to plants and mammals (King et al., 2000; Bock,
2016). However, notable differences exist in enzyme expression
and morphine metabolism between species (Oda et al., 2015).
For instance, major disparities in morphine metabolism have
been reported between humans and rodents. In particular,
morphine has a shorter terminal half-life in C57BL/6 mice
than in humans (i.e., 30 min vs. few hours in humans)
(Handal et al., 2002). In humans, M3G and M6G represent
90 and 10% of all glucuronidated metabolites, respectively

(Hasselstrom and Sawe, 1993). Alternatively, mice exclusively
convert morphine into M3G due to the lack of UGT2B7
expression. Indeed, UGT2B7 seems to be required for M6G
production, as witnessed in several in vitro studies using human
and rodent microsomes (Lotsch and Geisslinger, 2001; Stone
et al., 2003; for review, see Court, 2005). One hypothesis could
be that the piperidine ring bearing the tertiary amine N17
disturbs the interaction between other UGTs and the C6-OH
position of morphine. Thus, it might significantly decrease
the glucuronidation probability at this position. Nevertheless, a
baculovirus-Sf9 cell system for expressing UGTs, established by
Kurita et al. (2017), demonstrated that UGT2B36 is the main
M3G-forming enzyme in male FVB mice. In addition, although
UGT1A1 and UGT2B1 individually did not form M3G in one
particular study, heterodimers of these isoforms produced high
levels of M3G (Miyauchi et al., 2020). In summary, although
a few reports have suggested that rodents which lack UGT2B7
(Shelby et al., 2003; Buckley and Klaassen, 2007) might produce
low levels of M6G (Nagano et al., 2000; Togna et al., 2013;
Yang et al., 2016a,b; Yang Z. Z. et al., 2016), the general consensus
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is that they cannot synthesize such metabolites (Oguri et al.,
1990; Kuo et al., 1991; Salem and Hope, 1997; Zelcer et al.,
2005; Dahan and Lotsch, 2015; Allette et al., 2017; Gabel et al.,
2022).

Since the beginning of the 1970s, the predominant metabolites
of morphine, M3G and M6G, have been shown to be biologically
active. On the one hand, M6G binds to MOR with high
affinity and produces potent analgesia. On the other hand, M3G
has been described as having pronociceptive properties that
could counteract morphine and M6G analgesia. This review
focuses on what is known about M3G behavioral effects, its
potential targets in the CNS and the mechanisms underlying
its properties. M6G effects are beyond the scope of this review
and have already been discussed elsewhere (for review, see
Lotsch and Geisslinger, 2001).

MORPHINE-3-GLUCURONIDE

Behavioral Observations
Rodents
The predominant morphine metabolite, M3G, is devoid of
analgesic effects whether it is injected through the s.c. or
i.c.v. routes or directly into the PAG (Shimomura et al., 1971;
Pasternak et al., 1987). However, the first M3G administrations
in rats have elicited neuroexcitatory effects that could oppose
morphine and M6G antinociception (Table 1). For instance,
i.t. or i.c.v. administration of M3G induces robust behavioral
excitation in rodents characterized by spontaneous agitation,
hyperalgesia and allodynia, epileptic episodes and death
following high doses of M3G (Labella et al., 1979; Woolf,
1981; Yaksh et al., 1986; Yaksh and Harty, 1988; Bartlett et al.,
1994a; Bian and Bhargava, 1996). Following these observations,
M3G’s pronociceptive effects were evaluated after direct
injection or when coadministered with morphine or M6G.
In rodents, i.p., s.c. and i.t. injections of M3G alone clearly
induce thermal hyperalgesia and mechanical allodynia (Juni
et al., 2006; Komatsu et al., 2009, 2016; Lewis et al., 2010; Due
et al., 2012; Arout et al., 2014; Allette et al., 2017; Roeckel
et al., 2017; Blomqvist et al., 2020). Additionally, morphine and
M6G analgesic effects are markedly reduced by M3G (Smith
et al., 1990; Qian-Ling et al., 1992; Ekblom et al., 1993; Faura
et al., 1996, 1997; Gardmark et al., 1998). Hence, whether it
is injected alone or with morphine or M6G, several studies
have demonstrated that M3G has pronociceptive properties in
rodents (Table 1).

Interestingly, Smith and Smith (1995) observed that, when
morphine is infused continuously in rats, the higher the
plasmatic metabolic ratio M3G/morphine is, the lower the
antinociception is, independently of the M3G or morphine
plasmatic concentrations. Similar observations were made in
the extracellular cortical fluid following s.c. administration
of morphine (Barjavel et al., 1995). Consequently, M3G was
proposed to counteract morphine-induced analgesia and to
produce neuroexcitatory effects responsible for some morphine
side effects (Gong et al., 1991; Smith and Smith, 1995; Faura et al.,
1997; Roeckel et al., 2017; Blomqvist et al., 2020).

Although a considerable number of studies have indicated
that M3G possesses pronociceptive properties, some studies did
not observe pronociceptive effects following M3G administration
or when it was coadministered with morphine or M6G
(Table 2). For instance, Ouellet and Pollack (1997) observed
that, when M3G was infused for 12 h in rats, there was
no hyperalgesia or modulation of morphine analgesia (Suzuki
et al., 1993). In another study, it was even noted that the i.v.
coadministration of morphine and M3G improved morphine
analgesia (Lipkowski et al., 1994).

Interestingly, in a MRP3−/− mouse model, the
antinociception and hyperalgesia induced by an injection
of morphine remained intact (Swartjes et al., 2012). In these
mice, although morphine is still metabolized into M3G, M3G
has been shown to remain trapped in hepatocytes due to the lack
of the MRP3 efflux transporter. Therefore, plasma levels of M3G
were extremely low in these transgenic animals compared to
control animals (Zelcer et al., 2005; Swartjes et al., 2012). These
data indicate that hyperalgesia may occur without significant
contribution of hepatic M3G. However, it is worth noting that,
although M3G is not found in the blood of these animals,
morphine might be directly metabolized into M3G within the
CNS and could still elicit its central effects (Gabel et al., 2022).

Humans
In humans, there have been few reports of the pronociceptive
effects of M3G (Table 1). Smith and collaborators observed in 14
cancer patients improved pain relief, which was corroborated by
a decrease in the M3G/(morphine + M6G) ratios. These results
indirectly suggest a pronociceptive role of M3G by reducing
morphine analgesia (Smith et al., 1999). In a pharmacokinetic-
pharmacodynamic study involving 50 patients with moderate
to severe pain, M3G effects seemed to oppose morphine
analgesia (Mazoit et al., 2007). Several case reports have also
suggested that M3G might play a role in morphine’s side effects
such as morphine-induced hyperalgesia and seizures following
high dose of morphine. However, these observations have
shown considerable heterogeneity and do not demonstrate a
pronociceptive role of M3G in humans (Morley et al., 1992;
Sjogren et al., 1993, 1998; Rozan et al., 1995; Hagen and Swanson,
1997; Kronenberg et al., 1998).

Contrastingly, several reports have not observed any
correlation between analgesia and plasmatic concentrations of
M3G or the metabolic M3G/(morphine +M6G) ratios (Table 2;
Samuelsson et al., 1993; Goucke et al., 1994; Wolff et al., 1995;
Andersen et al., 2002; Toce et al., 2019). In addition, there
have been two studies, published by the same group, in which
healthy volunteers were administered M3G to evaluate its effects
in humans (Penson et al., 2000, 2001). The first study was a
randomized, double-blind, placebo-controlled trial in which
M3G was infused in 10 healthy volunteers. Analgesia was assessed
with numerical and visual analog scales in a submaximal ischemic
pain model. No M3G-induced hyperalgesia or dysphoria was
observed. In addition, the coadministration of M3G along with
morphine or M6G did not affect analgesia (Penson et al., 2000).
In the second study, which was blinded, but not controlled, three
concentrations of M3G were used, but no effect was observed
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TABLE 1 | M3G behavioral studies in favor of M3G pronociceptive effects.

References Agonist Administration type Species M3G effects

Labella et al., 1979 M3G i.c.v infusion SD male rats Behavioral excitation

Yaksh et al., 1986 M3G i.t. (3 µg) Rats and cats

Bartlett et al.,
1994a

M3G i.c.v. (2–8 µg) SD male rats

Bian and Bhargava,
1996

M3G i.c.v. (3 and 10 µg) SW male mice

Komatsu et al.,
2009

M3G i.t. (3 nmol) ddY male mice

Komatsu et al.,
2016

M3G i.t. (2.5 nmol) ddY male mice

Woolf, 1981 M3G i.t. (15 µg) SD male rats Thermal hyperalgesia
and/or mechanical allodynia

Smith et al., 1990 M3G i.c.v. (2.5 and 3 µg)/i.p. (10 mg/kg) SD male rats

Gong et al., 1991 M3G i.c.v. (0.2 to 8–10 µg) SD male rats

Juni et al., 2006 M3G s.c. infusion (5 mg/kg) CD-1 male mice

Lewis et al., 2010 M3G i.t. (0.75 µg) SD male Rats

Due et al., 2012 M3G i.p. (25 mg/kg) SD female rats and
C57BL/10ScNJ TLR4−/−

male mice

Arout et al., 2014 M3G s.c. (5 mg/kg) CD-1 male mice

Allette et al., 2017 M3G i.p. (concentration not stated) C57BL/6J female mice

Roeckel et al., 2017 M3G i.p. (5 mg/kg) Male and female 50%
C57/BL6J:50% 129svPas
mice

Blomqvist et al.,
2020

M3G i.t. (5 µg) SD male rats

Smith et al., 1990 M3G + M/
M3G + M6G

i.c.v. (2.5 and 3 µg)/i.p. (10 mg/kg) SD male rats M3G-mediated decrease of
morphine and/or M6G
analgesia

Qian-Ling et al.,
1992

M3G + M6G i.c.v. (0.5 µg) i.t. (0.5 µg) SD male rats

Ekblom et al., 1993 M3G + M i.v. (9.4 µmol/h/kg M3G,
35 µmol/h/kg M)

SD male rats

Faura et al., 1996 M3G + M6G s.c. (6 mg/kg M3G, 4 mg/kg M6G) SW male mice

Faura et al., 1997 M3G + M6G s.c. (6 mg/kg M3G, 4 mg/kg M6G) SW male mice

Gardmark et al.,
1998

M3G + M M3G infusion overnight (9.4 or
37.6 µmol/h/kg) then morphine
infusion

SD male rats

Mazoit et al., 2007 M i.v. (bolus 10 mg) 50 patients with pain

Doyle and Murphy,
2018

M3G + M Intra-vlPAG injection
(0.075 µg/0.25µl/side) followed by
s.c. M

SD male and female rats

Smith and Smith,
1995

M Continuous i.v. infusion (3 different
dosing regimes)

SD male rats M3G/Morphine ratio
inversely correlated to
morphine antinociception

Barjavel et al., 1995 M s.c. (10 mg/kg) SD male rats

Smith et al., 1999 M Oral or s.c. then i.c.v.
postventriculostomy

14 patients

Morley et al., 1992 M i.t. + oral M then M6G (1 mg) i.t. One 47 years old man High levels of M3G in CSF
corroborated with
worsened pain

Sjogren et al., 1993 M Continuous i.v. infusion (100 mg/h) One 50 years old man Myoclonic spasms

The indicated concentrations for studies in which several agonists were used correspond to M3G concentrations, unless otherwise stated. CSF, cerebrospinal fluid; ddY,
Deutschland, Denken, and Yoken mice; FVB, friend leukemia virus B mice; M, morphine; M3G, morphine-3-glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; MRP, multidrug
resistance associated protein; PK-PD, pharmacokinetic-pharmacodynamic; SD, Sprague-Dawley; SW, Swiss-Webster; TLR4, Toll-like receptor 4; vl-PAG, ventrolateral
periaqueductal gray.
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TABLE 2 | M3G behavioral studies in opposition to M3G pronociceptive effects.

References Agonist Administration type Species M3G effects

Ekblom et al., 1993 M3G i.v. bolus (86.7 µmol/kg) SD male rats No behavioral effect/hyperalgesia
observed following M3G
administration alone

Bian and Bhargava,
1996

M3G i.p. (10–100 mg/kg) i.c.v. (0–2 µg) SW male mice

Faura et al., 1996 M3G s.c. (6 mg/kg) SW male mice

Faura et al., 1997 M3G s.c. (6 mg/kg) SW male mice

Salem and Hope,
1997

M3G i.p. (2.5, 5, and 10 mg/kg) Winstar female rats

Ouellet and Pollack,
1997

M3G M3G infusion (0.15 or 0.30 mg/hr) SD male rats

Penson et al., 2000 M3G i.v. (30.6 mg/70 kg) 10 healthy volunteers

Penson et al., 2001 M3G i.v. (7.5, 15, and 30 mg/70 kg) 3 healthy volunteers/ dose

Suzuki et al., 1993 M3G + M/M3G + M6G i.t. (5 µg) Wistar male rats No modulation of morphine or M6G
antinociception/side effects by
M3G

Bian and Bhargava,
1996

M3G + M i.p. (10–100 mg/kg) i.c.v. (0-2 µg) SW male mice

Ouellet and Pollack,
1997

M3G + M M3G infusion (0.15 or 0.30 mg/hr)
then i.v. M 2 mg/kg

SD male rats

Penson et al., 2000 M3G + M/ M3G + M6G i.v. (30.6 mg/70 kg) 10 healthy volunteers

Zelcer et al., 2005 M i.p. (15 mg/kg) FVB MRP3−/− mice

Swartjes et al.,
2012

M + naltrexone s.c. (15 mg/kg each) FVB MRP3 −/− mice

Samuelsson et al.,
1993

M Epidural 35 cancer patients No correlation between analgesia
and the plasma or CSF
M3G/(morphine or M6G) ratio

Goucke et al., 1994 M Oral or s.c. 11 cancer patients

Wolff et al., 1995 M Chronic oral (slow-release) 34 cancer patients

Wolff et al., 1996 M Chronic s.c. 21 cancer patients

Andersen et al.,
2002

M Chronic oral 1 cancer patient

Lipkowski et al.,
1994

M3G + M i.v. (M3G: 10 µmol/kg and M:
2.6 µmol/kg)

SD male rats Improved analgesia and attenuation
of antinociceptive tolerance

Toce et al., 2019 M i.v. (2 mg) One 12 years-old boy with
acute pain

Low morphine metabolism
associated with an increase of
morphine side effects

The indicated concentrations for studies in which several agonists were used correspond to M3G concentrations, unless otherwise stated. CSF, cerebrospinal fluid; ddY,
Deutschland, Denken, and Yoken mice; FVB, friend leukemia virus B mice; M, morphine; M3G, morphine-3-glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; MRP, multidrug
resistance associated protein; PK-PD, pharmacokinetic-pharmacodynamic; SD, Sprague-Dawley; SW, Swiss-Webster; TLR4, Toll-like receptor 4; vl-PAG, ventrolateral
periaqueductal gray.

(Penson et al., 2001). These two studies are extremely valuable,
although the number of subjects used was relatively small for
obvious reasons.

Potential Origin of the Behavioral Effect
Considered together, the few studies in humans are matter
of debate, whereas, in rodents, reports have shown much
more consistency toward the pronociceptive effects of
M3G, even though these effects are not always observed.
The origin of the behavioral effect of M3G might rely on
its glucuronide moiety. Indeed, M3G is not the only “3-
glucuronide” metabolite displaying pronociceptive effects.
Several studies published by Lewis et al. (2013, 2015) showed
that estradiol-3-glucuronide, as well as ethyl-glucuronide,

produces hyperalgesia after i.t. administration. Interestingly,
glucuronic acid injected alone also triggered a similar
effect, demonstrating the importance of the glucuronide
moiety in the pronociceptive effects of these molecules
(Lewis et al., 2013).

Supporting this idea, other 3-glucuronide metabolites
of morphine-derived compounds, such as normorphine,
noroxymorphone and hydromorphone, display pronociceptive
properties (Yaksh and Harty, 1988; Smith et al., 1997; Wright
et al., 2001). Consistently, Peckham and Traynor (2006) showed
robust sex differences in analgesia only with morphine derivatives
that are conjugated into a 3-glucuronide metabolite. Importantly,
these observations were not related to binding affinity, ability
to activate the MOR or lipophilicity. We also recently observed
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that sex differences in morphine analgesia could have their
origin in morphine metabolism. Indeed, morphine metabolism
is higher in the female brain, resulting in higher levels of M3G in
pain-related brain regions (Gabel et al., 2022).

Pharmacological Targets
Mu Opioid Receptor
The molecular mechanisms underlying the effects of M3G
remain a matter of debate (Table 3). On the one hand, one
study published observations in MOR−/− mice suggesting its
requirement for M3G pronociceptive effects (Roeckel et al.,
2017). In this valuable study, i.p. administration of M3G
induces thermal hyperalgesia and tactile allodynia in WT but
not MOR−/− animals. In addition, M3G binds MOR on
brain membranes from WT mice, although with low affinity
(∼1.4 µM), and induces a weak Gi-dependent activity but no
β-arrestin2 recruitment (Figure 2). This activity is not observed
neither in brain membranes from MOR−/− mice, nor in the
presence of naloxone (Roeckel et al., 2017).

On the other hand, M3G showed only low (>µM) affinity
for MOR in several binding studies employing radio-labeled
molecules, such as [D-Ala2, N-MePhe4, Gly-ol]-enkephalin
(DAMGO) or naloxone (Labella et al., 1979; Christensen and
Jorgensen, 1987; Pasternak et al., 1987; Coimbra-Farges et al.,
1990; Chen et al., 1991; Roeckel et al., 2017). It was even
proposed that the apparent affinity of M3G for MORs results
from residual morphine contamination in M3G stock solutions
(Bartlett and Smith, 1995). In addition, several in vivo studies
have demonstrated that M3G’s pronociceptive effects persist
in the presence of naloxone or naltrexone, two non-selective
antagonists of MORs, whether they are injected systematically
or directly into the CNS (Labella et al., 1979; Woolf, 1981;
Yaksh et al., 1986; Yaksh and Harty, 1988; Halliday et al., 1999).
Altogether, these pieces of evidence indicate that M3G might not
bind to MOR, although one study suggested that this receptor
appears to be mandatory for M3G effects.

TLR4
One interesting hypothesis suggests the existence of an alternative
non-opioid receptor that could mediate M3G effects (Table 3).
More precisely, in silico studies have indicated that M3G is
able to bind the Toll-like receptor 4 (TLR4) and myeloid
differentiation factor 2 (MD-2) complex through an interaction
with the lipopolysaccharide (LPS) binding pocket of MD-2
(Hutchinson et al., 2010; Lewis et al., 2010; Grace et al., 2014)
(for a review of opioid interactions with TLR4, see Gabr et al.,
2021). TLR4 downstream signaling involves the activation of 3
parallel intracellular pathways: the NF-κB, the MAPK and the
PI3K/AKT pathway. In agreement with the initial reports, it
has been shown in vitro that the reporter cell line HEK-BlueTM

hTLR4 exhibits significant activation upon M3G stimulation,
which is inhibited by LPS from Rhodobacter sphaeroides (LPS-
RS), a selective TLR4 antagonist (Lewis et al., 2010; Xie et al.,
2017). This reporter cell line expresses the human TLR4 and
a reporter gene under the control of a promoter inducible by
NF-κB and AP-1, two transcription factors involved in TLR4
signaling cascade and proinflammatory cytokines release. In

addition, it has been shown that the PI3K/AKT pathway, the third
TLR4 intra-cellular signaling pathway, is also activated following
M3G stimulation (Figure 2; Hutchinson et al., 2010; Wang et al.,
2021). In human cancer cell lines, the activation of the AKT
pathway by M3G results in upregulation of programmed death
ligand 1 (PD-L1), which promotes tumor growth (Wang et al.,
2021). It is, however, worth noting that, although Wang et al.
(2021) observed activation of the AKT and NF-κB pathways in
the A549 cell line (a human lung cancer cell line), they did not
observe activation of the MAPK pathway in their model.

In vivo, M3G-induced hyperalgesia following i.p.
administration in rodents is abolished by administration of TLR4
antagonists, as well as in a TLR4−/− mouse model (Figure 2;
Due et al., 2012; Allette et al., 2017). Consistently, M3G seems
to display proinflammatory properties through upregulation of
NF-κB and proinflammatory cytokines, including interleukin
1β (IL-1β), interleukin 6 (IL-6), and tumor necrosis factor
α (TNFα), such that it was proposed to be involved in the
modulation of morphine properties (Figure 2; Lewis et al.,
2010; Grace et al., 2014; Doyle and Murphy, 2018; Iqbal et al.,
2020; Wang et al., 2021). These interesting findings take into
account that a considerable number of studies have described
the immunomodulatory effects of morphine and M3G (Wybran
et al., 1979; Shavit et al., 1986; Freier and Fuchs, 1994; Thomas
et al., 1995; Wang et al., 2012; Eisenstein, 2019). Considered
together, these data suggest that TLR4 could be responsible
for the inflammation triggered by M3G, which would thwart
morphine’s analgesic effects.

