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Résumé 
Les héparanes sulfates (HS) sont des polysaccharides linéaires retrouvés à la 

surface de nombreux types cellulaires et dans la matrice extracellulaire. Ils sont formés par 
la répétition d’unités disaccharidiques composées d’un acide uronique lié à un résidu de 
glucosamine, pouvant être sulfatées en différentes positions. Ces modifications se font de 
manière séquentielle et coordonnée par plusieurs familles de sulfotransférases dont 
l’expression varie en fonction du type cellulaire et de l’environnement. Par exemple, la famille 
des 3-O-sulfotransférases regroupe sept isoenzymes, qui possèdent des spécificités de 
substrat. Ces différentes modifications confèrent aux HS une large diversité structurale, ce 
qui leur permet d’interagir avec de nombreux ligands protéiques dont ils modulent la 
biodisponibilité. Ainsi, les HS sont impliqués dans la régulation de nombreux processus 
physiopathologiques. 

La fixation de l’herpès simplex virus 1 (HSV-1) sur ses cellules cibles fait intervenir 
des interactions entre des glycoprotéines de l’enveloppe virale et des molécules présentes à 
la surface de la cellule hôte. La fixation du virus est suivie de l’étape de fusion membranaire, 
qui nécessite l’intervention de la glycoprotéine gD. Cette protéine peut interagir avec quatre 
récepteurs différents selon le type de cellule cible : HVEM (Herpes Virus Entry Mediator), les 
nectines-1 et -2 des motifs HS contenant une glucosamine 3-O-sulfatée. En plus des 
mécanismes de fusion membranaire nécessaires à l’entrée du virus, la protéine gD est 
également impliquée dans la protection des cellules cibles contre l’apoptose. Dans ce 
contexte, la première partie de la thèse à consister à étudier l’implication des héparanes 3-O-
sulfatés dans les réponses induites par la protéine gD dans les macrophages. Nos données 
montrent que les réponses anti-apoptotiques induites par la protéine gD nécessitent la 
coopération entre HVEM et les héparanes 3-O-sulfatés. 

Selon l'environnement inflammatoire, les macrophages peuvent subir deux types 
d'activation, caractérisés par des phénotypes et des fonctions distinctes. En présence de 
cytokines Th1 et d’agonistes des TLRs (Toll Like Receptors), les macrophages subissent une 
activation dite "classique" ou M1, qui se caractérise par une activité microbicide élevée et la 
sécrétion de facteurs pro-inflammatoires. En revanche, des cytokines Th2 telles que l’IL-4 
induisent une activation dite "alternative" ou M2 des macrophages. Ils sont connus pour leur rôle 
dans les processus de résolution de l’inflammation et de réparation tissulaire. De précédents 
travaux ont montré que la polarisation des macrophages affecte l'expression des HS 
sulfotransférases. Dans les macrophages M1, le taux d'expression de la 3-OST3B est 
augmenté alors que celui de la 3-OST2 est fortement réduit. A l'inverse, la polarisation M2 
ne réduit le niveau d'expression d'aucune enzyme, mais induit une augmentation de 
l'expression de la 3-OST2. Nous avons donc étudié les mécanismes moléculaires à l’origine 
de ces variations d’expression. Nous avons ainsi montré, lors de la polarisation M1, que la 3-
OST3B est régulée de manière transcriptionnelle et post-transcriptionnelle. En revanche, le 
taux de transcrits de la 3-OST2 chute brutalement par l’action d’un microARN. 

Finalement, la dernière partie de la thèse a porté sur la localisation subcellulaire des 
3-OSTs. Les HS sulfotransférases sont considérées comme étant des enzymes golgiennes. 
Cependant, la localisation subcellulaire des 3-OSTs n’a jamais été déterminée 
expérimentalement. Nos résultats montrent que la 3-OST3B est strictement localisée dans 
l’appareil de Golgi alors que les 3-OST2 et 3-OST3A sont retrouvées au niveau de la 
membrane plasmique. La 3-OST3A co-localise à la surface cellulaire avec le syndécan-4 
tandis que la 3-OST2 est associée au syndécan-2. L’étude suggère une fonction spécifique 
pour chaque 3-OST afin de générer des héparanes 3-O-sulfatés avec des propriétés 
distinctes. 
 
 



Summary 
Heparan sulfates (HS) are linear polysaccharides found at the cell surface and in the 

extracellular matrix. They are formed by the repetition of disaccharide units, which are 
formed by the linkage of glucuronic acid to glucosamine and are sulfated at different 
positions of both residues. During the step of maturation, HS are subjected to sequential and 
coordinated actions of several enzymes, for which the expression varies depending on cell 
type and cellular environment. All of the modifications confer a broad structural diversity in 
HS, which allows them to interact with a number of binding ligands, for which they modulate 
the activities and bioavailability. Consequently, HS are involved in the regulation of many 
physiological and/or pathological processes. The last step of HS maturation involved 3-O-
sulfotransferases (3-OSTs). This modification is rare and can be catalyzed by seven 
isoenzymes, which exhibit fine differences in substrate specificity. However, little is known 
about the regulatory mechanisms controlling the expression and functions of these 
isoenzymes. 

Herpes Simplex Virus-1 (HSV-1) is capable of targeting cells via interactions between 
glycoproteins of the viral envelope and receptors present at the host cell surface. Following 
binding of the virion, the next step of HSV-1 infection is a membrane fusion process, which is 
mediated by the glycoprotein gD. This protein can interact with four receptors depending on 
the target cells: HVEM, nectin-1 and -2 and/or 3-O-sulfated HS. In addition to the fusion 
process, gD is capable of protecting host cells against apoptosis. In this context, the first part 
of the thesis was to study the participation of 3-O-sulfated HS in the responses triggered by 
the glycoprotein gD in macrophages. Our results showed that gD induces the activation of 
anti-apoptotic pathways and protects macrophages against apoptosis by a mechanism 
dependent on the cooperation between HVEM and 3-O-sulfated HS. 

Depending on the immune environment, macrophages can undergo either 
proinflammatory or alternative phenotypes, termed M1 or M2 respectively. A previous study 
from our Laboratory has showed that macrophage polarization alters the expression of HS-
sulfotransferases, especially that of 3-OSTs. While 3-OST2 is highly expressed in M2 
macrophages, it is replaced by 3-OST3B in M1 macrophages. Based on these results, we 
investigated the molecular mechanisms underlying changes in the expression of both 
isoenzymes in M1 macrophages. We demonstrated that induction of the expression of 3-
OST3B is regulated at the transcriptional and post-transcriptional levels. Conversely, M1 
polarization induces a strong reduction in the level of 3-OST2 transcripts, which appears 
dependent on a rapid arrest of gene transcription and to be associated with the action of 
microRNA. 
 Finally, the last part of the thesis focused on the subcellular localization of 3-OSTs. 
HS sulfotransferases are considered as Golgi-resident enzymes. However, the subcellular 
localization of 3-OSTs has not yet been confirmed by experimental approaches. Our results 
demonstrated that 3-OST3B is strictly localized in the Golgi apparatus, while 3-OST2 and 3-
OST3A are also present at the plasma membrane but do not co-localize in the same areas. 
In addition, we showed that 3-OST3A was associated with syndecan-4, while 3-OST2 co-
localized with syndecan-2. Our results suggest that these three isoenzymes are localized in 
different cellular compartments, which suggests that they may be involved in the generation 
of 3-O-sulfated HS with distinct properties. 
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Ce travail a été réalisé à l’Unité de Glycobiologie Structurale et Fonctionnelle, UMR 

8576 CNRS/Université de Lille, dans l’Equipe « Diversité des héparanes sulfates et réponse 

inflammatoire » dirigée par le Pr. Fabrice Allain. Il a été dirigé par le Dr. Agnès Denys. 

Les héparanes sulfates (HS) sont des polysaccharides appartenant à la famille des 

glycosaminoglycanes. Ils sont présents à la surface des cellules et dans les matrices 

extracellulaires, où ils interagissent avec de nombreuses protéines, telles que des facteurs 

de croissance, des cytokines et des protéines virales. Via ces interactions, ils modulent la 

biodisponibilité d’un large répertoire de médiateurs extracellulaires et sont donc impliqués 

dans la régulation de nombreux processus biologiques normaux ou pathologiques. La 

spécificité d’interaction entre les HS et leurs ligands est liée à une importante hétérogénéité 

de motifs structuraux, dont l’origine dépend d’un système de biosynthèse finement régulé. 

Les HS sont synthétisés sous la forme d’un précurseur non sulfaté formé de la 

répétition d’une unité disaccharidique composée d’un acide glucuronique (GlcUA) lié à une 

glucosamine N-acétylée (GlcNAc). Plusieurs familles d’enzymes de maturation vont ensuite 

agir de façon successive sur ce précurseur. Dans un premier temps, les N-déacétylases/N-

sulfotransférases (NDSTs) vont catalyser la sulfatation des groupements aminés des résidus 

de GlcNAc. Cette modification est suivie de l’intervention de la C5 épimérase sur les résidus 

de GlcUA, et de la 2-O-sulfatation de certains résidus de IdoUA et plus rarement de GlcUA, 

catalysée par la 2-O-sulfotransférase (2-OST). Finalement, les ajouts de groupements 

sulfates sur les fonctions hydroxyles en C6 et plus rarement en C3 des résidus de GlcN sont 

catalysés par les 6-O-sulfotransférases (6-OSTs) et 3-O-sulfotransférases (3-OSTs), 

respectivement. Les enzymes qui agissent sur les glucosamines sont représentées par 

plusieurs membres. Chez l’Homme, quatre NDSTs, trois 6-OSTs et sept 3-OSTs ont ainsi 

été identifiées. Ces isoenzymes n’agissent pas de façon systématique le long de la chaîne 

HS et présentent des différences au niveau de leur spécificité de substrat. De plus, leur 

expression est très variable en fonction du type cellulaire et des conditions physiologiques, 

ce qui explique pourquoi les chaînes HS formées présentent une large diversité structurale. 

Toutefois, les mécanismes à l’origine des variations d’expression et d’activité de ces 

enzymes de maturation des HS sont encore mal connus. 

La fixation du virus Herpes simplex de type 1 (HSV-1) sur ses cellules cibles fait 

intervenir des interactions entre des glycoprotéines de l’enveloppe virale et des molécules 

présentes à la surface de la cellule hôte. La fixation du virus est suivie de l’étape de fusion 

membranaire, qui nécessite l’intervention de la glycoprotéine gD. Cette protéine peut 

interagir avec quatre récepteurs différents selon le type de cellule cible : HVEM (Herpes 

Virus Entry Mediator), les nectines-1 et -2 et des motifs HS contenant une glucosamine 3-O-

sulfatée. En plus des mécanismes de fusion membranaire nécessaires à l’entrée du virus, la 

protéine gD est également impliquée dans la protection des cellules cibles contre l’apoptose. 



 2 

Dans ce contexte, la première partie de la thèse à consister à étudier l’implication des 

héparanes 3-O-sulfatés dans les réponses induites par la protéine gD dans les 

macrophages. Nos données montrent que les réponses anti-apoptotiques induites par la 

protéine gD nécessitent la coopération entre HVEM et les héparanes 3-O-sulfatés. 

Selon l'environnement inflammatoire, les macrophages peuvent subir deux types 

d'activation, caractérisés par des phénotypes et des fonctions distinctes. En présence de 

cytokines Th1 et d’agonistes des TLRs (Toll Like Receptors), les macrophages subissent 

une activation dite "classique" ou M1, qui se caractérise par une activité microbicide élevée 

et la sécrétion de facteurs pro-inflammatoires. En revanche, des cytokines Th2 telles que 

l’IL-4 induisent une activation dite "alternative" ou M2 des macrophages. Ces derniers sont 

connus pour leur rôle dans les processus de résolution de l’inflammation et de réparation 

tissulaire. Des travaux précédents réalisés au Laboratoire ont montré que la polarisation des 

macrophages affecte l'expression des enzymes de maturation des HS. Ainsi, le niveau 

d'expression de la 3-OST3B est fortement augmenté dans les macrophages M1, alors que la 

3-OST2 n’est quasi plus exprimée. A l'inverse, la polarisation M2 n’a pas d’effet répresseur,  

mais induit une augmentation de l'expression de la 3-OST2. Sur la base de ces résultats, la 

deuxième partie de la thèse a été consacrée à l’étude des mécanismes moléculaires à 

l’origine des variations d’expression des deux isoenzymes lors de la polarisation M1. Nous 

avons montré que l’activation des macrophages par des facteurs pro-M1 régule l’expression 

différentielle de la 3-OST3B et de la 3-OST2 par des voies distinctes, en agissant dans les 

deux cas via des mécanismes transcriptionnels et post-transcriptionnels. 

Finalement, la dernière partie de la thèse a porté sur la localisation subcellulaire des 

3-OSTs par une approche en microscopie de fluorescence. Cette étude a été réalisée en 

collaboration avec le Dr. François Foulquier à l’UGSF. Si les HS sulfotransférases sont 

considérées comme étant des enzymes golgiennes, la localisation précise des 3-OSTs n’a 

jamais été déterminée expérimentalement. Nos résultats montrent que la 3-OST3B est 

strictement localisée dans l’appareil de Golgi. Par contre, les 3-OST2 et 3-OST3A ont une 

répartition plus large, puisqu’elles sont retrouvées jusqu’à la membrane plasmique. En outre, 

nous avons pu mettre en évidence que les localisations inattendues de la 3-OST3A et de la 

3-OST2 sont associées à l’expression respective du syndécan-4 et du syndécan-2 dans les 

mêmes compartiments. Dans leur ensemble, nos résultats suggèrent que la localisation 

subcellulaire spécifique de chaque 3-OST combinée à leur expression différentielle dans les 

sous-types de macrophages pourrait être à l’origine de la synthèse de motifs HS 3-O-

sulfatés avec des propriétés distinctes. 

Les travaux réalisés au cours de ce travail de thèse ont fait l’objet des publications et 

des communications suivantes : 
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Partie 1: les Glycosaminoglycanes 

	 Les glycosaminoglycanes (GAGs) sont des polysaccharides linéaires constitués de la 

répétition d’unités disaccharidiques constituées d’un acide uronique : acide D-glucuronique 

(GlcUA) ou L-iduronique (IdoUA), lié soit à une héxosamine : D-glucosamine (GlcN) ou D-

galactosamine (GalN), soit à un D-galactose (Gal). Les GAGs ont été classés en quatre 

familles selon la nature de leur unité disaccharidique : l’acide hyaluronique (AH), les 

chondroïtanes/dermatanes sulfates (CS/DS), l’héparine et les héparanes sulfates (HS) et les 

kératanes sulfates (KS). La diversité structurale des GAGs est accentuée par de possibles 

substitutions. En effet, la fonction amine de l’héxosamine peut être acétylée ou sulfatée et 

les fonctions hydroxyles en position C2 de l'acide uronique et en position C3, C4 et/ou C6 de 

l’héxosamine peuvent être sulfatées. Ces différentes modifications et la présence des acides 

uroniques confèrent aux GAGs un caractère fortement anionique. Hormis l’AH, les GAGs 

sont liés par covalence à des protéines pour former les protéoglycanes. 

1. L’acide hyaluronique 

L’acide hyaluronique fut isolé pour la première fois dans les années 1930 dans 

l’humeur vitrée de l’œil par Meyer et Palmer (1934). Toutefois, sa structure précise ne fut 

déterminée que dans les années 1950 (Weissman and Meyer, 1952). Il est composé de la 

répétition d’une unité disaccharidique formée d’un acide D-glucoronique relié par une liaison 

β1-3 à un résidu de N-acétyl-glucosamine (GlcNAc). Ces différentes unités dissacharidiques 

sont reliées entre elles par une liaison β1-4 (Figure 1). Les polymères ainsi synthétisés 

peuvent compter jusqu'à 25000 unités récurrentes et atteindre une taille comprise entre 104 

et 107 Da.  

 
Figure 1 : Stucture de l’unité disaccharidique de l’acide hyaluronique. Le nombre 
moyen de disaccharides (n) est compris entre 3000 et 25000. 

 

A l’inverse des autres GAGs, l’AH n’est ni modifié ni associé à un « core » protéique 

pour former un protéoglycane. De plus, sa synthèse diffère des autres GAGs puisqu’elle 

n’est pas localisée dans l’appareil de Golgi mais à la face interne de la membrane 

plasmique. Elle fait intervenir la famille des hyaluronate synthases qui compte à ce jour trois 
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membres (HAS1, HAS2 et HAS3). Ces isoenzymes polymérisent l’AH en ajoutant 

successivement un résidu de GlcUA puis un résidu de GlcNAc. Le polymère néosynthétisé 

est ensuite sécrété dans le milieu extracellulaire. Ces enzymes de biosynthèse possèdent 

une répartition tissulaire différente et peuvent s’associer en homo ou hétérodimères, 

contrôlant ainsi leur capacité à générer des chaines de taille variables (Bart et al., 2015).  

L’AH est un des composants majoritaires des matrices extracellulaires (MEC), bien 

que certaines études lui attribuent une localisation intracellulaire et à la surface cellulaire. Il 

est notamment retrouvé dans les tissus conjonctifs (humeur vitrée, liquide synovial), au 

niveau de l’épiderme et dans le cerveau. Ce polymère est associé à de nombreuses 

fonctions. Il possède un caractère fortement anionique et polaire, ce qui en fait un acteur 

essentiel dans le maintien de l’hydratation et de la turgescence des tissus. Il est également 

impliqué dans la formation et l’architecture des MEC, notamment grâce à ses interactions 

avec le domaine G1 de protéoglycanes extracellulaires de la famille des hyalectanes 

(Nusgens, 2010). Les édifices formés vont s’insérer dans le réseau de fibres de collagène, 

assurant ainsi les propriétés mécaniques nécessaires au fonctionnement des tissus. Outre 

ces propriétés biomécaniques, l’AH a été décrit comme un régulateur de nombreux 

processus biologiques via ses interactions avec des récepteurs membranaires comme le 

CD44 et des protéines de la famille des « hyaladérines », par exemple RHAMM 

(Hyaluronan-Mediated Mobility Receptor). L’interaction entre l’AH et ses différents 

partenaires engendre l’activation de cascades de signalisation cellulaire, impliquant par 

exemple les voies MAPK (Mitogen Activated Protein Kinase), le NF-κB (Nuclear Factor-κB) 

ou les petites protéines G, lui conférant ainsi un rôle modulateur dans les phénomènes de 

prolifération, migration et adhérence cellulaires mais aussi dans l’embryogenèse et 

l’inflammation. L’AH est aussi impliqué dans les processus invasifs liés au cancer et dans 

certaines pathologies inflammatoires (Lee and Spicer, 2000; Puré and Assoian, 2009). 

2. Les chondroïtanes/dermatanes sulfates 

L’unité disaccharidique de base des CS/DS est composée d’un acide uronique lié en 

1-3 à un résidu de GalNAc. Les CS et DS se différencient selon la nature de l’acide 

uronique. En effet, un résidu de GlcUA est exclusivement retrouvé au sein des chaines CS 

tandis que des résidus d’IdoUA peuvent être retrouvés au sein des chaines DS. Cette 

modification est réalisée par deux C5-épimerases, nommées DS-epi1 et DS-epi2 

(Malmström et al., 2012). Les CS/DS sont reliés à certains résidus de sérine appartenant au 

« core » protéique par un tétrasaccharide de liaison de structure GlcUA-Gal-Gal-Xyl-O-Ser, 

formant ainsi les protéoglycanes à chaines chondroïtanes et dermatanes sulfates (CSPGs et 

DSPGs respectivement) (Mikami and Kitagawa, 2013; Iozzo and Schaefer, 2015). 



 6 

La biosynthèse des chaines CS/DS est un processus complexe et finement régulé. 

L’étape de polymérisation des chaines se déroule dans l’appareil de Golgi et nécessite 

l’intervention de six glycosyltransférases. Elles ont été nommées en fonction de leur activité 

in vitro. On retrouve les ChSy-1, -2 et -3 (Chondroitin synthase-1, -2 et -3), le ChPF 

(Chondroitin polymerizing factor) et les ChGn-1 et -2 (Chondroitin GalNAc transferase-1 et -

2). Leurs séquences protéiques sont proches puisqu’elles partagent au moins 40% 

d’homologie de séquence au niveau du domaine catalytique. Les trois ChSy possèdent les 

deux activités glycosyltransférases permettant d’ajouter successivement des résidus de 

GlcUA et GalNAc. Toutefois, leur seule présence ne suffit pas pour induire la polymérisation 

de la chaine et leurs activités enzymatiques sont fortement augmentées en présence du 

ChPF, conduisant ainsi à la formation d’un polysaccharide précurseur. Les deux dernières 

enzymes, ChGn-1 et -2, possèdent la capacité d’ajouter le premier résidu de GalNAc sur le 

tétrasaccharide de liaison. Elles sont donc indispensables à l’initiation de la polymérisation 

des chaines. De plus, elles semblent être impliquées dans l’élongation et dans la régulation 

de la taille des chaines (Mikami and Kitagawa, 2013). 

Les chaines CS/DS vont ensuite être sulfatées sur différentes positions (Figure 2). A 

ce jour, huit sulfotransférases ont été identifiées et vont pouvoir modifier les unités O et iO, 

représentant les structures non-modifiées des CS et DS respectivement. Dans le cas des 

CS, l’ajout de groupements sulfates en position 4 ou 6 des résidus de GalNAc par les C4STs 

(C4ST1, 2 et 3) et les C6ST (C6ST1 et 2) conduit à la formation des unités A et C 

respectivement. L’unité A peut à son tour être 6-O-sulfatée par l’intervention de la 

GalNAc4S-6ST (GalNAc 4 sulfate 6-O-sulfotranférase), appelée aussi CHST15 

(Carbohydrate synthase 15), formant ainsi l’unité E. Quant à l’unité C, l’ajout d’un 

groupement sulfate en position 2 de l’acide uronique par l’UST (Uronyl 2-O-sulfotransférase) 

conduit à la formation de l’unité D. Dans le cas des DS, l’unité iO ne va subir qu’une seule 

sulfatation en position 4 de la GalNAc. Elle est réalisée par la D4ST (Dermatane 4-O-

sulfotransférase) pour donner naissance à l’unité iA. L’existence d’une 6-O-sulfotransférase 

modifiant les chaines DS n’a pas encore été démontrée, bien qu’une telle activité ait été 

détectée dans le sérum de veau fœtal (Nadanaka et al., 1999). L’unité iA va pouvoir être 6-

O-sulfatée par la GalNAc4S-6S ou 2-O-sulfatée par l’UST pour créer les unités iE et iB 

respectivement. 

L’ensemble de ces modifications ne se fait pas de manière systématique au sein des 

chaines CS/DS. En effet, l’expression spatio-temporelle variable des enzymes de 

biosynthèse ainsi que les différences de longueur de chaine observées engendrent une 

grande hétérogénéité structurale et donnent naissance à des structures potentiellement 

uniques dans chaque type cellulaire. Ces caractéristiques confèrent à ces molécules la 

possibilité d’interagir avec un large panel de ligands protéiques, ce qui explique que les 
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chaines CS/DS sont impliquées dans de nombreux processus biologiques tels que 

l’architecture des MEC, la cicatrisation, le développement et la plasticité des neurones et 

l’ostéogénèse. Ils sont également retrouvés au sein de complexes de signalisation cellulaire 

et permettent la fixation d’agents pathogènes (Malmström et al., 2012; Mikami and Kitagawa, 

2013; Dyck and Karimi-Abdolrezaee, 2015). 

 
Figure 2 : Structure des chondroïtanes/dermatanes sulfates. (A) Structures des unités 
disaccharidiques des CS/DS. Le nombre moyen de disaccharides (n) est compris entre  5 et 
60 pour les CS et DS. (B) Schéma des voies de maturation des CS/DS. D’après Sugahara 
et al., 2003; Mikami and Kitagawa, 2013. 
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de GlcN qui peut être sulfaté au niveau de la fonction amine, en position C6 et 

ponctuellement en position C3. Quant au résidu d’IdoUA, il est majoritairement 2-O-sulfaté. 

Initialement identifiés comme des sous-produits obtenus lors de la purification de l’héparine, 

les héparanes sulfates partagent avec cette dernière le même disaccharide de base, à savoir 

un acide uronique, qui est en majorité un GlcUA, lié en 1-4 à un résidu de GlcN. Les résidus 

d’acide uronique peuvent être 2-O sulfatés et les résidus de GlcN peuvent être 6-O-sulfatés 

et/ou plus rarement 3-O-sulfatés (Figure 3A). Quant à la fonction amine, elle peut être N-

acétylée, N-sulfatée et plus rarement non substituée. Combinées entre elles, l’ensemble de 

ces modifications (N- et O-sulfatation, épimerisation) permettrait de générer 48 motifs 

disaccharidiques différents. Toutefois, seulement 24 d’entre eux ont été identifiés chez 

l’Homme, probablement à cause des restrictions engendrées par la machinerie de 

biosynthèse des HS (Esko and Lindahl, 2001; Shriver et al., 2012). L’héparine est un 

polysaccharide possédant un haut degré de sulfatation réparti de façon homogène au sein 

de la chaine. A l’inverse, le degré de sulfatation est variable au sein des chaines HS 

résultant à l’organisation de ces chaines en différents domaines. En effet, on constate une 

alternance de domaines fortement sulfatés, appelés domaines NS (N-sulfatés) ou 

« domaines S » et de domaines faiblement sulfatés ou non, appelés domaines NA (N-

acétylés). Des domaines à degré de sulfatation variables, appelés domaines NA/NS ou 

« zones de transition » (TZ) sont intercalés entre les domaines NA et NS (Figure 3B) (Esko 

and Lindahl, 2001; Esko and Selleck, 2002).  

 
Figure 3 : Structure de l’héparine et des héparanes sulfates. (A) Structures des unités 
disaccharidiques de l’héparine et des HS. Le nombre moyen de disaccharides (n) est 
compris entre 20 et 80 pour l’héparine et entre 30 et 100 pour les HS. (B) Représentation 
schématique des différents domaines structuraux (NS, NA et NA/NS) au sein des chaines 
HS. D’après Esko and Selleck, 2002. 
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La synthèse de l’héparine se déroule exclusivement dans les mastocytes tandis que 

les HS sont synthétisés et exprimés à la surface de la plupart des cellules et dans les MEC. 

L’héparine et les HS sont reliés à leur « core » protéique par le même tétrasaccharide de 

liaison que les CS/DS, à partir duquel seront ajoutés successivement les résidus de GlcN et 

GlcUA, formant ainsi les PG à chaines héparanes sulfates (HSPGs).  

Les étapes de biosynthèse et de maturation des HS sont des processus extrêmement 

complexes et finement régulés faisant intervenir un grand nombre de glycosyltransférases, 

sulfotransférases et une épimérase (voir Partie 2), expliquant ainsi l’hétérogénéité structurale 

observée. L’héparine est connue de tous pour ses propriétés anticoagulantes, via son 

interaction avec l’antithrombine-III, un inhibiteur de la coagulation (voir Partie 3). Les HS 

interviennent dans un grand nombre de processus biologiques (prolifération, adhérence et 

migration cellulaires, inflammation...) grâce à leurs capacités d’interaction avec un large 

panel de ligands protéiques (cytokines, chimiokines, facteurs de croissance). 

4. Les kératanes sulfates 

Les kératanes sulfates ont été isolés pour la première fois dans les années 1930 par 

Suzuki (1939) au niveau de la cornée puis caractérisés dans la peau par Meyer et al., 

(1953), d’où le terme « kératane ». Toutefois, ils sont également retrouvés au niveau des 

MEC des cartilages ainsi qu'aux niveaux cérébral, osseux et dans d’autres tissus. Leur 

structure se distingue des autres GAGs par l’absence d’acide uronique. Elle est en effet 

composée d’une répétition de N-acétyl-lactosamine [D-Galactose (β1-4) GlcNAc] liées entre 

elles par des liaisons β1-3 (Figure 4). Les KS sont regroupés au sein de 3 classes selon leur 

mode de liaison au « core  » protéique, formant ainsi les protéoglycanes à chaine KS 

(KSPGs). Les KS isolés de la cornée, appelés KS-I, se lient à un résidu d’asparagine par 

une liaison N-glycosidique. La deuxième classe, appelée KS-II, est principalement retrouvée 

dans les cartilages. Les KS-II sont liés via une liaison de type O-glycane à un résidu de 

sérine. Un troisième type de liaison reliant un résidu de mannose à une sérine, définit les 

KS-III. Ils sont principalement présents au niveau cérébral (Figure 4) (Funderburgh, 2000; 

Quantock et al., 2010).  