Several studies have implicated TLR4 in dampening morphine
antinociceptive effects or in some side effects, such as
antinociceptive tolerance (Hutchinson et al., 2010; Liu et al., 2011;
Wang et al., 2012, 2020, 2021; Eidson and Murphy, 2013; Bai
et al., 2014; Grace et al., 2014; Eidson et al., 2017; Thomas et al.,
2022). For instance, a recent study revealed that antinociceptive
tolerance was prevented in TLR2 and TLR4 null mutants, but
not in MyD88−/− animals (Thomas et al., 2022). Since several
studies suggested that TLR4 could be the receptor mediating
M3G effects, M3G has been proposed to play a role in morphine
side effects, especially in antinociceptive tolerance (Juni et al.,
2006; Blomqvist et al., 2020). However, one should note that two
studies invalidate the implication of TLR4 in morphine’s effects
(Fukagawa et al., 2013; Mattioli et al., 2014). The TLR4 mutant
mouse strain C3H/HeJ, which expresses a non-functional TLR4,
a TLR4−/− mouse strain on a C57BL/6 background and the
B10ScNJ mouse strain, which has a spontaneous mutation that
completely removes the TLR4 coding sequence, were used. In
the first study, after repeated injection of morphine, CD11b (a
marker of microglial activation) mRNA expression was increased
in the spinal cord of control mice. Minocycline, a microglial
inhibitor, attenuated the development of morphine tolerance in
these mice. Conversely, in the C3H/HeJ mutant mouse strain
and in a TLR4−/− mouse strain, neither the increase of CD11b
mRNA expression, nor the antinociceptive tolerance was affected
by TLR4 invalidation (Fukagawa et al., 2013). In the second
study, neither acute antinociceptive response to a single dose
of morphine, nor the development of antinociceptive tolerance
was affected by TLR4 invalidation in the C3H/HeJ and B10ScNJ
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TABLE 3 | M3G pharmacological targets and effects.

References Specie/Model Experiment type M3G effects

Pasternak et al.,
1987

Bovine brain membranes In vitro M3G has a low affinity for MOR

Christensen and
Jorgensen, 1987

Bovine brain membranes In vitro

Chen et al., 1991 Rat brain membranes In vitro

Bartlett and Smith,
1995

Sheep brain membranes In vitro

Roeckel et al.,
2017

Mouse brain membranes In vitro

Labella et al., 1979 SD male rats In vivo M3G-induced hyperalgesia/allodynia is enhanced by
naloxone/naltrexone treatment

Woolf, 1981 SD rats In vivo

Yaksh et al., 1986 Rats In vivo

Yaksh and Harty,
1988

Rats In vivo

Halliday et al., 1999 SD male rats In vivo

Roeckel et al.,
2017

MOR−/− mice In vivo MOR is required for M3G-induced hyperalgesia following i.p.
injection

Lewis et al., 2010 SD male rats In vivo, in vitro and in silico TLR4 is required for M3G-induced hyperalgesia. M3G
activates TLR4 signaling. M3G induces the release of
proinflammatory cytokines.

Due et al., 2012 TLR4−/− male mice and SD
female rats

In vivo and in vitro

Grace et al., 2014 SD and lewis male rats In vivo, in vitro and in silico

Xie et al., 2017 HEK cells In vitro

Allette et al., 2017 SD rats In vivo and in vitro

Doyle and Murphy,
2018

SD male and female rats In vivo

Iqbal et al., 2020 PC12 cells In vitro

Wang et al., 2021 C57BL/6 mice and human lung
cancer cell lines

In vivo and in vitro

Sullivan et al., 1989 SD male rats In vivo electrophysiologi-cal
recording

M3G does not affect basal or morphine-induced inhibition of
C-fiber-evoked responses of convergent dorsal horn neurons,
neither on membrane currents or action potential firing in locus
coeruleus neurons

Hewett et al., 1993 SD male rats In vivo electrophysiologi-cal
recording

Osborne et al.,
2000

SD male rats In situ electrophysiologi-cal
recording

Bartlett et al.,
1994a

SD male rats In vivo M3G-induced behavioral excitation involves the indirect
activation of NMDA receptors.

Hemstapat et al.,
2003

Primary cultures of embryonic rat
hippocampal neurones

In vitro

Bartlett et al.,
1994b

SD male rats In vitro M3G does not interact with opioid, GABAA, AMPA, NMDA,
kaïnate or glycinergic receptors, nor alters GABA or glutamate
release from synaptosomes.

Bartlett and Smith,
1996

SD male rats In vitro

Moran and Smith,
2002

SD rats In vitro M3G reduces the amplitude of GABAerbic and glycinergic
inhibitory post-synaptic currents in the rat substantia
gelatinosa through a presynaptic mechanism

Komatsu et al.,
2009

ddY male mice In vivo i.t. M3G-induced behavioral excitation involves the
ERK-NO-cGMP-PKG pathway and is blocked by
coadministration of naltriben, a selective δ2-opioid receptor
antagonist

Komatsu et al.,
2016

ddY male mice In vivo

(Continued)
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TABLE 3 | (Continued)

References Specie Experiment type M3G effects

Due et al., 2014 SD male and female rats In vitro M3G-induced increase of sensory neurons excitability is
blocked by carbamazepine, an inhibitor of several
voltage-dependent sodium channels

Arout et al., 2014 CD-1 male mice In vivo i.p. injection of M3G induces c-Fos activation in the PAG

Juni et al., 2006 CD-1 male mice In vivo M3G induces hyperalgesia following chronic treatment with
high doses but not low doses of morphine

Blomqvist et al.,
2020

SD male rats In vivo Chronic i.t. injections of M3G causes antinociceptive
cross-tolerance to morphine and increases substance P
expression in the dorsal horn of the spinal cord

Igawa et al., 1993 SD female rats In vivo i.t. M3G injection has excitatory effects on micturition

Thomas et al.,
1995

Female B6C3F1 mouse cells In vitro M3G modulates B cell proliferation

Hashiguchi et al.,
1995

SD male rats In vivo M3G enhance the hyperglycemic effects of M6G

AMPA, α-amino-3-hydroxy-5-methylisoxazole-4-propionate; CNS, central nervous system; ddY, Deutschland, Denken, and Yoken mice; DOR, δ-opioid receptor; DRG,
dorsal root ganglion; ERK, extracellular signal-regulated kinase; GABA, γ–aminobutyric acid; GABAA, GABA receptor A; HEK, human embryonic kidney cells; KO, knock-
out; KOR, κ-opioid receptor; LC, locus coeruleus; LPS, lipopolysaccharide; M3G, morphine-3-glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; MD-2, myeloid differentiation
factor 2; MOR, µ-opioid receptor; NF-κB, nuclear factor kappa-light-chain-enhancer of activated B cells; NMDA, N-methyl-D-aspartate; NO-cGMP-PKG, nitric oxide–
cyclic guanosine monophosphate–protein kinase G signaling pathway; OIH, opioid-induced hyperalgesia; PAG, periaqueductal gray; PD-L1, programmed death-ligand 1;
SD, Sprague-Dawley; TLR4, Toll-like receptor 4; vl-PAG, ventrolateral periaqueductal gray.

FIGURE 2 | M3G known and possible intracellular pathways resulting in hyperalgesia. M3G administration causes hyperalgesia in rodents. (1) M3G has low affinity
for MOR and has been shown to induce a weak MOR Gi-dependent signaling, although it does not seem to stimulate β-arrestin recruitment. (2) In a MOR-/- mouse
strain, M3G hyperalgesia is abolished. (3) M3G can bind MD-2 and has been shown to induce the activation of the MAPK, NF-κB and AKT pathways in TLR4
signaling studies. (4) M3G has been described to cause the release of proinflammatory cytokines known to be powerful modulators of nociception counteracting
morphine-induced antinociception. (5) M3G-induced hyperalgesia is also abolished in a TLR4-/- mouse strain. (6) Interestingly, both MOR and TLR4 signaling
involves the MAPK pathway. This pathway is involved in morphine-induced hyperalgesia as well as in proinflammatory cytokine release following TLR4 activation.
Antagonism of the MAPK pathway components results in inhibition of M3G-induced hyperalgesia. MOR-TLR4 crosstalk might thus be involved in M3G-induced
hyperalgesia. (7) An interesting alternative assumption suggests the existence of a yet unknown receptor that could mediated M3G effects.

mouse strains (Mattioli et al., 2014). These results suggest that,
in these models, TLR4 is not involved in the modulation of the
antinociceptive effect of morphine, in its side effects or in the
microglial activation observed during morphine tolerance. This
evidence is interesting and provides insight into the complexity
of M3G physiology.

Mu Opioid Receptor – TLR4 Crosstalk
On the one hand, M3G-induced hyperalgesia is abolished
in a MOR−/− mouse model (Roeckel et al., 2017). On the
other hand, the same effect was observed in a TLR4−/−

mouse model (Due et al., 2012). This piece of evidence
raises the possibility that the hyperalgesia observed following
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M3G administration might depend on the cross-talk between
MORs and TLR4s within the CNS (Figure 2), for which both
receptors are mandatory (for review, see Zhang et al., 2020).
To support this idea, both receptors are expressed in microglia,
astrocytes and even neurons under pathological conditions
(Aicher et al., 2000; Lehnardt et al., 2003; Calvo-Rodriguez
et al., 2017; Maduna et al., 2018; Zhang et al., 2018; Nam
et al., 2019). Secondly, the mitogen-activated protein kinase
(MAPK) pathway is recruited following both MOR and TLR4
stimulation. This pathway seems to be involved in morphine-
induced hyperalgesia, as well as in the inflammatory response
following TLR4 activation (Zhang et al., 2020). Finally, different
studies have reported that M3G effects were abolished in
presence of MAPK pathway inhibitors (Figure 2; Komatsu
et al., 2009; Wang et al., 2021). Taken together, the MAPK
pathway represents an interesting target to assess to better
understand M3G effects.

Several studies have also suggested that, although M3G alone
does not induce hyperalgesia, its coadministration with morphine
decreases analgesia (Ekblom et al., 1993; Faura et al., 1996, 1997).
In these studies, relatively low concentrations of M3G were
injected through the i.p. route, while most of the studies in which
direct hyperalgesia was observed injected high concentrations of
M3G directly into the CNS (Table 1). Hence, it could be possible
that, following CNS administration, M3G reaches sufficient CNS
concentrations to activate both MOR and TLR4 on its own and
produce hyperalgesia, although it has a low apparent affinity
for MOR. In contrast, after peripheral injection of low dose of
M3G alone, M3G would not reach sufficient CNS concentrations
for MOR activation even though TLR4 might be activated. The
presence of morphine along with M3G would then allow MOR
and TLR4 activation and thus hyperalgesia. Nonetheless, this
hypothesis remains to be investigated. Interestingly, in humans,
M3G plasmatic and cerebrospinal fluid (CSF) concentrations
following morphine administration show significant variation
according to administration types, doses and patients (Hand
et al., 1987b; Osborne et al., 1990; Hasselstrom and Sawe, 1993;
Goucke et al., 1994; Westerling et al., 1995; Wolff et al., 1995,
1996; Hoffman et al., 1997; Christrup et al., 1999; Smith et al.,
1999; Sarton et al., 2000; Meineke et al., 2002). For instance,
after i.v. injection of 5 mg of morphine in healthy volunteers,
M3G maximal plasmatic concentration reaches approximatively
100 nM, whereas it reaches 2 µM after a 30 min infusion of
0.5 mg/kg of morphine in neurosurgical patients (Hasselstrom
and Sawe, 1993; Meineke et al., 2002). In the CSF, M3G
concentrations range approximatively from 4 nM in patients that
were given 30 mg of morphine orally to 0.7 µM in patients
receiving chronic oral morphine therapy (Hand et al., 1987b;
Goucke et al., 1994; Wolff et al., 1995, 1996; Smith et al.,
1999). Depending on dose and treatment duration, M3G might
reach the required CNS concentrations to induce MOR and
TLR4 activation.

It is also worth noting that, although numerous studies
have proposed pieces of evidence that TLR4 is involved in
M3G’s effects, there is few data regarding the direct binding of
M3G to TLR4. In a biophysical binding assay, M3G has been
shown to bind the accessory protein MD-2 with a relatively

low dissociation constant of approximatively 1.5 µM (Grace
et al., 2014). However, there is no study in which radiolabeled
molecules were used to investigate whether M3G can bind TLR4
or not. Therefore, one should consider an additional assumption
that suggests the existence of an alternative receptor that could
trigger a TLR4-dependent signaling pathway (Figure 2). In
addition, to our knowledge, TLR4/MOR heteromers have not yet
been described, although such association might participate in
the complex response to M3G.

Modulation of Neuronal Activity
Since the early 1990s, several studies have investigated the effects
of M3G on the modulation of neuronal activity (Table 3).
Consistent with the TLR4 assumption, M3G increases the
excitability of nociceptive dorsal root ganglion neurons in a
similar manner as LPS, and this effect seems to rely on TLR4 (Due
et al., 2012, 2014; Allette et al., 2017). The implication of NaV
currents has subsequently been reported in this phenomenon
using carbamazepine, a known inhibitor of several NaV channels
(Due et al., 2012, 2014). Concomitantly, one study showed higher
c-Fos levels within the PAG following s.c. co-administration
of naltrexone and M3G, rather than naltrexone and morphine
(Arout et al., 2014).

Ionotropic N-methyl-D-aspartate (NMDA) glutamatergic
receptors also appear to be involved in M3G’s effects. First,
M3G did not induce any excitation when embryonic cultured
hippocampal neurons were preincubated with 6-cyano-7-
nitroquinoxaline-2,3-dione (CNQX, an NMDA receptor
antagonist), showing the requirement of this receptor in the
excitatory effects of M3G in vitro. This inhibition is not observed
with naloxone and seems to rely on the indirect recruitment of
NMDA receptors (Hemstapat et al., 2003). Moreover, behavioral
excitation triggered by M3G administration was attenuated
in rats pretreated with LY274614, another NMDA receptor
antagonist, or when antagonists were coinjected with M3G
(Bartlett et al., 1994a; Komatsu et al., 2009). Komatsu et al. (2009)
have performed i.t. injections of M3G together with different
antagonists, and they postulated that the phosphorylation
of extracellular signal-regulated kinases (ERKs) follows the
activation of the NO-cGMP-PKG pathway in response to NMDA
receptor activation and that this mechanism could be responsible
for an increase in neuronal excitability after M3G administration.
Later, the same group showed that both nociceptive responses
induced by M3G and ERK activation might be triggered via δ2-
opioid receptors (DOR2) activated by Leu-enkephalin (Komatsu
et al., 2016).

These data are, to a certain extent, consistent with M3G
having no affinity for NMDA receptors and not being able
to modulate glutamate release from whole-brain synaptosomes
(Bartlett et al., 1994b; Bartlett and Smith, 1996). M3G fails to
affect evoked excitatory postsynaptic currents obtained from
patch-clamp recordings in neurons of the substantia gelatinosa,
yet it decreases the amplitude of inhibitory postsynaptic currents
in a dose-dependent manner. This effect is insensitive to naloxone
and seems to stem from a presynaptic mechanism, resulting
in the disinhibition of substantia gelatinosa neurons, although
the identity of the recorded neurons remains unknown (Moran
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FIGURE 3 | Morphine metabolic balance participates to the modulation of morphine analgesia. Morphine acts mainly on MORs to produce potent analgesia. It is
metabolized by UGTs into its predominant metabolite; M3G. In rodents, M3G has been described as inducing thermal hyperalgesia and tactile allodynia, which might
oppose morphine analgesia, although in humans, the relevance of these effects remains a matter of debate. M3G has been proposed to bind to TLR4, and this
receptor appears to be required for M3G-induced hyperalgesia. At the same time, one study has shown that MORs are also required for M3G effects, although M3G
seems to have no or little affinity for these receptors. Considered together, the crosstalk between these receptors could be key to M3G effects, whereas another
receptor could also be involved.

and Smith, 2002). This study seems to note that M3G could
modulate the inhibitory systems in the spinal cord. However,
it is worth noting that M3G fails to modulate γ-aminobutyric
acid (GABA) release from whole-brain synaptosomes, although
local suppression of GABA release, for instance, in the spinal
cord, should not be excluded (Bartlett and Smith, 1996). Other
reports have made this puzzling situation even more complex.
Indeed, some in vivo pieces of evidence have suggested that M3G
has no effect on the C-fiber-evoked responses of dorsal horn
nociceptive neurons following i.t. pretreatment in anesthetized
rats (Sullivan et al., 1989; Hewett et al., 1993; Osborne et al.,
2000). Overwhelmingly, the current consensus is that M3G might
modulate neuronal activity through a non-opioidergic pathway,
but considerable efforts are still needed to clarify the exact
underlying mechanism. Finally, M3G has also been shown to
modulate several peripheral functions such as micturition and
glycemia regulation following M6G administration (Igawa et al.,
1993; Hashiguchi et al., 1995).

SUMMARY

With these outcomes considered together, M3G is able to induce
both hyperalgesia and allodynia in rodents and could thus oppose
morphine antinociception, although the relevance of its effects in

humans is debated. M3G might act on TLR4 or both TLR4 and
MOR, as well as on an additional receptor not yet characterized
(Figure 3). Such a multimodal mechanism might explain the
heterogeneity observed between studies and the difficulty of
drawing conclusions regarding M3G neuronal effects.
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Publication 2: Différences de sexe de l’effet anti-

nociceptif et du métabolisme de la morphine 

 

Dans cet article, nous avons démontré qu’un métabolisme central de la morphine était 

observé dans des structures associées aux effets analgésiques de la morphine (PAG, ME, 

Amygdale etc…). Cet article a été publié en janvier 2022 dans le journal British Journal of 

Pharmacology. 
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Background and Purpose: In rodents, morphine antinociception is influenced by sex.

However, conflicting results have been reported regarding the interaction between

sex and morphine antinociceptive tolerance. Morphine is metabolised in the liver and

brain into morphine-3-glucuronide (M3G). Sex differences in morphine metabolism

and differential metabolic adaptations during tolerance development might contrib-

ute to behavioural discrepancies. This article investigates the differences in peripheral

and central morphine metabolism after acute and chronic morphine treatment in

male and female mice.

Experimental Approach: Sex differences in morphine antinociception and tolerance

were assessed using the tail-immersion test. After acute and chronic morphine treat-

ment, morphine and M3G metabolic kinetics in the blood were evaluated using LC-

MS/MS. They were also quantified in several CNS regions. Finally, the blood–brain

barrier (BBB) permeability of M3G was assessed in male and female mice.

Key Results: This study demonstrated that female mice showed weaker morphine

antinociception and faster induction of tolerance than males. Additionally, female

mice showed higher levels of M3G in the blood and in several pain-related CNS

regions than male mice, whereas lower levels of morphine were observed in these

regions. M3G brain/blood ratios after injection of M3G indicated no sex differences

in M3G BBB permeability, and these ratios were lower than those obtained after

injection of morphine.

Conclusion: These differences are attributable mainly to morphine central metabo-

lism, which differed between males and females in pain-related CNS regions, consis-

tent with weaker morphine antinociceptive effects in females. However, the role of

morphine metabolism in antinociceptive tolerance seemed limited.

K E YWORD S

antinociception, antinociceptive tolerance, M3G, metabolism, morphine, sex differences,
UDP-glucuronosyltransferase

Abbreviations: AUMC, area under the moment curve; CID, collision gas; Cl/F, clearance over bioavailability; D3-M3G, M3G bearing three 2H; D3-morphine, morphine bearing three 2H; LC-MS/

MS, liquid chromatography coupled to tandem mass spectrometry; M3G, morphine-3-glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; MPE, maximal possible effect; MRM, multiple reaction

monitoring mode; MRP, multidrug resistance associated protein; MRT, mean residence time; NCA, non-compartmental analysis; OIH, opioid-induced hyperalgesia; Vdss/F, volume of distribution

at steady-state over bioavailability.
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1 | INTRODUCTION

Pain management has become one of the most prevalent human

health issues, with an increasing societal cost. Among painkillers,

morphine remains the gold standard to relieve severe pain despite its

numerous side effects, including nausea, opioid-induced hyperalgesia

(OIH), antinociceptive tolerance, addiction and respiratory depression

(Trescot et al., 2008). Morphine antinociception and the development

of its side effects are influenced by sex in mammals (Fullerton, Doyle

& Murphy, 2018). In rodents, males show stronger antinociception

than females with the same dose of morphine (Cicero et al., 2002;

Craft, 2003; Kest et al., 1999), whereas human studies have yielded

more conflicting results (Aubrun et al., 2005; Cepeda et al., 2003;

Cepeda & Carr, 2003; Comer et al., 2010; Mogil, 2012; Sarton

et al., 2000). Several mechanisms have been proposed to explain

these sex differences in animal models (Fullerton et al., 2018),

although human behavioural discrepancies might depend on other

parameters, such as the social context, patient history and presence

of comorbidities (Paller et al., 2009).

Morphine antinociception relies on morphine binding mainly to

μ opioid receptors (MORs) located on neurons of the central ner-

vous system (CNS), especially in regions related to pain such as the

lumbar spinal cord (LSC), periaqueductal grey (PAG) and amygdala

(Glaum et al., 1994; Jensen & Yaksh, 1986; McGaraughty &

Heinricher, 2002). Upon activation, these Class A GPCRs induce a

strong hyperpolarisation of MOR-expressing neurons and inhibit the

transmission of nociceptive signals (Fields, 2004). Therefore, mor-

phine levels in pain-related CNS regions, as well as MORs expression

and functionality in these structures (e.g., morphine binding affinity

or G-protein coupling efficiency), are key factors for morphine-

induced antinociception.

Morphine metabolism involves mainly glucuronidation mediated

by UDP-glucuronosyltransferases (UGT family) expressed in the

liver, intestines, kidneys and, to a significant extent, brain cells

(Laux-Biehlmann et al., 2013). In humans, the conjugation of a glucu-

ronide moiety by UGT2B7 on the 3-OH or 6-OH group of morphine

produces two predominant metabolites: morphine-3-glucuronide

(M3G, 60–70%) and morphine-6-glucuronide (M6G, 10%) (Laux-

Biehlmann et al., 2013). In addition, UGT1A1, 1A3, 1A6, 1A8, 1A9

and 1A10 also account for M3G production (Stone et al., 2003).

However, UGT2B7 is absent in mice; therefore, no M6G is

produced, while most M3G production is maintained through the

action of UGT2B36 (Kurita et al., 2017). M6G has been proposed to

be an agonist at MORs, resulting in antinociception (Lotsch &

Geisslinger, 2001). Conversely, M3G has been described to ant-

agonise morphine effects. Indeed, studies have reported strong

mechanical and thermal hyperalgesia following intraperitoneal, intra-

thecal or intracerebroventricular injections of M3G that could block

morphine antinociception in rodents (Lewis et al., 2010; Smith

et al., 1990). Subsequently, many studies have suggested a role of

M3G in the development of morphine-induced OIH and anti-

nociceptive tolerance (Blomqvist et al., 2020; Due et al., 2012; Smith

& Smith, 1995).

Morphine antinociceptive tolerance corresponds to the loss of

morphine efficacy over repeated administration and the need for

higher doses to achieve sufficient antinociception (Weinsanto

et al., 2018). Several pharmacodynamic mechanisms have been previ-

ously described to explain this phenomenon and include a loss of

functional receptors, impaired MOR desensitisation, resensitisation or

recycling and persistent PKC activity (Williams et al., 2013). Interest-

ingly, M3G has been shown to elicit pain probably through binding to

the Toll-like receptor 4 (TLR4)/myeloid differentiation protein 2 com-

plex (Due et al., 2012; Lewis et al., 2010), while implications of TLR4

activation in tolerance and OIH have been described (Bai et al., 2014;

Eidson et al., 2017). However, conflicting results argue in opposite

directions (Mattioli et al., 2014; Roeckel et al., 2017).

Taken together, numerous pieces of evidence suggest that mor-

phine and M3G have opposing effects. Interestingly, in mice, sex dif-

ferences in UGT expression have been reported in the liver and the

brain (Buckley & Klaassen, 2007). For instance, UGT1A8 and

UGT2B36 expression has been shown to be higher in the female

brain. Therefore, the metabolic balance between morphine and M3G

in the periphery and the CNS might be influenced by sex in acute and

chronic conditions and could participate to the sex differences in mor-

phine antinociception and tolerance. The present article investigates

the differences in such metabolic balance in the periphery and the

CNS of male and female mice following acute and chronic administra-

tion of morphine.

What is already known

• Morphine antinociception and its side effects are

influenced by sex.

• Morphine metabolism modulates the antinociceptive

effect of morphine.

What this study adds

• Morphine metabolism takes place in several pain-related

brain regions in vivo.

• Central metabolism of morphine is influenced by sex but

remains unchanged during antinociceptive tolerance.

What is the clinical significance

• Sex differences in metabolism must be considered to

design more effective analgesic treatments for women.

• Understanding sex differences in pain circuits might help

to understand opiates side-effects.
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2 | METHODS

2.1 | Animals

Experiments were performed with 10-week-old male and female

C57BL/6J mice (26 ± 4 g and 20 ± 4 g, respectively; JAX:006362;

Charles River, L'Arbresle, France). Mice were group-housed at five per

cage according to the sex with a 12-h light–dark cycle, at a temperature

of 23�C ± 2�C and provided with food and water ad libitum. All

procedures were performed following European directives (2010/63/

EU) and were approved by the regional ethics committee and

the French Ministry of Agriculture (licence No. APAFIS# 23671-

2020010713353847v5 and APAFIS#16719-2018091211572566v8

to Y.G.). Animal studies are reported in compliance with the

ARRIVE guidelines (Percie du Sert et al., 2020) and with the recommen-

dations made by the British Journal of Pharmacology (Lilley et al., 2020).

2.2 | Experimental design

Considering the importance of sex as a biological variable, especially in

pain studies (Mogil, 2020), all experiments were conducted according

to a 2 � 2 factorial design to examine the effect of both sex and treat-

ment, as well as their potential interaction. The number of mice used

for each experiment was chosen to ensure sufficient statistical power

(power of 80% and alpha of 0.05) (Charan & Kantharia, 2013). In addi-

tion, calculations also were based on a pilot study and differences

already reported in the literature. All experiments were carried out in

a randomised manner for each sex. The experimenter was blinded to

the nature of the solutions (saline vs. morphine) used for the injections

during the behavioural experiments. Due to the technical loss of sev-

eral blood and lumbar spinal cord (LSC) samples from male mice, the

experiment in which the CNS regions were collected was duplicated

only with males, and all structures were extracted. The number of

samples for each structure was therefore increased in the male groups

(please see the sample numbers indicated in each figure).

2.3 | Behavioural assessment of morphine
antinociceptive effect

The antinociceptive effect of morphine was measured with the tail

immersion test. Mice were first habituated to their environmental con-

ditions for a week without any experimental procedures. Then, they

were gently handled and habituated to be restrained in a grid pocket

for 2 days. Mice were tested every day by measuring the latency of

the tail withdrawal when 2/3 of the tail was immersed in a constant-

temperature water bath heated at 47�C. In the absence of response,

the cut-off was set at 25 s to avoid tissue damage. The basal thermal

nociceptive threshold was determined during 2 weeks of baseline and

considered as steady following three consecutive days of stable

measurement prior to the testing phase. Results are expressed as %

maximal possible effect (%MPE) according to the following formula:

%MPE¼ test latencyð Þ� baseline latencyð Þ
cut�off latencyð Þ� baseline latencyð Þ�100

2.4 | Morphine half-maximal effective dose
determination

Morphine half-maximal effective dose (ED50) was determined in males

and females using five doses of morphine (1 mg�kg�1, 2.5 mg�kg�1,

5 mg�kg�1, 10 mg�kg�1 and 20 mg�kg�1). Mice were sorted by sex and

randomly assigned to compose groups of 6 mice. On the day of the

test, mice were weighed, tested for baseline and injected intraperito-

neally (i.p.) with the right dose of morphine (w/v, Francopia, Paris,

France; volume of 5 μl�g�1 of mouse) dissolved in NaCl 0.9%. After

30 min, mice were retested to measure morphine-induced anti-

nociceptive effect. This time interval was selected as morphine

antinociception is described to peak approximatively 30 min after the

injection (Bryant et al., 2006; Cicero et al., 1996, 1997; Doyle &

Murphy, 2018).

2.5 | Induction of morphine antinociceptive
tolerance

To evoke morphine antinociceptive tolerance, mice were weighed and

injected i.p. with either 10 mg�kg�1 of morphine (2 mg�ml�1; volume

of 5 μl�g�1 of mouse; w/v, Francopia, Paris, France) dissolved in NaCl

0.9% or with an equal volume of saline solution every morning (light

phase at 10 AM) for nine consecutive days. Mice were tested before

and 30 min after each injection. On day 10, all mice received an injec-

tion of 10 mg�kg�1 of morphine before the final procedure.

2.6 | Blood collection

On day 10, the tail of the mice was anaesthetised locally with a topi-

cal application of lidocaine/prilocaine 5% (Zentiva, Paris, France).

After 5 min, a small incision was performed at the end of the tail, and

5 μl of blood was collected using a heparinised calibrated capillary

(Minicaps End-to-End 5 μl; Hischmann, Eberstadt Germany). Then, all

mice were injected with morphine, and 5 μl of blood was collected

every 10 min for 2 h and every 20 min for the last hour. After each

collection, the blood was transferred from the capillary into a micro-

tube containing 4 μl of heparin and frozen at �20�C for later analy-

sis. Twelve mice per group were used for the morphine kinetic

experiment.

2.7 | Brain regions and lumbar spinal cord sampling

In a separate group of mice, on day 10, mice were killed by cervical

dislocation 30 min following the injection of morphine, and the blood
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and the brain were collected. The blood was transferred to a micro-

tube containing 4 μl of heparin and frozen at �20�C for later analy-

sis. Then, the brain was placed on an ice-cold mouse brain matrix.

Razor blades were used to cut the brain into 1-mm-thick slices.

Punchers of 1-mm and 0.5-mm diameters were used to sample the

PAG and amygdala, respectively. Olfactory bulbs (OB) were extracted

using forceps. For the LSC, hydraulic extrusion was performed as

previously described (Richner et al., 2017). Structures were directly

transferred in micro-tubes and stored at �80�C. OB were collected

because high levels of UGTs involved in morphine metabolism are

present in the olfactory area (Heydel et al., 2010; Ouzzine

et al., 2014). For each group, 20 males and 13 females were used

(see Section 2.2).

2.8 | M3G blood–brain barrier permeability

To investigate whether differences in M3G blood–brain barrier

(BBB) permeability exist between males and females, 15 male and

15 female mice were weighed, divided into three groups and

injected i.p. with either 10 mg�kg�1, 20 mg�kg�1 or 40 mg�kg�1 of

M3G (w/v, Sigma Aldrich, St. Quentin Fallavier; volume of 5 μl�g�1

of mouse). Mice were killed by cervical dislocation 30 min follow-

ing the injection of M3G, and the blood, the brain regions of inter-

est and the LSC were collected according to the protocol

described above.

2.9 | Sample preparation

2.9.1 | Blood

On the day of the analysis, blood was thawed, and 10 μl of internal

standard (IS; containing 12 pmol of D3-morphine and 10.5 pmol of

D3-M3G; Sigma Aldrich) and 100 μl of ice-cold acetonitrile (ACN;

Thermo Scientific, San Jose, USA) were added. The samples were

vortexed and centrifuged at 20,000 g for 15 min at 4�C. The super-

natants were collected, dried under vacuum and suspended in 800 μl

of H2O/0.1% formic acid (v/v; Sigma Aldrich) prior to solid-phase

extraction (SPE). HyperSep PGC SPE-cartridges (1 cc, 25 mg, Thermo

Electron, Villebon-Sur-Yvette, France) were used with a positive

pressure manifold (Thermo Electron). Briefly, cartridges were acti-

vated with 1 ml of ACN followed by a step wash with 2 ml of

H2O/0.1% formic acid (v/v). Then, samples were loaded onto the car-

tridges, and cartridges were dried for a minute under high vacuum.

They were subsequently washed with 1 ml of H2O/0.1% formic acid

(v/v) followed by 1 ml of 97.9% H2O/2% ACN/0.1% formic acid

(v/v). Elution was performed with 800 μl of 79.9% H2O/20%

ACN/0.1% formic acid (v/v), and eluates were centrifuged (20,000 g,

4�C for 5 min). Supernatants were dried under vacuum and

resuspended in 50 μl of H2O/0.1% formic acid (v/v) prior to LC-MS/

MS analysis.

2.9.2 | Brain regions and lumbar spinal cord

Samples were sonicated (2 � 5 s, 100 W) in 200 μl of H2O containing

10 μl of IS (40 pmol of D3-morphine and 60 pmol of D3-M3G). After

centrifugation (10 min at 10,000 g and 4�C), 10 μl of the supernatants

were precipitated with 100 μl of ice-cold ACN for 30 min. Superna-

tants were dried under vacuum after another centrifugation (15 min

at 20,000 g and 4�C) and resuspended in 20 μl of H2O/0.1% formic

acid (v/v) prior to LC-MS/MS analysis.

2.10 | LC-MS/MS instrumentation and analytical
conditions

Analyses were performed with a Dionex Ultimate 3000 HPLC system

(Thermo Electron) coupled with a triple quadrupole Endura mass spec-

trometer (Thermo Electron). Xcalibur v4.0 software (RRID:SCR_

014593) was used to control the system (Thermo Electron). Samples

were loaded onto a ZORBAX SB-C18 column (150 � 1 mm, 3.5 μm,

flow of 90 μl�min�1; Agilent, Les Ulis, France) heated at 40�C. LC and

MS conditions used are detailed in Table S1.

Identification of the compounds was based on precursor ions,

selective fragment ions and retention times obtained for the heavy

counterpart present in the IS. Selection of the monitored transitions

and optimisation of collision energy and RF Lens parameters were

determined manually (for details, see Table S1). Qualification and

quantification were performed using the multiple reaction monitoring

mode (MRM) according to the isotopic dilution method (Ho

et al., 1990).

2.10.1 | Data and statistical analysis

Design and analysis were done in accordance with the recommenda-

tions of the British Journal of Pharmacology on experimental design

and analysis (Curtis et al., 2018).

Statistical analysis was performed using GraphPad Prism 6 Soft-

ware (RRID:SCR_002798) only for experiments where group size was

at least n = 5 and composed of independent values. To compare the

groups, two-way ANOVA was applied and followed by Tukey's multi-

ple comparisons test only if F was significant and there was no vari-

ance homogeneity. Normality and variance homogeneity were

checked with the D'Agostino and Pearson omnibus normality test and

the Levene's test, respectively. If assumptions were violated, a non-

parametric approach, the aligned-rank transform (ART) ANOVA, was

used (Wobbrock et al., 2011). Outliers were included in data analysis

and presentation unless a very low amount of morphine in the blood

was observed during the whole kinetic suggesting bad injection and

when an abnormally high amount of morphine and M3G were found in

the CNS regions indicating contamination during sample preparation.

Results are presented as mean values ± standard error of the mean

(SEM). A P value < 0.05 was considered statistically significant.
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2.10.2 | Behavioural experiments

Non-linear regression with a four-parameter logistic equation was

used to define the ED50 of morphine and the 95% confidence inter-

vals (95% CI) in both males and females. The two fits were compared

using a nested-model comparison with the extra sum-of-squares

F test. The same analysis was applied to the data of each mouse of

the tolerance experiment to extract the following parameters: the

average day at which half of the MPE is left and the Hill slope coeffi-

cient. Then, the mean of each parameter was compared using an

unpaired t test with Welch's correction.

2.10.3 | Non-compartmental analysis

Pharmacokinetic parameters for morphine and M3G were determined

through a non-compartmental analysis (NCA) performed with

PKsolver described by Zhang et al. (2010). The λz acceptance criteria

were set as followed: R adjusted > 0.80, includes ≥ 3 time points,

AUCtlast-inf ≤ 20% AUC0-inf. The linear up log down trapezoidal rule

was used to determine the AUC of morphine and M3G after extrapo-

lation to infinity.

2.10.4 | Brain/blood ratios

For the comparison between the M3G brain/blood ratio obtained fol-

lowing injection of morphine and M3G, linear regressions were

applied and analysed through a nested-model comparison with the

extra sum-of-squares F test.

2.11 | Materials

C57BL/6J mice were purchased from Charles River (L’Arbresle,
France). Morphine was purchased from Francopia (CAT# 355; Paris,

France). Formic acid (CAT# A117-50), M3G (CAT# M-017), D3-mor-

phine (CAT# M-003) and D3-M3G (CAT# M-031) were purchased

from Sigma Aldrich (Saint-Quentin-Fallavier, France). Lidocaine/

prilocaine 5% was purchase from Zentiva (Paris, France). Minicaps

heparinised calibrated capillaries were purchased from Hischmann

(CAT# 9000205; Eberstadt Germany). HyperSep PGC SPE-cartridges

(CAT# 60106-304) and acetonitrile (A955-212) were purchased from

Thermo Electron (Villebon-Sur-Yvette, France). ZORBAX SB-C18

column was from Agilent (CAT# 863600-902; Les Ulis, France).

2.12 | Nomenclature of targets and ligands

Key protein targets and ligands in this article are hyperlinked to

corresponding entries in http://www.guidetopharmacology.org, and

are permanently archived in the Concise Guide to PHARMACOLOGY

2021/22 (Alexander et al., 2021).

3 | RESULTS

3.1 | Morphine antinociceptive effect and
tolerance in males and females

Morphine antinociception and side effects such as antinociceptive tol-

erance are influenced by sex (Fullerton et al., 2018). To investigate

such sex differences, the tail-immersion test was used to assess the

antinociceptive effect of morphine and the development of morphine

antinociceptive tolerance in male and female C57BL/6J mice. Statisti-

cal details are presented in Table S2.

As shown in Figure 1a, systemic injection of morphine produced

dose-dependent antinociceptive effects in both male and female mice.

However, as witnessed by the morphine ED50, females required sig-

nificantly higher amounts of morphine to reach 50% of the MPE than

males, suggesting sex differences in the antinociceptive effect of mor-

phine (Figure 1a). Interestingly, there were no sex differences in the

baseline nociceptive thresholds of the mice.

The protocol for tolerance is provided in Figure 1b. Morphine

MPE decreased with subsequent injections in both male and female

mice (Figure 1c). However, females became tolerant to morphine anti-

nociceptive effects significantly earlier than males, as witnessed by

the day at which only half of the MPE remained (Figure 1c). Interest-

ingly, no significant difference was observed in the Hill slope coeffi-

cient between males and females, suggesting that the rate of the

tolerance development process was identical in males and females

(Figure 1c). Nevertheless, it should be noted that males reached the

upper cut-off of the tail-immersion test on the first 3 days of the

treatment, and therefore, sex differences in the Hill slope coefficient

might have been masked.

Taken together, these results show sex differences in

morphine antinociception and in the induction of antinociceptive

tolerance.

3.2 | Peripheral morphine metabolism

Peripheral morphine metabolism contributes to the modulation of

morphine and M3G concentrations in the blood. As morphine and

M3G are believed to mediate opposite effects, variations in morphine

metabolic balance might contribute to differences in morphine

antinociception. Therefore, we next investigated whether peripheral

morphine metabolism differed between males and females

following acute and chronic administration of morphine (see protocol

described in Figure 2a). Statistical details are presented in Table S3.

To assess sex differences in morphine metabolism, morphine and

M3G kinetics and their metabolic ratios over time are depicted in

Figure 2b–d, respectively, for control mice. Data obtained for tolerant

mice are presented in Figure 2e–g, respectively. The associated results

obtained from the NCA are represented in Table 1 and as histograms

in Figure S1.

The statistical analysis revealed an interaction between sex and

chronic morphine treatment on the morphine area under the curve
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(AUC; Figure 2h). Indeed, female control mice showed a higher mor-

phine AUC than female tolerant mice, although this effect was absent

in males (see Table 1, post hoc analysis). No interaction was noticed

on the M3G AUC, but it was significantly lower in male mice than in

female mice (Figure 2i). No effect of the treatment was observed.

Consequently, (i) females showed significantly higher metabolic M3G/

morphine AUC ratios than males, and (ii) tolerant mice also showed a

significantly higher metabolic ratio than control mice (Figure 2j).

Furthermore, an interaction between sex and chronic treatment

was also observed for the morphine maximal concentration reached

over the time course, the morphine area under the first moment curve

(AUMC) and morphine clearance (Table 1). In addition, a trend was

observed in the M3G maximal concentration reached over the time

course, but it did not reach statistical significance. These interactions

were mainly driven by the differences between the control and toler-

ant female mice, which were not present in male mice (see Table 1,

post hoc analysis). Nevertheless, there was no interaction with the

M3G parameters or the metabolic ratios (Figure 2j). This result sug-

gests that peripheral morphine metabolism did not seem to be differ-

entially involved during the induction of antinociceptive tolerance in

male and female mice. These interactions are more likely related to

changes in morphine absorption and/or clearance.

Interestingly, males displayed significantly higher morphine mean

residence time (MRT) and morphine half-life than females, whereas a

higher maximal concentration of M3G reached over the time course

was observed in females, suggesting slower morphine metabolism in

males (Table 1). There was no impact of sex on any of the other

parameters.

F IGURE 1 Antinociceptive effect of morphine and development of morphine antinociceptive tolerance in male and female mice. (a) Dose–
response curves for morphine antinociceptive effect in male and female mice. Antinociception is expressed as % of %MPE. 95% CI are
represented as shaded area in blue for males and in red for females. Each group received one dose of morphine (1 mg�kg�1, 2,5 mg�kg�1,

5 mg�kg�1, 10 mg�kg�1 or 20 mg�kg�1). n = 6 for all conditions except n = 5 for the injection of 20 mg�kg�1 in males. (b) Protocol of induction of
the antinociceptive tolerance to morphine. (c) Development of morphine antinociceptive tolerance throughout the chronic treatment
(i.p. 10 mg�kg�1, from day 1 to 9). Antinociception is expressed as %MPE observed 30 min after morphine or saline injection for 9 successive
days. Data are expressed as mean ± SEM; n-numbers are indicated in the figure. ED50 were extracted from each fitting, and fits were compared
with the extra sum-of-the-square F test. Unpaired t test with Welch's correction was used to compare the values for the day at which half of the
MPE remains and the hill-slope coefficient values. *, P < 0.05. Males are represented as blue circle dots and females as red square dots
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Finally, significantly higher morphine clearance and volume of dis-

tribution were observed in tolerant mice compared to control mice,

suggesting that chronic morphine treatment might induce adaptations

in metabolism and/or transporter expression (Table 1). There was no

effect of treatment on any M3G parameters.

Taken together, our results indicated that (i) female mice dis-

played much higher peripheral morphine metabolism and had signifi-

cantly higher levels of M3G than males, and (ii) the peripheral

metabolism of morphine was increased during the development of

antinociceptive tolerance to morphine in mice.