La biosynthèse des KS se déroule dans l’appareil de Golgi et fait intervenir plusieurs 

glycosyltransférases, mais toutes n’ont pas encore été identifiées. Les enzymes assurant les 

liaisons au « core » protéique interviennent également dans la biosynthèse des N- et O-

glycanes. Les chaines KS sont ensuite polymérisées par ajout successif de résidus de Gal et 

de GlcNAc sur l’oligosaccharide naissant. A ce jour, plusieurs β1-4 galactosyltransférases 

(β4GalT) ont été identifiées, notamment les β4Gal-T1 et -T4 (Ujita et al., 2000). En revanche, 

les données concernant la ou les enzymes responsables du transfert du résidu de GlcNAc, 

les β-1,3-N-acetylglucosaminyltransférases (β3GlcNAcT) restent vagues. Bien que plusieurs 
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β3GlcNAcT aient été décrites, seule l’iGnT permet la synthèse du polylactosamine, en 

association avec la β4Gal-T1. Les KS présentent une grande hétérogénéité de taille et de 

densité de sulfatation. Les deux résidus de l’unité disaccharidique des KS peuvent être 

sulfatés en position C6. Cette modification fait intervenir la KS-Gal6ST (Kératane sulfate 

galactosyl 6-O-sulfotransférase) et la GlcNAc6ST (N-acétylglucosaminyl 6-O-

sulfotransférase), qui transfèrent le sulfate en position C6 des résidus de Gal et GlcNAc 

respectivement. De plus, les chaines KS peuvent parfois être fucosylées au niveau du 

premier résidu de GlcNAc et sialylées au niveau de l’extrémité terminale non réductrice. 

(Funderburgh, 2002; Pomin, 2015) 

 
Figure 4 : Structure des kératanes sulfates. (A) Structure de l’unité disaccharidique des 
KS. La répétition moyenne d’unités disacharridiques (n) est inférieure à 30. (B) Structure 
des différents oligosaccharides de liaison des KS. Modifié d’après Fuderbrugh, 2002 ; 
Pomin, 2015. 
 

Les KS demeurent des composants importants dans le maintien des propriétés 

d’hydratation de la cornée et du cartilage. Dans la cornée, ils conservent la transparence des 

tissus, nécessaire pour assurer la vision et participent à la résolution de l’inflammation en 

modulant le gradient de chimiokines impliqué dans le recrutement des neutrophiles. Dans le 

cartilage, ils permettent de résister aux contraintes physiques associées à sa fonction 

(Carlson et al., 2010; Quantock et al., 2010).  
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B. Oligosaccharides de liaison 
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Partie 2: Biosynthèse des héparanes sulfates 

	 La biosynthèse des HS est un processus hautement complexe et finement régulé qui 

se déroule principalement dans l’appareil de Golgi, qui peut être décomposé en trois étapes 

principales : une première étape d’initiation où la formation d’un motif tétrasaccharidique de 

liaison et permet l’attachement au « core » protéique des protéoglycanes. Cette étape est 

suivie de l’étape d’élongation qui résulte en la formation d’une chaine HS immature par 

incorporation successive de résidus GlcNAc et GlcUA. Enfin, l’étape de maturation englobe 

plusieurs réactions de modifications, comprenant une épimérisation et des réactions de 

sulfatation en différentes positions des résidus de GlcNAc et GlcUA. 

1. Etape d’initiation 

Comme pour les CS/DS, la biosynthèse des chaines HS est initiée par la formation 

d’un noyau tétrasaccharidique : GlcUA(β1–3)Gal(β1–3)Gal(β1–4)Xyl, permettant 

l’attachement du polysaccharide sur le « core » protéique des protéoglycanes. Cette liaison 

se fait généralement au niveau de résidu de sérine au sein de séquences de type Ser-Gly. 

Toutefois, elle peut occasionnellement avoir lieu sur des résidus de thréonine (Brinkmann et 

al., 1997). Le processus débute par l’action des xylosyltransférases-I ou -II (XylT-I, XylT-II), 

qui ajoute un résidu de xylose à partir du donneur UDP-Xyl sur la fonction hydroxyle de 

l’acide aminé accepteur. Après ajout successif de deux résidus de Gal par les 

galactosyltransférases-I et –II (β4GalT7 et β3GalT6, respectivement) à partir de l’UDP-Gal, 

le dernier résidu, provenant du substrat donneur UDP-GlcUA, est ajouté par la 

glucuronyltransférase-I (B3GAT3) (Figure 5). Toutes les enzymes intervenant au cours de ce 

processus sont des protéines transmembranaire de type II localisées dans l’appareil de Golgi 

(Schön et al., 2006). 

Le noyau tétrasaccharidique peut être modifié au niveau de plusieurs résidus. En 

effet, le résidu de Xyl peut être phosphorylé en position C2 par la kinase FAM20B. Cette 

modification est commune aux HS et CS/DS et augmenterait la synthèse des chaines HS et 

CS. En effet, la surexpression de FAM20B en cellules HeLa entraine une augmentation du 

taux de chaines HS et CS alors que son invalidation a les effets inverses. Toutefois, les 

auteurs montrent que la taille des chaines reste inchangée (Ueno et al., 2001; Koike et al., 

2009). La phosphorylation du résidu de Xyl influence l’activité des autres 

glycosyltransférases. En effet, des études ont démontré que la présence d’un résidu de 

xylose phosphorylé inhibe le transfert du premier résidu de Gal par la β4GalT7 et à l’inverse 

favorise le transfert du deuxième résidu de Gal et du résidu de GlcUA par la B3GAT3 et 

β3GalT6 respectivement. Par conséquent, la phosphorylation du résidu devrait avoir lieu  
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juste après l’ajout du premier résidu de Gal (Gulberti et al., 2005; Wen et al., 2014). De plus, 

les travaux de Koike et al. (2014) ont montré que la déphosphorylation du résidu de Xyl 

coïncide avec l’ajout du résidu de GlcUA. En effet, les auteurs ont identifié une 2-

phosphoxylose phosphatase, dénommée XYLP, qui serait capable de former un complexe 

hétérodimérique avec la B3GAT3, augmentant ainsi leurs activités respectives. 

Les deux résidus de Gal peuvent également être sulfatés : le premier en position 6 et 

le deuxième en position 4. Une étude montre que la 4-O-sulfatation du deuxième résidu de 

Gal est retrouvée uniquement au niveau des chaines CS (Ueno et al., 2001; Gulberti et al., 

2005).	L’ensemble de ces résultats suggère que les modifications des différents résidus du 

noyau tétrasaccharidique seraient des régulateurs essentiels à la fois de la biosynthèse des 

GAGs mais aussi du choix du type de GAG polymérisé. 

2. Etape d’élongation 

Après la synthèse du noyau tétrasaccharidique, un résidu de GlcNAc est ajouté sur le 

résidu de GlcUA par une liaison α1–4. Une fois ce premier résidu ajouté, l’élongation des 

chaines HS se poursuit par addition séquentielle de résidus de GlcUA par une liaison β1–4 

et de résidus de GlcNAc en α1–4. Ces réactions sont catalysées par différentes glycosyl 

transférases de la famille EXTs (Exostosin glysosyltransferase) et EXTLs (Exostosin-like 

glycosyltransferase). Les mécanismes à l’origine du processus de terminaison demeurent à 

ce jour peu connus (Figure 5).  

 

Figure 5 : Biosynthèse du noyau tétrasaccharidique et étape d’élongation des chaines 
HS. D’après Buse-Wicher et al., 2014 

2.1  Les EXTs 

Chez les Mammifères, la famille des EXTs compte deux membres (EXT1 et EXT2) 

qui sont exprimés de manière ubiquitaire dans l’organisme. Ces deux enzymes sont codées 

par deux gènes distincts, nommés EXT1 et EXT2, qui produisent respectivement des 

protéines de 746 et 718 acides aminés. EXT1 et EXT2 sont des protéines 

Ser Xyl Gal Gal GlcUA GlcUA 

GlcUA 

GlcNAc 
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GlcNAc 

XylT-I, -II 
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GalT-II 
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GlcUAT-1 

EXTL3 ? 
GlcNAcT-I 
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transmembranaires de type II avec un court domaine cytoplasmique au niveau de l’extrémité 

Nt suivi d’un domaine transmembranaire de 17 acides aminés et d’un domaine globulaire Ct. 

Plusieurs domaines sont conservés au niveau des séquences protéiques, parmi lesquels on 

retrouve des motifs DXD participant à la fixation des nucléotides sucres et donc 

indispensables à l’activité glycosyltransférase. EXT1 et EXT2 partagent également des 

séquences riches en cystéines dont l’espacement est conservé, suggérant ainsi une 

conformation structurale similaire. 

Les deux enzymes ont été décrites pour être associées au sein de l’appareil de Golgi, 

et leur dimérisation est nécessaire pour exercer leur activité de polymérisation (Kobayashi et 

al., 2000; McCormick et al., 2000). EXT1 possède les deux activités β4GlcUAT (GlcUA-TII) 

et  α4GlcNAcT (GlcNAc-TII). En effet, les cellules CHOpsgD dépourvues de EXT1 sont 

incapables de synthétiser des chaines HS et ne possèdent plus aucune des deux activités 

de biosynthèse (Wei et al., 2000). En outre, les travaux de Senay et al. (2000) ont montré 

qu’une forme recombinante de EXT1 possède les deux activités de polymérisation in vitro et 

que l’enzyme peut à elle seule assurer la polymérisation des chaines HS. Le site catalytique 

de EXT1 portant l’activité GlcUA-TII a été localisé dans la région Nt de la protéine par des 

études de mutagenèse (McCormick et al., 2000; Wei et al., 2000). En revanche, le site 

portant l’activité GlcNAc-TII n’a pas encore été clairement identifié, mais il ne semble pas 

être localisé dans la même région. Comme pour EXT1, EXT2 possède les deux activités de 

polymérisation in vitro. L’identification des domaines catalytiques reste à ce jour inconnue. 

De façon surprenante, les deux enzymes n’ont pas d’activité redondante, bien qu’elles 

possèdent les mêmes activités enzymatiques. En effet, la seule présence d’EXT2 est 

insuffisante pour induire la polymérisation des chaines HS, puisque sa transfection dans des 

cellules déficientes en EXT1 ne restaure pas la synthèse du polymère. De même, sa 

surexpression n’entraine pas d’augmentation significative des activités enzymatiques (Lind et 

al., 1998; McCormick et al., 2000; Wei et al., 2000). Il a également été démontré que EXT2 

interagit avec la NDST1, première enzyme intervenant dans la maturation des chaines HS. 

Les auteurs suggèrent que EXT2 serait importante pour positionner la NDST1 au niveau de 

l’extrémité non-réductrice de la chaine, afin qu’elle puisse y exercer son activité (Presto et 

al., 2008). 

 A ce jour, peu d’études ont porté sur la régulation de l’expression de EXT1 et EXT2. 

Les travaux de Jennes et al. (2012) ont récemment identifié et caractérisé le promoteur 

fonctionnel de EXT1. Ces auteurs ont également démontré qu’un SNP (single nucleotide 

polymorphism) module la fixation du facteur de transcription USF1 (Upstream stimulatory 

factor 1) et pourrait être impliqué dans le développement des ostéosarcomes multiples. Plus 

récemment, une autre étude a montré qu’une mutation du gène codant pour EXT2 

participerait également au développement de la maladie (Musso et al., 2015). 
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2.2  Les EXTLs 

La famille des EXTLs est représentée par trois membres (EXTL1, EXTL2 et EXTL3) 

exprimés de manière ubiquitaire. Ce sont respectivement des protéines de 676 AA, 330 AA 

et 919 AA, qui présentent une forte homologie de séquence avec les protéines de la famille 

EXT. In vitro, EXTL1 et EXTL3 possèdent une activité N-acétylglusosaminyl-transférase (Kim 

et al., 2013). Bien que EXTL2 possède cette activité, elle est également capable de 

transférer des résidus de GalNAc. Une fois le résidu de GalNAc ajouté, les autres enzymes 

de biosynthèse des HS sont alors incapables d’exercer leur activité (Kitagawa et al., 1999). 

EXTL2 est le seul membre de la famille dont la structure tridimensionnelle a été résolue. La 

réaction enzymatique se produit via un mécanisme de rétention du substrat donneur. Les 

auteurs suggèrent, sur la base de leur homologie de séquences, que les autres membres 

des familles EXT/ EXTL possèderaient le même mécanisme d’action (Pedersen et al., 2003).  

De nombreux points restent à éclaircir concernant le rôle précis des EXTLs. 

Certaines études suggèrent que EXTL1 participerait à l’étape d’élongation de la chaine HS 

(Kim et al., 2001; Busse et al., 2007). Concernant EXTL2, les travaux de Nadanaka et al. 

(2013) ont démontré que l’enzyme est capable d’ajouter un résidu de GlcNAc sur le 

tétrasaccharide possédant un résidu de Xyl phosphorylé, et que la structure ainsi formée 

n’est plus un substrat pour les autres enzymes de biosynthèse. De plus, l’invalidation 

d’expression de EXTL2 entraine une augmentation de la taille des chaine HS produites, qui 

n’est pas dû à des variations d’expression des autres enzymes de biosynthèse (Katta et al., 

2015). Ainsi, ces résultats suggèrent que EXTL2 serait plutôt impliquée dans le processus de 

terminaison de la biosynthèse des chaines HS. Finalement, EXTL3 a été décrite comme une 

enzyme capable de transférer un résidu de GlcNAc aussi bien sur le noyau 

tétrasaccharidique (GlcNAc-TI) que sur le polymère en cours de synthèse (GlcNAc-TII). De 

plus, son activité de transfert est supérieure à celle des autres EXTL (Kim et al., 2001). En 

revanche, son invalidation entraine la synthèse de chaines HS de longueur plus importante. 

Les auteurs suggèrent que l’invalidation de EXTL3 induirait un défaut de l’étape d’initiation 

de la synthèse des HS, et par conséquent une diminution du nombre de chaines. Ce 

mécanisme entrainerait alors une plus grande élongation des chaines restantes (Busse et 

al., 2007). Takahashi et al. (2009) ont démontré que les souris déficientes pour EXTL3 ne 

synthétisent plus aucune chaine HS, ce qui renforce l’hypothèse du rôle de cette enzyme 

dans le processus d’initiation de l’élongation des chaines HS par son activité GlcNAc-TI. De 

plus, les auteurs ont montré que les souris invalidées pour EXTL3 présentent un défaut de 

sécrétion de l’insuline. Toutefois, les relations entre l’enzyme et les conséquences 

physiologiques ne sont pas encore définies. 
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3. Etape de maturation 

La dernière étape de biosynthèse des chaines HS correspond au processus de 

maturation, au cours duquel s’effectue toute une série de modifications réalisées de façon 

séquentielle et coordonnée par de nombreuses enzymes. Ainsi, la maturation des chaines 

HS est un processus complexe et finement régulé, qui peut être séparé en cinq étapes : une 

réaction de N-déacétylation le plus souvent suivie d’une réaction de N-sulfatation des résidus 

de GlcNAc catalysée par les N-déacétylases/N-sulfotransférases (NDSTs) ; l’épimérisation 

de certains résidus de GlcUA en résidus d’IdoUA par la C5-épimérase ; la 2-O-sulfatation de 

certains résidus de IdoUA et plus rarement de GlcUA catalysée par la 2-O-sulfotransférase 

(2-OST) ; finalement, les ajouts de groupements sulfates sur les fonctions hydroxyles en C6 

et plus rarement en C3 des résidus de GlcN, réactions faisant intervenir les 6-O-

sulfotransférases (6-OSTs) et 3-O-sulfotransférases (3-OSTs), respectivement (Figure 6). 

	
 
Figure 6 : Etape de maturation des chaines HS. Représentation schématique de 
l’enchainement des modifications réalisées par les enzymes de maturation.  
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3.1  Les N-déacétylases / N-sulfotransférases 

Le processus de maturation des chaines HS est initié par l’action des NDSTs. Cette 

première étape est considérée comme une des étapes les plus importantes de la maturation 

des HS. En effet, étant donné le caractère séquentiel du processus de maturation, l’action 

des NDSTs va grandement influencer l’action de l’ensemble des enzymes suivantes et par 

conséquent, le degré de modification de la chaine HS. De par sa position en amont des 

autres réactions de modification, la réaction de N-déacétylation/N-sulfatation des GlcNAc va 

donc contribuer à définir l’organisation des différents domaines le long de la chaîne.  

Chez les Vertébrés, quatre membres de la famille des NDSTs codées par des gènes 

distincts ont été identifiés à ce jour. Ce sont des protéines transmembranaires de type II, 

constituées d’un court domaine cytoplasmique et d’un domaine globulaire Ct portant les deux 

activités catalytiques (Tableau 1). L’analyse des séquences protéiques montre que les 

quatre NDSTs présentent une forte homologie de séquences. En effet, la NDST1 possède 

70% et 86% d’homologie avec la NDST2 et NDST3, respectivement. La NDST2 présente 

82% de similarité avec la NDST3. Enfin, la NDST4 présente 70, 67 et 81% d’homologie de 

séquence avec les NDST1, NDST2 et NDST3, respectivement (Figure 7). 

Tableau 1 : Caractéristiques des N-déacétylases / N-sulfotransférases humaines 

Gène 

 Localisation 
chromosomique Taille du cDNA Taille de la séquence 

codante 

NDST1 5q33.1 8030 pb 2648 pb 

NDST2 10q22 4006 pb 2651 pb 

NDST3 4q26  5961 pb 2621 pb 

NDST4 4q25-q26 3341 pb 2618 pb 

Protéine 

 Nombre d’acides 
aminés 

Nombre d’acides aminés des différents domaines 

Cytoplasmique Transmembranaire Catalytique 

NDST1 882 18 21 815 

NDST2 883 18 21 816 

NDST3 873 13 20 811 

NDST4 872 13 20 810 
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Figure 7: Alignement des séquences protéiques des différentes NDSTs humaines. Les 
degrés d’homologie de séquence sont indiqués par un dégradé de couleur (Rouge : acide 
aminé identique ; Bleu : acide aminé divergent). 
	

Les NDSTs sont connues pour être des enzymes bi-fonctionnelles, catalysant à la 

fois les réactions de N-déacétylation et de N-sulfatation des résidus de GlcNAc. Des 

expériences utilisant des formes tronquées ont mis en évidence que le domaine portant 

l’activité N-déacétylase est situé dans la région Nt, tandis que l’activité N-sulfotransférase est 

localisée dans le domaine Ct (Duncan et al., 2006). Une seule étude cristallographique a été 

menée à ce jour sur les NDSTs. Cette étude montre que le domaine N-sulfotransférase de la 

NDST1 complexé au PAP présente une structure sphérique composée de cinq feuillets β 

parallèles reliés entre eux par des hélices α. Les auteurs ont mis en évidence deux sites de 

fixation au PAPS : le premier, nommé 5’PSB (5’-phosphosulfate binding motif), et le second, 
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E L R AH I PN F T F N L GY SGK F F H TGT N A ED AG DD L L L S Y V K E FWWF PHMWSH MQPH L F HNQS V L A EQMA L N K  413NDST1
K L R T L V PN F T F N L GF SGK F Y H TGT E E ED AG DDML L KHR K E FWWF PHMWSH MQPH L F HNR S V L ADQMR L N K  412NDST2
L L R AQ I TN F T F N L GF SGK F Y H TGT E E ED EG DDC L L GS VD E FWWF PHMWSH MQPH L F HN E S S L V EQM I L N K  404NDST3
L L R TQV AN F T F N L GF SGK F Y H TGT E E ED EG DD L L L R S VD E FWWF PHMWSH MQPH L F HN E S S L V EQM I L N K  403NDST4

K F A V EHG I P T DMGY A V A PHH SGV Y P VH VQL Y E AWKQVWS I R V T S T E E Y PH L K P AR YRRGF I HNG I MV L PR  483NDST1
QF A L EHG I P T D L GY A V A PHH SGV Y P I H TQL Y E AWK S VWG I QV T S T E E Y PH L R P AR YRRGF I HNG I MV L PR  482NDST2
K F A L EHG I P T DMGY A V A PHH SGV Y P VH VQL Y E AWK K VWN I K I T S T E E Y PH L K P AR YRRGF I H KN I MV L PR  474NDST3
E F A L EHG I P I NMGY A V A PHH SGV Y P VH I QL Y A AWK K VWG I QV T S T E E Y PH L K P AR YR KGF I HN S I MV L PR  473NDST4

QTCGL F TH T I F YN E Y PGGS S E L D K I I NGGE L F L T V L L N P I S I FMTH L SN Y GNDR L GL Y T F KH L VR F L H SW  553NDST1
QTCGL F TH T I F YN E Y PGGSR E L DR S I RGGE L F L T V L L N P I S I FMTH L SN Y GNDR L GL Y T F E S L VR F L QCW  552NDST2
QTCGL F TH T I F Y K E Y PGGP K E L D K S I QGGE L F F T V V L N P I S I FMTH L SN Y GNDR L GL Y T F VN L AN F V K SW  544NDST3
QTCGL F TH T I F Y K E Y PGGPQ E L D K S I RGGE L F L T I L L N P I S I FMTH L SN Y GNDR L GL Y T F VN L VN F VQSW  543NDST4

TN L R L QT L P P VQL AQK Y F Q I F S E E KD P LWQ D PC ED KRH KD I WS K E K TCDR F P K L L I I GPQ K T GT T A L Y L F  623NDST1
TR L R L QT L P P V P L AQK Y F E L F PQER S P LWQ N PCDD KRH KD I WS K E K TCDR L P K F L I VGPQ K T GT T A I H F F  622NDST2
TN L R L QT L P P VQL AH K Y F E L F PDQKD P LWQ N PCDD KRHRD I WS K E K TCDR L P K F L V I GPQ K T GT T A L Y L F  614NDST3
TN L K L QT L P P VQL AHQY F E L F P EQKD P LWQ N PCDD KRH KD I WSR E K TCDH L P K F L V I GPQ K T GT T A L Y L F  613NDST4

L GMH PD L S SN Y P S S E T F E E I QF F NGHN YH K G I DWYME F F P I P SN T T SD F Y F E K S AN Y FD S E V A PRR A A A L   693NDST1
L S L H P A V T S S F P S P S T F E E I QF F N S PN YH K G I DWYMD F F P V P SN A S TD F L F E K S A T Y FD S E V V PRRGA A L   692NDST2
L VMH P S I L SN S P S P K T F E E V QF F NRNN YHR G I DWYMD F F P V P SN V T TD F L F E K S AN Y FH S E E A P KR A A S L   684NDST3
L L MH P S I I SN L P S P K T F E E V QF F NGNN YH K G I DWYMD F F P T P SN T T SD F L F E K S AN Y FH S E E A PRR A A S L   683NDST4

L P K A K V L T I L I N P ADR A Y SW YQHQR AHDD P V A L K Y T F H E V I T AGSD A S S K L R A L QNRC L V PGWY A TH I ER  763NDST1
L PR A K I I T V L T N P ADR A Y SW YQHQR AHGD P V A L N Y T F YQV I S A S SQT P L A L R S L QNRC L V PGY Y S TH L QR  762NDST2
V P K A K I I T I L I D P SDR A Y SW YQHQR SH ED P A A L K F S F Y E V I S AGPR A P S E L R A L QKRC L V PGWY A SH I ER  754NDST3
V P K A K I I T I L I D P SDR A Y SW YQHQR SH ED P A A L R FN F Y E V I S T GHWA P SD L K T L QRRC L V PGWY A VH I ER  753NDST4

WL S A YH ANQ I L V L DGK L L R T E P A K VMDMVQ K F L GV T N T I D YH K T L A FD P K KGFWCQL L EG GK T KC L GK S K  833NDST1
WL T Y Y P SGQL L I VDGQE L R T N P A A SME S I Q K F L G I T P F L N Y T R T L R FDDD KGFWCQGL EG GK TRC L GR S K  832NDST2
WL V Y F P P FQL L I I DGQQL R T D P A T VMD E VQ K F L GV L PH YN Y S E A L T FD SH KGFWCQL L E E GK T KC L GK S K  824NDST3
WL T Y F A T SQL L I I DGQQL R S D P A T VMD E VQ K F L GV T PR YN Y S E A L T FD PQ KGFWCQL L EG GK T KC L GK S K  823NDST4

GR K Y P EMD L D SR A F L KD Y YR DHN I E L S K L L Y KMGQT L P TW L R ED L QN T R - -   882NDST1
GRR Y PDMD T E SR L F L TD F F R NHN L E L S K L L SR L GQP V P SW L R E E L QH S S L G  883NDST2
GR K Y P PMD SD SR T F L S S Y YR DHN V E L S K L L H K L GQP L P SW L RQE L QK VR - -   873NDST3
GR K Y P PMD P E SR T F L SN Y YR DHN V E L S K L L HR L GQP L P SW L RQE L QK VR - -   872NDST4

1
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3’PB (3’-posphate binding motif) (Figure 8). Ces deux domaines sont également présents 

chez de nombreuses autres sulfotransférases (Kakuka et al., 1999). Des expériences de 

mutagenèse dirigée ont permis de mettre en exergue l’importance de certains résidus. Ainsi, 

les résidus F640, E641, E642, Q644, N647 sont importants pour la reconnaissance du 

substrat. Les résidus d’histidine H716 et H720 jouent un rôle critique dans le processus de 

catalyse, ainsi que le résidu de lysine K614 qui est conservé entre plusieurs 

sulfotransférases (Sueyoshi et al., 1998). 

	
Figure 8: Représentation de la structure du domaine sulfotransférase de la NDST1 
complexé au PAP. Les hélices α sont représentées en jaune, les feuillets β en vert et le 
PAP en rouge. D’après Kakuta et al., 1999 

 

Des études ont démontré que la présence des deux domaines catalytiques est 

importante pour le bon fonctionnement de l’enzyme. En effet, l’activité N-déacétylase est 

fortement diminuée lorsque l’activité N-sulfotransférase est inhibée. Les mêmes effets sont 

observés lors de mutations réalisées dans le domaine Ct portant l’activité N-sulfotransférase. 

De plus, la séparation des deux domaines catalytiques n’entraine pas la production de 

domaines NS caractéristiques de ceux synthétisés par la forme sauvage de l’enzyme, ce qui 

suggère une coopérativité entre les deux domaines catalytiques au sein de l’enzyme (Wei et 

al., 1993; Dou et al., 2015).  

Les NDSTs catalysent les deux réactions in vitro. Toutefois, des études ont mis en 

évidence des différences au niveau des substrats accepteurs et des activités catalytiques. 

Ainsi, la NDST4 présente une activité N-sulfotransférase élevée et une activité N-

déacétylase faible tandis que l’inverse est observé pour la NDST3 (Aikawa et al., 2001). En 
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revanche, même si les NDST1 et NDST2 possèdent un ratio d’activité similaire, leur 

surexpression en lignée cellulaire HEK293 aboutit à la synthèse de chaines HS avec des 

profils de substitution différents. En effet, la surexpression de la NDST2 entraine la 

production de chaines HS possédant un taux plus important de motifs N-sulfatés et des 

domaines NS plus longs que ceux observés dans les cellules surexprimant la NDST1, ce qui 

suggère que l’activité des NDST1 et NDST2 n’est pas redondante (Cheung et al., 1996; 

Pikas et al., 2000). 

Les différentes études réalisées chez la Souris confirment les résultats obtenus in 

vitro. En effet, la génération de souris déficientes pour les NDSTs a démontré que seules les 

souris NDST1-/- présentent une diminution significative du taux de sulfatation des chaines HS 

et une mortalité élevée (Ringvall et al., 2000 ; Ringvall and Kjellen, 2010). Par contre, les 

souris déficientes pour la NDST2 présentent un phénotype et une synthèse des HS normaux 

dans tous les tissus, mais ne réalisent pas la synthèse d’héparine dans les mastocytes, ce 

qui suggère que la NDST1 catalyse une N-sufatation partielle des chaines HS et que la 

NDST2 agit au niveau de ces régions déjà N-sulfatées et catalyse la synthèse d’héparine et 

des chaines HS fortement sulfatées (Ledin et al., 2004;  Deligny et al., 2010; Ringvall and 

Kjellen, 2010). De plus, les travaux récents de Deligny et al. (2016) montrent que les souris 

NDST2-/- possèdent un taux de chaines HS moins important par rapport aux souris contrôles, 

alors que la surexpression de la NDST2 induit la formation de chaines plus longues. Sur la 

base de ces travaux, les auteurs suggèrent que la sulfatation catalysée par la NDST2 

participerait au processus d’élongation des chaines HS. Les souris déficientes en NDST3 ne 

présentent pas de problèmes de sulfatation (Pallerla et al., 2008). Comme la NDST3 

possède une activité N-déacétylase plus importante, il a été suggéré que son rôle se 

limiterait uniquement à la N-déacétylation des résidus de GlcNAc, puisque les cellules 

invalidées pour les NDST1 et NDST2 ne possèdent pas de groupement N-sulfatés, alors que 

le taux de résidus de GlcN non substitués reste inchangé (Holmborn et al., 2004). 