F IGURE 2 Morphine and M3G kinetics in the blood. (a) Protocol of induction of morphine antinociceptive tolerance across days 1 to 10 (D1–
D10, 10 mg�kg�1 morphine or saline i.p.). At day 10, blood was collected at the tail vein at different time points during 180 min. (b) Blood levels of
morphine in control male and female mice after a single injection of morphine at day 10. (c) Blood levels of M3G in control mice. (d) M3G/

morphine metabolic ratios in the blood of control mice. (e) Blood levels of morphine in male and female tolerant mice after injection of morphine
at day 10. (f) Blood levels of M3G in tolerant mice. (g) M3G/morphine metabolic ratios in the blood of tolerant mice. (h) Overall quantities (area
under the curve; AUC) of morphine expressed in nmol�min�ml�1. (i) AUC expressed in μmol�min�ml�1 of M3G; (j) ratio M3G/morphine of the
corresponding AUC. Data are expressed as means ± SEM; n are indicated in the figure. Two-way ANOVA was applied and followed by Tukey's
multiple comparisons test only if F was significant and there was no variance homogeneity. Tukey's multiple comparisons results are reported as *,
P < 0.05. Males are represented as blue circle dots and females as red square dots
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3.3 | Quantification of morphine and M3G in CNS
regions

Morphine antinociception relies mainly on morphine effects in pain-

related CNS regions. Additionally, M3G may act in these regions to

oppose morphine effects. Consequently, their balance in pain-related

CNS regions might modulate morphine antinociception. Thus, we

investigated whether sex and chronic morphine treatment, leading to

antinociceptive tolerance, influences morphine and M3G levels and

their metabolic ratio in the amygdala, PAG and LSC. The OB was also

investigated because high levels of UGTs involved in morphine metab-

olism have been reported in the olfactory area (Heydel et al., 2010;

Ouzzine et al., 2014).

Morphine and M3G levels were quantified by LC-MS/MS in the

amygdala, PAG, LSC and OB of male and female mice following acute

and chronic morphine treatment (see protocol Figure 3a). The values

obtained with morphine and M3G are reported in Table 2 and illus-

trated as histograms in Figure S2. Statistical details are presented in

Table S4.

3.3.1 | Amygdala

The analysis revealed that significantly lower levels of morphine

and higher levels of M3G were present in the amygdala of female

mice compared to male mice (Table 2). Therefore, the metabolic

ratio between M3G and morphine was significantly lower in male

mice than in female mice in this structure (Figure 3b). In addition,

tolerant mice showed lower levels of morphine and M3G in the

amygdala than control mice (Table 2). No differences were

observed in the metabolic ratio between control and tolerant mice

(Figure 3b).

3.3.2 | PAG

Significantly lower levels of morphine were observed in the PAG of

female mice than in the PAG of male mice, whereas no sex differences

were observed in M3G levels (Table 2). Interestingly, the metabolic

ratio between M3G and morphine was significantly lower in male

mice than in female mice in the PAG (Figure 3c). In addition, no signifi-

cant difference was observed in the morphine and M3G levels

(Table 2) or in the M3G/morphine metabolic ratio (Figure 3c) between

control and tolerant mice.

3.3.3 | LSC

Morphine and M3G concentrations were higher in the female LSC

than in the male LSC (Table 2). However, no sex difference was

TABLE 1 Pharmacokinetic parameters obtained from the NCA for morphine and M3G in the blood of male and female control and tolerant
mice following an injection of 10 mg�kg�1 of morphine at day 10

Morphine

CT males CT females Tolerant males Tolerant females

Cmax (nmol�ml�1)b, c 2.93 ± 0.28 (n = 9) 4.24 ± 0.25d (n = 9) 3.22 ± 0.42 (n = 9) 2.63 ± 0.16f (n = 10)

AUC0-inf (nmol�min�ml�1)b, c 120.12 ± 8.7 (n = 8) 146.99 ± 7.7 (n = 9) 116.41 ± 14.9 (n = 9) 86.66 ± 52.7f (n = 10)

AUMC0-inf c (μmol�min2�ml�1)b, c, a 5.76 ± 0.37 (n = 8) 6.14 ± 0.36 (n = 9) 5.80 ± 0.57 (n = 9) 3.37 ± 0.24e, f (n = 10)

MRT (min)a 49.10 ± 3.46 (n = 8) 41.72 ± 1.09 (n = 9) 52.21 ± 4.63 (n = 9) 39.06 ± 2.12e (n = 10)

T1/2 (min)a 34.03 ± 2.40 (n = 8) 28.91 ± 0.75 (n = 9) 36.19 ± 3.21 (n = 9) 27.07 ± 1.47e (n = 10)

Cl/F (L�h�1�kg�1)b, c 18.31 ± 1.62 (n = 8) 14.68 ± 0.91 (n = 9) 20.25 ± 2.27 (n = 9) 25.16 ± 1.67f (n = 10)

Vdss/F (L�kg�1)b 15.51 ± 2.61 (n = 8) 10.18 ± 0.61 (n = 9) 18.16 ± 2.74 (n = 9) 16.44 ± 1.46 (n = 10)

M3G

CT males CT females Tolerant males Tolerant females

Cmax (nmol�ml�1)a 11.38 ± 0.85 (n = 9) 16.35 ± 0.39d (n = 9) 11.52 ± 0.72 (n = 9) 14.21 ± 0.57e (n = 10)

AUC0-inf (nmol�min�ml�1)a 624.4 ± 50.3 (n = 9) 959.7 ± 42.9d (n = 9) 659.1 ± 85.8 (n = 9) 805.8 ± 32.2 (n = 9)

AUMC0-inf (μmol�min2�ml�1) 33.62 ± 4.1 (n = 9) 47.22 ± 3.2 (n = 9) 39.14 ± 12.0 (n = 9) 44.90 ± 5.4 (n = 9)

MRT (min) 53.12 ± 3.6 (n = 9) 48.85 ± 1.4 (n = 9) 53.22 ± 6.3 (n = 9) 54.88 ± 4.8 (n = 9)

Note: Data are expressed as mean ± SEM; n are indicated in the table. Two-way ANOVA was applied and followed by Tukey's multiple comparisons test

only if F was significant and there was no variance homogeneity. Morphine volume of distribution at steady state was analysed with the non-parametric

approach ART ANOVA.
aSex, P < 0.05.
bTreatment, P < 0.05.
cInteraction, P < 0.05.
dControl males versus control females, P < 0.05.
eTolerant males versus tolerant females.
fControl females versus tolerant females, P < 0.05.
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F IGURE 3 Levels of morphine and M3G in
the different brain areas and LSC of male and
female control and tolerant mice. (a) Protocol of
induction of morphine antinociceptive tolerance
across days 1 to 10 (D1–D10, 10 mg�kg�1 of
morphine or saline i.p.). At day 10, brain areas and
lumbar spinal cord were collected 30 min after the
injection of morphine and, morphine and M3G
were quantified by LC-MS/MS. M3G/morphine

ratios found in (b) the amygdala, (c) PAG, (d) LSC
and (e) OB. Data are expressed as means ± SEM; n
are indicated in the figure. Two-way ANOVA was
applied and followed by Tukey's multiple
comparisons test only if F was significant and
there was no variance homogeneity. The
M3G/morphine ratio in the amygdala was
analysed with the non-parametric approach ART
ANOVA. Tukey's multiple comparisons results are
reported as *, P < 0.05. Males are represented as
blue circle dots and females as red square dots

TABLE 2 Levels of morphine and M3G found in the amygdala, the PAG, the LSC and the OB of male and female control and tolerant mice
30 min after an injection of 10 mg�kg�1 of morphine at day 10

Morphine (pmol�mg�1 of protein)

Males CT Females CT Males tolerant Females tolerant

Amygdalaa, b 9.70 ± 1.01 (n = 20) 7.94 ± 0.41 (n = 12) 7.65 ± 0.63 (n = 19) 5.10 ± 0.51 (n = 12)

PAGa 10.26 ± 0.75 (n = 20) 6.76 ± 0.54c (n = 13) 9.43 ± 0.68 (n = 20) 5.28 ± 0.80d (n = 13)

LSCa 12.68 ± 1.31 (n = 17) 18.20 ± 1.17 (n = 11) 11.51 ± 1.54 (n = 15) 16.71 ± 4.06 (n = 9)

OBa, b 13.12 ± 2.28 (n = 16) 8.26 ± 0.37 (n = 13) 8.55 ± 0.50 (n = 16) 6.48 ± 1.04d,e (n = 13)

M3G (pmol�mg�1 of protein)

Males CT Females CT Males tolerant Females tolerant

Amygdalaa, b 6.56 ± 0.94 (n = 20) 12.23 ± 1.41c (n = 12) 4.88 ± 0.62 (n = 19) 7.41 ± 1.37e (n = 12)

PAG 4.89 ± 0.65 (n = 20) 5.29 ± 0.84 (n = 13) 4.34 ± 0.48 (n = 19) 4.64 ± 1.15 (n = 13)

LSCa 34.87 ± 5.63 (n = 17) 59.71 ± 3.49c (n = 11) 36.76 ± 4.09 (n = 15) 49.59 ± 9.29 (n = 9)

OBa 15.64 ± 1.87 (n = 16) 13.04 ± 1.07 (n = 13) 13.67 ± 0.80 (n = 16) 9.59 ± 1.23 (n = 13)

Note: Data are expressed as mean ± SEM. n are indicated in the table. Two-way ANOVA was applied and followed by Tukey's multiple comparisons test

only if F was significant and there was no variance homogeneity. Morphine and M3G in the OB were analysed with the non-parametric approach ART

ANOVA.
aSex, P < 0.05.
bTreatment, P < 0.05.
cControl males versus control females, P < 0.05.
dTolerant males versus tolerant females, P < 0.05.
eControl females versus tolerant females, P < 0.05.
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observed in the metabolic ratio in the LSC (Figure 3d). In addition, no

significant difference was found in the LSC between control and

tolerant mice.

3.3.4 | OB

Significantly lower levels of morphine and M3G were present in the

OB of female mice compared to male mice (Table 2). The metabolic

ratios were significantly lower in males than in females (Figure 3e). In

addition, tolerant mice showed significantly lower levels of morphine

than control mice in the OB. Moreover, a trend was observed for

M3G in the same direction (Table 2). However, there was no effect of

the treatment on the M3G/morphine metabolic ratio, although a trend

was reported (Figure 3e).

Taken together, these results indicate sex differences in morphine

and M3G levels, as well as in their metabolic ratio, in pain-related

brain regions 30 min after the injection of morphine. However, the

induction of morphine tolerance did not modify the metabolic ratio.

These results suggest a limited effect of tolerance on the balance

between morphine and M3G in the analysed regions. Furthermore,

sex was not implicated in the differences between control and toler-

ant mice, as witnessed by the absence of any interactions between

the two factors.

3.4 | Morphine and M3G brain/blood ratios

To investigate the origin of the differences in morphine and M3G

levels and metabolic ratios in the different groups of mice, we deter-

mined whether these differences (i) are the consequence of the differ-

ences observed in peripheral metabolism, (ii) rely on differences in

M3G BBB permeability, and/or (iii) are dependent on the central

metabolism of morphine.

First, we established brain/blood ratios to investigate whether

the differences in morphine and M3G concentrations found in the

CNS regions were based on those found in the blood. The left and

middle panels of Figure 4 illustrate the brain/blood ratios calculated

for morphine and M3G following an i.p. injection of morphine. Statisti-

cal details are presented in Table S5.

3.4.1 | Amygdala

The analysis revealed no significant difference in morphine brain/

blood ratios (Figure 4a). However, an interaction between sex and

chronic morphine treatment was observed on the M3G brain/blood

ratios in the amygdala (Figure 4b). Post hoc analysis indicated sig-

nificantly higher M3G brain/blood ratios in female control mice

than in male control mice, while significantly higher M3G brain/

blood ratios were found between control and tolerant males. This

last difference was observed only in males, resulting in the

interaction.

3.4.2 | PAG

Moreover, significantly higher morphine (Figure 4d) and M3G

(Figure 4e) brain/blood ratios were observed in the PAG of males

compared to females. Unexpectedly, tolerant mice also tended to

show higher morphine brain/blood ratios than control mice. However,

this effect did not reach statistical significance (Figure 4d). In addition,

no effect of chronic morphine treatment was observed on the M3G

brain/blood ratios in the PAG (Figure 4e).

3.4.3 | LSC

Females showed higher morphine brain/blood ratios in the LSC than

males (Figure 4g). Conversely, no difference was noticed in the M3G

brain/blood ratios (Figure 4h). In addition, no effect of chronic treat-

ment on the brain/blood ratios was observed in the LSC.

3.4.4 | OB

No sex difference was noticed in the morphine brain/blood ratios in

the OB (Figure 4j), although males showed significantly higher M3G

brain/blood ratios than females (Figure 4k). Furthermore, chronic

treatment did not influence the morphine or M3G brain/blood ratios

in the OB.

Overall, the M3G brain/blood ratios were 10-fold lower than

those for morphine, suggesting that M3G is less BBB permeant than

morphine, as already reported in the literature (Bickel et al., 1996; Xie

et al., 1999).

Taken together, these results suggested that the sex differences

in morphine and M3G levels observed in the CNS regions between

males and females do not necessarily reflect the differences found in

the blood. Morphine and/or M3G BBB permeability or central metab-

olism of morphine could be partially responsible for such differences.

However, it appeared that chronic morphine treatment had a rather

limited influence on the brain/blood ratios, suggesting that the differ-

ences in morphine and M3G levels observed in the CNS regions

between control and tolerant mice might reflect those observed in the

blood.

3.5 | M3G BBB permeability in males and females

As the main differences observed in the M3G brain/blood ratios dif-

fered by sex, we evaluated to what extent the BBB permeability for

M3G differed between males and females. Different doses of M3G

were injected into naïve male and female mice. Then, the levels of

M3G were quantified in the blood and brain regions of interest. The

M3G brain/blood ratios in each CNS structure as a function of the

M3G blood concentrations after i.p. injections of increasing concen-

trations of M3G are illustrated in Figure 4c,f,i,l. Statistical details are

presented in Table S6.
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F IGURE 4 Brain/blood ratio of morphine and M3G in the different brain areas and lumbar spinal cord of male and female control and
tolerant mice. Brain/blood ratio of (a) morphine and (b) M3G in the amygdala following an i.p. injection of morphine. (c) M3G brain/blood ratio
obtained in the amygdala as a function of M3G blood concentration after i.p. injections of increasing concentrations of M3G. n = 4 for the
injection of 10 mg�kg�1 of M3G in males and females, n = 5 for the other conditions. Brain/blood ratio of (d) morphine and (e) M3G in the PAG
following an i.p. injection of morphine. (f) M3G brain/blood ratio obtained in the PAG as a function of M3G blood concentration after
i.p. injections of increasing concentrations of M3G. n = 3 for the injection of 10 mg�kg�1 of M3G in females, n = 5 for the other conditions.
Brain/blood ratio of (g) morphine and (h) M3G in the LSC following an i.p injection of morphine. (i) M3G brain/blood ratio obtained in the LSC as
a function of M3G blood concentration after i.p. injections of increasing concentrations of M3G. n = 4 for the injection of 10 mg�kg�1 of M3G in
males, n = 5 for the other conditions. Brain/blood ratio of (j) morphine and (k) M3G in the OB following an i.p injection of morphine. (l) M3G
brain/blood ratio obtained in the OB as a function of M3G blood concentration after i.p. injections of increasing concentrations of M3G. n = 4
for the injection of 40 mg�kg�1 of M3G in males, n = 5 for the other conditions. Ratio values are displayed as �103 for morphine and �104 for
M3G. M3G injected doses are depicted as (▼) 10 mg�kg�1, (♦) 20 mg�kg�1 and (▲) 40 mg�kg�1 in blue for males and red for females. The blue
and red lines represent linear curve fitting of the BBB permeability for M3G in males and females, respectively. 95% CI are represented as dotted-
line with the appropriate colour. Data are expressed as means ± SEM; n are indicated in the figure. Two-way ANOVA was applied and followed
by Tukey's multiple comparisons test only if F was significant and there was no variance homogeneity. The morphine and M3G brain/blood ratio
in the PAG and the M3G brain/blood ratio in the LSC were analysed with the non-parametric approach ART ANOVA. Tukey's multiple
comparisons results are reported as *, P < 0.05
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As shown in Figure 4, there were no significant differences in

M3G BBB permeability in any structure analysed when the M3G

brain/blood ratios were plotted as a function of the M3G blood con-

centration in female and male mice (red and blue lines, respectively;

Figure 4c,f,i,l). In addition, the BBB permeability of M3G seemed to be

relatively linear with increasing doses of M3G (Figure S3).

3.6 | Central metabolism of morphine

We next hypothesized that the differences observed in M3G brain/

blood ratios in the CNS regions relied on the central metabolism of

morphine, which could differ between male and female mice. Hence,

we evaluated whether the M3G brain/blood ratios found in each CNS

region after injection of morphine (Figure 4b for amygdala, Figure 4e

for PAG, Figure 4h for LSC and Figure 4k for OB) were different from

those obtained after injection of M3G (Figure 4c for amygdala,

Figure 4f for PAG, Figure 4i for LSC and Figure 4l for OB). As each

mouse showed different concentrations of M3G in the blood, we per-

formed linear regression analysis for the M3G brain/blood ratio as a

function of the M3G blood concentrations observed following the

injection of morphine. Then, for each CNS region, we compared the

obtained regression fit with its associated M3G BBB permeability

analysis to evaluate whether significant central metabolism exists and

whether it is different between male and female mice. Statistical

details are presented in Table S6.

As shown in Figure 4, based on the M3G concentrations found in

the blood of each mouse, the M3G brain/blood ratios obtained in the

amygdala after the injection of morphine were significantly higher than

those obtained after the injection of M3G in female mice (Figure 4b,c)

but not in male mice. In addition, it appeared that female mice dis-

played significantly higher M3G brain/blood ratios than male mice in

this region. These results indicated that morphine was metabolised into

M3G directly in the CNS and that such metabolism differed between

male and female mice. In contrast, male mice showed significantly more

robust central morphine metabolism in the OB than females

(Figure 4k,l). However, the M3G brain/blood ratios reported in the

PAG were unexpectedly low, and there were no differences in the LSC.

Taken together, these results suggested that morphine is

metabolised within the CNS in vivo in key areas related to pain. In

addition, sex differences were observed in the central metabolism of

morphine, which may contribute to the behavioural differences

observed in the antinociceptive effects of morphine between male

and female mice.

4 | DISCUSSION

4.1 | Sex differences in morphine antinociceptive
effects

The sex differences in morphine antinociceptive effects observed in

our experiment were consistent with the ED50 values reported in the

literature (Cicero et al., 1997; Craft et al., 1999; Doyle & Mur-

phy, 2018). Most of the studies using rodents have shown that mor-

phine elicits weaker antinociception in females, but the origin of this

sex disparity remains controversial.

Indeed, sex differences have been observed in key pharmacody-

namic processes involved in morphine antinociception. For instance,

a higher expression of MORs in the PAG and locus coeruleus has

been observed in male mice than in female mice (Guajardo

et al., 2017; Loyd, Morgan, & Murphy, 2008). This differential

expression in the PAG seems to be essential to elicit sex differences

in morphine antinociception (Loyd, Wang, & Murphy, 2008). Sex dif-

ferences in MOR splicing and trafficking have also been observed,

although these mechanisms require further investigation in order to

understand the extent to which they participate to sex differences

in morphine antinociception (Enman et al., 2019; Liu et al., 2018).

On the other hand, no or only minor sex differences have been

observed in morphine binding affinity and MOR-mediated G protein

activation (Kepler et al., 1991; Peckham et al., 2005; Selley

et al., 2003). Concomitantly, other mechanisms have also been pro-

posed, including organisational and activational differences (Cicero

et al., 2002), functional differences in the recruited pain circuit

(Loyd & Murphy, 2014), dimorphism in glial cell activation (Doyle

et al., 2017) and a potential role for drug metabolism (Soldin &

Mattison, 2009).

4.2 | Influence of sex on peripheral metabolism of
morphine

The morphine and M3G concentrations found in the blood of con-

trol mice were consistent with the higher potency of morphine

observed in male C57BL/6J mice (Kest et al., 1999). Female mice

showed higher morphine metabolism, as witnessed by the two-fold

higher M3G/morphine ratio observed at several time points. These

results were consistent with the differences observed after intrave-

nous (i.v.) injection (South et al., 2009). Interestingly, no difference

in morphine glucuronidation by hepatic microsomes was observed

between male and female rats (Rush et al., 1983). In addition, sex

differences have previously been shown in the distribution of glu-

curonide metabolites (Bond et al., 1981). Taken together, it is pos-

sible that the distribution in the body and excretion of morphine

and M3G differ between males and females, leading to higher con-

centrations of M3G in the blood of female mice. Although sex dif-

ferences in mouse peripheral metabolism of morphine were

observed in our experiment, Sarton et al. did not observe any sex

differences in morphine, M3G and M6G levels in the plasma of

healthy human volunteers (Sarton et al., 2000). These species dif-

ferences are likely due to differences in UGT and/or transporter

expression. Nevertheless, experiments performed mainly in rats

have shown that differences in the M3G/morphine plasma ratio

might play a role in the sex differences observed in morphine

antinociception (Baker & Ratka, 2002; Craft, 2003; Smith &

Smith, 1995).
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4.3 | Sex differences in central metabolism of
morphine in pain-related CNS regions

Sex differences in morphine antinociception might rely on the central

metabolism of morphine. Indeed, in vitro studies have shown the

capability of brain homogenates and glial cells to metabolise morphine

into M3G in both rodents and humans (Wahlstrom et al., 1988;

Yamada et al., 2003). In addition, UGTs involved in morphine metabo-

lism are expressed in the brain of humans and rodents (Buckley &

Klaassen, 2007; Kutsuno et al., 2015; Shelby et al., 2003). Several

reports in humans have indirectly suggested the existence of mor-

phine central metabolism (Goudas et al., 1999; Sandouk et al., 1991;

Smith et al., 1999). Even though M3G displays low BBB permeability

(Bickel et al., 1996), we showed here that higher levels of M3G were

present in several CNS regions following peripheral injection of mor-

phine compared with after peripheral injection of M3G, consistent

with the data reported for the brains of guinea pigs (Murphey &

Olsen, 1994).