Les NDST1 et NDST2 sont exprimées de manière ubiquitaire, que ce soit au stade 

adulte ou embryonnaire. En revanche, la distribution des NDST3 et NDST4 est beaucoup 

plus restreinte, puisqu’elles sont retrouvées presque exclusivement dans les cerveaux adulte 

et embryonnaire (Aikawa et al., 2001; Yabe et al., 2005; Pallerla et al., 2008).  

Les processus régulant l’expression des NDSTs ont fait l’objet de peu d’études. 

Toutefois, plusieurs observations ont mis en évidence des variations d’expression lors de 

processus inflammatoires. Ainsi, l’expression de la NDST1 est fortement augmentée lors de 

lésion vasculaire chez la Souris (Adhikari et al., 2008). D’autres études ont montré que 

plusieurs stimuli inflammatoires peuvent moduler l’expression des NDSTs. Ainsi, la 

stimulation de cellules endothéliales par le TNF-α entraine une diminution de l’expression de 

la NDST3. De même, Carter et al. (2003) ont observé que l’expression des NDST1 et 
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NDST2 est augmentée en réponse au TNF-α ou à l’IFN-γ (Interféron-γ) dans une autre 

lignée de cellules endothéliales. La stimulation par le LPS, quant à elle, entraine une 

augmentation de l’expression de la NDST1 et une diminution de celles des NDST2 et 

NDST3 (Krenn et al., 2008). Il a également été montré que l’expression des NDST1, NDST2 

et NDST3 est inhibée en réponse au TGF-β dans les astrocytes alors que le TGF-α module 

uniquement l’expression de la NDST3 (Properzi et al., 2008). Des variations d’expression 

des NDSTs sont observées au cours de la polarisation des macrophages. L’expression des 

NDST1 et NDST2 est augmentée dans les macrophages pro-inflammatoires M1, alors 

qu’elle reste stable dans les macrophages M2 par rapport au macrophages non activés 

(Martinez et al., 2015).  

Les mécanismes à l’origine des modifications de l’expression des NDSTs sont 

également mal connus. Dans les mastocytes, la forte expression de la NDST2 serait 

dépendante de la fixation du facteur de transcription GAPB (GA-binding protein) sur le 

promoteur du gène NDST2 (Morii et al., 2001). D’autres études ont portées sur la structure 

des régions 5’-UTR et 3’-UTR (Untranslated Region) des ARNm codant pour les NDSTs. 

Grobe et al., (2002a) ont ainsi montré que les régions 5’-UTR des ARNm des NDST2, 

NDST3 et NDST4 contiennent des séquences IRES (Internal Ribosome Entry Site), connues 

pour initier le processus de traduction indépendamment de la coiffe, ce qui introduit un 

niveau de contrôle supplémentaire pour l’expression de ces enzymes. Plus récemment, des 

travaux ont mis en évidence une régulation de l’expression de la NDST1 par microARN. 

Kasza et al. (2013) ont montré que le miR-24 cible la NDST1 dans les cellules endothéliales, 

entrainant une baisse de son expression. Par conséquent, le taux de sulfatation des chaines 

HS est diminué, ce qui inhibe la signalisation cellulaire induite par le VEGF-A (Vascular 

Endothelial Growth Factor A). Les mêmes observations ont été obtenues pour le miR-191 

dans le cancer gastrique. En effet, le miR-191 est fortement exprimé dans ce contexte 

pathologique, ce qui provoque une diminution de l’expression de la NDST1 (Shi et al., 2011). 

Enfin, l’expression du miR-149, qui cible également l’ARNm de la NDST1, est inhibée dans 

des cellules mammaires chimio-résistantes. Les auteurs de cette étude ont démontré que 

cette inhibition entraine une hausse de l’expression de la NDST1 et suggèrent que la forte 

expression de la NDST1 pourrait être un marqueur de mauvais pronostic dans le cancer du 

sein (He et al., 2014). 

3.2  La C5-épimerase 

Après l’action des NDSTs, la seconde modification que subissent les chaines HS est 

l’épimérisation de certains résidus d’acide D-glucuronique en acide L-iduronique. Cette 

modification est réalisée par la glucuronyl C5-épimérase. Cette enzyme est spécifique des 
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chaines HS et agit sur le polymère naissant, ce qui la différencie des autres épimérases 

existantes agissant uniquement sur des monosaccharides (Valla et al., 2001). 

Chez les Vertébrés, un seul gène codant pour une C5-épimérase a été identifié. Ce 

gène nommé Glce code pour une protéine d’environ 60 kDa (617 AA). Comme la quasi 

totalité des enzymes de maturation des HS, la C5-épimérase est une protéine 

transmembranaire de type II, composée d’un domaine Nt cytoplasmique, d’un domaine 

transmembranaire, d’un domaine intraluminal golgien ou région « tige », et enfin d’une région 

globulaire où se trouve le domaine catalytique (Tableau 2). Elle est très conservée entre les 

espèces, puisque la forme humaine présente 97 % d’homologie de séquence protéique avec 

les formes murine et bovine (Li, 2010). 

Tableau 2: Caractéristiques de la C5-épimérase humaine 

Gène 

 Localisation 
chromosomique Taille du cDNA Taille de la séquence 

codante 

GLCE 15q23 5080 pb 1853 pb 

Protéine 

 Nombre 
d’acides aminés 

Nombre d’acides aminés des différents domaines 

Cytoplasmique Transmembranaire Tige Catalytique 

C5-épi 617 11 16 388 191 

	
	 L’étude cristallographique de Qin et al. (2015) a montré que la C5-épimérase est 

composée de trois domaines : un domaine Nt en épingle à cheveux β suivi d’un domaine en 

feuillet β et enfin un domaine Ct en hélice α, qui contient le site catalytique et de liaison au 

substrat. Cette même étude a mis en exergue la formation de dimères composés de deux 

monomères de l’enzyme reliés entre eux via leurs domaines Nt et Ct. En effet, les deux 

domaines Nt interagissent entre eux par des liaisons hydrophobes impliquant les résidus 

Y73, Y96, M97, W101, M102, F106, F121 et F123 et des liaisons ioniques impliquant deux 

couples (E119/R90 et D91/R89). Les interactions des deux domaines Ct se font uniquement 

via des liaisons hydrophobes impliquant six résidus (F458, M459, V515, L519, T522 et 

F533). Le domaine d’interaction du substrat osidique est situé dans la région Ct, ce qui 

suggère que la formation d’un dimère est indispensable pour la reconnaissance du substrat. 

Trois résidus de tyrosine ont également été identifiés par mutagenèse dirigée (Y468, 528 et 

546) pour être nécessaire à l’activité catalytique de l’enzyme.  
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La C5-épimérase exerce son activité au niveau de résidus de GlcUA liés à un résidu 

de GlcNS à son extrémité réductrice et la présence d’un deuxième résidu de GlcNS à 

l’extrémité non réductrice entraine une augmentation de sa vitesse de catalyse. Ainsi, les 

domaines NS et NA/NS possèdent une grande quantité de résidus d’IdoUA, à l’inverse des 

domaines NA. Le mécanisme d’action de l’enzyme consiste en une élimination/addition d’un 

proton en position C5 du résidu de GlcUA avec la possibilité d’une inversion de 

configuration. Au cours de cette réaction a lieu la formation d’un carbanion intermédiaire qui 

n’entraine pas de rupture de liaison osidique (Valla et al., 2001). Alors que l’activité de 

l’enzyme est réversible in vitro, il semble qu’elle soit irréversible in vivo. Toutefois, Sheng et 

al. (2012) ont démontré que la réversibilité de l’activité de l’enzyme dépend en fait de la 

nature du substrat polysaccharidique. En effet, le résidu de GlcN en position -3 du résidu de 

HexUA modifié joue un rôle clé : la présence d’un résidu de GlcNS ou GlcNH2 rend l’activité 

de l’enzyme réversible alors que la présence d’un résidu de GlcNAc la rend irréversible. De 

plus, la présence de motifs 2-O- et/ou 6-O-sulfatés entraine une inhibition de l’activité de 

l’enzyme, ce qui explique que la C5-épimérase agisse en amont de ces deux modifications.  

La plupart des études montre une localisation golgienne de la C5-épimérase, en 

association avec la 2-OST. Toutefois, d’autres travaux ont suggéré qu’elle serait également 

capable d’interagir avec la 6-OST1. Bien que ces interactions ne soient pas nécessaires à 

l’activité catalytique de l’enzyme, elles pourraient contribuer à la localisation golgienne et/ou 

à la stabilité de la protéine (Pinhal et al., 2001 ; Préchoux et al., 2015 ; Qin et al., 2015). De 

manière surprenante, la surexpression de la C5-épimérase dans des cellules HEK 293 induit 

la synthèse de chaines HS plus longues. En revanche, les cellules surexprimant la C5-

épimérase et la 2-OST de manière simultanée synthétisent des chaines HS de taille 

normale, suggérant une coopérativité entre les deux enzymes (Fang et al., 2016). 

Les souris déficientes pour la C5-épimérase présentent d’importants défauts de 

développement. L’analyse des chaines HS chez ces souris montre une absence totale de 

résidus IdoUA et une augmentation du disaccharide HexUA-GlcNS6S (Ledin et al., 2004). 

De plus, Dierker et al. (2016) ont montré une augmentation du taux de différenciation et de 

prolifération de chondrocytes isolés chez les souris déficientes en C5-épimérase. Le 

mécanisme impliquerait la signalisation cellulaire médiée par l’interaction entre le facteur IHH 

(Indian Hedgehog) et les chaines HS. La C5-épimérase serait également impliquée dans la 

balance entre la prolifération et la différenciation des cellules souches neuronales. 

L’invalidation d’expression de l’enzyme inhibe la croissance cellulaire, mais favorise la 

différenciation induite par le NGF (Nerve Growth Factor) et la formation des dendrites via un 

mécanisme dépendant de l’activation des protéines SMAD 1/3 et 8 (Li et al., 2014). 

Peu d’études se sont intéressées à la régulation de l’expression de la C5-épimérase. 

Il a été démontré que le complexe β-caténine/TCF-4 (T-cell factor-4) est impliqué dans la 
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régulation transcriptionnelle de l’enzyme (Ghiselli and Agrawal, 2005). Plus récemment, 

Mostovich et al. (2012) ont montré que la fixation de ce complexe sur le promoteur du gène 

Glce est favorisée par des mécanismes de remodelage de la chromatine, ce qui entraine une 

augmentation de l’expression de la C5-épimérase in vitro et in vivo. L’expression de 

l’enzyme est également régulée de manière post-transciptionnelle par le miR-218 dans des 

cellules mammaires. En effet, la surexpression de ce microARN ne modifie pas le taux 

d’ARNm codant pour la C5-épimérase mais elle inhibe la traduction de l’enzyme. Les mêmes 

observations ont été faites au niveau de la rétine, où l’inhibition de l’enzyme par le miR-218 

est essentielle pour la vascularisation (Small et al., 2010 ; Prudnikova  et al., 2012). 

3.3  La 2-O-sulfotransférase 

La 2-O-sulfotransférase (2-OST/HS2ST) catalyse le transfert d’un groupement sulfate 

en position 2 des résidus d’acides héxuroniques. Comme la C5-épimérase, elle est codée 

par un seul gène, nommé Hs2st1, qui produit une protéine transmembranaire de type II de 

356 AA (Tableau 3).  

	
Les travaux de Xu et al. (2007) ont mis en évidence six acides aminés impliqués dans 

la fixation du PAPS : K83, T84, S86, T87, R164 et S172. Ils ont également identifié cinq 

résidus permettant la fixation du substrat oligosaccharidique (arginines R80, R178, R189, et 

acide aspartique D181) ainsi que deux résidus d’histidine (H140 et H142) nécessaires à 

l’activité catalytique de l’enzyme. Des expériences de cristallographie ont montré que la 2-

OST peut exister sous forme d’un homotrimère. L’interaction entre les différents monomères 

se fait par l’intermédiaire des domaines transmembranaires (Figure 9). Ce type de 

conformation suggère que les trois domaines catalytiques peuvent fonctionner de façon 

indépendante (Bethea et al., 2008). De plus, la 2-OST a été décrite pour former un complexe 

Tableau 3: Caractéristiques de la 2-O-sulfotransférase humaine. 

Gène 

 Localisation 
chromosomique Taille du cDNA Taille de la 

séquence codante 

HS2ST1 1p22.3 6770 pb 1070 pb 

Protéine 

 Nombre 
d’acides aminés 

Nombre d’acides aminés des différents domaines 

Cytoplasmique Transmembranaire Tige Catalytique 

HS2ST 356 11 16 43 255 
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avec la C5-épimérase in vivo (Pinhal et al., 2001). Toutefois, la C5-épimérase ne peut pas 

être un des constituants du trimère puisque la 2-OST purifiée à partir de cellules CHO forme 

un trimère mais ne contient pas la C5-épimérase. Il est probable que ces deux enzymes 

soient regroupées in vivo au sein d’un complexe macromoléculaire, constitué de la 2-OST 

sous forme trimérique et de la C5-épimérase. 

	
Figure 9: Représentation du complexe trimérique formé par les domaines 
catalytiques de trois monomères de 2-OST complexés au PAP. Les monomères sont 
représentés en vert, bleu et orange. D’après Bethea et al., 2008. 

	
De nombreuses études se sont intéressées à la spécificité de substrat de la 2-OST. 

Cette enzyme sulfate préférentiellement les résidus d’IdoUA, mais elle est également 

capable de modifier les résidus de GlcUA. En effet, l’analyse structurale des HS de cellules 

CHOpsgF-17, déficientes pour la 2-OST, a montré non seulement une absence quasi-totale 

de motifs HS contenant des résidus IdoUA2S, mais également une disparition des résidus 

GlcUA2S (Rong et al., 2000, 2001). De plus, l’action du complexe C5-épimérase/2-OST sur 

un substrat contenant uniquement des résidus de GlcUA conduit à la formation de résidus de 

GlcUA2S et IdoUA2S en proportion équivalente (Smeds et al., 2010). Une autre étude a mis 

en exergue l’importance de plusieurs résidus dans la spécificité de substrat de la 2-OST. 

Ainsi, le mutant R189A sulfate uniquement les résidus de GlcUA de la chaine HS en cours 

de synthèse, alors que les mutants Y94A et H106A modifient préférentiellement des résidus 

de IdoUA (Bethea et al., 2008).  

Les résidus IdoUA2S sont le plus souvent retrouvés au sein des domaines NS et 

NA/NS. En effet, la 2-OST agit de manière préférentielle sur des résidus d’acide uronique 

situés en position réductrice de résidus de GlcNS, comme la C5-épimérase. De plus, Smeds 

et al. (2010) ont démontré une affinité plus forte de la 2-OST pour des substrats possédant 

déjà un résidu 2-O-sulfaté, suggérant ainsi une activité processive de l’enzyme.  
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La 2-OST est exprimée de manière ubiquitaire chez l’adulte avec de fortes variations 

d’expression selon le type cellulaire. Chez l’embryon, l’expression de l’enzyme est variable 

selon le stade de développement et le type de tissu. Les souris déficientes pour la 2-OST 

montrent de graves malformations au niveau des reins, des yeux et des os (Bullock et al., 

1998; Rong et al., 2001). En réponse à une stimulation inflammatoire, les souris 2OST-/-

générées par le système Cre-Lox présentent également une infiltration leucocytaire plus 

importante, qui est due à une meilleure présentation de l’IL-8 et de la chimiokine MIP-2 

(Macrophage Inflammatory Protein-2). De même, il a été démontré que les domaines 2-O-

sulfatés portés par les chaines HS du syndécan-1 inhibent la dégranulation des neutrophiles 

lors de l’infection de la cornée par Staphylococcus aureus (Axelsson et al., 2012; Hayashida 

et al., 2015). Finalement les travaux de Martinez et al. (2015) montrent que la 2-OST est 

fortement exprimée dans les macrophages M2 et à l’inverse peu présente dans les 

macrophages pro-inflammatoires, ce qui souligne son importance au cours de la réponse 

inflammatoire. 

La 2-O-sulfatation module la fixation de plusieurs ligands protéiques. Par exemple, il 

a été démontré que l’invalidation de la 2-OST inhibe la fixation et l’entrée du virus HSV-1 sur 

ses cellules cibles (O’Donnell et al., 2010). De même, la signalisation médiée par le FGF-10 

est dépendante de chaines HS possédant des groupements 2-O-sulfatés, ce qui est 

essentiel dans les processus de développement des membres et des glandes lacrymales 

(Patel et al., 2008; Qu et al., 2011). 

3.4  Les 6-O-sulfotransférases 

La famille des glucosaminyl 6-O-sulfotransférases (6-OSTs/HS6STs) catalyse le 

transfert d’un groupement sulfate en position 6 du résidu de GlcN. Chez les Vertébrés, trois 

isoenzymes, codées par trois gènes distincts, ont été caractérisées (Tableau 4). Une 

quatrième forme, nommée 6-OST2S, est produite chez l’Homme et la Souris par épissage 

alternatif du gène codant pour la 6-OST2. Cela conduit à la production d’une enzyme où 40 

acides aminés de la région « tige » sont délétés. L’alignement des séquences protéiques 

montre que les 6-OSTs possèdent moins d’homologie de séquence que les autres familles 

de sulfotransférases. En effet, la 6-OST1 présente 51% et 53% d’homologie de séquence 

avec les 6-OST2 et 3, respectivement. Quant aux 6-OST2 et 3, elles partagent 50% de 

similarité. Toutefois, les trois isoenzymes présentent une forte homologie de séquence au 

niveau de leur domaine de liaison au PAPS (Figure 10). Comme la plupart des 

sulfotransférases, les 6-OSTs sont des protéines transmembranaires de type II localisées 

dans l’appareil de Golgi. La région « tige » a été identifiée pour être importante dans le 

maintien de la conformation active et de la localisation (Nagai et al., 2004). De plus, des 

études ont démontré que les 6-OSTs peuvent être sécrétées dans le milieu extracellulaire. 
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Les auteurs ont mis en évidence un mécanisme dépendant d’une β-sécrétase. La 6-OST3 

s’accumule dans l’appareil de Golgi lorsque l’activité β-sécrétase est inhibée, ce qui 

augmente ainsi le taux de 6-O-sulfatation. Ces travaux suggèrent que le taux de motifs 6-O-

sulfatés peut être modulé en régulant la concentration intracellulaire des 6-OSTs (Habuchi et 

al., 1995; Do et al., 2006; Nagai et al. 2007). 

Tableau 4: Caractéristiques des 6-O-sulfotransférases humaines 

Gène 

 Localisation 
chromosomique Taille du cDNA Taille de la séquence 

codante 

HS6ST1 2q21 3966 pb 1235 pb 

HS6ST2 Xq26.2 4576 pb 1937 pb 

HS6ST3 13q32.1 7817pb 1415 pb 

Protéine 

 Nombre 
d’acides aminés 

Nombre d’acides aminés des différents domaines 

Cytoplasmique Transmembranaire Tige Catalytique 

HS6ST1 411 17 19 48 265 

HS6ST2 645 5 22 198 265 

HS6ST3 471 5 33 117 266 

	
Les 6-OSTs présentent une spécificité de substrat large, ce qui explique que des 

motifs HS 6-O-sulfatés soient présents au sein des domaines NS, NA et NA/NS. Toutefois, 

cette modification est le plus souvent retrouvée au niveau des domaines NS à proximité de 

résidus d’IdoUA2S. Les différentes études menées sur ce sujet montrent que les 6-OSTs 

sont capables de sulfater in vitro un large panel de structures HS, quelque soit la nature du 

résidu d’HexUA et l’état de sulfatation du résidu de GlcN. Toutefois, chaque isoenzyme 

présente des substrats préférentiels. Ainsi, la 6-OST1 agit préférentiellement sur des 

substrats où le résidu d’HexUA n’est pas 2-O-sulfaté. En effet, l’analyse structurale des HS 

isolés à partir de différents organes de souris 6OST1-/- montre une réduction prononcée des 

disaccharides HexUA-GlcNS6S et HexUA-GlcNAc6S, alors que la diminution du 

disaccharide trisulfaté HexUA2S-GlcNS6S est moins marquée (Smeds et al., 2003). Les 6-

OST2 et 6-OST3 sont plus actives sur des substrats 2-O-sulfatés. Toutefois, l’activité de la 6-

OST2 peut varier en fonction de la concentration en substrat (Habuchi et al., 2000). Comme 

pour la NDST1, la 6-OST1 possède une activité plus faible au niveau de l’extrémité non 
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réductrice des chaines HS, ce qui suggère que les 6-OSTs doivent interagir avec d’autres 

enzymes de maturation des HS pour être positionnées au niveau de cette extrémité non 

réductrice et y exercer leur activité (Shi et al., 2013). 

Figure 10: Alignement des séquences protéiques des différentes 6-OSTs humaines. 
Les homologies de séquence sont indiquées par un dégradé de couleur (Rouge : acide 
aminé identique ; Bleu : acide aminé divergent). 
	

L’expression des 6-OSTs est régulée de manière spatio-temporelle. Ainsi, la 6-OST1 

est abondante dans le foie tandis que la 6-OST2 est principalement exprimée dans le 

cerveau. En revanche, la 6-OST3 est exprimée de manière ubiquitaire, mais à un taux très 

faible. La forme courte de la 6-OST2 (6-OST2S) est principalement retrouvée au niveau du 

placenta, des ovaires et des reins fœtaux (Habuchi et al., 2000; 2003). Des études montrent 

de profonds changements dans l’expression des 6-OSTs au cours du développement 

embryonnaire. Chez la Souris, la 6-OST1 est majoritairement retrouvée au niveau des tissus 

épithéliaux et nerveux, tandis que la 6-OST2 est principalement présente dans les tissus 

mésenchymateux. La 6-OST3 est exprimée à un stade plus tardif au cours du 

développement (Sedita et al., 2004). 

 Des travaux ont démontré l’importance de la 6-O-sulfatation au cours du 

développement embryonnaire. En effet, la majorité des souris déficientes en 6-OST1 décède 

au stade embryonnaire puisqu’elles présentent un défaut de vascularisation du placenta et 

des anomalies pulmonaires (Habuchi et al., 2007). En revanche, les souris Hs6st2-/- sont 

viables, ne présentent pas d’anomalies apparentes et sont fertiles, ce qui suggère que les 

activités des 6-OST1 et 6-OST2 ne sont pas redondantes. Par contre, les souris doublement 
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déficientes pour les 6-OST1 et 6-OST2 présentent des défauts importants de développement 

et décèdent encore plus précocement que les souris déficientes pour la 6-OST1 seule, ce 

qui suggère que les deux isoenzymes possèdent des activités complémentaires (Habuchi et 

al., 2010). Il a été démontré que les héparanes 6-O-sulfatés sont nécessaires à la fixation de 

facteurs de croissance et morphogènes sur leurs cellules cibles, par exemple le FGF-2 

(Fribroblast Growth Factor-2). Ainsi, l’absence de résidus 6-O-sulfatés chez les souris 

déficientes pour les différentes 6-OSTs diminuerait fortement la signalisation induites par ces 

molécules, altérant ainsi le développement des souris (Delehedde et al., 2000; Ferreras et 

al., 2012).  

Plusieurs études ont montré des variations d’expression des 6-OSTs au cours de 

certaines pathologies, tels que le cancer de l’ovaire (Backen et al., 2007; Cole et al., 2014). 

Les 6-OST1 et 6-OST2 sont surexprimées au cours de la fibrose pulmonaire, respectivement 

dans les fibroblastes et les cellules épithéliales (Lu et al., 2014). En revanche, l’expression 

de la 6-OST2 est inhibée dans les phénomènes d’arthrites osseuses (Wang et al., 2011). 

3.5  Les 3-O-sulfotransférases 

	 Dans le schéma général de maturation des HS, la dernière étape est assurée par les 

glucosaminyl 3-O-sulfotransférases (3-OSTs/HS3STs). Elles catalysent le transfert d’un 

groupement sulfate sur la fonction hydroxyle en position C3 du résidu de GlcN. Cette 

modification est rare puisqu’en moyenne, seulement 5% des disaccharides sont 3-O-sulfatés 

(Thacker et al., 2014).  

 Chez les Vertébrés, sept isoenzymes ont été clonées, purifiées et caractérisées, 

nommées 3-OST1, 2, 3A, 3B, 4, 5 et 6. Une isoenzyme supplémentaire, 3-OST7, a été 

identifiée chez le poisson zèbre (3-OST7) (Tableau 5). Les 3-OSTs sont très conservées 

puisqu’elles possèdent environ 60% d’homologie de séquence au niveau de leur extrémité 

C-terminale, contenant le domaine sulfotransférase. En revanche, les domaines situés au 

niveau de leur extrémité N-terminale sont de taille variable et diffèrent au niveau de leur 

séquence en acides aminés, ce qui pourrait contrôler leur localisation subcellulaire (Figure 

11). A l’exception de la 3-OST1, qui a été décrite comme une protéine intraluminale 

golgienne, toutes les 3-OSTs sont des protéines transmembranaires de type II.  

Sur la base de leur homologie de séquence et de leur spécificité de substrat, les 3-

OSTs peuvent être classées en deux groupes : le premier est formé par les 3-OST1 et 5 

tandis que le second regroupe les 3-OST2, 3A, 3B, 4 et 6. Ainsi, les 3-OST1 et 5 sont 

impliquées dans la synthèse des motifs reconnus par l’antithrombine-III (AT-III) ; elles sont 

nommées « 3-OSTs de type AT ». Les 3-OST2, 3A, 3B, 4 et 6 sont capables de générer le 

motif reconnu par la protéine gD du virus HSV-1, c’est pourquoi elles sont regroupées sous 

la dénomination « 3-OSTs de type gD ». 
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Tableau 5: Caractéristiques des 3-O-sulfotransférases humaines 

Gène 

 Localisation 
chromosomique Taille du cDNA Taille de la séquence 

codante 

HS3ST1 4p16 1965 pb 923 pb 

HS3ST2 16p12 1968 pb 1103 pb 

HS3ST3A1 17p12 4199 pb 1220 pb 

HS3ST3B1 17p12 5416 pb 1172 pb 

HS3ST4 16p11.2 3203 pb 1370 pb 

HS3ST5 6q22.1 2744 pb 1040 pb 

HS3ST6 16p13.3 1169 pb 1028 pb 

Protéine 

 
Nombre 
d’acides 
aminés 

Nombre d’acides aminés des différents domaines 

Cytoplasmique Transmembranaire Tige Catalytique 

HS3ST1 307    237 

HS3ST2 367 19 21 75 237 

HS3ST3A 406 24 18 108 237 

HS3ST3B 390 32 20 83 237 

HS3ST4 456 34 24 137 237 

HS3ST5 346 13 29 57 240 

HS3ST6 342 31 17 41 235 
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Figure 11: Alignement des séquences protéiques des différentes 3-OSTs humaines. 
Les homologies de séquence sont indiquées par un dégradé de couleur (Rouge : acide 
aminé identique ; Bleu : acide aminé divergent). 