Consequently, our results suggest that morphine metabolism

occurs in some areas of the CNS in vivo. Interestingly, the M3G brain/

blood ratios were higher in females than in males, at least in the amyg-

dala, although no sex difference in M3G BBB permeability was

observed. Furthermore, even though the M3G brain/blood ratios

observed in the PAG after the injection of morphine were unexpect-

edly lower than those reported following the injection of M3G, it

should be noted that the M3G half-life reported after the injection of

M3G is approximately 30 min (Handal et al., 2002). In contrast, we

reported a MRT for M3G between 45 min and 55 min following mor-

phine injection. Therefore, the total amount of M3G present in the

blood before quantification in the CNS regions is likely much higher

after administration of M3G than after administration of morphine.

Morphine glucuronides brain kinetics are delayed compared to those

observed in the blood (Barjavel et al., 1994; Stain et al., 1995; Xie

et al., 2000), and as we showed that the BBB permeability of M3G

increases proportionally with its blood concentration, the central

metabolism of morphine is probably underestimated in our

experiment.

In agreement with these statements, the lower morphine levels

found in the PAG and amygdala of female mice are consistent with

their lower response to morphine in light of the role of these struc-

tures in morphine-induced antinociception (Jensen & Yaksh, 1986;

McGaraughty & Heinricher, 2002). Moreover, several studies have

described the neuroexcitatory and pronociceptive effects of M3G fol-

lowing intrathecal and intracerebroventricular injections (Bartlett

et al., 1994; Lewis et al., 2010). Alternatively, Peckmann et al.

reported a higher ED50 in female rats than in males for several opiates

that produce 3-glucuronide metabolites (Peckham & Traynor, 2006).

Hence, M3G and other 3-glucuronide metabolites might act as excit-

atory signals, and M3G levels found in the CNS might modulate mor-

phine antinociception in mice. However, conflicting results have been

reported suggesting no pronociceptive effects of M3G (Ouellet & Pol-

lack, 1997; Penson et al., 2000; Swartjes et al., 2012). The

M3G/morphine ratios were remarkably higher in the PAG and

amygdala of female mice compared to male mice. It is worth noting

that there were surprisingly no differences in the M3G/morphine

ratios in the LSC. Importantly, the antinociceptive effect of morphine

following s.c. injection in male rats has been correlated with the

M3G/morphine ratio found in the cortical extracellular fluid in a

microdialysis study (Barjavel et al., 1995).

Taken together, our results indicate that the metabolism of mor-

phine occurs in the CNS in vivo and modulates morphine and M3G

levels in some pain-related CNS regions. Therefore, it might modulate

morphine antinociception. Importantly, this central metabolism is

influenced by sex in C57BL/6J mice and might therefore participate in

the sex differences in morphine antinociception. In the brain, the

expression of UGT1A8 and UGT2B36, two enzymes involved in M3G

production (Kurita et al., 2017; Stone et al., 2003), is higher in female

than in male mice (Buckley & Klaassen, 2007). Interestingly, UGT

expression has been shown to be modulated by sex hormones

(Strasser et al., 1997), and both the androgen receptor and oestrogen

receptor α modulate the expression of several UGT isoforms (Bao

et al., 2008; Cho et al., 2016). Although morphine antinociception has

been shown to be influenced by the oestrous cycle in females

(Krzanowska & Bodnar, 1999; Loyd, Morgan, et al., 2008; Stoffel

et al., 2003), several reports indicate the implication of the

organisational rather than activational effects of steroid hormones in

the sex differences observed in morphine antinociception (Cataldo

et al., 2005; Cicero et al., 2002). Future studies will investigate

whether sex hormones are involved in the sex differences observed in

central metabolism of morphine and to what extent these differences

contribute to the behavioural contrast observed in morphine

antinociception.

It is worth noting that, in the PAG, lower morphine brain/blood

ratio were observed in females than in males suggesting either sex

differences in the BBB permeability of morphine or in the central

metabolism of morphine. Morphine has been shown to be a sub-

strate of P-glycoprotein which limits its distribution in the brain (Cal-

laghan & Riordan, 1993; Hamabe et al., 2007). In addition, multidrug

resistance associated proteins also have been shown to be involved

in morphine transport in the brain (Su & Pasternak, 2013). Therefore,

sex differences in these transporter expressions could also explain

the differences observed in morphine quantities in the PAG between

males and females (Soldin et al., 2011). It is however unlikely that sex

differences in morphine BBB permeability or hepatic metabolism can

fully explain the differences observed in morphine antinociception,

considering that sex differences in response to morphine were

observed following direct i.c.v. injections (Kest et al., 1999).

4.4 | Sex differences in antinociceptive tolerance
to morphine

We observed significant sex differences in the development of anti-

nociceptive tolerance to morphine. However, the rate at which the

tolerance developed remained the same for males and females, as

witnessed by the absence of differences in the Hill slope coefficients.
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These results suggest that, in our paradigm, the sex disparities

observed in the development of morphine tolerance might be due to

the sex differences in the initial morphine effectiveness rather than to

sex-specific mechanisms involved in the development of tolerance.

Such findings are corroborated by a study in which sex differences in

acute morphine potency were controlled during the assessment of tol-

erance (Barrett et al., 2001). Nonetheless, a sexual dimorphism in anti-

nociceptive tolerance has been previously documented, although

strong discrepancies exist in the literature (Craft et al., 1999; Kest

et al., 2000). Importantly, in our experiments, sex differences in the

Hill-slope coefficient might have been hidden as male mice reached

the cut-off of the test for at least the first three days of the tolerance

protocol. Indeed, if males were allowed to reach higher latencies, the

Hill-slope coefficient could change.

4.5 | Peripheral metabolism during antinociceptive
tolerance to morphine

We observed significant interactions at day 10 between sex and treat-

ment in the maximal concentration, AUC, AUMC and clearance of

morphine. However, there was no interaction in the reported parame-

ters for M3G, the metabolic ratios obtained in the blood, or any condi-

tion tested in the CNS, except for the M3G brain/blood ratios in the

amygdala. These results suggest that the rapid induction of anti-

nociceptive tolerance in females might not be related to sex-specific

mechanisms involving morphine metabolism into M3G.

We observed that tolerant mice had lower levels of morphine in

the blood than control mice. The M3G/morphine ratios were

increased in the blood of tolerant mice, suggesting that chronic mor-

phine injections increased morphine metabolism. Interestingly, the

mRNAs of metabolic enzymes implicated in testosterone metabolism

are up-regulated in the liver following acute morphine administration

(Aloisi et al., 2010). Therefore, morphine might directly or indirectly

regulate metabolic enzyme and transporter expression, hence modu-

lating its own metabolism, distribution and/or excretion. It is, how-

ever, unlikely that these differences in M3G metabolic pathway play a

major role in morphine tolerance, as tolerant male mice show the

same metabolic ratio as control females.

Interestingly, in rats, although the metabolism of morphine into

M3G is predominant, a significant proportion of morphine is

converted into normorphine, an antinociceptive metabolite, which is

readily converted into normorphine-3-glucuronide described to pos-

sess pronociceptive effects (Evans & Shanahan, 1995; Lasagna & De

Kornfeld, 1958; Smith & Smith, 1998). Therefore, it is possible that

the morphine chronic treatment induces metabolic adaptations of this

side pathway, resulting in an increase of morphine metabolism into

normorphine that could participate in morphine tolerance (South

et al., 2001). This hypothesis is supported by the increase of morphine

clearance after morphine chronic treatment in females, although no

differences was observed in any M3G pharmacokinetic parameters.

Therefore, the apparent decrease in morphine levels in tolerant mice

may result from metabolic adaptations in the normorphine pathway.

Further investigation in which normorphine and normorphine-

3-glucuronide are quantified is required.

4.6 | Central metabolism in pain-related CNS
regions during antinociceptive tolerance to morphine

The quantification in the blood was consistent with the decreased

levels of morphine observed in the amygdala and OB. However, mor-

phine was still present and should have continued to produce an anti-

nociceptive effect. Furthermore, M3G levels remained unchanged or

even decreased in the region tested, eliminating a potential increase

in its pronociceptive effect due to higher concentrations in the CNS.

Finally, the M3G/morphine ratio in the analysed CNS regions did not

differ between control and tolerant mice, excluding a potential role

for central metabolism of morphine into M3G in morphine tolerance.

In contrast to these pharmacokinetic findings, pharmacodynamic

processes have been shown to be involved in morphine tolerance. For

instance, enhanced MOR desensitisation has been observed in the

PAG and locus coeruleus after chronic administration of morphine

(Dang & Williams, 2004; Ingram et al., 2008). In addition, impaired

recovery from desensitisation has also been observed after chronic

morphine exposure and was absent in β-arrestin-2 knockout animals

(Connor et al., 2015; Quillinan et al., 2011), in agreement with behav-

ioural studies suggesting the involvement of the G protein-coupled

receptor kinase (GRK)-arrestin system in the tolerance phenomenon

(Bohn et al., 2000, 2002). To what extent these mechanisms are

involved in the sex differences observed in the antinociceptive toler-

ance to morphine remains to be investigated.

5 | CONCLUSION

In conclusion, our results showed sex differences in morphine antino-

ciception, tolerance and metabolism in mice. Female mice displayed

lower antinociception following the administration of morphine, con-

sistent with (i) higher levels of M3G found in the blood and (ii) lower

levels of morphine and greater levels of M3G found in some pain-

related CNS regions. The differences observed in these regions were

related to sex differences in the central metabolism of morphine.

In addition, morphine tolerance appeared earlier during the proto-

col in females, although this effect seemed to not be influenced by sex.

Moreover, tolerant mice showed lower concentrations of morphine in

the blood and higher M3G/morphine metabolic ratios. However, glob-

ally, no changes were observed in the CNS regions of tolerant mice.

All these data support that morphine hepatic and central metabo-

lism are related to the observed sex differences in morphine antino-

ciception in C57BL/6J mice, but their role in antinociceptive tolerance

seems to be relatively limited.
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Publication 3: Différences de sexe de l’effet anti-

nociceptif et du métabolisme de la codéine 

 

De la même manière que la morphine, nous avons étudié le lien entre les différences 

de sexe de l’effet anti-nociceptif de la codéine avec son métabolisme périphérique et central 

Cet article est actuellement en révision dans le journal Biology of Sex Differences. 
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ABBREVIATIONS 19 

ACN, acetonitrile; AMY, amygdale; AUC, area under the curve; CID, collision gas; CNS, 20 

central nervous system; CYP, cytochrome p450; C6G, codeine-6-glucuronide; ED50, half-21 

maximal effective dose; FA, formic acid; GIRK, inward rectifying potassium channels; GPCR, 22 

G proteine-coupled receptor; IS, internal standard; LC-MS/MS, liquid chromatography coupled 23 

to tandem mass spectrometry; LSC, lumbar spinal cord; MOR, mu-opioid receptor; MPE, 24 

maximal possible effect; MRM, multiple reaction monitoring mode; M3G, morphine-3-25 

glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; PAG, periaqueductal gray; SPE, solid phase 26 

extraction; TIT, tail immersion test; UGT, UDP-glucuronosyl-transferase.  27 

 28 

ABSTRACT 29 

Background- Codeine is a natural opiate extracted from opium poppy (Papaver somniferum) 30 

and used to alleviate mild to moderate pain. The analgesic effect of this molecule results from 31 

its metabolism into morphine which is an agonist of the mu opioid receptor. The fact that 32 

morphine analgesia, generated from codeine metabolism, relies not only on the activation of 33 

peripheral but also central mu opioid receptors means that codeine metabolism is important 34 

both at the periphery and in the central nervous system. Finally, other metabolites such as 35 

morphine-3-glucuronide or codeine-6-glucuronide were both shown to be biologically active. 36 

Morphine-3-glucuronide was shown to induce both thermal and mechanical hypersensitivies 37 

while codeine-6-glucuronide has been proposed to be analgesic. 38 

 39 

Methods- Male and female mice were treated with codeine (10 mg/kg) and thermal 40 

hypersensitivity was assessed 30 minutes after injection using the Tail Immersion Test (TIT). 41 

Moreover, both peripheral and central metabolism of codeine were evaluated respectively in 42 

the blood or pain-related brain structures in the central nervous system. The amounts of 43 
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codeine and its metabolites were quantified using the isotopic dilution method by liquid 44 

chromatography coupled to a mass spectrometer. 45 

 46 

Results- Codeine induces a greater anti-nociceptive effect in males than females mice. 47 

Moreover, major sex differences were found in the peripheral metabolism of this molecule, 48 

with higher amounts of pro-algesic morphine-3-glucuronide and less anti-nociceptive 49 

codeine-6-glucuronide in females than in males. Concerning the central metabolism of 50 

codeine, we did not find significant sex differences in pain-related brain structures. 51 

 52 

Conclusions- Collectively, these findings support a greater codeine anti-nociceptive effect in 53 

males than females in mice. These sex differences could be influenced by a higher peripheral 54 

metabolism of this molecule in female mice rather than rely on central metabolism. 55 

 56 

PLAIN ENGLISH SUMMARY 57 

Although sex differences in the perception of painful stimuli have been extensively described 58 

in animal rodent models and humans, pain-relief treatments are seldom adapted based on sex 59 

or gender. Opiates, such as codeine and morphine, are the gold-standard pain relievers widely 60 

used in clinics to treat pain ranging from mild to severe. It has been observed that women 61 

require 30% more morphine than men to achieve the same analgesic effect, with several 62 

mechanisms, including metabolism (i.e., degradation), proposed to explain these differences. 63 

However, few studies have explored whether this phenomenon also applies to codeine. As a 64 

pro-drug, codeine must be metabolized into morphine to exert its analgesic effects. In our study, 65 

we demonstrate a more pronounced analgesic effect of codeine in male compared to female 66 

mice. Examining the peripheral metabolism of codeine, we uncovered significant differences 67 

between males and females, while the central metabolism of the drug remained unchanged. Our 68 
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findings underscore the necessity of considering sex differences in opiate use, particularly 69 

codeine, for pain treatment in clinical settings. 70 

 71 

HIGHLIGHTS 72 

• Codeine generates greater anti-nociceptive effect in male mice. 73 

• In periphery, codeine is highly metabolised into pro-algesic M3G in female mice. 74 

• In periphery, codeine can be metabolised into anti-nociceptive C6G. 75 

• Male mice display two times higher C6G at the periphery. 76 

• No sex-differences in codeine metabolism in the CNS. 77 

 78 

INTRODUCTION 79 

The fight against pain is a major social issue. Among painkillers used to treat mild to 80 

moderate pain, codeine (or 3-methylmorphine) is widely used despite several side effects 81 

including nausea, constipation and addiction [1, 2]. Codeine is an alkaloid extracted from poppy 82 

latex considered as a grade II analgesic drug by the World Health Organization. 83 

Codeine has no direct analgesic effect due to its weak affinity for the µ opioid receptor [3] 84 

(MOR). Indeed, codeine metabolism follows a complex pattern resulting in active and inactive 85 

metabolites [4, 5] (Figure 1). In humans, UDP-glucuronosyltransferase 2B7 (UGT2B7; phase 86 

II metabolism) forms codeine-6-glucuronide (C6G), the major codeine metabolite (50-70%) 87 

[6]. In addition, up to 10% of codeine is O-demethylated into morphine by the cytochrome p450 88 

2D6 (CYP2D6; phase I metabolism; Figure 1). Additional metabolites, including norcodeine 89 

and normorphine, are also found as trace compounds [7].  90 
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 91 

 92 

Figure 1: Simplified codeine metabolism in mice 93 

CYPs metabolize codeine into morphine. Morphine is mainly converted into pro-nociceptive M3G by 94 

UGTs. Other metabolites include C6G and norcodeine as traces, whereas M6G is not produced. 95 

 96 

As codeine, C6G displays a very weak affinity for opioid receptors [8, 9]. However, only one 97 

research group has reported that C6G might be responsible for codeine anti-nociception in rats 98 

[10]. Morphine is thought thoroughly responsible for the analgesic properties of codeine as it binds 99 

to the MORs and induces analgesia [11, 12]. Morphine binds to MORs located on nociceptors and 100 

neurons of the central nervous system (CNS), more particularly in areas related to pain such as the 101 

lumbar spinal cord (LSC), periaqueductal gray (PAG) and amygdala (AMY) [13-15]. MORs are 102 

Gi/o protein-coupled receptors (GPCRs) with seven transmembrane domains. Once morphine binds 103 

to this receptor, it induces conformational changes allowing dissociation of Gαi subunit from Gβγ 104 

subunit. The Gαi subunit inhibits adenylate cyclase activity and G protein gated inward rectifying 105 

potassium channels (GIRKs). On the other hand, Gβγ subunit binds to voltage-gated channels and 106 

inhibits Ca2+ influx. Together, these mechanisms produce a strong hyperpolarization of MOR-107 

expressing neurons, particularly in pain-processing brain areas, that inhibit the nociceptive signal 108 

[16]. 109 
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After inducing analgesia, morphine is metabolized through a glucuronidation process 110 

mediated by UGTs expressed in the liver, intestines, kidneys and brain cells [6, 17]. In humans, 111 

the conjugation of a glucuronide moiety by UGTs on the 3-OH or 6-OH group of morphine 112 

results in two major metabolites, morphine-3-glucuronide (M3G, 60-70%) and morphine-6-113 

glucuronide (M6G, 10%) [18-20]. Among all the UGTs, the 1A1, 1A3, 1A6, 1A8, 1A9, and 114 

1A10 and 2B7 isoforms were described to be involved in M3G production [21]. 115 

Counterintuitively, M3G induces mechanical allodynia and thermal hyperalgesia [22-24]. The 116 

mechanisms involving these pro-nociceptive effects are still debated [32]. On the opposite, 117 

M6G is a MOR agonist like morphine and produces pain relief [17, 19, 20]. In mice, even 118 

though CYP2D6 and UGT2B7 are lacking, C6G, morphine, and M3G were found in urine 119 

following injection of codeine, whereas M6G was absent [25]. Moreover, morphine is mainly 120 

metabolized into M3G by UGT1A1, 1A3, 1A6, 1A7, 1A8, 1A9, 1A10 and 2B36 [26], whereas 121 

M6G is not produced at all. 122 

Codeine and morphine anti-nociception and the development of side effects are influenced by 123 

sex in humans and rodents [27-31]. Besides the fact that female mice require more morphine to 124 

display similar anti-nociception than males, they also exhibit a higher metabolism of morphine 125 

into pro-nociceptive M3G [32]. This leads to an unbalance of the pro-nociception/anti-nociception 126 

ratio (i.e., M3G/morphine) at the periphery and in brain structures involved in the analgesic effect 127 

of morphine. 128 

Although multiple evidences of sex-dependent expression of metabolic enzymes were reported, 129 

to our knowledge, no study documents codeine metabolism in male and female mice. Therefore, 130 

the present article aims to determine whether sex-dependent differences exist in the anti-131 

nociceptive effects and the peripheral and central metabolism of codeine in adult C57BL/6J mice. 132 

 133 

MATERIAL AND METHODS 134 
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Animals 135 

Experiments were performed with 10 weeks-old male and female C57BL/6J mice (26 ± 4 g and 136 

20 ± 4 g, respectively; JAX:006362; Charles River, L'Arbresle, France). Mice were group-137 

housed at five per cage according to the sex with a 12-hour light-dark cycle, at a temperature 138 

of 23°C ± 2° C. Water and food were provided ad libitum. All procedures were carried out 139 

following the ethical rules of the European Union, CREMEAS and the French Ministry of 140 

Higher Education, Research and Innovation (APAFIS #37039-2022050211068109 v8). 141 

Behavioural assessment 142 

The tail-immersion-test (TIT) was used to assess the anti-nociceptive effect of codeine. Mice 143 

were acclimated to the animal housing conditions for 1 week before the manipulation and 144 

habituated to be restrained in a grid pocket for 1 additional week. Mice were then tested every 145 

day during the 1 week by measuring the baseline latencies of the tail withdrawal when 2/3 of 146 

the tail was immersed in a constant temperature water bath heated at 48°C. A cut-off was set at 147 

20 s to avoid any tissue damage. When baselines were considered steady (three consecutive 148 

days of stable measurements), mice were weighed and received an i.p. injection of 10 mg/kg of 149 

codeine (volume of 10 µl/g of animal). The tail-flick reflex latency was measured 30 min after 150 

injection of codeine. Results are expressed as the maximal possible effect (%MPE) according 151 

to the following formula: 152 

%MPE = 
(test latency) − (baseline latency)

(cut−off latency) – (baseline latency)
 x 100 153 

Peripheral pharmacokinetics of codeine 154 
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Peripheral pharmacokinetics of codeine were assessed using 12-week-old mice. All mice were 155 

injected with codeine (10 mg/kg) and blood was collected for 3 h (every 10 min for 2 h and 156 

every 20 min for the last hour). A small incision was performed at the end of the tail and 5 μl 157 

of blood was collected using a heparinized calibrated capillary (Minicaps End-to-End 5 μl; 158 

Hischmann, Eberstadt Germany). Samples were immediately transferred from the capillary in 159 

a 1.5 ml microtube containing 4 µl of heparin (0.5 mg/ml. Each tube was vortexed, quickly 160 

centrifuged and stored at -20°C before further analysis. 161 

Central metabolism of codeine 162 

The central metabolism of codeine was assessed using 12-week-old mice. Mice were sacrificed 163 

by cervical dislocation 30 min after the i.p. injection of 10 mg/kg of codeine. Blood, brain 164 

structures and the lumbar spinal cord (LSC) were collected. The brain was placed on an ice-165 

cold mouse brain matrix (Bioseb, Vitrolles, France). Razor blades were used to cut the brain 166 

into 1 mm-thick slices. A puncher of 1 mm diameter (WPI, Friedberg, Germany) was used to 167 

sample the PAG and AMY. The LSC was recovered by hydraulic extrusion as previously 168 

described [33]. All structures were immediately transferred in 1.5 ml microtubes and frozen at 169 