	
La structure des 3-OST1, 3A et 5 a été élucidée par cristallographie (Edavettal et al., 

2004; Moon et al., 2004; Xu et al., 2008) (Figure 12). Ces études ont permis de mettre en 

évidence une structure similaire entre les domaines sulfotransférases des 3-OSTs et celui 

des NDSTs, ce qui est en cohérence avec l’homologie de séquence que présente les 

domaines de ces enzymes (environ 50%). Comme pour la NDST1, le domaine catalytique de 

la 3-OST3A présente une conformation sphérique avec un large sillon ouvert où se loge 

l’oligosaccharide. Cette structure est formée par cinq feuillets β parallèles entourés d’hélices 

α. Les sites 5’PSB et 3’PB de fixation du PAPS sont situés au centre de cette structure 

(Moon et al., 2004). Les structures des 3-OST1 et 5 sont globalement similaires à celle de la 

3-OST3A, avec néanmoins de légères différences au niveau des boucles externes. Des 

expériences de mutagenèse dirigée ont permis d’identifier les acides aminés clés dans 

l’activité de ces enzymes. Il a été démontré qu’un résidu d’acide glutamique, conservé dans 
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GWG L P S GGGG AQDAWL R T P L A P S E M I T AQ S A L P E R E AQE S S T T D E D L AGR R AANG S S E R G GAV S T P D YG E   194HS3ST4
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - E F P L R A L Q F K R G L L H E - F R KGNA S K E Q  80HS3ST5
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - GR  56HS3ST6
A - - - - - - QQ L P QT I I I GV R K GGT R A L L E ML S L H P DV AAA E N E VH F F DWE E H Y S HG L GWY L S QMP F SWP HQ  114HS3ST1
- - - - - - - K R L P QA L I VGV K K GGT R AV L E F I R VH P DV R A L G T E P H F F D - - R N YGR G L DWY R S LMP R T L E S Q  172HS3ST2
- - - - - - - KQ L P QA I I I GV K K GGT R A L L E F L R VH P DV R AVG A E P H F F D - - R S YDKG L AWY R D LMP R T L DGQ  210HS3ST3A
- - - - - - - KQ L P QA I I I GV K K GGT R A L L E F L R VH P DV R AVG A E P H F F D - - R S YDKG L AWY R D LMP R T L DGQ  195HS3ST3B
- - - - - - - K K L P QA L I I GV K K GGT R A L L E A I R VH P DV R AVG V E P H F F D - - R N Y E KG L E WY R NVMP K T L DGQ  255HS3ST4
V R L HD L VQQ L P K A I I I GV R K GGT R A L L E ML N L H P AV V K A S QE I H F F DND E N YGKG I E WY R K KMP F S Y P QQ  150HS3ST5
- - - - - - - R R F P QA L I VGV K K GGT R A L L E F L R L H P DV R A L G S E P H F F D - - R C Y E R G L AWY R S LMP R T L DGQ  117HS3ST6
L T V E K T P A Y F T S P K V P E R V Y SMN P S I R L L L I L R D P S E R V L S D Y T QV F YNH MQKHK P Y P S I E E F L V R DG - -  182HS3ST1
I T L E K T P S Y F V T QE A P R R I F NMS R DT K L I V V V R N P V T R A I S D Y T QT L - - - - S K K P D I P T F E G L S F R NR T L  238HS3ST2
I TME K T P S Y F V T R E A P AR I S AMS KDT K L I V V V R D P V T R A I S D Y T QT L - - - - S K R P D I P T F E S L T F KNR T A  276HS3ST3A
I TME K T P S Y F V T R E A P AR I S AMS KDT K L I V V V R D P V T R A I S D Y T QT L - - - - S K R P D I P T F E S L T F KNR T A  261HS3ST3B
I TME K T P S Y F V T N E A P K R I H SMAKD I K L I V V V R N P V T R A I S D Y T QT L - - - - S K K P E I P T F E V L A F KNR T L  321HS3ST4
I T I E K S P A Y F I T E E V P E R I Y KMN S S I K L L I I V R E P T T R A I S D Y T QV L E GK E R KNK T Y Y K F E K L A I D P NT C  220HS3ST5
I TME K T P S Y F V T R E A P R R I H AMS P DT K L I V V V R N P V T R A I S D Y AQT L - - - - S K T P G L P S F R A L A F R HG - L  182HS3ST6
R - L NVD Y K A L NR S L YHVHMQ NWL R F F P L R H I H I VDGDR L I R D P F P E I QK V E R F L K L S P Q I NA S N F Y F NK T  251HS3ST1
G L VDV SWNA I R I GMY V L H L E SWL QY F P L AQ I H F V S G E R L I T D P AG E MGR V QD F L G I K R F I T DKH F Y F NK T  308HS3ST2
G L I DT SWS A I Q I G I Y AKH L E HWL R H F P I R Q ML F V S G E R L I S D P AG E L GR V QD F L G L K R I I T DKH F Y F NK T  346HS3ST3A
G L I DT SWS A I Q I G I Y AKH L E HWL R H F P I R Q ML F V S G E R L I S D P AG E L GR V QD F L G L K R I I T DKH F Y F NK T  331HS3ST3B
G L I DA SWS A I R I G I Y A L H L E NWL QY F P L S Q I L F V S G E R L I VD P AG E MAK V QD F L G L K R V V T E KH F Y F NK T  391HS3ST4
E - VNT K Y K AV R T S I Y T KH L E RWL K Y F P I E Q F HV VDGDR L I T E P L P E L Q L V E K F L N L P P R I S QYN L Y F NAT  289HS3ST5
G P VDT AWS AV R I G L Y AQH L D HWL R Y F P L S H F L F V S G E R L V S D P AG E VGR V QD F L G L K R V V T DKH F Y F NAT  252HS3ST6
KG F Y C L R - - - D S GR DR C L H E S KGR AH P QVD P K L L NK L H E Y F H E P NK K F F E L VGR T F DWH - - - - - -  307HS3ST1
KG F P C L K K T E S S L L P R C L GK S KGR T HVQ I D P E V I DQ L R E F Y R P YN I K F Y E T VGQD F RWE - - - - - -  367HS3ST2
KG F P C L K K A E G S S R P HC L GK T KGR T H P E I D R E V V R R L R E F Y R P F N L K F YQ MT GHD F GW- - - - - DG  406HS3ST3A
KG F P C L K K A E G S S R P HC L GK T KGR T H P E I D R E V V R R L R E F Y R P F N L K F YQ MT GHD F GW- - - - - D -  390HS3ST3B
KG F P C L K K P E D S S A P R C L GK S KGR T H P R I D P DV I HR L R K F Y K P F N LMF YQ MT GQD F QWE Q E E GDK  456HS3ST4
R G F Y C L R F - - N I I F NK C L AG S KGR I H P E VD P S V I T K L R K F F H P F NQK F YQ I T GR T L NWP - - - - - -  346HS3ST5
KG F P C L K K AQ GG S R P R C L GK S KGR P H P R V P QA L V R R L QE F Y R P F NR R F YQ MT GQD F GW- - - - - - G  311HS3ST6

1
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la NDST1 et dans toutes les 3-OSTs, est indispensable à l’activité catalytique. En effet, sa 

mutation n’affecte ni la fixation de l’oligosaccharide ni celle du PAPS, mais conduit à une 

inhibition quasi totale de leur activité sulfotransférase. D’autres études ont permis d’identifier 

des acides aminés impliqués dans la fixation de l’oligosaccharide. Les travaux de Edavettal 

et al. (2004b) ont démontré l’importance des résidus R67, R72 et R276 ainsi que K123 

présents dans la séquence de la 3-OST1 dans la fixation du substrat. Toutefois, l’absence de 

ces résidus ne modifie pas la capacité de la 3-OST1 à fixer le PAPS via les domaines 5’PSB 

et 3’PB. De même, Moon et al. (2004) ont co-cristallisé la 3-OST3A avec un tétrasaccharide 

et ont identifié trois résidus de lysines (K161, K215 et K368) et deux résidus d’arginine (R166 

et R370) impliqués dans la reconnaissance du substrat.  

	

	 	

	

 
Figure 12: Représentation de la structure 
cristalline des 3-OST1, 3A et 5 
complexées au PAP. (A) Structure de la 3-
OST1. Le PAP est représenté en rouge et 
un hexasaccharide en violet. D’après 
Edavettal et al., 2004b. (B) Structure de la 3-
OST3A. Les hélices α sont représentées en 
bleu, les feuillets β en violet, le PAP en bleu 
et un tétrasaccharide en vert. D’après Moon 
et al., 2004. (C) Structure de la 3-OST5. Les 
hélices α sont représentées en bleu, les 
feuillets β en vert et le PAP en bleu clair. 
D’après Xu et al., 2008. 

Comme d’autres sulfotransférases, les 3-OSTs forment des complexes 

multimériques. Ainsi, la 3-OST3A est capable de se fixer aux chaines HS et CS avec la 

C 

A B 
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même affinité, mais seuls les HS sont en capacité d’induire son oligomérisation, nécessaire 

à son activité catalytique. Il a également été démontré que l’interaction entre la 3-OST1 et 

les HS provoque un changement conformationnel de cette dernière, qui serait à l’origine de 

la formation de complexes multimériques (Edavettal et al., 2004; Wille et al., 2007). 

Les 3-OSTs peuvent être regroupées en fonction de leur spécificité de substrat et de 

leur capacité à générer les motifs 3-O-sulfatés reconnus soit par l ‘AT-III (GlcNAc/NS6S-

GlcUA-GlcNS3S±6S-IdoUA2S-GlcNS6S), soit par la protéine gD du virus HSV-1 (IdoUA2S-

GlcNS-IdoUA2S-GlcNAc-UA2S-GlcNS-IdoUA2S-GlcNH23S6S). Ainsi, les 3-OST1 et 3-OST5 

agissent préférentiellement sur des motifs contenant un résidu de GlcUA localisé du coté 

non-réducteur d’un résidu de GlcNS±6S. L’enzyme peut tolérer la présence d’un résidu de 

IdoUA à la place du résidu de GlcUA, mais il ne peut en aucun cas être 2-O-sulfaté. En 

revanche, les 3-OST de type gD sont en capacité de modifier des résidus de GlcNS±6S ou 

GlcNS±6S liés à un résidu de IdoUA2S du coté non-réducteur. L’acide uronique peut 

éventuellement être un GlcUA2S. Cette différence s’explique par la présence d’un résidu de 

lysine dans le site catalytique conservé chez les 3-OSTs à l’exception de la 3-OST1, qui 

présente un résidu d’asparagine incapable de neutraliser la charge du résidu 2-O-sulfaté. La 

3-OST3A va préférentiellement catalyser la réaction de 3-O-sulfatation sur des résidus de 

GlcNS6S avec la présence d’un résidu de IdoUA du coté réducteur (Nguyen et al., 2012).  La 

3-OST5 possède une spécificité de substrat plus large et peut générer aussi bien des motifs 

reconnus par l’AT-III ou par la protéine gD. A l’exception de la 3-OST1, toutes les 3-OSTs 

sont en capacité de former in vitro l’unité disaccharidique tétrasulfatée : IdoUA2S-

GlcNS6S3S. Cette modification est certes retrouvée de manière étendue dans l’organisme, 

mais avec une prévalence très faible (0,15 à 1% des disaccharides) (Mochizuki et al., 2008). 

  Chez les Vertébrés, l’expression des 3-OSTs est régulée de manière spatio-

temporelle (Tableau 6). Alors que les 3-OST1, 3-OST3A et 3-OST3B possèdent une 

distribution tissulaire assez large, l’expression des 3-OST2, 3-OST4 et 3-OST5 est plus 

restreinte à certains tissus. 

La 3-O-sulfatation des chaines HS a été essentiellement étudiée dans le cadre des 

interaction avec trois ligands : l’AT-III, la cyclophiline B (CyPB) et la glycoprotéine gD du 

virus HSV-1 (Shukla et al., 1999 ; Vanpouille et al., 2007 ; Deligny et al., 2010 ; Thacker et 

al., 2014). Toutefois, des études récentes ont mis en évidence d’autres ligands des 

héparanes 3-O-sulfatés, comme le FGF-7 (Mao et al., 2016).  De plus, les travaux de 

Thacker et al. (2016) ont montré des interactions entre les héparanes 3-O-sulfatés et la 

neuropiline-1. Les fonctions associées à cette modification seront abordées dans la Partie 3. 

La régulation de l’expression des 3-OSTs est encore mal connue. Toutefois, des 

études ont démontré des variations d’expression des 3-OSTs en condition inflammatoire. In 

vivo, l’IL-6 augmente l’expression de la 3-OST3A (Wood et al., 2011). La stimulation de 
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cellules endothéliales par le LPS entraine une diminution de l’expression des 3-OST1 et 3-

OST2, alors que l’expression de la 3-OST1 est augmentée dans l’épithélium intestinal en 

présence de cytokine de type Th2 (Krenn et al., 2008; Takeda et al., 2010). Les travaux de 

Martinez et al. (2015) montre que la 3-OST2 est fortement exprimée dans les macrophages 

M2 tandis que les macrophages pro-inflammatoires de type 1 expriment majoritairement la 3-

OST3B. 

	
Tableau 6: Distribution tissulaire des différentes 3-OSTs. D’après Shworak et al., 1999; 
Xia et al., 2002; Mochizuki et al., 2003, 2008; Xu et al., 2005; Lawrence et al., 2007; Deligny 
et al., 2010; Martinez et al., 2015. 
	

Enzyme Profil d’expression 

3-OST1 Large (surtout cerveau, rein) 

3-OST2 Cerveau, lignées myéloïdes (macrophage) 

3-OST3A Large (surtout placenta, cœur) 

3-OST3B Large (surtout placenta, foie, lignées myéloïdes) 

3-OST4 Cerveau 

3-OST5 Cerveau, moelle épinière, muscle squelettique 

3-OST6 Foie, rein 

 

3.6  Les 6-O-endosulfatases 

Après les étapes de biosynthèse et de maturation, les chaines HS peuvent subir une 

dernière modification à l’extérieur de la cellule par l’intermédiaire de deux 6-O-

endosulfatases, dénommées Sulf-1 et Sulf-2. Ces deux isoenzymes éliminent des 

groupements 6-O-sulfatés des résidus de GlcNS au niveau des chaines HS. 

Initialement isolée chez la Caille par Dhoot et al. (2001), l’orthologue de Sulf-1 chez 

l’Homme et la Souris fut caractérisé l’année suivante, avec une protéine apparentée 

nommée Sulf-2. Ces deux enzymes appartiennent à la famille des aryl-sulfatases, qui 

compte à ce jour 17 membres (Morimoto-Tomita et al., 2002). Elles possèdent entre 6 et 12 

sites putatifs de N-Glycosylation. Alors que l’importance des chaines glycaniques dans 
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l’activité et la localisation de l’orthologue de Sulf-1 a été démontré chez la Caille, leurs 

fonctions restent encore inconnues chez l’Homme (Tang et al., 2009). Sulf-1 et Sulf-2 sont 

codées par deux gènes distincts et présentent 64% d’homologie de séquence (Figure 13 ; 

Tableau 7).  

Figure 13: Alignement des séquences protéiques des deux Sulfs humaines. Les 
homologies de séquence sont indiquées par un dégradé de couleur (Rouge : acide aminé 
identique ; Bleu : acide aminé divergent). 
	

Tableau 7: Caractéristiques des 6-O-endosulfatases humaines 

Gène 

 Localisation 
chromosomique Taille du cDNA Taille de la séquence 

codante 

hSULF1 8q13.2 5716 pb 2615 pb 

hSULF2 20q13.12 3909 pb 2612 pb 

Protéine 

 Nombre 
d’acides aminés 

Nombre d’acides aminés des différents domaines 

Signal CAT HD C-Terminal 

Sulf-1 871 24 372 300 175 

Sulf-2 870 22 372 300 176 

	

  67Sulf-1
  68Sulf-2

  137Sulf-1
  138Sulf-2

  207Sulf-1
  208Sulf-2

  277Sulf-1
  278Sulf-2

  347Sulf-1
  348Sulf-2

  417Sulf-1
  418Sulf-2

  487Sulf-1
  487Sulf-2

  557Sulf-1
  551Sulf-2

  625Sulf-1
  610Sulf-2

  695Sulf-1
  679Sulf-2

  765Sulf-1
  746Sulf-2

  835Sulf-1
  816Sulf-2

  871Sulf-1
  870Sulf-2

MK Y SCC A L V L A V L GT - - - E L L GS L C S T VR S PR F RGR I QQE R KN I R PN I I L V L T DDQD V E L GS L QVMN K TR  67Sulf-1
MGP P - - S L V L C L L S A T V F S L L GGS S A F L SH HR L KGR F QRD RRN I R PN I I L V L T DDQD V E L GSMQVMN K TR  68Sulf-2

K I MEHGGA T F I N A F V T T PMC C P SR S SML TG K Y VHNHN V Y T NN ENC S S P SW QAMH E PR T F A V Y L NN T GYR T  137Sulf-1
R I MEQGGAH F I N A F V T T PMC C P SR S S I L TG K Y VHNHN T Y T NN ENC S S P SW QAQH E SR T F A V Y L N S T GYR T  138Sulf-2

A F FGK Y L N E Y NGS Y I P PGWR EWL GL I KN SR F YN Y T VCRNG I K E KHGFD Y A KD Y F TD L I TN E S I N Y F KMS K  207Sulf-1
A F FGK Y L N E Y NGS Y V P PGWK EWVGL L KN SR F YN Y T L CRNG V K E KHGSD Y S KD Y L TD L I TN D S V S F F R T S K  208Sulf-2

RMY PHR P VMM V I SH A A PHGP ED S A PQF S K L Y PN A SQH I T P S YN Y A PNMD K HW I MQY T GPM L P I HME F TN I   277Sulf-1
KMY PHR P V L M V I SH A A PHGP ED S A PQY SR L F PN A SQH I T P S YN Y A PN PD K HW I MR Y T GPM K P I HME F TNM  278Sulf-2

L QR KR L QT L M S VDD S V ER L Y NML V E T GE L E N T Y I I Y T ADH GYH I GQFGL V KGK SMP YD FD I R V P F F I RGP  347Sulf-1
L QR KR L QT L M S VDD SME T I Y NML V E T GE L D N T Y I V Y T ADH GYH I GQFGL V KGK SMP Y E FD I R V P F Y VRGP  348Sulf-2

S V E PGS I V PQ I V L N I D L A P T I L D I AGL D T P PD VDGK S V L K L L D P E K PGNR FR T N K K A K I W RD T F L V ERGK  417Sulf-1
N V E AGC L N PH I V L N I D L A P T I L D I AGL D I P ADMDGK S I L K L L D T ER P VNR FH L K K KMR VW RD S F L V ERGK  418Sulf-2

F L R K K E E S S K N I QQSNH L P K Y ER V K E L CQQ AR YQT AC EQP GQKWQC I ED T SGK L R I H KC K GP SD L L T VRQ  487Sulf-1
L L H KRDND K V D AQE EN F L P K YQR V KD L CQR A E YQT AC EQL GQKWQC V ED A TGK L K L H KC K GPMR L GGSR -   487Sulf-2

S T RN L Y ARGF HD KD K EC SCR E SGYR A SR SQ R K SQRQF L RN QGT P K Y K PR F VH T RQTR S L S V E F EGE I YD I   557Sulf-1
A L SN L V P K Y Y GQGS E AC T CD SGD Y K L S L AG RR - K K L F K K - - - - - K Y K A S Y VR SR S I R S V A I E VDGR V YH V  551Sulf-2

N L E E E E E L QV L QPRN I A KRH D EGH KGPRD L QA S SGGNRGR M - - L AD S SN A VGP P T T VR V T H KC F I L PND S  625Sulf-1
GL GD - - - - - A AQPRN L T KRH WPG - - A P EDQ DD KDGGD F SG T GGL PD Y S - A AN P - - - I K V T HRC Y I L END T  610Sulf-2

I HC ER E L YQS AR AWKDH K A Y I D K E I E A L QD K I KN L R E VRG H L KRR K P E EC SC S KQS Y YN K E KGV K KQE K L   695Sulf-1
VQCD L D L Y K S L QAWKDH K L H I DH E I E T L QN K I KN L R E VRG H L K K KR P E EC DCH K I S YH TQ H KGR L KHRG -   679Sulf-2

K SH L H P F K E A AQE VD S K L QL F K ENNRRR K K ER K E KRRQR K GE EC S L PGL T C F T HDNNHWQ T A P FWN L GS F  765Sulf-1
- S S L H P F R KG L QE KD - K VWL L R EQ - KR K K K L R K L L KR L QN ND TC SMPGL T C F T HDNQHWQ T A P FWT L GP F  746Sulf-2

C AC T S SNNN T YWC L R T VN E T HN F L FC E F A T GF L E Y FDMN T D P YQL T N T VH T V ERG I L NQL H VQL ME L R SC  835Sulf-1
C AC T S ANNN T YWCMR T I N E T HN F L FC E F A T GF L E Y FD L N T D P YQL MN A VN T L DRD V L NQL H VQL ME L R SC  816Sulf-2

QGY KQCN PR P KN L D VGN KDG GS YD L HR - - - - - - - - - - - - - - - - - - GQLWD GWEG  871Sulf-1
KGY KQCN PR T RNMD L GL KDG GS Y EQYRQFQ RR KWP EMKR P S S K S L GQLWE GWEG  870Sulf-2

1



 35 

Les Sulfs possèdent une organisation structurale similaire. Les deux isoenzymes 

possèdent à l’extrémité Nt une séquence signal, suivie d’un domaine catalytique (CAT) qui 

contient l’activité sulfatase, un domaine hydrophobe (HD) et enfin un domaine Ct (Tableau 

7). Un résidu de cystéine, conservé dans toutes les sulfatases, est retrouvé au sein du 

domaine catalytique. Converti en résidu de N-formylglycine par des enzymes dénommées 

SUMFs (Sulfatase Modifying factors), il est nécessaire à l’activité catalytique des Sulfs 

(Hanson et al., 2004). Tandis que le domaine CAT possède une forte homologie de 

séquence avec celui des autres sulfatases, le domaine HD est spécifique des Sulfs, 

puisqu’aucune homologie de séquence n’a été mise en évidence à ce jour avec d’autres 

protéines. Frese et al. (2009) ont montré que la délétion du domaine HD des Sulfs entraine 

une augmentation de la sécrétion de Sulf-1 dans le milieu extracellulaire, ce qui suggère son 

importance dans la rétention de l’enzyme à la surface cellulaire. De plus, les auteurs ont 

démontré une importance du domaine HD dans la reconnaissance du substrat 

oligosaccharidique. Ainsi, la proportion du disaccharide trisulfaté HexUA2S-GlcNS6S est très 

faible dans les HS en présence de la forme totale de l’enzyme alors qu’elle reste importante 

lorsque Sulf-1 est délétée de son domaine HD.  

La forme mature des Sulfs est un hétérodimère, formé par l’association de deux 

sous-unités de 50 kDa et 75 kDa via des ponts disulfures. Les deux sous-unités sont libérées 

à partir de formes précurseurs de 125 kDa par un clivage protéolytique réalisé par la furine 

au niveau de deux sites potentiels de coupure. Toutefois, le rôle précis de ce clivage n’est 

pas encore clairement établi (Tang et al., 2009; Nagamine et al., 2010).  

Les deux isoenzymes agissent de manière préférentielle au niveau du disaccharide 

trisulfaté HexUA2S-GlcNS6S et de façon plus restreinte sur le disaccharide HexUA-

GlcNS6S. La N-sulfatation est une modification importante puisque l’activité des Sulfs est 

fortement inhibée en absence de cette modification. Les travaux de Seffouh et al. (2013) ont 

démontré une activité processive des deux enzymes, qui débuterait leur réaction 

préférentiellement à l’extrémité non-réductrice des chaines HS, tout en ciblant également les 

domaines NS situés au sein de la chaine. Toutefois, les Sulfs ne possèdent pas la même 

cinétique enzymatique, puisque les auteurs ont démontré que l’activité sulfatase de Sulf-1 

est supérieure à celle de Sulf-2, ce qui explique que l’inhibition de Sulf-1 entraine de 

profonds changements dans la structure des chaines HS, alors que celle de Sulf-2 entraine 

peu de changements structuraux (Nagamine et al., 2012). 

Les deux enzymes sont exprimées dans de nombreux tissus, mais leur distribution 

est différente, ce qui suggère que leurs activités ne sont pas redondantes selon le type 

cellulaire. Elles sont aussi finement régulées de manière spatio-temporelle au cours du 

développement (Morimoto-Tomita et al., 2002; Lum et al., 2007). De manière surprenante, 

les souris déficientes pour Sulf-1 ou Sulf-2 ne présentent pas de défaut majeur de 
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développement, hormis une réduction de poids et quelques malformations chez les souris 

Sulf-2-/-. En revanche, les animaux déficients pour les deux enzymes présentent d’importants 

défauts de développement et décèdent très rapidement. Ces observations suggèrent que 

l’absence d’une des deux sulfatases peut être compensée par la présence de l’autre 

(Lamanna et al., 2006; Ai et al., 2007; Holst et al., 2007).  

 Les Sulfs sont en capacité de moduler les interactions entre les chaines HS et de 

nombreux facteurs de croissance et morphogènes, ce qui influence le développement et les 

processus de prolifération, migration et différenciation cellulaire. Par exemple, l’action des 

Sulfs inhibe les réponses induites par les FGFs. Il a été démontré que des chaines HS 

contenant de résidus de GlcNS6S liés à des résidus d’HexUA2S sont nécessaires à la 

formation d’un complexe de signalisation stable entre les FGFs et leurs récepteurs. En 

catalysant l’élimination des groupements 6-O-sulfatés, les Sulfs entrainent la déstabilisation 

de ces complexes (Wang et al., 2004). A l’inverse, l’élimination des groupements 6-O-

sulfatés active les BMP (Bone Morphogenic Protein), qui sont libérés des chaines HS après 

action des Sulfs, permettant ainsi leur interaction avec leurs récepteurs (Viviano et al., 2004). 

De même, l’action des Sulfs entraine la libération des facteurs Wnt des chaines HS, qui ont 

alors la capacité d’interagir avec le récepteur Frizzled et induire ainsi les réponses cellulaires 

associées (Ai et al., 2003). 

 Le rôle des Sulfs dans les processus cancéreux a été largement étudié. Les études 

actuelles montrent des actions contradictoires, ce qui ne permet pas de définir clairement 

l’impact de ces enzymes dans la pathologie. En effet, l’expression de Sulf-1 est réduite dans 

les cancers du foie, du rein et de la vessie, alors qu’elle est augmentée dans les tumeurs du 

sein, poumon, pancréas, cerveau et dans les leucémies (Khurana et al., 2011; Bao et al., 

2013 ; Vivès et al., 2014) . Dans le cas de Sulf-2, elle est généralement surexprimée dans la 

plupart des cancers (Phillips et al., 2012; Hammond et al., 2014; Vivès et al., 2014). Par 

conséquent, les Sulfs pourraient avoir des activités pro- ou anti-tumorales, qui diffèreraient 

en fonction du type de cancer et de l’enzyme étudiée. 
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Partie 3: Fonctions associées à la 3-O-sulfatation des HS 

1. Fonctions physiologiques associées à la 3-O-sulfatation 

1.1. Rôle des héparanes 3-O-sulfatés dans l’activité de l’antithrombine-III 

Les cellules endothéliales vasculaires produisent des HS anticoagulants, appelés 

HSAT+, possédant un motif pentasaccharidique spécifique contenant un résidu de GlcN 3-O-

sulfaté (Figure 14A). Il a été démontré que les 3-OST1 et 3-OST5 sont impliquées dans la 

génération de ces motifs dans l’héparine et les HSAT+ (Zhang et al., 2001; Esko and Selleck, 

2002). Les propriétés anticoagulantes de ces GAGs sont associées à leur capacité à fixer 

l’antithrombine-III (AT-III), une protéine appartenant à la famille des serpines (serine 

protease inhibitor), et impliquée dans la régulation de la cascade de coagulation. Il est 

maintenant établi que la fixation de l’AT-III sur les HSAT+ induit un changement de 

conformation de la protéine, lui permettant ainsi d’exercer son activité inhibitrice vis-à-vis des 

protéases de la cascade de coagulation, comme la thrombine ou le facteur Xa. En effet, 

l’interaction avec les HSAT+ expose une boucle réactive de l’AT-III impliquée dans la 

reconnaissance des protéases à sérine (Figure 14B). Des études de mutagénèse dirigée ont 

permis d’identifier plusieurs résidus d’acides aminés basiques impliqués dans cette 

interaction, comme par exemple, les lysines 114 et 125 et l’arginine 129 (Schedin-Weiss et 

al., 2002).  

Le rôle anticoagulant des HSAT+ a été étudié dans divers processus physiologiques 

comme par exemple l’ovulation. En effet, un état fluidique doit être maintenu avant 

l’ovulation, période pendant laquelle le follicule ovarien est en croissance. Ce maintien est 

essentiel afin de permettre l’acheminement des ovocytes des ovaires jusqu'à l’utérus. Ainsi, 

un mécanisme qui prévient la coagulation du fluide folliculaire doit être mis en place, et 

certains travaux suggèrent que ce processus soit médié par les cellules granuleuses 

ovariennes. Ces cellules ont la capacité de produire et de sécréter des HSAT+, et leur 

stimulation par une hormone folliculo-stimulante augmente encore ce processus (Hosseini et 

al., 1996). La production d’HSAT+  est également augmentée dans les follicules au stade pré-

ovulatoire et décroit après l’ovulation. En outre, ces HS co-localisent au niveau des follicules 

avec l’AT-III, dont l’expression augmente également dans le fluide folliculaire. Ainsi, 50% des 

HS présents dans ce fluide sont des HSAT+ et présentent une très forte activité 

anticoagulante comparable à celle observée pour l’héparine. Cette activité a pu être corrélée 

à une forte expression de la 3-OST1 au niveau des cellules folliculaires (Princivalle et al., 

2001; Hasan et al., 2002; de Agostini et al., 2008).  
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 Les mécanismes impliquant l’activité anticoagulante des HSAT+ sont observables 

lorsque ces structures sont retrouvées libres en solution. Toutefois, ni l’héparine ni les HSAT+ 

ne sont retrouvés sous forme libre dans le sang. Les HSAT+ sont exprimés à la surface des 

cellules endothéliales, mais principalement du côté basolatéral. Malgré le fait qu'ils ne soient 

pas en contact direct avec le fluide sanguin, l'hémostase est maintenue, suggérant que les 

HSAT+ pourraient ne pas être essentiels à l'activité anticoagulante de l'AT-III. Par contre, ces 

derniers peuvent exercer cette activité lors d’une lésion de l’endothélium (Shworak et al., 

2010). De plus, les souris exprimant une forme mutée de l’AT-III, incapable de se fixer aux 

HSAT+, développent un phénomène de thrombose spontanée, ce qui prouve que ces 

structures agissent potentiellement en tant qu’anticoagulant (Dewerchin et al., 2003).  