-80°C until further analysis. 170 

Sample preparation 171 

Blood- Frozen blood was thawed and 10 μl of the internal standard (IS) containing 1.9 pmol of 172 

D3-codeine, 5 pmol of D3-morphine, 1.36 pmol of D3-M3G and 47.5 pmol of D3-C6G; Sigma 173 

Aldrich, Saint-Quentin-Fallavier, France) were added. Proteins were precipitated with 200 μl 174 

of ice-cold acetonitrile (ACN; Thermo Scientific, Villebon-Sur-Yvette, France). The samples 175 

were vortexed and centrifuged (20,000 g, 30 min, 4°C). The supernatants were collected, dried 176 

under vacuum and resuspended in 800 μl of H2O / 0.1% formic acid (FA; v/v; Sigma Aldrich) 177 
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before solid-phase extraction (SPE). HyperSep SPE cartridges (1 cc, 25 mg, Thermo Electron) 178 

were used with a positive pressure manifold (Thermo Electron). Briefly, cartridges were 179 

activated with 1 ml of ACN 100% followed by a step wash with 2 ml of H2O / 0.1% FA (v/v). 180 

Then, samples were loaded onto the cartridges and let to dry for 1 min under a high vacuum. 181 

Cartridges were subsequently washed with 1 ml of H2O / 0.1% FA (v/v) followed by 1 ml of 182 

98.9% H2O / 1% ACN / 0.1% FA (v/v). Elution was performed with 800 μl of 79.9% H2O / 183 

20% ACN / 0.1% FA (v/v). Eluates were centrifuged (20,000 g, 15 min, 4°C). Supernatants 184 

were dried under vacuum and resuspended in 30 μl of H2O / 0.1% FA (v/v). 185 

Tissues- Frozen tissues were sonicated (two times 5 s; 100 W) in 0.1 mM of ascorbic acid (100 186 

µl for PAG and AMY and 200 µl for LSC). After centrifugation (20,000 g, 30 min, 4°C), the 187 

supernatants were collected and received 10 µl of IS (containing 0.3 pmol of D3-codeine, 0.8 188 

pmol of D3-morphine, 0.2 pmol of D3-M3G and 7.92 pmol of D3-C6G). Samples were 189 

precipitated with 1 ml of ice-cold ACN and were centrifuged (20,000 g, 30min, 4°C). The 190 

supernatants were dried under vacuum and suspended in 15 µl of H2O 99.9% / 0.1% FA (v/v) 191 

before mass spectrometry analysis. 192 

Dansyl-chloride derivation- Blood and tissue samples were derived using dansyl-chloride 193 

derivation to enhance the morphine signal (Kang et al.,2022). Samples were dried under 194 

vacuum and suspended with 40 µl of 0.2M bicarbonate (NaHCO3, Sigma Aldrich) and 40 µl of 195 

dansyl-chloride (0.85 mg/ml; Sigma Aldrich). They were vortexed, heated at 60°C for 10 min 196 

and then precipitated with 400 µl of ice-cold 99.8% ACN / 0.2% FA (v/v). After centrifugation 197 

(20,000 g, 30 min, 4°C), supernatants were collected and dried under vacuum and resuspended 198 

in 15 µl of 29.8% H2O / 50% methanol / 10% Ammonium formate 50 mM / 0.2% FA before 199 

mass spectrometry analysis. 200 

LC-MS/MS instrumentation and analytical conditions  201 
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Liquid chromatography coupled to tandem mass spectrometry (LC-MS/MS) analyses were 202 

performed with a Dionex Ultimate 3000 HPLC system (Thermo Electron) coupled with a triple 203 

quadrupole Endura mass spectrometer (Thermo Electron). Xcalibur v4.0 software (RRID:SCR_ 204 

014593) was used to control the system (Thermo Electron). Samples were loaded onto a ZORBAX 205 

SB-C18 column (150 x 1 mm, 3.5 μm, flow of 90 μl.min-1; Agilent, Les Ulis, France) heated at 206 

40°C. Identification of the compounds was based on precursor ions, selective fragment ions and 207 

retention times obtained for the heavy counterpart present in the IS. Selection of the monitored 208 

transitions and optimization of collision energy and RF Lens parameters were determined 209 

manually. Qualification and quantification were performed using the multiple reaction monitoring 210 

mode (MRM) according to the isotopic dilution method (Ho et al., 1990). LC and MS conditions 211 

used are detailed in Table S1. 212 

Determination of peripheral pharmacokinetic  213 

The pharmacokinetic parameters of codeine metabolism were determined by non-214 

compartmental analysis using the PKsolver tool described by Zhang et al. (Zhang et al., 2010). 215 

The linear up-log-down trapezoidal rule was used to determine the area under the curve (AUC) 216 

of codeine, C6G, morphine and M3G after extrapolation to infinity. 217 

Statistical analysis 218 

For the behavioral tests, baselines and post-treatment latencies were compared using a repeated 219 

measures analysis of variance with two factors (mixed model 2-way ANOVA): sex and 220 

treatment. Multiple comparisons were performed with Sidak post hoc test. For the %MPE, a 221 

parametric Student's t-test was used. These different tests require the normality of the residuals 222 

of our series of values, verified by a Shapiro test, as well as the homogeneity of the variances, 223 

verified by a Fischer test. For the pharmacokinetic study, T-tests were performed on the AUCs 224 
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of all the compounds. When the results did not show homogeneity of variances (e.g., AUC of 225 

C6G), a T-test with a Welch correction enabled us to compare the means. The results are shown 226 

with error bars that reflect the standard error of the mean (SEM). All analyses were performed 227 

using GraphPadPrism 8.0.2 software (RRID:SCR_002798). 228 

 229 

RESULTS 230 

Anti-nociceptive effect of codeine 231 

First, we have determined whether a difference in the anti-nociceptive effect of codeine exists 232 

between male and female C57BL/6J mice after a single administration of 10 mg/kg of codeine. 233 

The dose of 10mg/kg of codeine was chosen to be under the cut-off of the nociceptive test. We 234 

used the tail-immersion test (TIT) to assess the anti-nociceptive effect of codeine 30 min after 235 

codeine i.p. injection (Figure 2A). Male and female mice display no significant difference in 236 

basal latency time at 48°C of 3.71 ± 0.508 and 3.79 ± 0.584 s, respectively (Figure 2B). 237 

However, a significant anti-nociceptive effect was observed 30 min after codeine injection, with 238 

an interaction between sex and codeine treatment (p-value < 0.05; Figure 2B). In addition, tail 239 

reflex latency was significantly higher in males (11.37 ± 1.03 s) compared to females (8.42 ± 240 

0.93 s) Figure 2B) indicating that codeine has a stronger anti-nociceptive effect in males than 241 

female mice. After MPE calculation (Figure 2C), male mice showed a significantly higher 242 

percentage of MPE (47% of MPE) compared to females (28% of MPE; p-value < 0.05). 243 

 244 

 245 

 246 

 247 

 248 
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 249 

Figure 2: Behavioural assessment of codeine in male and female mice. 250 

A) Protocol used to assess the anti-nociceptive effect of codeine with the tail immersion test. B) 251 

Comparison of tail withdrawal latencies (in seconds) obtained before (baseline) and 30 min after i.p. 252 

injection of 10 mg/kg of codeine. C) Percentage of maximum possible effect (%MPE) was calculated in 253 

male and female mice 30 min after codeine injection. n=9 for males and n=10 for females. Two-way 254 

ANOVA (repeated measures mixed model) followed by a Sidak multiple comparison test or unpaired T-255 

test analysis. *, p-value < 0.05; T-test; Data are expressed as Means ± SEM 256 

 257 

Peripheral metabolism of codeine: 258 

Peripheral metabolism occurring in the liver is the main regulator of the concentrations of 259 

codeine, C6G, morphine and M3G in the blood. Due to the opposite effects (i.e., pro-260 

nociceptive and anti-nociceptive) of codeine metabolites, differences in the anti-nociceptive 261 

effect in male and female mice might occur. In vivo pharmacokinetics studies were carried out 262 

by collecting blood at the tip of the tail at different time points before and following a 10 mg/kg 263 

codeine injection (see Figure 3A for the protocol). LC-MS/MS analysis using the isotopic 264 

dilution quantification method allowed us to quantify codeine and its metabolites. This enabled 265 

us to determine pharmacokinetics parameters (Table 1). 266 

 267 

 268 

 269 
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Parameters 
Codeine 

Males (n=6) Females (n=7) 
Cmax (nmol.mL-1)** 24.08 ± 1.99 18.12 ± 0.97 

AUC (nmol.min.mL-1) 983.6 ± 71.05 897.7 ± 87.55 
T1/2 (min) 44.60 ± 4.18 44.77 ± 6.64 

MRT (min) 58.87 ± 1.33 
 

71.63 ± 10.44 
Cl/F ((mg/kg)/(nmol/mL)/min)) 0.03 ± 0.002 0.03 ± 0.004 

Vz/F  
((mg/kg)/(nmol/mL)) 1.85 ± 0.14 1.82 ± 0.19 

 270 

Table 1: Pharmacokinetic parameters obtained from the NCA for codeine in the blood.Cmax: 271 

maximal concentration, AUC: area under the curve, T1/2: half-life, MRT:, mean residence time, Cl/f: 272 

clearance, Vz/f: volume of distribution. 273 

Datas were analysed by t-test or Mann-Whitney test. *: p-value < 0,05, ***: p-value < 0,0005, ****: 274 

p-value < 0,0001. 275 

Codeine- Codeine blood concentrations did not differ significantly between males and females 276 

throughout the kinetics overall (Figure 3B). However, profiles differed only slightly at the 10 277 

min time point (Figure 3B). Furthermore, pharmacokinetics analysis revealed no differences 278 

between male and female mice (Table 1). 279 

 280 

C6G- The blood concentrations of C6G were found to be up to 40 times lower than codeine. 281 

The overall kinetics between males and females differ with a shift in the maximum 282 

concentration peak of C6G. More precisely, male mice reach a maximum concentration of C6G 283 

at 20 min while female mice display a peak at 30 min (Figure 3C). The AUC values calculation 284 

indicates that the overall concentration of C6G is significantly 2-fold higher in males compared 285 

to females (Welch T-test; p-value < 0.01; Table 2).  286 

 287 

Morphine- No significant difference was observed between male and female mice throughout 288 

the kinetics in morphine levels (Figure 3D) and between AUC (Welch T-test; p-value =0,8625; 289 
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Table 2). Levels of morphine were close to C6G concentrations. However, C6G disappears 290 

quickly from the blood compared to morphine. 291 

 292 

Figure 3: Pharmacokinetics of codeine and its metabolites in male and female mice. 293 

A) Protocol of the peripheral pharmacokinetic study. B-E) Blood kinetic profile of codeine and codeine-294 

metabolites over 180 min. F) Ratio C6G/codeine over 180 min and G) associated AUC analysis. H) 295 

Ratio M3G/Morphine over 180 min and I) associated AUC analysis. Kinetics for codeine, C6G and 296 

M3G were performed on n=6 males and n=7 females. Kinetics for morphine were performed on n=5 297 

males and n=6 females Non-compartemental analysis. T-test or Welch t-test analysis for the AUC; *, p-298 

value < 0.05; **, p-value < 0.0; ***, p-value < 0.001. Data are expressed as means ± SEM. 299 

 300 

 301 
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 302 

Table 2:  Pharmacokinetic parameters obtained from the NCA for codeine metabolites in the 303 

blood. 304 

Cmax : maximal concentration, AUC : area under the curve, MRT : mean residence time.  305 

Datas were analysed by t-test or Mann-Whitney test. *: p-value < 0,05, ***: p-value < 0,0005, ****: 306 

p-value < 0,0001. 307 

 308 

M3G- For M3G, we observed higher concentrations in female blood all along the kinetics 309 

compared to male mice (Figure 3E) with a slight shift in the peak of maximum concentration 310 

between male (20 min) and female mice (30 min; Figure 3E). The analysis of the AUC shows 311 

that the amount of M3G were approximately 1.5 times higher in females than in males (T-test; 312 

p-value < 0.001; Table 2). Finally, it appears that M3G is the major metabolite produced after 313 

codeine administration. 314 

 315 

C6G/codeine ratio- We have observed that the metabolic ratio of C6G/codeine throughout the 316 

time course is higher in males compared to females (Figure 3F). The statistical analysis of the 317 

AUC of the ratios confirms a significantly higher ratio in males than in females (Welch T-test; 318 

*, p-value < 0.05; Figure 3G). 319 

 320 

Parameters 
Codeine-6-Glucuronide Morphine Morphine-3-Glucuronide 
Males Females Males Females Males Females 

Cmax (nmol.mL-1) 0.55 ± 0.08 0.39 ± 0.02 0.34 ± 0.05 0.37 ± 0.07 12.41 ± 0.76 
**** 

23.91 ± 1.44 

AUC (nmol.min.mL-1) 36.75 ± 4.18 
* 

23.72 ± 1.39 59.30 ± 14.74 41.56 ± 10.60 1040 ± 123.20 
*** 

1645 ± 78.48 

MRT (min) 6.87 ± 2.80 6.82 ± 2.78 228.6 ± 48.13 118.30 ± 19.48 130.20 ± 23.49 
* 

73.01 ±  6.19 
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M3G/morphine ratio- Neither ratios observed throughout the kinetic (Figure 3H) nor the 321 

AUC of the ratios significantly differ between male and female mice (Welch T-test; p-value 322 

=0.0758; Figure 3I).  323 

 324 

Central metabolism of codeine: 325 

Because of its hydrophobic nature, codeine can easily cross the blood-brain barrier (BBB; 326 

Oldendorf et al., 1972; Xie et al., 1998). We therefore wanted to evaluate whether a sex-327 

dependent metabolism of codeine exists in the CNS. We targeted different brain structures 328 

implicated in pain modulation (i.e., PAG, AMY and LSC; Figure 4A) [16, 32]. After 329 

quantification, we found codeine, morphine and M3G within PAG (Figure 4B-E), AMY 330 

(Figure 4F-I) and LSC (Figure 4J-M), whereas C6G was below our limit of detection. At the 331 

opposite of the periphery, we only found more M3G in the LSC of females compared to males 332 

(Figure 4L). 333 

To assess the central amount of the targeted molecules without the peripheral blood 334 

contamination we have calculated a ratio between the central concentration and the blood 335 

concentration in PAG, AMY and LSC and the same animals (Brain/Blood ratios of codeine, 336 

morphine and M3G; Figure 5). No differences in the Brain/Blood ratios for each structures 337 

were observed between male and female mice. These results show that the central metabolism 338 

of codeine is different from the peripheral one. Furthermore, this central metabolism does not 339 
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appear to be involved in the sex-dependent effect of codeine observed in our behavioral 340 

experiment. 341 

Figure 4: Central metabolism of codeine in male and female mice. 342 

A) Protocol of tissue collections in the CNS. Brain/Blood ratio at 30 min in periaqueductal grey 343 

(PAG; B-E), in bilateral amygdala (AMY; F-I) and in lumbar spinal cord (LSC J-M). n=9 344 

males and n=9 females for PAG. n=8 males and n=10 females for AMY. n=9 males and females 345 

for LSC. T-test or Mann-Whitney analysis. Data are expressed as means ± SEM. 346 
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 347 

Figure 5: Brain/Blood ratios in CNS structures in male and female mice. 348 

A-C) Brain/Blood ratio at 30 min in periaqueductal grey (PAG), D-F) in bilateral amygdala 349 

(AMY) and G-I) in lumbar spinal cord (LSC). n=9 males and n=9 females for PAG. n=8 males 350 

and n=10 females for AMY. n=9 males and females for LSC. T-test or Mann-Whitney analysis. 351 

Data are expressed as means ± SEM. 352 

 353 

DISCUSSION  354 

The anti-nociceptive effect of codeine 355 
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Many studies have observed differences in pain thresholds between male and female, with 356 

females having a lower pain threshold in experimental models (for review [34]). However, in our 357 

study performed on mice, we did not observe any difference in baseline sensitivities, consistent 358 

with our previous article [32].  359 

Morphine anti-nociception is modulated by sex in rodents [28, 32], whereas codeine ED50 was 360 

found to be identical in male and female rats [35, 36]. In our context, after i.p. administration 361 

of 10mg/kg codeine, we observed a 47% anti-nociceptive effect in males, which is close to a 362 

50% effective dose (ED50). In contrast, for the same dose of codeine, females achieved only 363 

28% of MPE. These results are consistent with previous studies showing that morphine anti-364 

nociception is 30% more effective in male compared to female mice [31, 32, 37, 38]. One 365 

hypothesis is that codeine's anti-nociceptive effect relies on its conversion into morphine. 366 

However, due to the pro-nociceptive effect of M3G (major morphine metabolite) [24, 32, 39], 367 

the differences between male and female mice concerning M3G blood concentration might 368 

explain the sex-dependent effect of anti-nociceptive effect of codeine (see next paragraph). It 369 

is worth mentioning that depending on the study, the ED50 of codeine is highly variable. Such 370 

differences could be explained by the route of administration, mouse strains, nociceptive tests 371 

as well as sex [40-42].   372 

 373 

Codeine, C6G, morphine and M3G in the blood 374 

The peripheral pharmacokinetics study enabled us to determine differences in the peripheral 375 

metabolism of codeine in male and female C57BL/6J mice. Mice convert most of the codeine 376 

into M3G (through a first conversion into morphine) and, to a lesser extent, C6G. Furthermore, 377 

the differences in the concentrations of these metabolites observed between males and females 378 

indicate a sex-dependent peripheral metabolism which might explain anti-nociceptive 379 

differences. At the peripheral level, our data showed that after injection of codeine, morphine 380 

210



20 
 

is quickly converted into M3G. In the blood, morphine peak concentration reaches 300 nM, 381 

which is in the range of the MOR’s affinity (i.e. Ki of 1-20nM) to produce anti-nociception. 382 

Since no difference in morphine levels in the blood of male and female mice was observed, 383 

peripheral morphine seems to be not implicated in the sex-dependent anti-nociceptive effect 384 

observed with the TIT. However, we have shown that after injection of codeine, morphine is 385 

transformed into M3G to a higher extent in females. As this metabolite was described to 386 

produce mechanical allodynia and thermal hyperalgesia, it might decrease morphine anti-387 

nociception more in females and therefore reduce its anti-nociceptive effects. 388 

 389 

Sex differences in CYPs and UGTs 390 

CYPs- In humans, associations of CYP2D6 and response to opioids have been shown to be 391 

stronger in women than in men [43]. However, apparent CYP2D6 activity is highly variable, 392 

independent of the menstrual cycle, sex hormones or phenotype [44]. In addition, higher 393 

CYP3A4 activity was found in women than in men [45-48]. On the opposite, higher activity of 394 

CYP2D6 was described in men. In addition to a sex-dependent expression, a wide inter-395 

individual variability in CYP2D6 exists due to genetic polymorphisms in humans. Up to 6% of 396 

the population are deficient in CYP2D6 [49] and are more sensitive to codeine-induced 397 

analgesia. Alternatively, CYP2D6 ultra-rapid metabolizers (1.4–21.2% of the population) are 398 

poorly responsive to codeine [1].  399 

Differences in CYPs expression related to sex were also reported in rodents [50]. In mice, both 400 

ovariectomy and tamoxifen (antagonist of the receptor of oestrogens) suppress CYP2D22 401 

expression. CYP2D22 mRNA expression in males was similar to that in ovariectomised mice and 402 

was lower than in females at oestrous. In addition, an ovariectomy induces hepatic CYP2D6 403 

expression in the same humanized CYP2D6 mice [51]. Studies on mice also revealed that liver 404 

211



21 
 

CYP2D22 expression and activity are higher during the estrous period in female CYP2D6 405 

humanized mice [51].   406 

UGTs- Unlike CYPs, UGTs are less prone to genetic polymorphism even though some were 407 

reported in the literature [52, 53]. A study on humans carrying polymorphism on UGT2B7 amino 408 

acid 268 showed however no significant impact on morphine metabolism into M3G [54]. 409 

Conflicting results were however reported showing that UGT1A1, UGT1A9 and UGT2B7 410 

common single-nucleotide polymorphisms and the dimers between these UGTs can region-411 

selectively affect the generation of M3G and M6G via altering their intrinsic clearance [55].  412 

Only a few studies investigated sex differences in UGTs expression in humans [56, 57]. It 413 

however appears that men exhibit a 4-fold higher level of expression of UGT2B17 than women 414 

accompanied by an increased glucuronidation activity in men [56]. Other human studies have also 415 

demonstrated that UGT2B15-mediated oxazepam glucuronidation is faster in men than in women 416 

[58-60].  417 

In rodents, sex differences in UGTs expression were reported in the liver, and the kidney [61]. 418 

More precisely, UGT1A isoforms are generally more expressed in females compared to males 419 

while the opposite is found for UGT2B members [61]. Sex hormones could potentially drive these 420 

differences as they were shown to induce/repress directly some UGTs [62, 63]. 421 

Finally, even though most of the metabolism takes place in the liver, expression of CYPs 422 

and UGT was also reported in the brain, paving the way for potential metabolism in the CNS 423 

[61, 64-67]. 424 

 425 

Codeine, C6G, morphine and M3G in the CNS 426 

Codeine is a compound more hydrophobic than morphine that can cross more easily the BBB 427 

to reach the CNS [68-70]. Moreover, a central metabolism of codeine and morphine was 428 

described in the CNS, consistent with the previously described expression of CYPs and UGTs 429 
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[66, 71]. As morphine and C6G [10] are thought to be responsible for codeine anti-nociceptive 430 

effects, we have quantify levels of these morphine, C6G and M3G after a single administration 431 

of 10mg/kg codeine in male and female mice. We did not find any sex differences in the PAG, 432 

amygdala and LSC. Therefore, it seems that the central metabolism of codeine is not influenced 433 

by sex even though literature shows sex differences in CYP and UGT expression within the 434 

brain [61, 72].  435 

 436 

CONCLUSION  437 

Despite the fact that codeine has been used for more than a hundred years, its metabolism and 438 

effects were poorly investigated in male and female rodents. Our study shows that codeine 439 

metabolism follows a complex interaction between CYPs and UGTs which will require 440 

additional studies to decipher precisely this mechanism. Our results show that codeine displays 441 

a stronger anti-nociceptive effect in male mice compared to females. A pharmacokinetics study 442 

unveiled the presence of C6G in the blood of C57BL6/J mice. Moreover, blood analysis 443 

revealed higher levels of pro-nociceptive M3G in the blood of females. In contrast, no sex 444 

differences were found in the central metabolism of codeine in pain-related structures. Taken 445 

together, these results suggest that the sex differences in the anti-nociceptive effect of codeine 446 

is probably not due to its central metabolism. 447 

 448 

PERSPECTIVES AND SIGNIFICANCE 449 

Utilizing the C57BL/6J mouse model, our research indicates a more effective anti-nociceptive 450 

response to codeine in males. An examination of codeine's peripheral metabolism revealed 451 

elevated levels of the pro-algesic M3G in female blood samples. Nonetheless, we detected no 452 

sex-based differences in pain-related brain structures or the lumbar spinal cord of the animals. 453 

These results highlight the significant role of peripheral codeine metabolism in influencing its 454 
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anti-nociceptive effectiveness and emphasize the importance of recognizing sex as a crucial 455 

biological variable in opiate-based pain management. 456 
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Supporting Information 725 

Sex differences in the anti-nociceptive effect of codeine and its peripheral but not central 726 

metabolism. 727 

Table S1. LC-MS/MS conditions. LC and MS/MS conditions for the purification, detection 728 

and quantification of morphine and M3G and their respective heavy-tagged counterparts. The 729 

flow rate was set at 90 µl/min on a ZORBAX SB-C18 column (150 x 1mm, 3.5μm). 730 

 Mobile phase 

 ACN H2O Formic 
acid 

Mobile phase A 1% 98.9% 0.1% 

Mobile phase B 99.9% 0 0.1% 

 731 
 HPLC gradient 

Time (min) 0 2.5 5 9 10.5 11.5 16 

% B mobile 
phase 0 0 20 98 98 0 0 

 732 
MS parameters 

Mode positive 

Spray voltage 3,500 V 

Nebulizer gas Nitrogen 

Desolvation (nitrogen) sheath gas 18 Arb 

Aux gas 7 Arb 

Ion transfer tube temperature 297°C 

Vaporizer temperature 131°C 

Q1 and Q3 resolutions 0.7 FWHM 
Collision gas (CID, argon) pressure 2 mTorr 

 733 

 734 

 735 
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MS ionization, selection, fragmentation and identification parameters 736 

 737 

Compound Polarity Precursor 
(m/z) 

Product 
(m/z) 

Ion product 
type 

Collision 
Energy (V) 

RF Lens 
(V) 

Morphine Positive 285.98 
201.11 Quantification 26.23 

183 165.36 Qualification 40.89 
181.06 Qualification 36.24 

D3-morphine Positive 289.1 
201.06 Quantification 26.48 

178 153.13 Qualification 43.16 
165.04 Qualification 39.02 

M3G Positive 462.19 286.11 Quantification 30.02 276 
D3-M3G Positive 465.19 289.17 Quantification 29.92 242 

Codeine Positive 300.12 
165.04 Quantification 40.64 

177 215.04 Qualification 24.61 
225.06 Qualification 27.77 

D3-Codeine Positive 303.15 
165.04 Quantification 40.337 

174 199.06 Qualification 28.96 
215.11 Qualification 24.71 

C6G Positive 476.14 
242.92 Quantification 31.89 

236 281.97 Qualification 26.43 
300.11 Qualification 28.71 

D3-C6G Positive 479.22 
215.04 Quantification 38.32 

248 285.11 Qualification 25.73 
303.11 Qualification 29.82 

DNS-Morphine Positive 519.17 

240.11 Quantification 55 

298 268.11 Qualification 44.84 
285.11 
501.17 

Qualification 
Qualification 

33.41 
22.14 

DNS-D3-
Morphine Positive 522.21 

243.11 Quantification 55 

298 271.11 Qualification 44.99 
288.11 
504.22 

Qualification 
Qualification 

33.06 
22.29 

 738 
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Publication 4: Compétition métabolique entre le 

tamoxifène et la morphine 

 

La morphine est largement utilisée dans le traitement des douleurs cancéreuses, 

comme dans le cas du cancer du sein chez la Femme. De manière intéressante, le cancer du 

sein chez la Femme est pris en charge par des modulateurs sélectifs des récepteurs 

d'œstrogènes tels que le tamoxifène. Il apparait donc que lors de ces traitements, certaines 

personnes soient exposées au tamoxifène et à la morphine en même. Ces deux molécules 

partagent des voies de métabolisme qui sont communes et qui font intervenir les UGTs et 

c’est dans ce contexte que nous avons étudié la compétition métabolique entre ces deux 

molécules chez la souris.  
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Background: Tamoxifen is used to treat breast cancer and cancer recurrences. After

administration, tamoxifen is converted into two more potent antitumor compounds,

4OH-tamoxifen and endoxifen by the CYP3A4/5 and 2D6 enzymes in human. These

active compounds are inactivated by the same UDP-glucuronosyltransferase isoforms

as those involved in the metabolism of morphine. Importantly, cancer-associated pain

can be treated with morphine, and the common metabolic pathway of morphine and

tamoxifen suggests potential clinically relevant interactions.

Methods: Mouse liver microsomes were used to determine the impact of

morphine on 4OH-tamoxifen metabolism in vitro. For in vivo experiments, female

mice were first injected with tamoxifen alone and then with tamoxifen and

morphine. Blood was collected, and LC-MS/MS was used to quantify tamoxifen,

4OH-tamoxifen, N-desmethyltamoxifen, endoxifen, 4OH-tamoxifen-glucuronide,

and endoxifen-glucuronide.

Results: In vitro, we found increased Km values for the production of

4OH-tamoxifen-glucuronide in the presence of morphine, suggesting an inhibitory

effect on 4OH-tamoxifen glucuronidation. Conversely, in vivo morphine treatment

decreased 4OH-tamoxifen levels in the blood while dramatically increasing the formation

of inactive metabolites 4OH-tamoxifen-glucuronide and endoxifen-glucuronide.

Conclusions: Our findings emphasize the need for caution when extrapolating results

from in vitro metabolic assays to in vivo drug metabolism interactions. Importantly,

morphine strongly impacts tamoxifen metabolism in mice. It suggests that tamoxifen

efficiency could be reduced when both drugs are co-administered in a clinical setting,

e.g., to relieve pain in breast cancer patients. Further studies are needed to assess the

potential for tamoxifen-morphine metabolic interactions in humans.

Keywords: Tamoxifen, 4OH-tamoxifen, endoxifen, Morphine, metabolism, CYP, UDP-glucuronosyltransferase,

drug-drug interactions

BACKGROUND

Breast cancer is the most common and deadliest cancer diagnosed in women, even though major
advances in screening and treatment have been made in the last 20 years (1). In estrogen receptor
(ER)-positive breast tumors, the main strategy of breast anticancer drugs is to either antagonize ER
signaling or decrease estrogen synthesis to prevent cancer cell proliferation. Among those drugs,
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FIGURE 1 | Simplified metabolic pathway of tamoxifen in humans. Compounds in green and red are the active and inactive metabolites of tamoxifen, respectively.

tamoxifen is a selective estrogen receptor modulator (SERM)
used for decades to decrease breast cancer recurrence (2).
Nowadays, tamoxifen remains one of the major treatment for
breast cancer, especially in countries with limited health care
resources (3).

Tamoxifen is a pro-drug metabolized mostly in the liver by
the phase I cytochrome P450 (CYP) 2D6 and 3A4/5 enzymes
(4). In human, hydroxylation of tamoxifen (CYP2D6) leads to
4OH-tamoxifen that can be further processed into endoxifen
(via CYP3A4/5) through N-desmethylation (Figure 1). These
two major metabolites are 30- to 100-fold more potent than
tamoxifen itself and are responsible for its anti-tumoral activity.

In addition, N-desmethylation of tamoxifen generates
the N-desmethyltamoxifen intermediate (CYP3A4/5)
that is further metabolized into endoxifen through
CYP2D6-mediated hydroxylation.

Endoxifen is the major metabolite of tamoxifen in humans.
Alternatively, in mice, even though CYP2D6 isoform is absent,
4OH-tamoxifen is the main anticancer product of tamoxifen,
suggesting that other CYP2D isoforms, such as CYP2D22, could
be involved in its metabolism (4, 5).

Phase II metabolizing enzymes including Uridine 5′-
diphospho (UDP)-glucuronosyltransferases (UGT1A10, 1A4,
1A8, 2B7, and 2B15) convert active tamoxifen metabolites
into inactive 4OH-tamoxifen-glucuronide and endoxifen-
glucuronide (Figure 1) (6). Approximately 75% of a given
dose of tamoxifen is excreted into the biliary tract as inactive
glucuronides (7).

Cancer-associated pain resulting from metastases, anticancer
treatment or surgery represents a major problem that is treated
with analgesic drugs including morphine, codeine, and/or
paracetamol (8). Morphine remains the gold standard for
moderate and severe pain relief despite side effects that limit
its chronic use (9). In humans, morphine acts on Mu opioid
receptors (MORs) to produce analgesia. Its metabolism in the

Abbreviations: ACN, acetonitrile; ADME, absorption, distribution, metabolism,

and/or excretion; AF, formic acid; AI, aromatase-inhibitors; CYP, cytochrome

P450; ER, estrogen receptor; i.p., injected intraperitoneally; IS, internal standard;

LC-MS/MS, liquid chromatography-mass spectrometry/mass spectrometry;

M3G, morphine-3-glucuronide; M6G, morphine-6-glucuronide; MOR,

Mu opioid receptors; SEM, standard error of the mean; SERM, selective

estrogen receptor modulator; TDM, therapeutic drug monitoring; UGT,

UDP-glucuronosyltransferases; SULT, sulfotransferase.

liver and brain leads mainly to the formation of morphine-3-
glucuronide (M3G) (10) and morphine-6-glucuronide (M6G)
(10–12). In human, morphine-glucuronidation is catalyzed
by UGT2B7 and to a lower extent by a number of other
UGT isoforms (UGT1A10, UGT1A1, 1A3, 1A6, 1A8, 1A9,
2A1, and UGT2B21) (9, 13, 14). However, in mice, UGT2B7
(the major enzyme involved in morphine metabolism in
human) is absent but its activity is rescued by UGT2B21 and
UGT2B36 (14–16).

Drug–drug interactions, resulting in either enzyme inhibition
or induction, are a major limitation for the use of co-treatments
(17). Usually, these drug–drug interactions are initially studied
in vitro and then in vivo (18). While in vitro studies provide
interesting results, their interpretation has proven to be complex
when translated to in vivo drug metabolism (18).

Although anti-cancer agents share common catabolic
pathways with many opiates, the impact of their co-
administration on the metabolism and thus on the activity
of anticancer drugs remains unexplored. These potential
interactions between analgesic and anticancer drug metabolism
could be used to treat more efficiently breast cancer. Therefore,
as a proof of concept, we have investigated in mice whether
morphine can alter tamoxifen metabolism.

METHODS

Animals
Experiments were performed with 11- to 29-week-old female
C57BL/6J mice (23 ± 4 g; Charles River, L’Arbresle, France).
Animals were housed according to a 12-h light–dark cycle, at
a temperature of 22◦C ± 2◦C and provided with food and
water ad libitum. All procedures were performed in accordance
with European directives (2010/63/EU) and were approved
by the regional ethics committee and the French Ministry of
Agriculture (license no. APAFIS#16827-2018092113192911 v4
to YG).

Blood Collection
The tail of the mouse was anesthetized locally with a
cutaneous application of lidocaine/prilocaïne 5% (Zentiva, Paris,
France). After 5min, a small incision was performed at the
end of the tail and 10 µl of blood was collected using a
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calibrated capillary (Minicaps End-to-End 10 µl; Hischmann,
Eberstadt Germany).

Tamoxifen and Morphine Injections
Female mice were injected intraperitoneally (i.p., calibrated
Hamilton syringe) with 10 mg/kg of tamoxifen (in 90% olive
oil/10% ethanol, v/v; Sigma Aldrich, Lyon, France), and then with
NaCl 0.9% at 0, 1, and 2 h following tamoxifen administration
(Figure 2). Blood was collected by tail vein sampling (see above)
just before and at 1, 2, 4, 8, 24, and 48 h after tamoxifen
injection (Figure 2). A second injection of tamoxifen was then
performed at 48 h and immediately followed by an injection
of either 10 mg/kg of morphine–HCl (diluted in 0.9% NaCl;
Francopia, Paris, France) or saline solution (0.9% NaCl only).
Mice then received two additional injections of morphine or
saline at 1 and 2 h after the second tamoxifen dose. Blood was
collected at 1, 2, 4, 8, 24, and 48 h after the second tamoxifen
injection (Figure 2).

Sample Preparation
The blood was transferred from the capillary into a microtube
containing 10 µl of heparin and frozen at −20◦C. On the next
day, blood was thawed and 10 µl of an internal standard (IS;
see below) and 100 µl of ice-cold acetonitrile (ACN; Thermo
Scientific, San Jose, USA) were added. The samples were next
vortexed and centrifuged at 20,000 g during 15min at 4◦C. The
supernatants were collected, dried under vacuum, and suspended
in 15 µl of 50% methanol/0.1% formic acid (v/v; Sigma Aldrich)
prior to LC-MS/MS analysis.

Microsome Preparation
Liver tissues were collected from 10-week-old male C57/BL6J
mice. Samples were pooled and homogenized with an Ultra
Turrax instrument (Ika, Staufen, Germany) in 10ml of extraction

buffer (100mM Na phosphate buffer, pH 7.4, 0.32M sucrose,
1mM EDTA, 0.1mM DTT, protease inhibitor cOmplete
Mini, EDTA-free, Roche, Basel, Switzerland). The homogenate
was then sonicated (2 × 10 s, 100W) and centrifuged for
12min at 2,000 g (4◦C). The supernatant was transferred into
polycarbonate ultracentrifuge tubes (Beckman Instruments, Palo
Alto, USA), completed with extraction buffer and centrifuged
40min at 10,000 g and 4◦C in a type-70 Ti Rotor (Beckman
Coulter, Brea, USA). The resulting supernatant was then
centrifuged for 130min at 130,000 g (4◦C), and the pellet
obtained was suspended in 800 µl of storage buffer (100 mM
Na phosphate buffer, pH 7.4, 0.5mM EDTA, 0.1mM DTT, 20%
glycerol; Sigma Aldrich) and frozen. Protein concentration was
determined using the Bradford method (Protein Assay, Bio-Rad,
Marnes-la-Coquette, France).

Enzymatic Activity Assay
One hundred micrograms of liver microsomes were used
to perform 4OH-tamoxifen glucuronidation assays. First,
increasing concentrations of 4OH-tamoxifen (10, 20, 40,
50, 60, 70, 80, 100, 125, 150, 200, 250, and 300µM; LGC
Standard, Molsheim, France) with a fixed concentration of
morphine (500µM) were dried under vacuum. Morphine
was suspended in 4mM MgCl2 adjusted with H2O, and each
4OH-tamoxifen concentration was diluted with 69 µl of the
morphine-containing mix.

Microsomes were incubated for 15min at 4◦C in the presence
of alamethicin (30 µg/mg of protein; Santa Cruz Biotechnology,
Heidelberg, Germany) and Tris–HCl buffer (400mM) adjusted
with H2O. Then, 75 µl of microsome were added to each 4OH-
tamoxifen concentration and tubes were equilibrated at 37◦C
during 5min. The enzymatic reactions were started with the
addition of 6 µl of UDPGA to a final concentration of 5mM.
Reactions were stopped 20 s later with 900 µl of cold 100%

FIGURE 2 | Protocol used to study tamoxifen–morphine drug–drug interactions.
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methanol. Samples were then diluted (1:5), and an IS (see below)
was added to each sample. Samples were centrifuged for 15min at
20,000 g, and 4◦C and the supernatants were dried under vacuum
and then suspended in 45 µl of 50% methanol/0.1% formic acid
(v/v) prior to LC-MS/MS analysis. Km and Vmax were obtained
with a Michaelis-Menten plot following a non-linear curve fit
with the least-squares method (GraphPad Prism 6 software).

LC-MS/MS Instrumentation and Analytical
Conditions
Analyses were performed with a Dionex Ultimate 3000 HPLC
system (Thermo Scientific) coupled with a triple quadrupole
Endura mass spectrometer. Xcalibur v2.0 software was used
to control the system (Thermo Electron, Villebon Sur Yvette,
France). Samples were loaded onto an Accucore RP-MS column
(150× 1mm, 2µm, flow of 90 µl/min; Thermo Electron) heated
at 40◦C. Buffer A was 1% ACN/98.9% H2O/0.1% formic acid
(v/v/v), whereas buffer B was 99.9% ACN/0.1% formic acid (v/v).
The gradient used is detailed in Supplementary Table 1.

Electrospray ionization was achieved in the positive mode
with the spray voltage set at 3,500V. Nitrogen was used as the
nebulizer gas, and the ionization source was heated to 250◦C.
Desolvation (nitrogen) sheath gas was set to 18 Arb and Aux
gas was set to 7 Arb. Ion transfer tube was heated at 297◦C. Q1
and Q2 resolutions were set at 0.7 FWHM, whereas collision
gas (CID, argon) was set to 2 mTorr. Identification of the
compounds was based on precursor ion, selective fragment ions,
and retention times. Selection of the monitored transitions and
optimization of collision energy and RF Lens parameters were
manually determined (see Supplementary Table 1 for details).
Qualification and quantification were performed in MRM mode
using Quan Browser software (Thermo Scientific).

Statistics
Statistical analysis was performed using GraphPad Prism 6
Software. Results were presented as mean values ± standard
error of the mean (SEM). Groups were compared using
multiple t-tests.

RESULTS

Enzymatic Study in vitro
As 4OH-tamoxifen is the major active metabolite of tamoxifen
in mice, in vitro experiments were performed on mouse liver
microsomes to study the impact of 500µM of morphine on
the glucuronidation of 4OH-tamoxifen. Morphine was used
at 500µM to determine the Km of the glucuronidation of
4OH-tamoxifen as this concentration corresponds to the Km

previously determined for morphine glucuronidation in mice
(12, 19). As shown in Figure 3, morphine significantly affects
the production of 4OH-tamoxifen-glucuronide. Specifically,
morphine significantly reduced the production of 4OH-
tamoxifen-glucuronide when 10 to 50µM and 70µM of
tamoxifen were used. Km values for the production of 4OH-
tamoxifen-glucuronide in the absence and presence of morphine,
as determined by the Michaelis-Menten equation, were 68 and
98.6µM (+45%), respectively.

FIGURE 3 | Morphine (500µM) inhibits the formation of

4OH-tamoxifen-glucuronide in vitro. A t-test using the Holm–Sidak method

was performed to compare each concentration of 4OH-tamoxifen. n = 7 for

tamoxifen alone and n = 5 in the presence of morphine; **p < 0.01;

***p < 0.001. Values are means ± SEM.

These results indicate that morphine reduces 4OH-tamoxifen
glucuronidation in vitro.

Study of Tamoxifen Metabolism in vivo
First, we determined whether multiple injections of tamoxifen
would alter its own metabolism (Figures 2, 4A). Blood was
collected before and 1, 2, 4, 8, 24, and 48 h after the
first (Figure 4A, white part) and the second injection of
tamoxifen (Figure 4A, gray part). Tamoxifen, 4OH-tamoxifen,
and endoxifen-glucuronide concentrations in the blood did not
vary significantly at any time point between the two tamoxifen
injections (Figure 4B). In contrast, a significant increase
in the concentrations of 4OH-tamoxifen-glucuronide, N-
desmethyltamoxifen and endoxifen was observed. Accordingly,
drug metabolic ratios (i.e., the concentration ratio of a
metabolite compared to its parent molecule) were significantly
altered at different time points (Figures 5A–F). The ratio
of endoxifen/N-desmethyltamoxifen was significantly elevated
at 4 and 8 h compared to the first injection suggesting an
increase in endoxifen synthesis (Figure 5C). In a more dramatic
manner, 4OH-tamoxifen glucuronidation was increased by 1.5-
to 2-fold at all time points compared to the first injection
(Figure 5F). Similarly, the t = 2 h ratio of endoxifen-glucuronide
to its parent molecule endoxifen showed a 3-fold increase
compared to the first injection (Figure 5E). On the other
hand, no difference was observed for 4OH-tamoxifen/tamoxifen
(Figure 5A), N-desmethyltamoxifen/tamoxifen (Figure 5B), and
endoxifen/4OH-tamoxifen ratios (Figure 5D). Together, these
results indicate that tamoxifen metabolism is slightly potentiated
following two subsequent injections of the drug.