	
Figure 14: Spécificité de l’interaction entre l’antithrombine-III (AT-III) et le 
pentasaccharide des HSAT+. (A) Structure du pentasaccharide reconnu par l’AT-III. (B) La 
fixation du pentasaccharide spécifique (en vert) induit un changement de conformation de 
l’AT-III, ce qui permet l’interaction avec la thrombine et son inhibition. D’après Olson et al., 
2002b 
	
	 Dans le but de confirmer le rôle biologique des HSAT+ dans l’activité de l’AT-III, des 

souris invalidées pour la 3-OST1 ont été générées (Shworak et al., 2002). De façon 

A. Pentasaccharide d’HSAT+ reconnu par l’AT-III 

B. Changement conformationnel de l’AT-III induit par la fixation d’un 
pentasaccharide d’HSAT+ 
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surprenante, ces souris ne présentent pas de défaut de coagulation, bien que les HS isolés 

des tissus montrent une réduction importante de leur activité vis-à-vis du facteur Xa. Il a 

alors été suggéré que les HSAT+ 3-O-sulfatés ne soient pas essentiels à la fonction 

anticoagulante de l’AT et que cette fonction puisse être dispensée par d’autres structures HS 

(HajMohammadi et al., 2003). Etant donné que les HSAT+ sont également exprimés par 

d’autres types cellulaires, tels que les cellules épithéliales, il a été suggéré qu’ils puissent 

jouer un autre rôle, notamment dans la modulation de l’activité anti-inflammatoire de l’AT 

(Girardin et al., 2005; Shworak et al., 2010). 

 De nombreuses données sont ainsi en faveur d’un rôle des HSAT+ dans l’activité anti-

inflammatoire de l’AT-III. Plusieurs études ont en effet démontré un rôle protecteur de l’AT-III  

au cours des SIRS (Systemic Inflammatory Response Syndrome), notamment lors des 

chocs septiques et hémorragiques et lors de syndrome de détresse respiratoire. Tous les 

SIRS impliquent une suractivation des leucocytes et des cellules endothéliales, ce qui 

accentue les processus de coagulation et de réponse inflammatoire. Un acteur majeur de 

l’initiation des SIRS est le TNF-α, qui par activation de la voie NF-ĸB, induit la production de 

facteurs pro-inflammatoires et pro-coagulants comme le facteur tissulaire qui permet 

l’activation du facteur X impliqué dans la cascade de coagulation. La voie NF-ĸB induit 

également l’expression de l’iNOS (inducible Nitric Oxide Synthase) qui augmente le niveau 

d’oxyde nitrique et mène ainsi au choc septique (Wiedermann et al., 2002). Plusieurs études 

ont démontré que l’AT-III est capable de diminuer la réponse inflammatoire observée au 

cours des SIRS (Minnema et al., 2000). En effet, il a été montré chez l’animal ainsi que sur 

des cellules endothéliales humaines en culture que la stimulation par l’AT-III induit la 

production de la prostacycline PGI2, un inhibiteur de l’activation des leucocytes (Harada et 

al., 1999; Hoffman and Faist, 2000). Il a également été montré que la production de PGI2 

induite par l’AT-III inhibe l’activation de la voie NF-ĸB dans les cellules endothéliales 

stimulées par le TNF-α (Oelschläger et al., 2002). Dans le but de démontrer l’implication des 

HSAT+ dans la régulation de la réponse inflammatoire in vivo, la réponse au LPS a été 

analysée chez des souris invalidées pour la 3-OST1 (Shworak et al., 2010). Ces souris 

montrent une forte diminution du taux de HSAT+ dans la plupart des organes. Elles présentent 

également un phénotype inflammatoire élevé qui se caractérise par une sensibilité accrue au 

LPS. En effet, le LPS est létal pour environ 60% des souris 3OST1-/- contre seulement 30% 

des souris non modifiées. En outre, le prétraitement des souris avec l’AT-III augmente 

considérablement la survie des souris exprimant la 3-OST1 comparée à celles qui ne 

l’expriment pas, ce qui montre l’importance de la 3-O-sulfatation des HS dans l’activité anti-

inflammatoire de l’AT-III. Enfin, chez le Rat, l’AT-III prévient le choc septique provoqué par la 

production d’iNOS. Ces effets sont abolis en présence d’héparine ainsi que par l’utilisation 

d’une forme mutée de l’AT-III qui ne lie pas l’héparine (Isobe et al., 2002). 
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 1.2. Rôle de la 3-O-sulfatation dans l’activité de la cyclophiline B 

	 Les cyclophilines appartiennent à une famille de protéines initialement caractérisées 

par leur activité peptidyl-prolyl cis/trans isomérase et leur capacité à fixer un agent 

immunosuppresseur, la cyclosporine A. Elles sont retrouvées dans différents compartiments 

cellulaires et sous forme secrétée. Ainsi, les cyclophilines A (CyPA) et B (CyPB) sont 

retrouvées dans plusieurs liquides biologiques et leur sécrétion peut être augmentée en 

réponse à des stimuli inflammatoires et à un stress oxydatif. Les formes sécrétées des CyPA 

et B induisent la migration des éosinophiles, des neutrophiles, des monocytes/macrophages 

et des lymphocytes T. Mais seule la CyPB est capable d'induire une adhérence ferme des 

cellules cibles à la matrice extracellulaire (Yurchenko et al., 2001; Allain et al., 2002; 

Yurchenko et al., 2002; Melchior et al., 2008). De plus, la CyPB semble être impliquée dans 

l’atténuation de la réponse des macrophages pro-inflammatoires puisqu’un prétraitement des 

macrophages par la CyPB inhibe la sécrétion de TNF-α induite par le LPS (Marcant et al., 

2012). 

 Des études visant à identifier les récepteurs fonctionnels de la CyPB sur ses cellules 

cibles ont mis en évidence l’intervention du CD147 et des chaines HS portées par des 

protéoglycanes membranaires (Pakula et al., 2007). En effet, l’élimination des HS 

membranaires par traitement aux héparinases des lymphocytes T issus de sang humain 

réduit considérablement la fixation de la CyPB (Denys et al., 1998b). Des travaux se sont 

intéressés à la caractérisation de l’interaction entre la protéine et les chaines HS. Ils ont 

démontré que la liaison s’effectue par l’intermédiaire de l’extrémité N-terminale de la protéine 

et que cette liaison est de forte affinité, avec un KD de 16 nM (Mariller et al., 1999 ; Denys et 

al. 1998b; Vanpouille et al., 2007). De plus, des expériences de mutagenèse dirigée ont mis 

en évidence l’importance des lysines 3,4 et 5 (3KKK5) et du peptide 14YFD16 de la CyPB dans 

ces interactions, puisque les deux protéines mutées sont incapables de se fixer aux chaines 

HS. Cette même étude a démontré que le motif HS minimal de fixation de la CyPB est un 

octasaccharide (Figure 15) (Vanpouille et al., 2004). 

Une autre étude a permis de démontrer que les chaines HS impliquées dans la 

présentation de la CyPB et ses réponses cellulaires sont portées par le syndécan-1 (Pakula 

et al., 2007). Bien que le CD147 et le syndécan-1 soient exprimés par un large panel de 

cellules, la CyPB n’induit pas de réponse cellulaire sur toutes les cellules, suggérant une 

spécificité d’interaction plus fine. Dans ce contexte, il a été démontré que la fixation de la 

CyPB sur les chaines HS faisait intervenir un motif spécifique, contenant un résidu de 

glucosamine 3-O-sulfaté. L’invalidation de l’expression de la 3-OST3B inhibe la fixation et les 

réponses induites par la CyPB dans les lymphocytes T (Vanpouille et al., 2007; Deligny et 

al., 2010). Ainsi, l’expression des 3-OSTs impliquées dans la formation du motif de fixation 
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de la CyPB pourrait contrôler sa fixation sur ses cellules cibles et par conséquent réguler son 

activité au cours de la réponse inflammatoire. 

	

	
 
Figure 15: Modélisation moléculaire de la CyPB et d’un octasaccharide dérivé 
d’héparine. Les motifs KKK et YFD de la CyPB qui interagissent avec l’oligosaccharide, 
sont représentés en rouge et jaune, respectivement. D’après Vanpouille et al., 2004. 

1.3. Rôle de la 3-O-sulfatation dans le développement 

	 A ce jour, peu d’études se sont intéressées au rôle de la 3-O-sulfatation lors du 

développement chez l’Homme. Toutefois, son implication a été mise en évidence au cours 

de plusieurs processus de développement chez d’autres organismes.  

La Drosophile exprime deux 3-OSTs, nommées 3-OSTA et 3-OSTB. La 3-OSTA 

présente une forte homologie de séquence avec les 3-OSTs de type gD alors que la 3-OSTB 

est apparentée aux 3-OSTs de type AT. Deux études analysant le phénotype d'individus 

mutants pour l’une ou l’autre des 3-OSTs montrent des résultats contradictoires. En effet, les 

travaux de Kanimura et al. (2004), qui invalident la 3-OSTB en utilisant la méthode d'ARN 

interférence, montrent des atteintes neurologiques et un défaut de signalisation du récepteur 

Notch, en affectant sa stabilité et/ou son trafic intracellulaire. A l’inverse, Guo et al. (2014a) 

démontrent que les mutants pour la 3-OSTA ou la 3-OSTB sont viables et ne montrent ni 

atteinte neurologique, ni défaut de signalisation de Notch. Les mêmes résultats sont obtenus 

chez des individus où les deux enzymes sont invalidées. En revanche, ces auteurs ont mis 

en évidence l’importance des deux enzymes dans l’homéostasie intestinale. En effet, 

l’invalidation de 3-OSTA et/ou 3-OSTB dans les entérocytes induit une augmentation de la 

forme clivée de la caspase-3 ainsi qu’une augmentation de la prolifération des cellules 

souches intestinales par un mécanisme dépendant des voies de signalisation induites par 

l’EGFR (Epidermal growth factor Receptor). Ces observations suggèrent que les 3-OSTA et 
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3-OSTB sont des acteurs majeurs de l’homéostasie intestinale en contrôlant l’apoptose 

cellulaire et la prolifération des cellules souches (Guo et al., 2014b).  

 Comme la Drosophile, C.elegans exprime deux 3-OSTs, nommées 3-OST1 et 3-

OST2. La 3-OST1 présente une forte homologie de séquence avec les 3-OSTs de type AT 

alors que la 3-OST2 est apparentée aux 3-OSTs de type gD. L’analyse prédictive des 

séquences protéiques montre que la 3-OST1 est une protéine golgienne transmembranaire 

de type II tandis que la 3-OST2 serait une protéine sécrétée puisqu’elle ne possèderait pas 

de domaine transmembranaire. Les deux isoenzymes présentent une distribution tissulaire 

différente. Les études réalisées chez C.elegans ont mis en exergue un rôle des HS dans le 

développement neuronal (Bülow and Hobert, 2004; Bülow et al., 2008; Kinnunen. 2014). Ce 

rôle a été plus précisément étudié par Tecle et al. (2013). La perte de fonction de l’une ou 

l’autre des 3-OSTs n’affecte pas la viabilité des organismes mais elle engendre un défaut au 

niveau du branchement axonal de certaines sous-populations neuronales. Seule la 3-OST2 

participe au développement des branchements des interneurones AIY, en modulant 

l’expression de la protéine d’adhérence kal-1. Les auteurs considèrent kal-1 comme une 

HBP (Heparin Binding Protein) potentielle dont l’activité serait régulée par les héparanes 3-

O-sulfatés. De plus, la réexpression de la 3-OST2 uniquement dans les interneurones AIY 

ne permet pas de restaurer le phénotype axonal, suggérant une implication des héparanes 

3-O sulfatés des cellules au voisinage des interneurones AIY. 

 Plusieurs études se sont intéressées au rôle des 3-OSTs lors du développement 

chez le Poisson zèbre (Danio rerio), ce dernier possédant 8 isoenzymes différentes. Les 

travaux de Samson et al. (2013b) ont démontré l’implication de la 3-OST7 dans le 

développement cardiaque. En effet, l’invalidation de cette dernière entraine une baisse de la 

contraction du muscle cardiaque et perturbe l’organisation de l’appareil contractile. Les effets 

sont corrélés à l’expression de BMP4 (Bone Morphogenetic Protein 4), puisqu’en condition 

normale, l’expression de cette protéine est restreinte à la jonction atrio-ventriculaire. En 

revanche, l’expression de BMP4 est plus étendue lorsque la 3-OST7 est invalidée, suggérant 

son implication dans le contrôle de la localisation de BMP4. Bien que d’autres membres de 

la famille des BMP aient été identifiés comme des HBP, par exemple BMP7, ces travaux 

sont les premiers à suggérer qu’une BMP soit régulée par la 3-O-sulfatation des HS (Irie et 

al., 2003). Les effets sont spécifiques à la 3-OST7, puisque le phénotype n’est pas observé 

lors de l’invalidation de la 3-OST5 et 3-OST6. Une autre étude réalisée chez le Poisson 

zèbre a porté sur la mise en place de l’asymétrie gauche-droite au niveau des viscères. Une 

étape cruciale consiste en la formation d’un courant fluidique asymétrique au niveau du 

nœud embryonnaire. Les cellules résidentes de ce nœud sont ciliées et mobiles, donnant 

ainsi naissance au courant fluidique qui va influencer l’expression de nombreux gènes durant 

l’organogenèse. L’asymétrie gauche-droite du cœur, du cerveau et de l’intestin est contrôlée 
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par le flux liquidien et le mouvement des cils de l’épithélium composant la paroi des 

vésicules de Kupffer. Il a été démontré que deux 3-OSTs participent de manière 

indépendante au fonctionnement des cils dans les vésicules de Kupffer. Ainsi, l’invalidation 

de l’expression de la 3-OST5 entraine une réduction de la longueur des cils, ce qui est 

associé à un défaut d’activation de facteurs de transcription ciliogéniques. Les auteurs 

suggèrent un mécanisme dépendant des voies de signalisation activées par le FGF-8, 

puisqu’ils avaient précédemment démontré son implication dans la modulation de 

l’expression de ces facteurs de transcription (Neugebauer et al., 2009). La 3-OST6 est 

également impliquée dans l’asymétrie gauche-droite, en modulant un mécanisme différent 

de celui ciblé par la 3-OST5. En effet, la 3-OST6 contrôlerait la mobilité des cils en régulant 

l’expression de molécules motrices, et ainsi diminuerait le flux liquidien créé par les cellules 

résidentes des vésicules de Kupffer. Les autres 3-OSTs exprimées par ces mêmes cellules 

(3-OST3 et 3-OST7) ne compensent pas la perte de la 3-OST5 et 3-OST6, et leur 

invalidation génique ne provoque pas les défauts d’asymétrie gauche-droite. Dans leur 

ensemble, ces résultats suggèrent un rôle spécifique de chaque 3-OST	exprimée dans ces 

cellules de part leur capacité à générer des héparanes 3-O-sulfatés différents avec des 

propriétés biologiques distinctes (Neugebauer et al., 2013). 

 Les études réalisées chez la Souris montrent l’implication de la 3-O-sulfatation dans 

les mécanismes de prolifération et de différenciation des cellules souches. Des travaux 

précédents avaient démontré que le facteur LIF (Leukemia Inhibitory Factor) est un 

répresseur de la différenciation des cellules souches via un mécanisme dépendant de 

l’activation de STAT3 (Signal Tranduction and Activator of transcription 3). Or, l’invalidation 

de LIF entraine une différenciation des cellules souches murines, qui s’accompagne d’une 

augmentation de l’expression de la 3-OST5. Les travaux de Hirano et al. (2012) ont 

également démontré une différenciation des cellules souches lorsque la 3-OST5 est 

surexprimée, même en présence du facteur LIF. Les auteurs suggèrent que la présence  

accrue d’héparanes 3-O-sulfatés à la surface cellulaire, générée par la surexpression de la 

3-OST5, modulerait la signalisation cellulaire induite par Fas. Cependant, les mécanismes 

sous-jacents restent inconnus (Hirano et al., 2013). Une autre étude chez la Souris a mis en 

évidence l’implication des 3-OST3s dans la prolifération de cellules progénitrices au cours de 

l’organogénèse. En effet, la signalisation cellulaire dépendante des récepteurs FGFR2b et 

KIT est importante pour la viabilité et la prolifération de ces cellules (Lombaert et al., 2013). 

Les travaux de Patel et al. (2014) ont démontré que l’ajout d’oligosaccharides 3-O-sulfatés 

générés par les 3-OST3s entraine une augmentation de la prolifération des cellules, de 

l’activation de la voie ERK/MAPK et de l’expression des 3-OST3s et du récepteur KIT. Les 

auteurs suggèrent un mécanisme autocrine dépendant des héparanes 3-O-sulfatés, qui 

contrôleraient la signalisation du FGFR2b au cours de l’organogénèse. 
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 Enfin, une étude s’est intéressée aux variations d’expressions des enzymes de 

biosynthèse des GAGs au cours de la différenciation des cellules souches embryonnaires en 

cellules mésodermiques. Ils démontrent que la 3-OST1 est plus exprimée dans les cellules 

différenciées, alors que l’expression des 3-OST2 et 6 est fortement inhibée au cours du 

processus de différenciation (Gasimli et al., 2014). 

2. Fonctions pathologiques associées à la 3-O-sulfatation 

2.1. Implication de la 3-O-sulfatation dans l’infection par HSV-1 

Le processus d’infection de nombreux agents pathogènes, et plus particulièrement 

des virus, débute par la fixation d’au moins une protéine virale sur les HS situés à la surface 

de leurs cellules cibles. On peut notamment citer les virus HIV (Human Immunodeficiency 

Virus), HCV (Hepatitis C Virus), HPV (Human Papilloma Virus) ou encore HSV-1 et -2 

(Herpes Simplex Virus) (Tiwari et al., 2012; Garcia et al., 2016). 

La fixation de HSV-1 sur ses cellules cibles fait intervenir des interactions entre des 

glycoprotéines de l’enveloppe virale et des molécules présentes à la surface de la cellule 

hôte. Cinq d’entre elles, les gB, gC, gH, gL et gD sont nécessaires à l’entrée du virus dans 

ses cellules cibles. En effet, les virions mutants pour l’une de ces cinq glycoprotéines sont 

incapables d’infecter leurs cellules cibles. 

La première étape est l’attachement de HSV-1 à la surface des cellules. Elle est 

médiée par la fixation des glycoprotéines gB et/ou gC sur les HS (Spear et al., 1992), par 

des interactions qui requièrent la présence de motifs 2-O- et 6-O-sulfatés (Feyzi et al., 1997 ; 

Laquerre et al., 1998). 

L’attachement du virus est suivi de l’étape de fusion membranaire, qui nécessite 

l’intervention de la glycoprotéine gD. Cette protéine peut interagir avec des motifs HS 

contenant une GlcN 3-O-sulfatée. En effet, les travaux de Shukla et al. (1999) ont mis en 

exergue ce mécanisme, puisque l’expression spécifique des 3-OST3A et 3-OST3B dans des 

cellules CHO, normalement résistantes à l’infection, est suffisante pour induire la fusion 

membranaire avec des cellules exprimant les glycoprotéines virales. La même stratégie fut 

utilisée pour permettre l’identification des 3-OST2, 3-OST4, 3-OST5 et 3-OST6 comme des 

enzymes capables de générer un motif HS 3-O-sulfaté conférant une sensibilité des cellules 

CHO à l’infection par HSV-1 (Xia et al., 2002; Tiwari et al., 2005; Xu et al., 2005; O’Donnell 

et al, 2006).  

Par la suite, une forme recombinante de la protéine gD a été utilisée pour purifier des 

oligosaccharides 3-O-sulfatés dans le but de caractériser le motif HS de fixation. La structure 

retenue est un octasaccharide possédant un résidu de GlcNH2 3-O-sulfatée et dont la 

séquence est: IdoUA2S-GlcNS-IdoUA2S-GlcNAc-UA2S-GlcNS-IdoUA2S-GlcNH23S6S (Liu 
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et al., 2002). Deux études se sont intéressées à la caractérisation du site de fixation des 

héparanes 3-O-sulfatés sur la protéine gD en utilisant des approches différentes. Dans la 

première, Carfí et al. (2001) ont réalisé une modélisation moléculaire à partir de cristaux de 

la protéine gD réalisés en présence de sulfate d’ammonium. La représentation de surface de 

la protéine gD identifie deux domaines chargés positivement, nommés S1 et S2 (Figure 16 

A). Les auteurs suggèrent que ces deux domaines puissent être des sites putatifs de fixation 

pour des ions sulfates. La poche S1, située dans la région N-terminale de la protéine, est 

formée par les feuillets β1 et β2 de la protéine (résidus 28 à 36) et les feuillets C’, D et E du 

domaine Ig. De plus, elle contient des acides aminés basiques, comme l’arginine 130 qui 

établit deux ponts hydrogènes avec le groupement sulfate, mais aussi deux autres arginines 

et deux lysines (Figure 16B). Le domaine S2 est plus en surface que la poche S1 et contient 

aussi des acides aminés basiques, notamment la lysine 190 qui établit deux ponts 

hydrogènes avec le groupement sulfate, mais également deux autres lysines et trois 

arginines (Figure 16C). Toutefois, aucune étude fonctionnelle n’a été réalisée pour confirmer 

ces données obtenues in silico. La seconde étude démontre que l’activité de la protéine gD 

dépend de son domaine N-terminal. En effet, la délétion des acides aminés 7 à 32 réduit 

considérablement la fusion membranaire entre des cellules exprimant la glycoprotéine virale 

et des cellules CHO exprimant la 3-OST3B (Yoon et al., 2003). 

L’interaction entre les héparanes 3-O-sulfatés et la gD est nécessaire pour l’entrée du 

virus dans les fibroblastes et les cellules hématopoïétiques. En effet, l’élimination des HS par 

un traitement avec des héparinases réduit considérablement l’entrée du virus dans les deux 

types cellulaires (Tiwari et al., 2006; Choudhary et al., 2011; Tiwari et al., 2011). L’utilisation 

d’oligosaccharides 3-O-sulfatés, obtenus par sulfatation in vitro de fragments d’héparine ou 

de HS avec des formes recombinantes de 3-OST3A ou de 3-OST5, entraine les mêmes 

effets, alors que ceux modifiés par la 3-OST1 sont incapables d’inhiber l’entrée du virus. 

(Tiwari et al., 2004; O’Donnell et al., 2010). Dans ce contexte, Copeland et al. (2008) 

suggèrent l’utilisation d’octasaccharides 3-O-sulfatés comme thérapie potentielle contre 

l’infection par HSV-1. 

En plus de leur implication dans le processus d’internalisation du virus, les héparanes 

3-O-sulfatés joueraient également un rôle dans la formation des polykaryocytes suite à 

l’infection virale. Les polykaryocytes sont formés par la fusion entre des cellules infectées 

exprimant des protéines virales et des cellules non infectées, ce qui permet l’expansion du 

virus. Les travaux de Tiwari et al. (2007) ont démontré que les cinq glycoprotéines virales 

impliquées dans la fusion membranaire (gB, gC, gH, gL et gD) sont nécessaires à la 

formation des polykaryocytes, et que les héparanes 3-O-sulfatés présents sur les cellules 

saines co-localisent avec la protéine gD présente sur les cellules infectées lors de ce 

processus, ce qui provoque la fusion membranaire. 
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2.2. Implication de la 3-O-sulfatation dans les processus cancéreux 

Depuis de nombreuses années, des études ont démonté que le processus de 

cancérisation est accompagné de modifications du profil d’expression des protéoglycanes 

mais aussi des altérations des chaines HS portées par ces derniers. Elles sont le résultat de 

nombreux remodelages des mécanismes génétiques et épigénétiques, ce qui affecte, entre 

autres, les enzymes de biosynthèse des HS (Sasisekharan et al., 2002). Ainsi, l’expression 

des co-polymérases EXT1/2 est réduite dans de nombreux cancers et s’accompagne du 

maintien de certains protéoglycanes, tels que le syndécan-2 ou le CD44-v3, dans des 

compartiments intracellulaires. Les auteurs considèrent même ces deux enzymes comme 

des suppresseurs de tumeurs (Hameetman et al., 2007; Schrage et al., 2009). A l’inverse, 

d’autres études montrent que certaines enzymes de maturation des HS sont surexprimées, 

comme la 6-OST2 dans les cancers colorectaux et la 2-OST dans le cancer du pancréas 

(Ferguson and Datta, 2011; Hatabe et al., 2013).  

Outre les mécanismes intrinsèques aux cellules cancéreuses, l’environnement 

tumoral est en capacité de modifier la biosynthèse des HS, notamment par la production de 

facteurs par les leucocytes infiltrés ou par les cellules cancéreuses elles-mêmes. En effet, 

une étude a montré que les cytokines pro-inflammatoires TNF-α, IL-1β et IFN-γ modifient 

A B 

C Figure	 16:	Modélisa2on	 de	 la	 protéine	 gD	
du	 virus	 HSV-1.	 (A)	 Représenta*on	 de	
surface	 de	 la	 protéine	 gD.	 La	 surface	 est	
colorée	en	bleu	lorsque	la	charge	théorique	
est	 posi*ve	 et	 en	 rouge	 lorsqu’elle	 est	
néga*ve.	 Une	 colora*on	 blanche	 indique	
une	 charge	 théorique	 nulle.	 Les	 domaines	
S1	 et	 S2	 sont	 modélisés	 en	 (B)	 et	 (C)	
respec*vement.	Les	hélices		et	feuillets	sont	
colorés	en	bleu.	D’après	Yoon	et	al.,	2003	 
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l’expression des enzymes de biosynthèse des HS, mais les signaux intracellulaires et 

mécanismes moléculaires à l’origine de ces variations d’expression demeurent encore 

inconnus (Klein et al., 1992). En outre, l’environnement tumoral est dépendant de l’état 

d’avancement et du type de cancer, ce qui se caractérise par une production variable en 

cytokines et facteurs de croissance. De ce fait, la structure des HS subit de profonds 

remodelages au cours du temps qui vont entrainer la modification du phénotype prolifératif et 

invasif des cellules cancéreuses (Ferguson and Datta, 2011; Afratis et al., 2012). 

Plusieurs études ont montré que les 3-OSTs sont peu exprimées voire même 

totalement absentes des cellules cancéreuses. Ainsi, une hyperméthylation d’îlots CpG 

situés au niveau du promoteur du gène hs3st2 codant pour la 3-OST2 est retrouvée dans de 

nombreux cancers, ce qui entraine une augmentation de la prolifération et des capacités 

migratoires des cellules épithéliales cancéreuses (Miyamoto et al., 2003; Bui et al., 2010). 

L’étude menée par Bui et al. (2010) a également montré une hyperméthylation au niveau des 

promoteurs des gènes hs3st1, hs3st3A1 et hs3st6 codant respectivement pour les 3-OST1, 

3A et 6 dans des cellules épithéliales de chondrosarcome. Le traitement des cellules  avec la 

5-aza-2′-desoxycytidine, un inhibiteur spécifique des ADN méthyltransférases, restaure 

l’expression des 3-OSTs et entraine une diminution de la prolifération et des capacités 

invasives des cellules mais augmente leur adhérence. Il a donc été suggéré que l’inhibition 

d’expression des 3-OSTs pourrait être associée au développement tumoral. 

Toutefois, des études plus récentes sont en contradiction avec les résultats obtenus 

dans ces études précédentes et suggèrent que les héparanes 3-O-sulfatés participeraient à 

la progression de la pathologie. De manière surprenante, Vijaya Kumar et al. (2014) ont 

démontré que la surexpression de la 3-OST2 en cellules épithéliales mammaires MDA-MB-

231 augmente les capacités migratoires et la viabilité des cellules. Des travaux ont 

également suggéré un rôle pro-tumoral de la 3-OST3B. En effet, la surexpression de cette 

isoenzyme induit la transition épithélio-mésenchymateuse des cellules cancéreuses 

pancréatiques (Song et al., 2011). Une autre étude a montré que la surexpression de la 3-

OST3B en cellules leucémiques entraine une augmentation de la viabilité et des capacités 

migratoires in vitro et favorise l’angiogenèse et la croissance des tumeurs in vivo via une 

augmentation de la synthèse du VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) et de 

l’activation des voies de signalisation associées à ce facteur de croissance (Zhang et al., 

2015). Enfin, Mao et al. (2016) ont montré que la 3-OST3A exerce une fonction différente  

dans les cellules de cancer du sein, qui serait dépendante du contexte tumoral. En effet, le 

promoteur du gène hs3st3A1 codant pour la 3-OST3A est hyperméthylé dans les cellules 

MCF-7 et MDA-MB-231. L’enzyme aurait une fonction de suppresseur de tumeur en 

affectant les réponses cellulaires induites par l’interaction entre le FGF-7 et le FGFR2b. A 

l’inverse, la 3-OST3A exerce un rôle pro-tumoral in vitro et in vivo au niveau de tumeurs 



 48 

mammaires HER2+ (Human Epidermal Growth Factor Receptor 2) et demeure un marqueur 

de mauvais pronostic. 

Des travaux ont également montré une implication des héparanes 3-O-sulfatés portés 

par les cellules cancéreuses dans leur échappement au système immunitaire. En effet, 

Biroccio et al. (2013) ont démontré que la surexpression de la 3-OST4 favorise la 

prolifération des cellules cancéreuses in vivo, en réduisant le recrutement et l’activation des 

cellules Natural Killer (NK) au niveau de la tumeur. Cette enzyme, normalement exprimée au 

niveau cérébral et à l’état embryonnaire, est de nouveau exprimée par les cellules 

cancéreuses sous le contrôle de  TRF2 (Telomeric repeat-binding factor 2), une protéine 

impliquée dans la protection des télomères mais pouvant aussi exercer la fonction de facteur 

de transcription. Toutefois, les mécanismes sous-jacents restent à ce jour inconnus. Cette 

étude suggère ainsi que les cellules cancéreuses pourraient modifier la structure de leur 

chaines HS afin d’échapper de manière plus efficace au système immunitaire. De même, il a 

été suggéré que l’activité des cellules NK peut être modulée par les héparanes 3-O-sulfatés, 

dont la synthèse serait dépendante de l’expression de la 3-OST3B dans les cellules cibles 

(Brusilovsky et al., 2013). Par conséquent, les héparanes 3-O-sulfatés présents à la surface 

des cellules cancéreuses pourraient bloquer des signaux activateurs des cellules NK en 

empêchant l’interaction avec des récepteurs tels que NKp30 et NKp46 ou à l’inverse, 

favoriser des signaux inhibiteurs, notamment via certains membres de la famille des 

récepteurs KIR (Killer cell Ig-like Receptor) (Faure and Long, 2002; Vivier and Anfosi, 2004). 

2.3 Implication de la 3-O-sulfatation dans la maladie d’Alzheimer 

	 La maladie d’Alzheimer est une tauopathie, qui se caractérise par une 

hyperphosphorylation de la protéine Tau. Ce mécanisme conduit à l’agrégation des protéines 

Tau et par conséquent à la déstabilisation des microtubules entrainant une dégénérescence 

neurofibrillaire, et à terme la mort de la cellule nerveuse. Les travaux de Sepulveda-Diaz et 

al. (2015) ont porté sur les variations d’expression des enzymes de biosynthèse des HS 

chez des patients atteints de la maladie. Les auteurs ont ainsi mis en évidence une 

augmentation de l’expression des 3-OST2 et 3-OST4 dans l’hippocampe chez les individus 

malades. De plus, ils ont démontré que les héparanes 3-O-sulfatés interagissent avec Tau à 

l’intérieur de la cellule en condition pathologique, et participent à la phosphorylation 

anormale de la protéine. Enfin, cette étude a montré que l’inhibition de l’expression du gène 

hs3st2 dans un modèle de tauopathie chez le Poisson zèbre restaure le profil de 

phosphorylation de Tau dans le cerveau et la moelle épinière, assurant ainsi l’intégrité et la 

motilité des motoneurones. Les héparanes 3-O-sulfatés, en particulier ceux générés par 

l’action de la 3-OST2, auraient donc un rôle critique dans l’évolution de la maladie 

d’Alzheimer. 
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 La maladie d’Alzheimer se caractérise également par la formation de plaques 

amyloïdes formées par l’accumulation de peptides Aβ. Il a été démontré que les HS jouent 

un rôle important dans la formation de ces plaques et la fibrillogenèse des peptides Aβ, et 

que les effets sont dépendants de leur taux de sulfatation. En effet, la fibrillogenèse est 

exacerbée en présence de HS fortement sulfatés et à l’inverse, la formation de fibres 

amyloïdes est moins prononcée en présence de HS non sulfatés (Castillo et al., 1999). Dans 

ce contexte, Bruinsma et al. (2010) ont étudié la distribution d’anticorps anti-HS 

reconnaissant des épitopes différemment sulfatés au niveau de l’hippocampe et du cortex 

cérébral de patients atteints de la maladie. Ils ont montré qu’un anticorps reconnaissant les 

épitopes 3-O-sulfatés se fixait fortement au niveau de ces deux régions cérébrales, 

suggérant ainsi que cette modification est importante au cours de la formation des plaques 

amyloïdes. Par la suite, une étude a montré une augmentation de la quantité d’HS dans 

l’hippocampe au cours du vieillissement, associée à une modification de l’expression de 

leurs enzymes de biosynthèse. En outre, l’expression de la 3-OST4 est augmentée alors que 

celle de la 3-OST5 est diminuée, ce qui suggère la présence de motifs 3-O-sulfatés 

différents chez les individus jeunes comparativement aux individus âgés (Huynh et al., 

2012).  
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Partie 1: Participation des héparanes 3-O sulfatés dans les 
propriétés anti-apoptotiques de la glycoprotéine gD du 
virus HSV-1 et de la cyclophiline B 

1. Introduction 

1.1. Généralités sur HSV-1 

HSV-1 est un virus à ADN double brin de la famille des Herpesviridae majoritairement 

à l’origine de l’herpès labial. Selon l’Organisation Mondiale de la Santé, 67% de la population 

mondiale est infectée par le virus. Lors de la primo-infection, HSV-1 cible les cellules 

épithéliales au niveau des muqueuses. Le virus établit ensuite une phase de latence en se 

réfugiant au niveau cérébral dans les ganglions trigéminaux. Cet état latent peut être 

interrompu par des récurrences herpétiques en réponse à un stress physique ou 

psychologique (Shukla et al., 2012). Bien que les cellules épithéliales soient ses cibles 

privilégiées, HSV-1 possède un tropisme d’infection plus large et peut être à l’origine de 

complications neurologiques et oculaires chez les nourrissons et les individus 

immunodéprimés (Kopp et al, 2009; Karasneh and Shukla, 2011). Les atteintes oculaires 

sont la cause principale de cécité dans les pays développés. Elles sont dues à une 

prolifération des fibroblastes et au recrutement des cellules inflammatoires, plus 

particulièrement les macrophages, ce qui provoque des kératites oculaires et un état 

inflammatoire chronique (Kaye and Choudhary, 2006). A ce jour, il n’existe aucun traitement 

pour guérir l’infection. Les médicaments antiviraux utilisés, par exemple l’Acyclovir, servent 

uniquement à réduire la gravité et la fréquence des symptômes liés à l’infection.  

Le processus d’infection de HSV-1 se déroule en deux phases. Premièrement, la 

fixation de HSV-1 sur ses cellules cibles fait intervenir des interactions entre des 

glycoprotéines de l’enveloppe virale (gB, gC, gH et gL) et des molécules présentes à la 

surface de la cellule hôte, telles que les chaînes HS et les intégrines. La fixation du virus est 

suivie de l’étape de fusion membranaire, qui nécessite l’intervention de la glycoprotéine gD. 

Cette protéine peut interagir avec quatre récepteurs différents selon la cellule cible : HVEM 

(Herpes Virus Entry Mediator), un membre de la famille des récepteurs du TNF-α, les 

nectines-1 et -2, des molécules d’adhérence de la famille des immunoglobulines, et des 

héparanes 3-O-sulfatés (Figure 17) (Shukla et al., 1999; Spear, 2004). Des études ont mis 

en évidence une importance relative des différents récepteurs de la protéine gD selon le type 

cellulaire. Ainsi, la seule présence de la nectine-1 est suffisante à la protéine gD pour induire 

la fusion membranaire et l’entrée de HSV-1 dans les cellules épithéliales et neuronales 

(Tiwari et al., 2008; Kopp et al., 2009; Shukla et al., 2012). En revanche, l’interaction entre 

les héparanes 3-O-sulfatés et la gD est nécessaire pour l’entrée du virus dans les 
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fibroblastes et les cellules hématopoïétiques, et ceci malgré l’expression de la nectine-2 et 

de HVEM. En effet, l’élimination des HS par un traitement des cellules avec des héparinases 

réduit considérablement l’entrée du virus dans les deux types cellulaires (Shukla et al., 1999; 

Tiwari et al., 2006; Choudhary et al., 2011). 

 
Figure 17 : Interaction HSV-1 / cellules cibles. D’après Spear (2004). 

 

1.2.  Processus apoptotiques liés à HSV-1 

1.2.1 Généralités sur l’apoptose 

L’apoptose est un processus physiologique hautement régulé indispensable au 

développement embryonnaire et au maintien de l’homéostasie tissulaire. D’un point de vue 

morphologique, l’apoptose se caractérise par une diminution progressive du volume 

cellulaire avec condensation de la chromatine, suivie d'une fragmentation caractéristique de 

l'ADN qui aboutit à la formation de corps apoptotiques. Ces derniers sont ensuite 

phagocytés, majoritairement par les macrophages. 

Le processus apoptotiques peut être déclenché par deux voies distinctes : la voie 

extrinsèque et la voie intrinsèque (Figure 18) (Sun et al., 1999). La voie extrinsèque est 

initiée par la fixation de ligands pro-apoptotiques, tels que FasL et TNF-α, sur leurs 

récepteurs cellulaires, Fas et TNFR1 respectivement. Cette interaction entraine la formation 

d’un complexe de signalisation qui conduit à l’activation de protéases appelées caspases. 

Ces dernières appartiennent à une classe de protéases à cystéines, synthétisées sous forme 

de précurseurs inactifs, les pro-caspases, qui seront ensuite activées par clivage 

protéolytique. Les premières caspases activées sont les caspases initiatrices, telles que les 

caspase-8 et -10. La cascade d’activation se poursuit par l’activation des caspases 

effectrices, notamment les caspase-3 et -7. A ce stade, le processus apoptotique est 

irréversible et les caractéristiques morphologiques de l’apoptose apparaissent (Nagata, 

1997; Lavrik et al., 2005). La caspase-8 activée peut également engager la voie intrinsèque 

de l’apoptose par l’intermédiaire du clivage de la protéine Bid en t-Bid. La voie intrinsèque de 

HSV-1
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l’apoptose, appelée également voie mitochondriale, est initiée le plus souvent par des stimuli 

intracellulaires (Wang, 2001). Sous l’influence de ces signaux, la perméabilité de la 

membrane externe de la mitochondrie est altérée par des protéines de la famille de Bcl-2 (B-

cell Lymphoma) (Czabotar et al., 2014). Cette famille comporte des protéines pro-

apoptotiques, notamment Bid, Bad, Bax, et Bcl-XS, et des protéines anti-apoptotiques, par 

exemple Bcl-2 et Bcl-XL. La caractéristique importante des membres de cette famille est la 

capacité à former des homo- ou des hétéro-dimères. L’équilibre entre la vie ou la mort de la 

cellule est influencé par le type et la proportion de dimères anti- ou pro-apoptotiques (Oltvai 

et al., 1993). Ainsi, la formation majoritaire de dimères anti-apoptotiques conduit à la survie 

cellulaire, alors que la présence accrue de dimères pro-apoptotiques mène vers le processus 

apoptotique. La proportion de chaque type de dimères dépend de l’expression et de la 

localisation de ces protéines, de leur niveau de phosphorylation ou encore de clivages 

protéolytiques. Les membres de la famille Bcl-2 régulent l’apoptose par le contrôle de la fuite 

mitochondriale du cytochrome C (Dejean et al., 2006; Czabotar et al., 2014). L’augmentation 

de la concentration en cytochrome C dans le cytoplasme entraine son association avec 

APAF-1 (Apoptotic Protease Activating Factor-1) et la pro-caspase-9 au sein d’un complexe 

appelé apoptosome, ce qui active la caspase-9. Comme pour la caspase-8, la caspase-9 

clivée active les caspases effectrices, aboutissant à l’apoptose de la cellule (Li et al., 1997; 

Dejean et al., 2006). 

1.2.2. Réponses anti-apoptotiques induites par HSV-1 

L’apoptose est considérée comme un processus mis en place par les cellules hôtes 

afin de lutter contre l’infection virale. En effet, l’élimination des cellules infectées par 

apoptose limite à la fois les mécanismes de réplication et de propagation du virus. Il n’est 

donc pas surprenant que HSV-1 développe des mécanismes d’évasion contre l’apoptose. 

Plusieurs études ont démontré des protéines de l’enveloppe de HSV-1 sont en capacité 

d’induire des réponses anti-apoptotiques au sein de la cellule hôte (Figure 18). Ainsi, il a été 

montré que la glycoprotéine gD protège la lignée myéloïde U937 contre l’apoptose induite 

par un anticorps anti-Fas et par la staurosporine (Medici et al., 2003 ; Sciortino et al., 2008). 

De plus, une étude transcriptomique réalisée à partir de fibroblastes humains primaires a mis 

en évidence une augmentation de l’expression de Bcl-2, Bcl-xL dans les cellules infectées, 

par un mécanisme dépendent de l’interaction entre la gD et HVEM (MacLeod and Minson, 

2010). Une autre protéine de l’enveloppe de HSV-1, la glycoprotéine gJ, a été décrite pour 

induire des réponses anti-apoptotiques. En effet, des virions déficients pour la protéine gJ 

sont dans l’incapacité de protéger les cellules hôtes contre l’apoptose induite par Fas 

(Jerome et al., 2001).  Il a également été montré que d’autres protéines synthétisées par le 

virus sont capables d’induire des réponses anti-apoptotiques (Figure 18). Ainsi, la 
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surexpression de Us3, une protéine à activité sérine/thréonine kinase, est capable de 

phosphoryler les protéines pro-apoptotiques Bid et Bad, ce qui inhibe leur activité. Par 

conséquent, une diminution de la concentration du cytochrome C dans le cytoplasme est 

observée, ce qui réduit fortement la formation de l’apoptosome et par conséquent la cascade 

d’activation des caspases (Munger et al., 2001; Cartier et al., 2003). Au cours de son 

processus de latence, HSV-1 met en place des mécanismes qui protègent les neurones 

contre l’apoptose. Dans ce contexte, des études ont démontré que l’expression des LATs 

(Latency-Associated Transcripts) par le virus protège in vitro et in vivo les cellules 

neuronales. Ainsi, la surexpression des LATs entraine une diminution du clivage des 

caspase-8 et -9 (Perning et al., 2000; Ahmed et al., 2002; Henderson et al., 2002). 

L’ensemble de ces travaux montre que le virus HSV-1 est dans la capacité de moduler les 

deux voies menant à l’apoptose lors du processus d’infection mais également au cours de la 

phase de latence. 

 

 
Figure 18: Modulation de l’apoptose par le virus HSV-1. Les protéines de la cellule hôte 
intervenant dans les processus apoptotiques sont représentées en noir. Les protéines virales 
modulant l’apoptose sont représentées en rouge. D’après Yu and He (2016). 
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2. Travaux de recherche 

Comme nous l'avons vu précédemment, une forme soluble de la protéine gD est en 

capacité de protéger les cellules myéloïdes contre l’apoptose (Medici et al., 2003; Sciortino 

et al., 2008). Des travaux récents réalisés au Laboratoire ont démontré que les réponses 

pro-inflammatoires des macrophages primaires sont atténuées en présence de cyclophiline 

B (CyPB), un autre ligand connu des héparanes 3-O-sulfatés (Vanpouille et al., 2007; 

Marcant et al., 2012).  

Ces observations nous ont conduit, dans un premier temps, à vérifier si ces deux 

ligands des héparanes 3-O-sulfatés peuvent induire les mêmes réponses anti-apoptotiques 

dans les macrophages primaires humains. Après avoir démontré que les deux protéines 

entrent en compétition pour se fixer à la surface des macrophages, nous avons étudié leur 

capacité à protéger les macrophages primaires contre l’apoptose induite par la 

staurosporine, puis nous avons vérifié si les héparanes 3-O-sulfatés participent à ces 

propriétés anti-apoptotiques. 

Les résultats sont présentés dans l’article : « Participation of 3-O-sulfated heparan 

sulfates in the protection of macrophages by herpes simplex virus-1 glycoprotein D 

and cyclophilin B against apoptosis», accepté dans FEBS Open Bio. 
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Abstract 

Heparan sulfates (HS) are involved in numerous biological processes, which rely on their 

ability to interact with a large panel of proteins. Although the reaction of 3-O-sulfation can be 

catalysed by the largest family of HS sulfotransferases, very few mechanisms have been 

associated with this modification and to date, only glycoprotein gD of herpes simplex virus-1 

(HSV-1 gD) and cyclophilin B (CyPB) have been well-described as ligands for 3-O-sulfated 

HS. Here, we hypothesized that both ligands could induce the same responses via a 

mechanism dependent on 3-O-sulfated HS. First, we checked that HSV-1 gD was as efficient 

as CyPB to induce the activation of the same signalling events in primary macrophages. We 

then demonstrated that both ligands efficiently reduced staurosporin-induced apoptosis and 

modulated the expression of apoptotic genes. In addition to 3-O-sulfated HS, HSV-1 gD was 

reported to interact with other receptors, including HVEM, nectin-1 and -2. Thus, we decided 

to identify the contribution of each binding site in the responses triggered by HSV-1 gD and 

CyPB. We found that knock-down of 3-O-sulfotransferase 2, which is the main 3-O-sulfated 

HS generating enzyme in macrophages, strongly reduced the responses induced by both 

ligands. Moreover, silencing the expression of HVEM rendered macrophages unresponsive 

to either HSV-1 gD and CyPB, thus indicating that both proteins induced the same responses 

by interacting with a complex formed by 3-O-sulfated HS and HVEM. Collectively, our results 

suggest that HSV-1 might hijack the binding sites for CyPB in order to protect macrophages 

against apoptosis for efficient infection. 

  



	 57 

Introduction 

Heparan sulfates (HS) are sulfated polysaccharides composed of alternating 

glucosamine (GlcN) and uronic acid (GlcUA/IdoUA) residues. These repeating disaccharide 

units are clustered in a series of domains of relatively high IdoUA content and sulfate density 

(NS domains), bound by short transition zones with intermediate sulfation patterns and 

separated by N-acetylated domains (NA domains). HS are involved in a plethora of biological 

processes, which rely on their ability to selectively interact with a large panel of proteins [1,2]. 

HS-protein interactions are mainly dependent on the density and position of sulfate groups 

into the HS structure, which result in sequential actions of many HS biosynthetic enzymes. 

HS are initially synthesized as a linear polymer composed of alternating GlcUA and N-acetyl 

GlcN (GlcNAc) units, which is then subjected to enzymatic modifications in the Golgi 

apparatus. In the stepwise scheme of HS biosynthesis, the precursor is first subject to the 

action of N-deacetylases/N-sulfotransferases (NDSTs), which convert GlcNAc to N-sulfated 

GlcN (GlcNS) residues. This crucial reaction creates the prerequisite substrates needed for 

the next enzymatic modifications. The further modifications include C5-epimerization of some 

GlcUA into IdoUA residues and 2-O-sulfation of uronic acid residues. These steps are 

catalysed respectively by C5-epimerase and 2-O-sulfotransferase (2-OST). The latter 

introduces a sulfate group in position 2 of mainly IdoUA and rarely GlcUA. Finally, the 

reactions catalysed by 6-O-sulfotransferases (6-OSTs) and 3-O-sulfotransferases (3-OSTs) 

consist in the addition of sulfate groups to the 6-OH and 3-OH positions of GlcN residues 

respectively [1,3,4]. Importantly, NDSTs, 6-OSTs and 3-OSTs are represented by distinct 

isoenzymes, which exhibit fine differences in substrate specificity and for which the 

expression is dependent on cell type and tissue environment. For example, the 3-OST family 

is represented by seven isoenzymes in human (3-OST1, 2, 3A, 3B, 4, 5 and 6), which 

possess more than 60 % of sequence homology in the sulfotransferase domain. While 3-

OST1 was reported to generate an HS binding site for antithrombin-III, 3-OST2, 3A, 3B, 4 

and 6 transfer sulfate groups to the 3-OH position of GlcNS or GlcNH2 adjacent to an 

IdoUA2S residue, thus providing HS-binding sites for the glycoprotein D (gD) of herpes 

simplex virus-1 (HSV-1). In contrast, 3-OST5 exhibits broad substrate specificity and 

generate both HS-binding motifs [5-9].  

Although the reaction of 3-O-sulfation can be catalysed by the largest family of HS 

sulfotransferases, it is the least abundant modification in HS, and to date, very few biological 

mechanisms have been reported to be dependent on 3-O-sulfated HS [10]. HSV-1 gD was 

the first protein described as a specific ligand for highly sulfated HS motifs containing 3-O-

sulfated GlcN residue. In addition to 3-O-sulfated HS, HSV-1 gD was also reported to interact 

with other receptors, including nectin-1 and -2, two cellular adhesion molecules of the 

immunoglobulin superfamily, and HVEM (Herpes Virus Entry Mediator), which belongs to the 
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TNF-α receptor superfamily [5,11]. Depending on the cell type, one or more receptors are 

critically required for the virus entry into host cells. For example, interaction between HSV-1 

gD and 3-O-sulfated HS is necessary to promote the membrane fusion process allowing the 

virus to enter into fibroblasts and hematopoietic cells, even though HVEM and nectin-2 are 

also present at cell surface [5,12,13]. In contrast, the presence of nectin-1 is sufficient to 

promote membrane fusion and HSV-1 entry into epithelial and neuronal cells [14-16]. In 

addition to its role in the fusion between viral envelope and host cell membrane, HSV-1 gD 

also acts as a signalling molecule and conditions host cells for viral replication. Thus, HSV-1 

gD has been shown to trigger the activation of NF-κB, which participates in the protection of 

the myeloid U937 cells against apoptosis [17,18].  

In previous studies, we demonstrated that cyclophilin B (CyPB) is an inflammatory 

factor, which triggers migration and integrin-mediated adhesion of T-lymphocytes and 

monocytes/macrophages via interactions with two types of binding sites, CD147 and cell 

surface HS [19-21]. Importantly, we found that functional binding of CyPB was dependent on 

the interaction with 3-O-sulfated HS. Indeed, silencing the expression of 3-OST3B strongly 

reduced the responses in T-lymphocytes, thus confirming that 3-O-sulfation is a key 

modification that provides specialized HS structures for CyPB binding [22]. We also 

demonstrated that the minimal heparin motif for CyPB binding is an octasaccharide, which 

contains a 3-O-sulfated GlcNH2 [23,24]. Interestingly, such structural features had been 

described in the heparin binding motif for HSV-1 gD [25,26]. Moreover, HS 3-O-sulfation by 

3-OST3B was also reported to provide binding sites for HSV-1 [5], thus suggesting that HS 

motifs with binding properties for HSV-1 gD and CyPB could be the same.  

A soluble form of HSV-1 gD was reported to protect myeloid cells against apoptosis 

[17,18]. In a recent work, we demonstrated that CyPB was capable of attenuating pro-

inflammatory response in primary macrophages [27]. These findings prompted us to 

investigate whether both 3-O-sulfated ligands could share the same anti-apoptotic activity 

towards macrophages. First, we checked that soluble HSV-1 gD was efficient to trigger 

cellular responses in human primary macrophages. We then analysed whether HSV-1 gD 

and CyPB were capable of protecting macrophages against staurosporin-induced apoptosis. 

After demonstrating that these cells mainly express HVEM, nectin-2, and 3-OST2 as 3-O-

sulfated HS generating enzyme, we analysed their participation in the anti-apoptotic activity 

of HSV-1 gD and CyPB by RNA interference. We found that both 3-O-sulfated HS ligands 

induced the same responses in macrophages, by a common mechanism involving 3-OST2 

and HVEM. Collectively, our results suggest that HSV-1 might hijack the binding sites for 

CyPB in order to protect host cells against apoptosis for efficient infection. 
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Results 

Functional interactions of HSV-1 gD with human primary macrophages 

In their previous works, Sciortino et al. had reported that a soluble form of HSV-1 gD 

was capable of activating NF-κB pathway in U937 myeloid cells [18]. In the current study, we 

intended to confirm these findings with human primary macrophages and to investigate 

whether HSV-1 gD was also efficient to activate ERK1/2 and Akt kinases. Exposure of 

macrophages to 1 µg/mL of a recombinant form of HSV-1 gD (25 nM) led to a rapid 

degradation of I-κB. Concomitantly, we observed an increase in the phosphorylation of NF-

κB p65 subunit, which confirmed that NF-κB was efficiently activated following its 

dissociation from its sequestrating inhibitor. In addition, we found that ERK1/2 and Akt were 

rapidly phosphorylated following exposure to HSV-1 gD. Time-course analysis revealed that 

the activation of the kinases was maximal at 30 min post-stimulation and extended over 2 h 

of stimulation (Figure 1).  

 

 

Figure 1. HSV-1 gD-induced signalling in human primary macrophages. Monocyte-
derived macrophages were stimulated with HSV-1 gD (1 µg/mL) for the indicated times. 
Following cell lysis, proteins were separated by SDS-PAGE and subjected to Western 
blotting with antibodies to I-κB, phospho-NF-κB p65 (P-p65), phospho-ERK1/2 (P-ERK1/2) 
and phospho-Akt (P-Akt). Parallel immunoblotting with antibodies to NF-κB p65 subunit, 
GAPDH, ERK1/2 and Akt confirmed equal loading of samples. Data are representative of 
three separate experiments conducted with cells from distinct donors.  
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attempt to identify the mechanisms by which HSV-1 gD initiated signalling events in 
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and 3-OST4, 5 and 6 were not detected (Figure 2A). We also found that macrophages 

expressed a very high level of mRNA encoding HVEM. By comparison, nectin-2 was poorly 

expressed and the level of nectin-1 mRNA was barely detectable (Figure 2B). The 

expression of 3-OST2, HVEM and nectin-2 in macrophages was confirmed by Western blot 

(Figure 2C). As expected, we found a high expression of HVEM, while nectin-2 was less 

represented. In addition, 3-OST2 was strongly expressed in macrophages, suggesting that it 

could efficiently participate to the synthesis of 3-O-sulfated HS with binding properties for 

HSV-1 gD [8]. 

In previous works, we demonstrated that CyPB was also a ligand of 3-O-sulfated HS, 

for which the synthesis was dependent on the activity of type gD 3-OSTs [24]. Thus, we 

hypothesized that CyPB could compete with the binding of HSV-1 gD to macrophages. To 

this end, we used a recombinant His-tagged HSV-1 gD protein, for which the binding was 

detected with an Alexa-488 anti-His-tag antibody [29]. In our hands, a non-specific scattered 

staining of macrophages was observed with primary antibody alone (Figure 2D, panel a). In 

contrast, incubation with 250 nM HSV-1 gD (10 µg/mL) prior to the addition of Alexa-488 

antibody led to an additional fluorescent staining located at the cell membrane of 

macrophages (Figure 2D, panel b). A significant staining was already observed in the 

presence of 25 nM of HSV-1 gD (data not shown). However, the intensity of the fluorescence 

signal was stronger at 250 nM, which suggests that the highest concentration was required 

to maintain a full saturation of cell surface binding sites. Surface staining with HSV-1 gD was 

partially reduced in the presence of a 10-fold molar excess of CyPB (Figure 2D, panel c) and 

completely abolished with a 100-fold molar excess of CyPB (Figure 2D, panel d). These 

observations thus support the idea that both proteins probably shared common binding sites 

at the surface of macrophages. Interestingly, we previously reported that CyPB was capable 

of activating ERK1/2, Akt and NF-κB in macrophages to a similar extent than HSV-1 gD [27]. 

Thus, these observations suggest that both proteins could also trigger similar responses in 

macrophages. 