As morphine has a short half-life in mice (30min), we
have performed three injections of morphine to reach adequate
concentrations in the blood (Supplementary Figure 1). The
highest concentrations of morphine and M3G in the blood were
reached after 2 h (1,599 ± 336 pmol/ml and 9,773 ± 1,274
pmol/ml, respectively). Morphine was still present after 8 h,
allowing a long-lasting competition with tamoxifen metabolism.
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FIGURE 4 | Tamoxifen metabolism is affected by a prior injection. Effect of two

subsequent injections of tamoxifen (10 mg/kg i.p.) on the levels of tamoxifen

and its metabolites. (A) Protocol. Injections of NaCl 0.9% at 0 h, 1 h, and 2 h

are not represented. (B) Left panels, levels of tamoxifen, 4OH-tamoxifen,

(Continued)

FIGURE 4 | N-desmethyltamoxifen, endoxifen, 4OH-tamoxifen-glucuronide,

and endoxifen-glucuronide during 96 h. Right panels correspond to the

superimposition of the first 0–48 h (white area) and last 48–96 h (gray area).

The gray area corresponds to an increase in the quantity of the corresponding

molecule after the second injection (48–96 h). Multiple t-tests with the

Holm–Sidak correction were applied. Values are means ± SEM. *p < 0.05.

Then, female mice were injected twice with tamoxifen (at
0 and 48 h) in addition to morphine (at 48, 49, and 50 h)
and blood samples were collected (Figure 6A). Following
morphine injections, the blood concentrations of tamoxifen,
4OH-tamoxifen, 4OH-tamoxifen-glucuronide, endoxifen, and
endoxifen-glucuronide were significantly increased compared
to the first injection of tamoxifen (Figure 6B). Only a tendency
was observed for N-desmethytamoxifen. More importantly,
ratios between 4OH-tamoxifen/tamoxifen (Figure 7A) were
significantly decreased by 1/2- to 1/5-fold 1, 2, and 8 h after
the injection of morphine, suggesting that 4OH-tamoxifen
was processed into its metabolites at a faster rate in the
presence of morphine. Indeed, the ratios of 4OH-tamoxifen-
glucuronide/4OH-tamoxifen showed a significant increase
(2- to 3-fold) at every time point (Figure 7F). Similarly,
endoxifen-glucuronide/endoxifen ratios (Figure 7E) were
dramatically increased (1.5- to 4-fold) at 2, 4, and 8 h after
the injection of morphine. On the other hand, the ratios of
N-desmethyltamoxifen/tamoxifen (Figure 7B), endoxifen/N-
desmethyltamoxifen (Figure 7C) and endoxifen/4OH-tamoxifen
(Figure 7D) were not altered by morphine administration.
Together, these results indicate that the inactivation of tamoxifen
and its active metabolites is exacerbated in the presence of
equimolar amounts of morphine.

DISCUSSION

Repeated Tamoxifen Treatment
Potentiates Glucuronide Formation in vivo
Our results show that the blood formation pattern of N-

desmethyltamoxifen and endoxifen is slightly modified in

vivo after two subsequent tamoxifen treatments. Indeed, we

observed a higher peak concentration in the case of N-

desmethyltamoxifen and a slower elimination for endoxifen
upon the second administration of tamoxifen. Furthermore,
analysis of metabolic ratios revealed an increase in 4OH-
tamoxifen-glucuronide and endoxifen-glucuronide formation
compared to their parent drugs when animals received a second
injection of tamoxifen. Such an increase of glucuronidation can
be related to induction of the expression of UGTs present in
the liver occurring 48 h after the first injection of tamoxifen.
Indeed, it has been described that several xenobiotics are
able to promote UGT expression by acting on regulatory
elements in the cell (20). Tamoxifen acts as a selective
modulator on the ER, which, in turn, modulates the activity
of numerous transcription factors implicated in the regulation
of gene expression. Importantly, tamoxifen has been shown
to increase the expression of CYP enzymes involved in its
own metabolism, such as CYP3A4 (21). In the same manner,
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FIGURE 5 | Tamoxifen potentiates its own metabolism. Ratio between metabolites and parent compounds. (A) 4OH-tamoxifen/tamoxifen, (B)

N-desmethyltamoxifen/tamoxifen, (C) endoxifen/N-desmethyltamoxifen, (D) endoxifen/4OH-tamoxifen, (E) endoxifen-glucuronide/endoxifen, and (F)

4OH-tamoxifen-glucuronide/4OH-tamoxifen. N are indicated within columns. Values are means ± SEM. t-tests; *p < 0.05; **p < 0.001.

one may hypothesize that the first injection of tamoxifen
induced the expression of UGTs, resulting in a potentiation
of 4OH-tamoxifen and endoxifen glucuronidation upon the
second treatment.

Surprisingly, despite an increase in tamoxifen
glucuronidation, we observed no concurrent decrease in
the concentrations of 4OH-tamoxifen or endoxifen. The
main degradation pathway of tamoxifen is glucuronidation,

but significant amounts of its two active metabolites are
eliminated through sulfation. Several sulfotransferase (SULT)
isoforms (1A1, 1E1, and 2A1) have been implicated in the
degradation of 4OH-tamoxifen (22). In addition, it has been

shown in vitro that tamoxifen metabolites are able to inhibit
SULT2A1 through mixed or non-competitive inhibition (23).
Therefore, it is possible that our first tamoxifen administration

inhibited SULT expression toward 4OH-tamoxifen and
endoxifen. Thus, the balance between glucuronidation and

sulfation could be modified without affecting 4OH-tamoxifen
or endoxifen levels. Nevertheless, this hypothesis remains to
be tested.

Morphine Increases Glucuronidation of
Tamoxifen Active Metabolites
Morphine was expected to reduce the glucuronidation of
tamoxifen active metabolites through direct competition on
the UGT-binding site as observed in vitro. Surprisingly, our
results showed a dramatic increase in the levels of all active
and inactive metabolites of tamoxifen when morphine was
co-administered. The significant elevated levels of tamoxifen
found in the blood after the coinjection with morphine may
explain the increase observed for all compounds. This increase
is likely to rely on differences of absorption due to drug–drug
interactions with morphine rather than variability in tamoxifen
injections. This point is strengthened by the fact that 19
mice were injected using a calibrated Hamilton syringe. Ratio
between metabolites and their corresponding parent molecules
were established to normalize the metabolite production with
the tamoxifen injections. Analysis of the ratio revealed that
morphine dramatically decreased the amount of 4OH-tamoxifen
relative to that of its prodrug in the blood of tamoxifen-
treated mice. This decrease is likely related to the concurrent
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FIGURE 6 | Morphine increases tamoxifen metabolism. Effect of three

injections of morphine (10 mg/kg i.p.) on the blood concentrations of

tamoxifen, 4OH-tamoxifen, N-desmethyltamoxifen, endoxifen,

4OH-tamoxifen-glucuronide, and endoxifen-glucuronide. (A) Protocol.

(Continued)

FIGURE 6 | Injections of NaCl 0.9% at 0, 1, and 2 h are not represented. (B)

Left panels, levels of tamoxifen, 4OH-tamoxifen, N-desmethyltamoxifen,

endoxifen, 4OH-tamoxifen-glucuronide, and endoxifen-glucuronide during

96 h. Right panels correspond to the superimposition of the first 0–48 h (white

area) and last 48–96 h (gray area). Gray area corresponds to an increase of the

quantity of the corresponding molecule after the second injection (48–96 h).

Values are means ± SEM. *p < 0.05; **p < 0.01; ***p < 0.001.

massive increase of the glucuronidation of 4OH-tamoxifen
and endoxifen.

It seems improbable that morphine would act as a cofactor
of UGTs, allowing faster glucuronidation since it did not occur
in our in vitro experiments. A potential impact of morphine
on the entry of tamoxifen in hepatocytes is also unlikely
because tamoxifen is known to cross the cell membrane passively
(7), whereas morphine influx relies on transporters including
organic cation transporter 1 (OCT1) (24). The last type of
common molecular targets in the metabolism of tamoxifen and
morphine are MRP (multidrug resistance-associated protein)
and MDR (multidrug resistant protein) transporters driving
M3G, 4OH-tamoxifen, endoxifen, 4OH-tamoxifen-glucuronide,
and endoxifen-glucuronide out of the cell (7, 16, 25, 26). One
hypothesis involving those transporters may be that morphine
decreases the efflux rate of tamoxifen active metabolites (and
thus increases their glucuronidation rate). Additional studies are
needed to decipher the molecular mechanism underlying this
atypical change in tamoxifen metabolism.

In conclusion, co-administration of morphine inmice appears
to promote the inactivation of the potent 4OH-tamoxifen and
endoxifen metabolites. In light of these findings, we hypothesize
that morphine could reduce the potency of tamoxifen anticancer
treatment inmice. Further studies should determine if the impact
of morphine on tamoxifen metabolism is sufficient to result in
changes in anticancer activity at therapeutic doses.

Strengths and Limitations
We chose to associate morphine with tamoxifen to develop our

methodology as it was expected to be a simple model focusing
primarily on the glucuronidation process. Morphine is mainly
metabolized by UGTs and was not expected to impact CYP

activity. Morphine and tamoxifen co-treatments are given after
surgeries or in the case of severe cancer pain (27). Otherwise,

codeine and/or paracetamol are widely prescribed (8). In human,

these two compounds are metabolized by the same CYPs

(6D6/3A4) andUGTs (1A10, 1A4, 1A8, 2B7, and 2B15) (28, 29) as
tamoxifen and might have a more complex impact on tamoxifen

metabolic pathways (30, 31).
A main limitation of our study is that tamoxifen and

morphine metabolisms differ in mice compared to humans.
4OH-tamoxifen is the major active mouse metabolite whereas
endoxifen is found at greater concentrations in human serum.
However, our approach using the isotopic dilution allowed
us to observe non-negligible levels of both endoxifen and
endoxifen-glucuronide in the blood of tamoxifen-treated mice.
In mice, the Cyp2d gene cluster displays nine functional genes
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FIGURE 7 | Morphine promotes the inactivation of tamoxifen through increased glucuronidation. Effect of three injections of morphine (10 mg/kg i.p.) on the ratio

between metabolites and parent compounds. (A) 4OH-tamoxifen/tamoxifen, (B) N-desmethyltamoxifen/tamoxifen, (C) endoxifen/N-desmethyltamoxifen, (D)

endoxifen/4OH-tamoxifen, (E) endoxifen-glucuronide/endoxifen, and (F) 4OH-tamoxifen-glucuronide/4OH-tamoxifen. N are indicated within columns. t-tests;

*p < 0.05; **p < 0.01; ***p < 0.001; ****p < 0.0001.

(Cyp2d9, Cyp2d10, Cyp2d11, Cyp2d12, Cyp2d13, Cyp2d22,
Cyp2d26, Cyp2d34, and Cyp2d40), whereas humans only have
one (CYP2D6) (4). Therefore, the presence of endoxifen suggests
that CYP2D6 activity is rescued by an alternative CYP.

In addition, morphine is only metabolized into M3G in
mice vs. M3G and M6G in humans (32, 33). Nevertheless,
both species eliminate tamoxifen and morphine predominantly
through glucuronidation. UGT2B7 (15), the main UGT involved
in morphine metabolism in humans, is absent in mice. However,
morphine and tamoxifen glucuronidation could be compensated
by other enzymes including the mouse homologs of human
UGT2B6, 2C9, 2C19, 3A4/5 (34), UGT2B36, and UGT2B21
(14, 15). These differences lead to a tamoxifen half-life of

27 h in humans and 6.8 h in mice (4), as well as a morphine
half-life of 30min in mice and 2 h in humans (32, 33).
Despite the existence of mouse equivalents to human CYP
and UGT isoforms, major differences in isoform sequence
and expression patterns limit the extrapolation of mouse
data to humans. The development of humanized mouse
models for CYP and UGT genes will allow overcoming such
issues (34, 35).

Drug–drug interactions can lead to severe adverse effects
and predicting these interactions in vivo is challenging. Thus,
the Food and Drug Administration (FDA) and European
Medicines Agency (EMA) are frequently publishing new
guidelines regarding in vitro and in vivo drug–drug interaction
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studies (36). We have used an in vivo methodology to monitor
modulations of tamoxifen metabolism. Intraperitoneal injections
of tamoxifen were used instead of oral administration (the
typical route of administration in humans) in order to better
control the given amounts of tamoxifen and morphine (37).
Indeed, the most used method is intraperitoneal injection,
because the amount of administered compound can be better
controlled, but delivery by oral gavage is also possible.
However, oral administration suffers from significant first-pass
metabolism (38), which limits absorption (39) and introduces
inter-individual variability in drug metabolism (40). The
pharmacokinetics of tamoxifen were obtained by quantification
of tamoxifen and its metabolites following an initial injection
(10 mg/kg). Then, a second injection was used to determine
its pharmacokinetics in the absence or the presence of the
competing drug morphine. Therefore, it was possible to
accurately compare tamoxifen pharmacokinetics in the same
animal to assess its potential interaction with morphine in vivo.
It is however important to determine whether an injection of
the drug of interest can induce adaptive processes responsible
for differences in its metabolism following a second injection or
chronic treatment.

CONCLUSIONS

In this study, we have investigated the effects of morphine on
tamoxifen metabolism in vitro and in vivo. We have shown
that in vitromorphine inhibits 4OH-tamoxifen glucuronidation.
Conversely, morphine reduced the blood levels of 4OH-
tamoxifen in mice, while the inactivation of tamoxifen active
compounds through glucuronidation greatly increased.

Our results suggest that morphine co-treatment could
dramatically affect tamoxifen efficacy and emphasize the need
to test more common analgesics (e.g., codeine or paracetamol)
in humans to re-evaluate the impact of pain treatments on
anti-cancer drug metabolism and pharmacological activity.
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Neuroinflammation increases morphine metabolism in reactive astrocytes through Aryl 

Hydrocarbon Receptor and counteracts morphine anti-nociception in a mouse model of 

neuropathic pain. 

Volodya Hovhannisyan, Abdel-Karim Berkati, Mélanie Kremer, Perrine Inquimbert, Florian 

Gabel, Virginie Andry, Alexandre Charlet & Yannick Goumon. 
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Annexe 6: Actions pédagogiques 

 

Durant ma thèse, j’ai eu le plaisir d’avoir fait partie d’une association réunissant les 

étudiants en Master et en Doctorat, appelé Doctoneuro. Durant ces plusieurs années, j’ai été 

dans le pôle pédagogie en tant que chargé de mission ou vice-président de ce pôle. Le pôle 

pédagogie de Doctoneuro est connu pour participer à des événements tels que la Fête de la 

Science, les Kidz University ou encore la Semaine du Cerveau. Durant l’année 2021-2022, j’ai 

entrepris la création d’un nouvel événement avec l’équipe pédagogique du Vaisseau, un 

espace culturel pour les enfants.  

 L’événement « Le Covid nous tape sur le système (nerveux) ! » a été mis en place 

dans le but de transmettre au grand public les connaissances actuelles sur les atteintes 

neurologiques causées par la pathologie ou pas les contraintes sanitaires pour endiguer 

l’épidémie. Cette action de vulgarisation scientifique interdisciplinaire, mêlant immunologie 

et neurosciences, a pris place lors de la Semaine du Cerveau, les 18 et 19 mars 2022. Le 

vendredi 18 mars, une série de conférences a été organisée dans la soirée avec la participation 

del’immunologiste Samuel Liégois (MCU, IBMC), ainsi que des neuroscientifiques Didier 

Desaintjan (CR, INCI), Lucas Lecourtier (CR, LNCA), Vincent Loizeau (PhD, LNCA) et Jorge 

Mendoza (DR, INCI).  

Le samedi 19 mars, des étudiants de l’association Doctoneuro et de l’Institut de 

Biologie Moléculaire et Cellulaire ont proposé des ateliers ludiques autour des thématiques 

abordées pendant les conférences. Les stands étaient érigés pour la journée entière et les 

animations étaient majoritairement à destination du jeune public. 

Au final, cet événement m’a permis de gérer une équipe de plus de 20 personnes, de 

répartir les tâches et de gérer convenablement le budget mis à ma disposition. De plus, 

l’événement a été financé à hauteur de 400 euros de la part de l’ITI-Neurostra, ce qui nous a 

permis de couvrir l’ensemble des frais avancés, un grand merci à eux pour le soutien ! 

Finalement, merci à Robin et Sarah qui m’ont aidé pour l’organisation ainsi que Lisa Saraceni 

du Vaisseau pour la confiance qu’elle m’a accordée dès le début du projet.   
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Annexe 7: Organisation symposium 

 
Un point extrêmement important à préciser à mes yeux est la considération du sexe 

comme étant une réelle variable biologique. Dans un contexte de douleur, bien que la plupart 

des patients souffrant de douleurs chroniques soient des femmes, depuis plus d'un demi-

siècle, les rongeurs mâles constituent l'organisme modèle par défaut dans la recherche 

préclinique. Ainsi, cela se traduit par une compréhension incomplète de l'étiologie, de la 

symptomatologie et du traitement de cette maladie. De ce fait, la considération du sexe en 

tant que variable biologique nécessitera un changement global dans la réflexion de la culture 

scientifique. Pour apporter ma contribution à ce combat, j'ai organisé un symposium sur les 

différences entre les sexes dans le domaine de la douleur afin de promouvoir l'importance du 

sexe en tant que véritable variable biologique dans la recherche fondamentale et préclinique.  

Pour ce faire, j'ai sollicité plusieurs subventions et obtenu environ 13 500 € pour organiser cet 

événement. Des pionniers du domaine ont été invités du Canada (Jeffrey Mogil, Michael Salter 

et Serge Marchand), des Etats-Unis (Anne Murphy) ainsi que le magnifique Yannick Goumon, 

gloire à lui. J’ai également donné l'opportunité à quatre doctorants de communiquer leurs 

recherches lors de ce symposium. Au total, cet événement a rassemblé 86 personnes sur place 

et a connu un pic de 95 personnes en ligne (Zoom), en plus, on a trop bien mangé (et bieeen 

bu). 
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Annexe 8: Communications orales 

 

Morphine-3-Glucuronide as a key actor of the sexual dimorphism in morphine-induced 

analgesia 

Volodya Hovhannisyan, Florain Gabel, Virginie Andry, Sylvain Hugel, Yannick Goumon. 

Euridol Days: Strasbourg, presentation de poster, 1er octobre 2021. 

Morphine-3-Glucuronide as a key actor of the sexual dimorphism in morphine-induced 

analgesia 

Volodya Hovhannisyan, Florain Gabel, Virginie Andry, Sylvain Hugel, Yannick Goumon. 

Neurofrance: Congrès virtuel, présentation de poster, 19 avril 2021. 

Does microglia-astrocyte crosstalk orchestrate sex differences in morphine central 

metabolism and its anti-nociceptive effects? 

Volodya Hovhannisyan, Florian Gabel, Abdel-Karim Berkati, Virginie Andry, Yannick Goumon. 

INRC: Valence, Espagne, présentation de poster, 4 Juillet 2022. 

Différences sexuelles dans l'efficacité antalgique de la morphine 

SFETD: Communication orale session « Jeunes talents - Espoirs de la recherche », Lille, France, 

16 Novembre 2022. 

MICROGLIA-ASTROCYTE CROSSTALK INCREASES MORPHINE METABOLISM DURING 

NEUROINFLAMMATION  

Volodya Hovhannisyan, Abdel-Karim Berkati, Florian Gabel, Virginie Andry, Yannick Goumon. 

French Young Glial Cell Club: Lyon, France, présentation de poster, 23 Mai 2023. 

MICROGLIA-ASTROCYTE CROSSTALK INCREASES MORPHINE METABOLISM DURING 

NEUROINFLAMMATION  

Volodya Hovhannisyan, Abdel-Karim Berkati, Florian Gabel, Virginie Andry, Yannick Goumon. 

Neurofrance: Lyon, France, présentation de poster, 24 Mai 2023. 
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Résumé 

La morphine est l’opiacée de référence utilisée en clinique pour lutter contre la douleur. Néanmoins, dans certains cas, 

comme lors de douleurs neuropathiques, celle-ci est inefficace. La douleur neuropathique se caractérise par une 

neuroinflammation qui peut impacter l’activité des cellules gliales au sein du système nerveux central. Mes travaux de 

thèse montrent que ces cellules gliales, notamment les astrocytes réactifs, métabolisent la morphine de façon plus 

intense lors d’une neuroinflammation. Ce phénomène est relié à l’augmentation de l’expression d’un facteur de 

transcription appelé AhR qui est capable d’augmenter l’expression des enzymes de métabolisme de la morphine. En 

inhibant l’activité de l’AhR via l’injection d’un inhibiteur appelé SR1, j’ai pu montrer, pour la première fois que l’effet 

analgésique de la morphine était augmenté dans un modèle de douleurs neuropathiques. Ces travaux ouvrent alors la 

voie à un potentiel mécanisme, jusqu’alors inexploité, dans lequel il est possible d’augmenter les effets de la morphine 

pour traiter la douleur neuropathique. 

Mots-clés : morphine – métabolisme central – cellules gliales – douleurs neuropathiques – AhR – SR1 

 

Résumé en anglais 

 

Morphine is the standard opiate used clinically to combat pain. However, in some cases, such as neuropathic pain, it 

is ineffective. Neuropathic pain is characterized by neuroinflammation that can affect glial cell activity within the 

central nervous system. My thesis work shows that these glial cells, particularly reactive astrocytes, metabolize 

morphine more intensely during neuroinflammation. This phenomenon is linked to increased expression of a 

transcription factor called AhR, which is capable of increasing expression of morphine-metabolizing enzymes. By 

inhibiting AhR activity via injection of an inhibitor called SR1, I was able to show, for the first time, that the analgesic 

effect of morphine was increased in a model of neuropathic pain. This work paves the way to a potential, hitherto 

unexploited, mechanism for enhancing the effects of morphine to treat neuropathic pain. 
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