 

HSV-1 gD and CyPB-mediated protection of macrophages against apoptosis 

In their previous works, Medici et al. reported that HSV-1 was capable of protecting 

U937 cells against apoptosis [17]. They also demonstrated that cell treatment with 

recombinant HSV-1 gD was efficient enough to reproduce the anti-apoptotic property of the 

virus. Hence, we investigated whether HSV-1 gD was capable of inducing a similar response 

in primary macrophages. To this end, monocyte-derived macrophages were incubated with 

HSV-1 gD (25 nM) for 8 h, after which apoptosis was induced by the addition of 0.5 µM 

staurosporin. We decided to use this pro-apoptotic drug because of its efficiency to induce a 

full activation  of caspase-3 in primary macrophages  18,30,31]. The  experimental conditions  
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Figure 2. Identification of the HSV-1 gD binding sites in primary macrophages. 
Analysis of the expression of mRNA encoding 3-O-sulfated HS-generating enzymes (A) and 
HSV-gD receptors (B). Following reverse transcription of RNA extracted from primary 
macrophages, the level of mRNA for 3-OSTs, HVEM, nectin-1 and nectin-2 was quantified 
by real-time RT-PCR. Relative transcript abundance was normalized to HPRT mRNA. Data 
are means ± S.D. and were obtained with macrophages from six different donors. (C) 
Immunostaining of endogenous HVEM, nectin-2 and 3-OST2 in macrophages. 
Macrophages from the same donor were lysed and the expression of proteins of interest 
was analysed by Western-Blot. Detection of GAPDH confirmed equal loading of samples. 
Representative results from three separate experiments are shown. (D) Competitive 
experiments for HSV-1 gD binding to macrophages. Cells were incubated with 10 µg/mL 
(250 nM) of His-tagged gD in the absence (panel b) or presence of CyPB at 2.5 µM (panel 
c) or 25 µM (panel d). After 1 h of incubation at 4°C, HSV-1 gD binding was detected with an 
anti-His-tag antibody conjugated to Alexa 488 for analysis by confocal microscopy (green 
fluorescence). Control (panel a) was determined in the absence of any ligand. DAPI staining 
allowed visualization of cell nuclei (blue fluorescence). Scale bar = 10 µm. Images were 
representative of five experiments conducted with cells from distinct donors. 
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for induction of apoptosis by staurosporin were retained to reduce necrosing effects of the 

pro-apoptotic drug in primary macrophages. In first experiments, cell apoptosis was 

evaluated by analysing phosphatidylserine externalization, a mechanism that reflects the 

earlier stages of apoptosis. Following treatment with staurosporin, macrophages were 

stained with fluorescent annexin-V and propidium iodide (PI) and analysed by flow cytometry 

(Figure 3A-B). In the absence of any treatment, the percentage of apoptosis (including early 

and late apoptotic cells) was less than 8 %. As expected, cell treatment with staurosporin 

resulted in a strong increase in apoptosis, with a number of early apoptotic cells 

corresponding to 42 ± 6 % of the whole cell population. Moreover, the percentages of late 

apoptotic and necrotic cells were less than 5 % and 0.5 % respectively, confirming that our 

experimental conditions were appropriate to measure early events of apoptosis. Exposure of 

macrophages to HSV-1 gD prior to the treatment with staurosporin reduced the percentage 

of early apoptotic cells to 10.5 ± 2 %, thus confirming the protective property of the viral 

protein [17]. We then reproduced the same experiment with CyPB. To a similar extent, 

macrophages were exposed to CyPB (50 nM) for 8 h, after which apoptosis was induced by 

the addition of staurosporin for 4 h. Under these conditions, the percentage of early apoptotic 

cells was at 12.4 ± 3 %, which was close to the value obtained with HSV-1 gD. In order to 

validate these first results, we next examined the inhibitory property of both proteins on the 

activation of caspase-3, because of the key role of this protease in the induction of apoptosis. 

As shown in Figure 3C, we found that cell treatment with staurosporin strongly increased the 

activity of caspase-3 (×14.5 when compared with untreated cells). Exposure of macrophages 

to either HSV-1 gD or CyPB prior to the addition of staurosporin was effective to reduce the 

activation of caspase-3 to a similar extent. Indeed, the activity of caspase-3 was decreased 

by 75 % in cells exposed to both proteins, when compared to the response measured in cells 

treated with staurosporin alone. Collectively, these data indicate that HSV-1 gD and CyPB 

shared similar protective properties against apoptosis induced by staurosporin in primary 

macrophages.  

 

Effect of HSV-1 gD and CyPB on the induction of anti-apoptotic genes in macrophages 

Previous works reported that the expression of Bcl-2 and Bcl-2L1 genes was up-

regulated in human fibroblasts exposed to HSV-1. Interestingly, this response was no more 

observed with ΔHSV-1 gD virions, thus illustrating a critical role of HSV-1 gD in the 

mechanisms leading to Bcl-2 and Bcl-2L1 overexpression [32]. Depending on cell 

environment, two proteins with antagonist functions can be produced from Bcl-2L1 gene by 

mRNA splicing: the longer form, termed Bcl-XL, exhibits anti-apoptotic activity, while the 

shorter  form, termed Bcl-XS, is a promoter  of apoptosis [33]. Hence, we analysed the ability  
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Figure 3. Protective effects of HSV-1 gD and CyPB against apoptosis in primary 
macrophages. (A-B) Flow cytometry analysis of staurosporin-induced apoptosis. 
Macrophages were either untreated or treated with HSV-1 gD or CyPB (both at 1 µg/mL) for 
8 h and subsequently exposed to staurosporin (0.5 µM) for 4 h. At the end of incubation, 
cells were stained with fluorescein-conjugated annexin-V (FL1) and PI (FL2) for flow 
cytometry analysis. (A) Representative dot-blots showing the distribution of viable (annexin-
V-/PI-), early apoptotic (annexin-V+/PI-), late apoptotic (annexin-V+/PI+) and necrotic 
(annexin-V-/PI+) cell populations. (B) Percentages of early apoptotic cells (annexin-V+/PI-). 
Values are means ± S.D. from five experiments conducted with macrophages from distinct 
donors. (C) Analysis of caspase-3 activation. Following incubation in the absence or 
presence of HSV-1 gD or CyPB, macrophages were exposed to staurosporin for 4 h, after 
which they were lysed. Caspase-3 activity was then measured in cell lysates by using the 
fluorescent Ac-DEVD-AMC substrate, as described in “Materials and Methods”. Data are 
expressed as fold increase in caspase-3 activity by comparison with cells cultured in the 
absence of staurosporin. Results are means ± S.D. of five independent experiments 
performed with cells isolated from distinct donors (***P < 0.001, significantly different when 
compared to cells exposed to staurosporin alone). 
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of HSV-1 gD and CyPB to modulate the expression of mRNA encoding Bcl-2, Bcl-XL and 

Bcl-XS in macrophages by using real-time RT-PCR (Figure 4). Time-course experiments 

revealed that the levels of Bcl-2 and Bcl-XL mRNAs were similarly increased in response to 

either HSV-1 gD or CyPB, with an expression peaking at 8 h post-stimulation. Concomitantly, 

the level of mRNA encoding Bcl-XS decreased in cells exposed to HSV-1 gD or CyPB. The 

inhibitory effect (∼50 %) was maximal at 8 h post-stimulation and was maintained over 24 h. 

Taken together, these results indicate that HSV-1 gD and CyPB are capable of regulating the 

balance between pro- and anti-apoptotic factors, which is consistent with the protective 

properties of these proteins against apoptosis.  

 

 

 
Figure 4. Modulation of the expression of apoptotic genes in primary macrophages. 
Macrophages were incubated in presence of HSV-1 gD or CyPB, both at 1 µg/mL. At the 
indicated times, cells were harvested and the expression of mRNA encoding Bcl-2, Bcl-XL 
and Bcl-XS was analysed by real-time RT-PCR. Relative transcript abundance was 
normalized to endogenous HPRT mRNA. Results are expressed as fold changes by 
comparison with non-stimulated cells. Values correspond to means ± S.D. of five 
independent experiments conducted with macrophages from distinct donors (*P < 0.05, **P 
< 0.01, significantly different when compared to unstimulated cells). 
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Silencing of the expression of 3-OST2 and HSV-1 gD receptors by RNA interference 

In order to decipher the underlying mechanisms responsible for the responses 

induced by HSV-1 gD and CyPB in macrophages, we used an approach based on RNA 

interference. We focused our interest on 3-OST2, HVEM and nectin-2, because of their 

higher expression when compared to other 3-OST isoenzymes and nectin-1. Treatment of 

macrophages with specific siRNA targeting 3-OST2, HVEM and nectin-2 (termed si-3-OST2, 

si-HVEM and si-nectin-2, respectively) resulted in a significant down-regulation of 

corresponding mRNA (Figures 5A). After 48 h of transfection, the inhibitory effects were at 75 

%, 72 % and 74 % respectively, when compared to the results obtained with control siRNA. 

Importantly, we checked that the levels of mRNA encoding 3-OST1, 3-OST3A and 3-OST3B 

were not modified in the presence of si-3-OST2. Similarly, si-HVEM and si-nectin-2 

significantly reduced the expression of their target mRNA, without any cross-reaction. The 

efficiency of each siRNA was then confirmed by analysing the production of 3-OST2, HVEM 

and nectin-2 in cell lysates by Western blot (Figure 5B). As expected, we found that the 

levels of expression of 3-OST2, HVEM and nectin-2 were considerably reduced in 

macrophages treated with specific siRNA for 48 h. In addition, no significant change in the 

expression of HVEM was observed in macrophages treated with siRNA targeting nectin-2 

and vice versa, thus validating the use of these siRNA for our next experiments. 

 

Identification of functional binding sites for HSV-1 gD and CyPB 

In order to know whether the signalling events induced by HSV-1 gD and CyPB are 

dependent on the interactions with HVEM, nectin-2 and/or 3-O-sulfated HS, we decided to 

analyse the activation of ERK1/2 and Akt in siRNA-treated macrophages (Figure 6). As 

expected, cell treatment with the negative control siRNA did not hamper the responses 

induced by either HSV-1 gD or CyPB. Both stimuli were still efficient to induce the 

phosphorylation of ERK1/2 and Akt in macrophages, with a maximal activation observed at 

30 min of stimulation. The same experiments were then reproduced with specific siRNAs. 

When compared to control cells, we found that silencing the expression of nectin-2 did not 

significantly alter the activation of ERK1/2 and Akt, thus indicating that this receptor was not 

involved in the responses induced by HSV-1 gD and CyPB. In contrast, down-regulation of 3-

OST2 strongly reduced the ability of both proteins to activate Akt and ERK1/2. These results 

were however expected, because of the requirement of 3-O-sulfated HS in the binding of 

HSV-1 gD and CyPB to responsive cells. When analysing the phosphorylation status of 

ERK1/2 and Akt in macrophages treated with si-HVEM, we found a similar inhibitory effect on 

the responses induced by both stimuli. Although the results obtained with HSV-1 gD were in 

agreement with the literature data, they were unexpected for CyPB. Indeed, HVEM has been 

well-described as a functional receptor for HSV-1 gD [18,34]. In contrast, we are the first to 
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demonstrate a functional interaction between HVEM and CyPB, which suggests that both 

proteins shared the same signalling receptor in macrophages. Collectively, these 

observations suggest that HSV-1 gD and CyPB probably interact with a signalling complex 

formed by the association of 3-O-sulfated HS and HVEM at the surface of macrophages. 
 

 

 
Figure 5. Down-regulation of the expression of nectin-2, HVEM or 3-OST2 by RNA 
interference. Synthetic siRNA (termed si-3-OST2, si-HVEM and si-nectin-2) were used to 
specifically inhibit the expression of 3-OST2, HVEM and nectin-2 in human macrophages. 
Following transfection of macrophages with si-3-OST2, si-HVEM and si-nectin-2, the 
expression of mRNAs encoding 3-OSTs, HVEM and nectin-2 was quantified by real-time 
RT-PCR (A). A negative control siRNA (si-control) was used to check for the specificity of 
silencing. Relative transcript abundance was normalized to HPRT mRNA. Data are means ± 
S.D. of five independent experiments conducted with macrophages from distinct donors 
(***P < 0.001, significantly different when compared to cells transfected with si-control). (B) 
The efficacy of siRNA to down-regulate the expression of 3-OST2, HVEM and nectin-2 was 
checked by Western blot. Parallel immunoblotting with anti-GAPDH confirmed equal loading 
of the samples. Representative results from three separate experiments are shown. 
  

Role of HVEM and 3-O-sulfated HS in the anti-apoptotic activity of HSV-1 gD and CyPB 

To gain evidence into the relationships between the responses induced by HSV-1 gD 

and CyPB in macrophages and the interactions of both proteins with 3-O-sulfated HS and 

HVEM, we  analysed the  anti-apoptotic  properties  of  both proteins  in siRNA-treated  cells.   
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Figure 6. Effect of silencing the expression of 3-OST2, HVEM and nectin-2 on HSV-1 
gD- and CyPB-induced signalling in macrophages. The contribution of 3-OST2 (as a 3-
O-sulfated HS generating enzyme) and of HVEM and nectin-2 to the activation of signalling 
pathways was evaluated by analysing the phosphorylation of Akt and ERK1/2 in siRNA-
transfected macrophages. Following treatment with siRNA for 48 h, cells were stimulated 
with HSV-1 gD or CyPB (both at 1 µg/mL) for various times, and the phosphorylation of 
ERK1/2 (P-ERK1/2) and Akt (P-Akt) was analysed by Western blot. Parallel immunoblotting 
with antibodies to Akt and ERK1/2 confirmed equal loading of samples. Data are 
representative of three independent experiments. The ratio of P-Akt / Akt and P-ERK1/2 / 
ERK1/2 were quantified and normalized to unstimulated cells. 
 

As expected, treatment of macrophages with negative control siRNA did not alter the 
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efficiency to reduce annexin-V binding (Figure 7A) and caspase-3 activation (Figure 7B) in 
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on the capability of HSV-1 gD and CyPB to inhibit staurosporin-induced apoptosis, which 

confirmed that the responses induced by both proteins were not dependent on the 
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Figure 7. Effects of silencing the expression of 3-OST2, HVEM and nectin-2 on the 
anti-apoptotic properties of HSV-1 gD and CyPB. The contribution of 3-OST2 (as a 3-O-
sulfated HS generating enzyme) and of HVEM and nectin-2 to the protective effect of HSV-1 
gD and CyPB was analysed by measuring staurosporin-induced apoptosis in siRNA-treated 
macrophages. Following treatment with siRNA for 48 h, cells were incubated or not with 
HSV-1 gD and CyPB (1 µg/mL) for 8 h, after which they were exposed to staurosporin (0.5 
µM) for 4 h. (A) The percentage of apoptotic cell population was evaluated by analysing the 
binding of fluorescein-conjugated annexin-V. Each bar of histogram represents mean ± S.D. 
of the rate of apoptotic cells (annexin-V+/PI-) obtained from five distinct experiments. (B) In 
parallel experiments, the activation of caspase-3 was analysed in siRNA-treated cells after 
exposure to staurosporin. Results are expressed as fold increase in caspase-3 activity by 
comparison with untreated cells and correspond to means ± S.D. from five independent 
experiments (**P < 0.01, significantly different when compared with the results obtained with 
staurosporin alone). (C) Variations in the expression of Bcl-2, Bcl-XL and Bcl-XS was 
analysed in siRNA-treated macrophages following incubation with HSV-1 gD or CyPB (1 
µg/mL) for 8 h. After extraction of total RNA and reverse transcription, the expression of 
mRNA encoding Bcl-2, Bcl-XL and Bcl-XS was analysed by real-time RT-PCR. Relative 
transcript abundance was normalized to HPRT mRNA. Results are expressed as fold 
changes by comparison with non-stimulated cells and correspond to means ± S.D. of three 
separate experiments (**P < 0.01, significantly different when compared to the results 
obtained with negative control siRNA). 

 

not significantly modify the expression of the genes encoding Bcl-2, Bcl-XL, Bcl-XS in 

response to both proteins. As previously shown in Figure 4, HSV-1 gD and CyPB were 

efficient to increase the mRNA levels of Bcl-2 and Bcl-XL, which was associated to a 

0 

10 

20 

30 

40 

50 

60 
A B 

0 

5 

10 

15 

20 

C
as

pa
se

 3
 a

ct
iv

ity
 

co
ntr

ol 

Stau
ros

po
rin

 

Stau
ros

po
rin

 

+ H
SV-1 

gD
 

Stau
ros

po
rin

 

+ C
yP

B 

A
po

pt
ot

ic
 c

el
ls

 (%
) 

** ** ** ** 

C 

0 

1 

2 

3 

4 

5 

si-
co

ntr
ol 

si-
ne

cti
n-2

 

si-
HVEM 

si-
3-O

ST2 

B
cl

-X
L 

ex
pr

es
si

on
  

(fo
ld

 c
ha

ng
es

 v
s 

co
nt

ro
l) 

** ** 

B
cl

-X
S

 e
xp

re
ss

io
n 

 
(fo

ld
 c

ha
ng

es
 v
s 

co
nt

ro
l) 

0 

0,2 

0,4 

0,6 

0,8 

1 

1,2 

1,4 

si-
co

ntr
ol 

si-
ne

cti
n-2

 

si-
HVEM 

si-
3-O

ST2 

si-control 

si-HVEM 

si-nectin-2 

si-3-OST2 

co
ntr

ol 

Stau
ros

po
rin

 

Stau
ros

po
rin

 

+ H
SV-1 

gD
 

Stau
ros

po
rin

 

+ C
yP

B 

B
cl

-2
 e

xp
re

ss
io

n 
 

(fo
ld

 c
ha

ng
es

 v
s 

co
nt

ro
l) 

0 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 

si-
co

ntr
ol 

si-
ne

cti
n-2

 

si-
HVEM 

si-
3-O

ST2 

HSV-1 gD 

CyPB 

** ** 

** ** 
** ** 

** ** 
** ** 

** 
** 

** ** 



	 69 

decrease in the expression of Bcl-XS. In contrast, cell treatment with si-HVEM or si-3-OST2 

maintained the mRNA levels of Bcl-2, Bcl-XL, Bcl-XS to basal level, confirming that silencing 

the expression of HVEM and 3-OST2 rendered macrophages unresponsive to the protective 

effect of HSV-1 gD and CyPB.  

In previous works, CyPB was reported to induce migration and integrin-mediated 

adhesion of T-lymphocytes and monocytes/macrophages, by a mechanism dependent on 

CD147 [19-21,35-37]. Thus, we analysed the anti-apoptotic responses triggered by CyPB 

and HSV-1 gD in macrophages that were pre-treated with siRNA targeting CD147. In our 

experiments, CD147 expression was reduced by less than 80 %, because stronger inhibition 

altered the viability of macrophages. We found that the protective effect of CyPB was not 

modified in si-CD147-treated cells. However, a plausible explanation might be that down-

regulation of CD147 expression was not sufficient to visualize an effect on the response of 

CyPB. Nevertheless, we found that HSV-1 gD was as efficient as CyPB to prevent 

staurosporin-induced apoptosis and to induce the expression of anti-apoptotic proteins in si-

CD147-treated cells (data not shown). Thus, both proteins retained their anti-apoptotic 

activity in si-CD147-treated cells, which suggests that CD147 is not involved in the anti-

apoptotic activity of CyPB. 

Taken together, these results support the idea that HSV-1 gD and CyPB shared the 

same protective activity in macrophages by interacting with a complex formed by the 

association of HVEM and 3-O-sulfated HS. 

 

Discussion 

Due to their high structural heterogeneity, HS are capable of interacting with 

numerous extracellular mediators, such as growth factors, morphogens, cytokines, 

chemokines, adhesion molecules or viral glycoproteins, for which they control bio availability 

and functions. Consequently, HS are involved in many physiological and pathological 

processes, including cellular proliferation, differentiation, adhesion, migration and viral 

infection [1-4]. The structural distinction in HS sequences is derived from enzymatic 

modifications during the maturation phase of the glycanic backbone in the Golgi apparatus. 

Although the reaction of 3-O-sulfation is catalysed by the largest family of HS 

sulfotransferases, it is the least abundant modification and to date, very few proteins have 

been described as ligands for 3-O-sulfated HS [10]. Among them, HSV-1 gD and CyPB have 

been the subject of numerous studies showing that their respective activities were dependent 

on the interactions with HS motifs containing a 3-O-sulfated GlcN residue [5-9,24]. In addition 

to controlling the critical step of membrane fusion between the virus and its target cells, HSV-

1 gD was also reported as the main signalling molecule within HSV-1 envelope to condition 
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host cells for viral replication. A soluble form of HSV-1 gD was as efficient as the viral particle 

to protect myeloid cells against apoptosis. Moreover, HSV-1 gD was capable of modulating 

the expression of apoptosis-related genes in primary fibroblasts, thus leading to an increase 

in cell survival [17,18,32]. On the other hand, we demonstrated that CyPB was effective in 

reducing pro-inflammatory response in human primary macrophages [27]. In this context, we 

decided to test the hypothesis that HSV-1 gD and CyPB could trigger common responses in 

monocyte-derived macrophages.  

First, we confirmed that exposure of primary macrophages to a soluble form of HSV-1 

gD led to the activation of NF-κB, Akt and ERK1/2 signalling molecules and to the protection 

against staurosporin-induced apoptosis. Previous studies reporting a protective effect of 

HSV-1 gD had been undertaken in U937 cells with anti-Fas antibody and staurosporin as 

apoptosis inducers [17,18]. However, primary macrophages are known to be resistant to 

Fas-induced apoptosis [31]. Thus, we decided to use staurosporin to obtain a full activation 

of pro-apoptotic pathways in monocyte-derived macrophages [30]. In our experimental 

model, the protective effects of HSV-1 gD were accompanied by up-regulation of genes 

encoding the anti-apoptotic Bcl-2 and Bcl-XL and concomitant decrease in the expression of 

pro-apoptotic Bcl-XS, which is consistent with previous results obtained in myeloid cells and 

fibroblasts. In parallel experiments, we found that CyPB triggered the same anti-apoptotic 

responses in macrophages. In our previous works, we had demonstrated that CyPB also 

triggered the activation of NF-κB, Akt and ERK1/2 in macrophages [27]. Hence, the current 

results extend our previous studies and demonstrate that, besides pro-migratory and anti-

inflammatory activities [19,27], CyPB may induce similar protective effects as HSV-1 gD 

against apoptosis in human macrophages.  

Following its attachment to the surface of target cells, HSV-1 entry is dependent on 

the fusion between the viral envelope and host cell membrane, a mechanism requiring the 

participation of HSV-1 gD. In addition to 3-O-sulfated HS, other cell surface binding sites for 

HSV-1 gD have been described, i.e. HVEM, nectin-1, nectin-2. The relative contribution of 

these diverse HSV-1 gD binding sites allows the virus to infect multiple target cells. As 

example, HSV-1 entry in fibroblasts and hematopoietic cells is critically dependent on 3-O-

sulfated HS, even though HVEM and nectin-2 are also present at the cell surface [5,12,13]. 

In contrast, nectin-1 is sufficient for HSV-1 entry within epithelial and neuronal cells [14-16]. 

We then analysed the expression of HSV-1 receptors and 3-O-sulfated HS generating 

enzymes in primary macrophages. We found that HVEM was the major receptor present in 

these cells, while nectin-2 was also detected but to a lower level of expression. In 

accordance with our previous results, we also confirmed that 3-OST2 is the main 3-OST 

isoenzyme expressed in macrophages [28]. In order to identify the way by which HSV-1 gD 

induced protective responses in macrophages, we used an approach based on RNA 
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interference. We found that silencing the expression of 3-OST2 strongly reduced the ability of 

HSV-1 gD and CyPB to induce the activation of Akt and ERK1/2 and to modulate the 

expression of Bcl-2, Bcl-XL and Bcl-XS. Moreover, the protective effect of both proteins 

against staurosporin-induced apoptosis was considerably altered. Thus, these results 

confirmed that the responses induced by HSV-1 gD and CyPB are dependent on the 

interactions with 3-O-sulfated HS. Given that 3-OST2 is highly expressed in primary 

macrophages, it is likely to contribute to the generation of the majority of 3-O-sulfated HS 

species. Notably, we demonstrated that surface binding of HSV-1 gD to macrophages was 

efficiently inhibited by an excess of CyPB. Thus, these results further support the idea that 3-

O-sulfated HS motifs with binding properties for HSV-1 gD and CyPB are probably the same. 

In parallel experiments, we found that silencing the expression of HVEM strongly reduced the 

responses induced by HSV-1 gD and CyPB in macrophages, while down-regulation of 

nectin-2 had no notable inhibitory effect. These results indicate that HVEM participates in the 

activation of signalling pathways induced by HSV-1 gD and contributes to its protective effect 

against apoptosis. However, it is important to note that HVEM and 3-O-sulfated HS have not 

redundant activities. Indeed, silencing the expression of 3-OST-2 was as efficient to obtain a 

full inhibition of the responses induced HSV-1 gD, indicating that the absence of 3-O-sulfated 

HS was not compensated by the presence of HVEM, and vice versa. Thus, these results 

suggest a model in which HSV-1 gD probably interact with a signalling complex formed by 

the association of 3-O-sulfated HS and HVEM at the surface of macrophages. Surprisingly, 

silencing the expression of HVEM also altered the responses induced by CyPB. These 

findings were unexpected, because HVEM was not described as a receptor for CyPB. On 

another hand, we and others reported that CyPB triggered the migration and adhesion of 

immune cells, via a mechanism involving CD147 [19,20,35,37]. This glycoprotein is 

expressed in many cell types and possesses a diverse range of functions, which rely on its 

ability to interact with a number of binding partners. It is widely expressed in human tumours 

and plays a central role in the progression of many cancers by regulating cell proliferation, 

apoptosis and migration [38]. Inhibitory agents targeting either CD147 or CyPB activity 

reduced the migration of immune cells, which indicates that CD147-CyPB interaction is 

mainly involved in the inflammatory response [19,36,37]. However, we did not observed any 

direct interaction with CyPB, suggesting that CD147 is rather a co-signalling molecule 

involved in the activation of migratory pathways. In particular, we demonstrated that it 

participates to the association of CD98 with β1 integrins, which was required to promote 

monocyte adhesion in response to CyPB [21,39]. In that context, we verified whether CD147 

could be also involved in the anti-apoptotic activity of CyPB. In our experiments, silencing the 

expression of CD147 did not significantly modify the protective effect of CyPB, which 

remained as efficient as HSV-1 gD to prevent staurosporin-induced apoptosis and to induce 
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the expression of anti-apoptotic proteins in macrophages. Thus, these results suggested that 

CD147 did not participate in the common anti-apoptotic activity of CyPB and HSV-1gD. 

Altogether, our findings demonstrate for the first time that HSV-1 gD and CyPB share the 

same anti-apoptotic activity by interacting with the same binding sites, i.e. HVEM and 3-O-

sulfated HS, at the surface of macrophages.  

In their recent work, Oh et al. reported that overexpressed CyPB decreased MPP+-

induced oxidative stress and inhibited the activation of pro-apoptotic molecules in SH-SY5Y 

neuroblastoma cells [40]. In a previous study, the same authors had showed that CyPB also 

protected PC12 cells from beta-amyloid-induced neurotoxicity in an in vitro Alzheimer 

disease model [41]. Collectively, these results suggested that CyPB could protect neuronal 

cells from apoptosis in some pathological disorders. In that context, the current work further 

supports the assumption that CyPB exhibits a protective activity, at least in cells of neuronal 

and myeloid lineages, and revealed that HSV-1 gD possibly shares the same anti-apoptotic 

properties by hijacking the receptors of CyPB. In addition to this protective activity, HSV-1 gD 

and CyPB were reported to trigger other common properties. Indeed, both of them exhibit 

anti-inflammatory activities. We showed that CyPB was capable to attenuate the responses 

of pro-inflammatory macrophages, via a mechanism dependent on the expression of Bcl-3 

(B-Cell Lymphoma-3) [27]. On the other hand, HSV-1 gD was described to mimic the 

interaction between HVEM and BTLA (B- and T-lymphocyte attenuator), the latter being a 

natural ligand of the receptor. Such an interaction induces a tolerogenic environment, which 

leads to alterations in the immune response [42]. Further investigations are needed to know 

whether the anti-inflammatory properties of HSV-1 gD and CyPB are also dependent on the 

interaction with HVEM and 3-O-sulfated HS, and to prove that the protective effect of CyPB 

is relevant in vivo. 

HSV-1 has been incriminated in the occurrence of corneal lesions and neurological 

damages in immuno-compromised individuals and neonates. Recurrent herpetic stromal 

keratitis may lead to severe vision impairments, making this infection as the main cause of 

induced blindness in developed countries. It is characterized by fibroblast proliferation and 

chronic inflammation, which is maintained by the recruitment and survival of activated 

macrophages at the site of the lesion [12,43]. The implication of 3-O-sulfated HS in the 

mechanisms controlling HSV-1 entry has been extensively studied and described to be 

specific of HSV-1 gD [5, 12, 44]. Here, we demonstrated that the interaction between HSV-1 

gD and 3-O-sulfated HS was also of critical importance for inducing survival signals in 

macrophages. Thus, our results provide new information on the mechanism by which HSV-1 

gD may participate to the persistence of inflamed macrophages in herpetic corneal lesions. 

Entry of HSV serotypes into cells depends on the interactions between multiple viral 

glycoproteins and host receptors. HSV-1 shares common receptors and pathways that are 
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also used by HSV-2. Thus, HVEM and nectin-1 are utilized by the gD glycoprotein of both 

viruses. Cell surface HS are also recognized by other viral glycoproteins, namely gB and gC. 

However, only HSV-1 gD is capable of specifically interacting with 3-O-sulfated HS. This 

unique property may explain the preferential tropism of HSV-1 for host cells that express high 

levels of certain 3-OSTs [11,44,45]. In previous work, we reported that M2 macrophages 

contained almost twice more HS than M1 macrophages, with a relatively higher sulfation 

rate. To gain information on these structural modifications upon macrophage polarization, we 

analysed the expression of HS sulfotransferases and we found that the most dramatic 

changes were observed in the expression of 3-OST isoenzymes. While 3-OST2 was highly 

expressed in M2 macrophages, it was replaced by 3-OST3B in M1 macrophages [28]. Both 

isoforms catalyse the same reaction of 3-O-sulfation in vitro and their ectopic expression in 

CHO cells allowed HSV-1 infection [5,8]. Thus, these results suggest that macrophages are 

capable of generating HS-binding sites for HSV-1 gD irrespective of their polarization status. 

However, we also demonstrated that 2-OST was more expressed in M2 than in M1 subtypes. 

Interestingly, type gD 3-OSTs preferentially modify GlcNS or GlcNH2 residues adjacent to an 

IdoUA2S residue [10], which indicates that M2 macrophages have the enzymatic machinery 

to produce more HS-binding sites for HSV-1 gD than M1 macrophages. Therefore, M2 

macrophages could be more responsive to the protective effect of HSV-1 gD, which may 

induce their accumulation in the herpetic lesion and maintain persistent infection. 

In this context, drugs targeting the interaction between the viral glycoprotein and 3-O-

sulfated HS may be helpful for the development of therapeutic agents for treating corneal 

inflammation. Potential drugs may mimic HS oligosaccharides, and a growing interest has 

focused on the use of recombinant sulfotransferases to synthesize HS-derived molecules 

with therapeutic application [46]. As example, using a 3-O-sulfated heparin octasaccharide 

was effective to inhibit HSV-1 infection by blocking viral entry [47]. On the other hand, 

blocking the protein-binding domains of HS chains with synthetic peptides may be also a 

valuable approach to inhibit the interaction with HSV-1. In this way, Tiwari et al. identified 

anti-HSV-1 agents in two groups of peptides showing either alternating (G1) or clustered 

(G2) positive charges [48]. Interestingly, G2 peptide isolated against 3-O-sulfated HS was 

found to display wider ability to inhibit HSV-1 entry. In previous works, we demonstrated that 

the interaction between HS and CyPB involved the N-terminal extension of the protein, which 

is unique among the members of the cyclophilin family. This positively charged peptide 

contains two amino acid clusters, i.e. 14YFD16 and 3KKK5, which are spatially arranged so that 

they act synergistically to form a binding site for an HS octasaccharide [22,49]. On the 

assumption that both proteins interact with the same 3-O-sulfated HS motif, a synthetic 

peptide mimicking the N-terminal extension of CyPB may be effective to specifically inhibit 
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the responses triggered by HSV-1 gD in primary macrophages. This possibility is currently 

under investigation in our laboratory. 

 

Materials and methods 

Materials 

Recombinant HSV-1 gD protein was purchased from Fitzgerald (Acton, MA, USA). 

Recombinant human CyPB was produced in Escherichia coli. Following purification, the 

protein was detoxified on Detoxi-gel Endotoxin Removing Gel (Thermo Scientific, Waltham, 

MA, USA) as described in Marcant et al. [26]. The efficacy of LPS removal was checked by 

using a cell-based assay with HEK-BlueTM-hTLR4 cell line (Invivogen, Toulouse, France). 

Mouse antibodies to ERK1/2 and to nectin-2 and goat antibody to HVEM were purchased 

from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). Rabbit antibody to 3-OST2 was from Thermo 

Scientific. Rabbit antibodies to phosphorylated ERK1/2 and to phosphorylated Akt, mouse 

antibody to Akt and horseradish peroxidase (HRP)-conjugated anti-rabbit and anti-mouse 

antibodies were from Cell Signaling Technology (Danves, MA, USA). 

 

Preparation of human monocyte-derived macrophages  

Human citrated venous blood samples were obtained from the local blood transfusion 

center (Lille, France). Following isolation of peripheral blood mononuclear cells by density 

centrifugation on Lymphoprep (Eurobio-AbCys, Courtaboeuf, France), monocytes were 

purified with magnetic beads coupled to CD14, according to the instructions of the 

manufacturer (BD Biosciences, San Jose, CA, USA). Purity of the cell population was 

assessed by FACS and found >95%. Macrophages were then obtained by incubating freshly 

isolated monocytes (1×106 cells/mL) for 5 days in RPMI 1640 medium (Lonza, Basel, 

Switzerland) supplemented with 10% (v/v) heat-inactivated foetal calf serum and 10 ng/ml of 

M-CSF (Peprotech, Rocky Hill City, NJ, USA). The experiments were undertaken with the 

understanding and written consent of each subject (EFS, NT/18/2015/092). The study 

methodologies conformed to the standards set by the Declaration of Helsinki and were 

approved by the local ethics committee (French research ministry, DC-2008-242). 

 

RNA isolation and real-time RT-PCR 

Total RNA was isolated from 1×106 cells using the NucleoSpin RNA II kit, according 

to the instructions of the manufacturer (Macherey-Nagel, Düren, Germany). Reverse 

transcription was performed from 1 µg of total RNA by using the Maxima First Strand cDNA 

Synthesis Kit for RT-qPCR (Thermo Scientific). Synthetic primers for 3-OSTs were described 

in Martinez et al. [27]. Synthetic primers for HVEM, nectin-2, Bcl-2, Bcl-XL and Bcl-XS were 
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designed by using Primer-Blast (NCBI) according to published sequences: HVEM 

(NM_003820.3), 5’-GTGTGGTGTTTAGTGGATAC-3’ (forward) and 5’-

ACAAATAGAAAACAGGAGCC-3’ (reverse); nectin-1 (NM_002855.4), 5’-

CATCGTCAACTACCACAT-3’ (forward) and 5’-CCTCAATGGTTACCTCAG-3’ (reverse); 

nectin-2 (NM_002856.2), 5’- ATGAGAGCTTCGAGGAAC-3’ (forward) and 5’-

CGGAGATGGACACTTCAG-3’ (reverse); Bcl-2 (NM_000633.2), 5’-

GGATGCCTTTGTGGAACTGT-3’ (forward) and 5’-AGCCTGCAATTTTGTTTCAT-3’ 

(reverse); Bcl-XL (NM_138578.1), 5’-TGAACAGGTAGTGAATGAAC-3’ (forward) and 5’-

TCTCCTTGTCTACGCTTT-3’ (reverse), and Bcl-XS (NM_001191.2), 5’-

CAGAGCTTTGAACAGGATAC-3’ (forward) and 5’-GGTAGAGTGGATGGTCAG-3’ (reverse) 

(Eurogentec, Seraing, Belgium). Specificity of the primers was checked by semi-quantitative 

RT-PCR on a 2.5 % (w/v) agarose gel. All of them amplified only one fragment of expected 

size, for which the sequence was confirmed (GATC Biotech, Constance, Germany). Real-

time PCR amplifications were performed using an Mx3000P Multiplex Quantitative PCR 

system (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA). The transcript of HPRT was used as 

a control to normalize the expression of the genes of interest. Each reaction of PCR 

consisted of 25 µL containing 2 µL of diluted cDNA sample (1:4), 12.5 µL of Maxima SYBR 

Green qPCR Master Mix (Thermo Scientific), 1 µL of forward primer (15 µM), 1 µL of reverse 

primer (15 µM) and 8.5 µL of water. It also included a non-template negative control to check 

for primer dimers. The conditions of PCR were as follows: 1 cycle of denaturation at 95°C for 

10 min, followed by 40 cycles of 30 s at 95°C, 30 s at specific temperature of annealing 

(60°C for all primer pairs) and 30 s at 72°C. The fluorescence data were measured at the 

end of each cycle. A melting curve (55-95°C at 1°C interval) was constructed for each primer 

pair to check for the presence of one gene-specific peak. The amplification efficiency of each 

primer pair was performed on serial dilutions of cDNA. Triplicate PCR reactions were 

prepared for each sample. The point at which the PCR product was first detected above a 

fixed threshold, termed cycle threshold (Ct), was determined for each sample, and the 

average Ct of triplicate samples was used for further analysis. The relative quantification of 

transcripts was calculated as described previously [50].  

 

Measurement of apoptosis 

Following treatment of macrophages with recombinant HSV-1 gD or CyPB (both at 1 

µg/mL) for 8 h, apoptosis was induced by the addition of 0.5 µM staurosporin (Merck 

Millipore, Darmstadt, Germany) for 4 h. For apoptosis analysis, macrophages (2×105 cells 

per point) were stained with annexin-V and propidium iodide (PI), using the Annexin-V 

Apoptosis Detection Kit I (BD Biosciences) according to the manufacturer’s instructions. 

Briefly, cells were harvested, rapidly washed with phosphate buffer (PBS: 20 mM Na 
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phosphate, 150 mM NaCl, pH 7.2) and incubated in staining buffer in the presence of 

fluorescent annexin-V and PI for 15 min at room temperature. Cell staining was visualized by 

flow cytometry using a FACSCalibur instrument and analysed with CellQuest software (BD 

Biosciences), which allowed assignment of cells in viable (annexin-V−/PI−), early apoptotic 

(annexin-V+/PI−), late apoptotic (annexin-V+/PI+) and necrotic (annexin-V−/PI+) populations. 

Activation of caspase-3 was also evaluated by using the caspase-3 assay fluorimetric kit 

(Sigma-Aldrich), according to manufacturer’s instructions. For each experimental condition, 

2.5×105 cells were lysed overnight at -80°C and the enzymatic activity of caspase-3 was 

measured thereafter by incubation of cell lysates with Ac-DEVD-AMC substrate. Specificity of 

the reaction was checked by the addition of Ac-DEVD-CHO caspase-3 inhibitor. After 60 min 

of incubation at 37°C, release of AMC product was monitored at 405 nm by using a 

fluorimeter microplate reader. Values of absorbance were converted in caspase-3 activity by 

using an AMC standard curve and expressed in nanomoles of AMC released per min and 

per mL of cell lysate. 

 

Western Immunoblotting 

Human macrophages (1×106/point) were lysed in 75 µL lysis buffer (50 mM Tris-HCl, 

150 mM NaCl, 1% Triton X-100, pH 8.0), supplemented with 1 mM Na orthovanadate, 10 

mM sodium fluoride and protease inhibitor mixture (Roche Diagnostics, Meylan, France) for 3 

h at 4°C. The lysates were clarified by centrifugation at 10,000 g for 30 min at 4°C, mixed 

with Laemmli buffer and boiled for 10 min. Proteins were separated by SDS-PAGE (10 %, 

w/v) and transferred onto nitrocellulose membrane (Amersham, Uppsala, Sweden). The 

membrane was blocked for 1 h at room temperature in 20 mM Tris-HCl, pH 7.6, 150 mM 

NaCl (TBS) supplemented with 0.05 % (v/v) Tween-20 and 5 % (w/v) nonfat dry milk, and 

thereafter probed overnight with primary antibodies (1/3000) in TBS supplemented with 5 % 

(w/v) nonfat dry milk. After washing, immunostaining was achieved using HRP-conjugated 

secondary antibodies (1:10,000) and ECL detection (Amersham). Quantification of 

immunostaining intensity was performed by using Image J software. 

 

RNA interference 

Synthetic small interfering RNA (siRNA) duplexes with symmetric 3’ deoxythymidine 

overhangs were used to carry out RNA interference. Macrophages were plated at a density 

of 1×106 cells per well and transfected with siRNA (60 pmoles per well) using INTERFERin 

(Polyplus, Illkirch, France), according to the manufacturer’s recommendations. The following 

siRNA sequences were designed (Sigma-Aldrich) and tested for their efficiency to silence the 

expression of HVEM, nectin-2, 3-OST2 and CD147: si-HVEM, 5’-

GCGAAGGUCUCACGAGGUCdTdT-3’; si-nectin-2, 5’-GUCACGGUCACCUGCAAAGdTdT-
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3’; si-3-OST2, 5'-CGGACAAGCACUUCUAUUUdTdT-3’; si-CD147, 5’-

GGUUCUUCGUGAGUUCCUCdTdT-3’. A control siRNA duplex (MISSION®, Sigma) was 

used as negative control. 

 

Immunofluorescence staining  

Following differentiation, macrophages were seeded on glass coverslips, washed 

once with PBS and fixed with 4 % paraformaldehyde in 0.1 M sodium phosphate buffer (pH 

7.2) for 30 min at room temperature. Coverslips were then washed three times with PBS, 

once with 1.5 M NaCl and then with PBS containing 0.1 % saponin. Following blocking in 

PBS containing 0.5 % BSA and 0.1 % saponin, fixed cells were incubated in the presence of 

10 µg/mL of recombinant His-tagged HSV-1 gD (250 nM) (Antibodies-online, Aachen, 

Germany) in the same buffer, with or without CyPB. After 1 h of incubation at 4°C, HSV-1 gD 

binding was fluorescently detected by an Alexa 488-conjugated anti-His-tag antibody (1:100, 

Qiagen) in blocking buffer. Cells were also stained with 500 ng/mL DAPI (Sigma-Aldrich) for 

10 min to visualize cell nuclei. Immunostaining was detected with an inverted Zeiss LSM 780 

microscope (Oberkochen, Germany) with a 63x oil immersion lens at room temperature. 

Data were collected using the Zeiss Zen Pro 2.1 software and processed with Image J 

software. 

 

Statistical analysis 

Results are representative of at least three independent experiments conducted with 

human macrophages obtained from distinct donors. Statistical significance between the 

different values was analysed by Student’s t-test, with a threshold of P < 0.05 considered as 

significant. 
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4. Discussion 

Grâce à leur capacité d’interaction avec de nombreux ligands protéiques, les HS jouent 

un rôle important dans de nombreux processus physiologiques et pathologiques. La diversité 

structurale des HS est due à une cascade de modifications enzymatiques réalisées au cours 

de la phase de maturation. La dernière étape de ce processus est la 3-O-sulfatation des 

résidus de GlcN, qui est réalisée par les 3-OSTs (Esko and Lindhal. 2001 ; Esko and 

Selleck. 2002 ; Mochizuki et al., 2008). Même si cette réaction peut être catalysée par sept 

isoenzymes chez l’Homme, elle n’en demeure pas moins la modification la plus rare des HS, 

et peu de ligands des héparanes 3-O-sulfatés ont été décrits à ce jour (Thacker et al., 2014). 

Parmi ces ligands, la protéine gD du virus HSV-1 et la CyPB ont fait l’objet de nombreuses 

études, qui ont démontré que leurs activités sont dépendantes des héparanes 3-O-sulfatés 

(Shukla et al., 1999 ; Vanpouille et al., 2007 ; Deligny et al., 2010). L’interaction entre la 

protéine gD et ses différents récepteurs est nécessaire à la fusion membranaire entre le 

virus et ses cellules cibles, ce qui est une étape cruciale dans le processus infectieux. En 

complément, la protéine gD apparaît être la principale protéine de l’enveloppe de HSV-1 

impliquée dans l’activation de voies annexes par le virus. Ainsi, une forme soluble de la 

protéine gD est aussi efficace que la particule virale pour protéger les cellules myéloïdes 

U937 contre l’apoptose (Medici et al., 2003 ; Sciortino et al., 2008). La protéine gD est 

également capable de moduler l’expression de gènes impliqués dans les processus anti-

apoptotiques dans des fibroblastes primaires, ce qui entraine une augmentation de la survie 

cellulaire (MacLeod and Minson. 2010). Des travaux réalisés au Laboratoire ont démontré 

que la CyPB est en capacité d’atténuer les réponses pro-inflammatoires des macrophages 

primaires (Marcant et al., 2012). Dans ce contexte, nous avons souhaité vérifier si la protéine 

gD et la CyPB pouvaient partager les mêmes réponses cellulaires dans les macrophages 

dérivés des monocytes du sang. 

Dans un premier temps, nous avons confirmé que la protéine gD recombinante induit 

l’activation des voies de signalisation NF-κB, PI3-K/Akt et Erk/MAPK et protège les 

macrophages primaires contre l’apoptose induite par la staurosporine. Nous avons 

également observé une augmentation de l’expression des gènes anti-apoptotiques Bcl-2 et 

Bcl-XL, ainsi qu’une diminution de l’expression du gène pro-apoptotique Bcl-XS, ce qui est 

en accord avec les résultats obtenus précédemment. En parallèle, nous avons démontré que 

la CyPB est capable d’induire les mêmes réponses anti-apoptotiques dans les macrophages. 

Les travaux précédents du Laboratoire avaient démontré une activation des voies de 

signalisation NF-κB, PI3-K/Akt et Erk/MAPK dans les macrophages stimulés par la CyPB 

(Marcant et al., 2012). Cette étude nous a permis d’élargir nos connaissances sur les 

propriétés de la CyPB. Ainsi, en plus de ses activités régulatrices dans un contexte 
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inflammatoire, nos résultats indiquent que la CyPB induit les mêmes réponses anti-

apoptotiques que la protéine gD dans les macrophages. 

Le virus HSV-1 peut infecter ses cellules cibles via des interactions avec diverses 

molécules membranaires, telles que les nectines-1 et -2, HVEM et les héparanes 3-O-

sulfatés. En raison de ce large choix, HSV-1 possède un tropisme d’infection très large avec 

une importance relative des différents récepteurs selon le type cellulaire. Ainsi, la nectine-1 

est suffisante pour l’infection des cellules épithéliales et neuronales (Tiwari et al., 2008 ; 

Shukla et al., 2012). A l’inverse, les héparanes 3-O-sulfatés sont requis pour l’infection des 

cellules n’exprimant pas ou peu la nectine-1, telles que les cellules myéloïdes et les 

fibroblastes (Shukla et al., 1999 ; Tiwari et al., 2006 ; Choudhary et al., 2011).  

Nous avons alors analysé les profils d’expression des différentes 3-OSTs et des 

récepteurs de la protéine gD dans les macrophages primaires. Nous avons observé que 

HVEM est fortement exprimé dans ces cellules, alors que la nectine-2 est présente à un taux 

très faible. En accord avec nos précédents résultats (Martinez et al., 2015), nous avons 

confirmé que la 3-OST2 est très largement exprimée dans les macrophages, ce qui suggère 

que la 3-OST2 soit à l’origine de la génération de la plupart des motifs HS 3-O-sulfatés 

présents à la surface des macrophages.  

Afin d’identifier les mécanismes responsables des réponses anti-apoptotiques induites 

par protéine gD, nous avons décidé d’utiliser une approche par ARN interférence. 

L’invalidation de la 3-OST2 dans les macrophages réduit considérablement  les 

capacités de la protéine gD et de la CyPB à activer les voies de signalisation PI3-K/Akt et 

Erk/MAPK et à moduler l’expression de Bcl-2, Bcl-XL et Bcl-XS. De plus, l’effet protecteur des 

deux protéines contre l’apoptose induite par la staurosporine est considérablement réduit. Ces 

résultats indiquent que les réponses médiées par la protéine gD et la CyPB sont dépendantes 

de l’interaction avec des héparanes 3-O-sulfatés. En outre, nous avons montré que la fixation 

de la protéine gD à la surface des macrophages est fortement inhibée en présence d’un excès 

de CyPB. Cette observation suggère que les héparanes 3-O-sulfatés nécessaires à la fixation 

des deux protéines sont probablement les mêmes. 

En parallèle, nous avons montré que l’invalidation de HVEM réduit considérablement les 

réponses anti-apoptotiques induites par la protéine gD et par la CyPB dans les macrophages, 

alors que celle de la nectine-2 n’a pas d’effet notable. Ces résultats indiquent que HVEM 

participe à l’activation des voies de signalisation induites par la protéine gD et contribue à ses 

propriétés anti-apoptotiques. De plus, nos données révèlent que HVEM et les héparanes 3-O-

sulfatés ne possèdent pas d’activités redondantes. En effet, l’absence de 3-O-sulfatation des 

HS est suffisante pour inhiber l’activité de la protéine gD malgré l’expression de HVEM. A 

l’inverse, les héparanes 3-O-sulfatés ne peuvent pas compenser l’absence de HVEM. Ces 

observations suggèrent un modèle dans lequel la protéine gD interagit avec un complexe de 
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signalisation, formé par HVEM et les héparanes 3-O-sulfatés à la surface des macrophages. 

De manière surprenante, l’invalidation de HVEM inhibe également les réponses induites par la 

CyPB. Ce résultat était inattendu puisque HVEM n’a jamais été décrit pour être un récepteur 

fonctionnel de la CyPB. Par contre, nous avons vérifié que le CD147, initialement décrit 

comme un co-récepteur de la CyPB impliqué dans ses propriétés pro-migratoires (Allain et al., 

2002), n’est pas nécessaire pour induire une réponse anti-apoptotique. Dans leur ensemble, 

nos résultats démontrent, pour la première fois, que la protéine gD du virus HSV-1 et la CyPB 

partagent les mêmes propriétés protectrices en interagissant avec des sites de fixation 

communs à la surface des macrophages. 

En plus de leur activité anti-apoptotique, la protéine gD et la CyPB ont toutes les deux 

été décrites pour posséder des propriétés anti-inflammatoires. Une précédente étude menée 

au Laboratoire a démontré que la CyPB est capable d’atténuer les réponses pro-

inflammatoires des macrophages, via un mécanisme dépendant de l’expression de Bcl-3 

(Marcant et al., 2012). Quant à la protéine gD, elle interagit avec HVEM au niveau du même 

site de fixation que son ligand naturel BTLA (B- and T-lymphocyte attenuator). Ainsi, le virus 

détourne le phénomène de tolérance induit par l’interaction entre HVEM et BTLA, ce qui va 

réduire la réponse immunitaire de l’hôte (Murphy et al., 2006). Il serait donc intéressant de 

vérifier si les héparanes 3-O-sulfatés coopèrent également avec HVEM dans les mécanismes 

d’échappement à la réponse immunitaire induits par la protéine gD. 

 Le virus HSV-1 peut être à l’origine de complications neurologiques et oculaires chez 

les nourrissons et les individus immunodéprimés. Les kératites herpétiques oculaires sont la 

cause principale de cécité dans les pays développés. Elles sont dues à une prolifération des 

fibroblastes et un état inflammatoire chronique, qui est maintenu par le recrutement et la 

survie des macrophages activés au niveau de la lésion (Kaye and Choudhary. 2006 ; Tiwari 

et al., 2006). Outre leur implication dans le processus d’entrée du virus (Shukla et al., 1999 ; 

Tiwari et al., 2006 ; Akhtar and Shukla. 2009), nos résultats montrent que les héparanes 3-

O-sulfatés sont également nécessaires à la protéine gD pour induire des signaux anti-

apoptotiques dans les macrophages. Ainsi, cette étude permet de mieux comprendre 

l’implication de la protéine gD du virus HSV-1 dans le maintien de l’état inflammatoire 

chronique des macrophages lors des kératites herpétiques oculaires. 

En raison de leur rôle dans les processus d’entrée du virus et de protection contre 

l’apoptose, les héparanes 3-O-sulfatés représentent une cible thérapeutique intéressante.  

Dans ce contexte, Copeland et al. (2008) ont utilisé des oligosaccharides d’héparine 3-O-

sulfatés pour bloquer avec succès l’entrée du virus dans des fibroblastes de cornée. Une autre 

étude réalisée in vivo a montré que des peptides basiques capables de bloquer l’interaction 

entre les héparanes 3-O-sulfatés et la protéine gD réduit efficacement les atteintes oculaires. 

Dans cette étude, deux groupes de peptides possédant des résidus d’acides aminés basiques 
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positionnés soit de manière alternée (G1) ou regroupée (G2) ont été synthétisés. De manière 

intéressante, les peptides G2 se sont révélés être plus efficaces pour inhiber l’entrée du virus 

que des oligosaccharides 3-O-sulfatés (Tiwari et al., 2011). De précédentes études menées au 

Laboratoire ont démontré que le domaine de fixation aux héparanes 3-O-sulfatés est situé au 

niveau de l’extrémité N-terminale de la CyPB, qui est spécifique de cette protéine au sein de la 

famille des cyclophilines (Carpentier et al., 1999 ; Vanpouille et al., 2007). Ce domaine  

contient deux clusters d’acides aminés (14YFD16 and 3KKK5) directement impliqués dans la 

fixation d’un motif HS octasaccharidique. Dans l’hypothèse où la protéine gD utilise les 

récepteurs de la CyPB pour induire la même réponse anti-apoptotique, un peptide 

synthétique mimant l’extrémité N-terminale de la protéine pourrait être efficace pour inhiber 

spécifiquement les réponses induites par HSV-1 dans les macrophages primaires. 
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Partie 2: Etude des variations d’expression des 3-OST2 et 
3-OST3B dans les monocytes/macrophages 

1. Les macrophages: acteurs importants de la réponse immunitaire 

Les macrophages jouent un rôle important dans les réponses immunitaires innées et 

adaptatives et participent au maintien de l’homéostasie tissulaire. Leurs fonctions furent 

longtemps réduites à la clairance et à l'élimination d'agents pathogènes, mais elles s'avèrent 

beaucoup plus complexes. En effet, les macrophages ne sont pas simplement des cellules 

douées d'une activité phagocytaire mais assurent aussi de nombreuses autres fonctions, 

leur permettant de participer d'une part à l'élimination d'agents pathogènes mais également 

au processus de réparation tissulaire et de régulation de l'inflammation. 

1.1 La polarisation des macrophages 

En raison de leur grande plasticité, les macrophages peuvent adapter leurs fonctions 

selon l’environnement tissulaire. En présence de ligands des TLRs et d’IFN-γ, ils subissent 

une activation "classique" de type M1, qui se caractérise par une capacité microbicide élevée 

et la sécrétion de facteurs pro-inflammatoires. En revanche, en présence d'IL-4 et d'IL-13, ils 

sont dirigés vers une polarisation "alternative" de type M2. Les macrophages M2 jouent un 

rôle dans la réparation tissulaire et la résolution de l'inflammation, mais ils ont également été 

identifiés dans de nombreuses pathologies, telles que les allergies, l'athérosclérose et de 

nombreux cancers (Mantovani and Sica, 2010). Toutefois, la classification M1/M2 est 

réductrice puisqu’il est maintenant admis qu’il existe in vivo un grand nombre d’états 

intermédiaires, possédant des fonctions différentes. 

La polarisation des macrophages entraine de nombreux changements à la fois au 

niveau de l’expression de récepteurs membranaires modulant les réponses immunitaires et 

dans la sécrétion de cytokines (Tableau 8). Ainsi les macrophages M1 expriment fortement 

des récepteurs impliqués dans la présentation des antigènes alors que les macrophages M2 

surexpriment des récepteurs possédant des propriétés anti-inflammatoires et des fonctions 

dans le remodelage tissulaire (Martinez et al., 2006). 

Tableau 8: Exemples de molécules exprimées par les macrophages M1/M2 

 Macrophages M1 Macrophages M2 

Récepteurs membranaires CMH-II, CD80, CD86 DC-SIGN, MRC1 

Cytokines TNF-α, IL-1β, IL-6, IL-12 IL-10, TGF-β 

Chimiokines CXCL10, CCL2 CCL18, CCL22 
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1.2 Mécanismes moléculaires régulant la polarisation des macrophages 

Les différences d’expression observées entre les différents types de macrophages 

nécessitent la mise en place d’importants mécanismes de régulation. Ainsi, il a été démontré 

que l’expression des récepteurs membranaires et la sécrétion des cytokines sont finement 

régulées par des mécanismes transcriptionnels, épigénétiques et post-transcriptionnels 

(Ivashkiv, 2013; Molawi and Sieweke, 2013; Tugal et al., 2013). Les voies de signalisation 

cellulaires activées par les stimuli de polarisation entrainent la modulation de l’expression 

et/ou de l’activation d’un grand nombre de facteurs de transcription (Tableau 9).  

Tableau 9: Facteurs de transcription impliqués dans la polarisation des macrophages 

Nom Rôle 

Facteurs de transcription inducteurs de la polarisation M1 

NF-κB Activé par les stimuli pro-inflammatoires 

STATs STAT1 : activé par l’IFN-γ ;  favorise la transcription de iNOS et de l’IL-12 
STAT1/2 : activés par les IFNs de type I et les agonistes des TLRs 

AP-1 Activé par les stimuli pro-inflammatoires ; induit la transcription de cytokines  
pro-inflammatoires (IL-1β, TNF-α) 

IRFs 
IRF3 : activé par les agonistes des TLRs ; induit la transcription de l’IFN-β 
IRF5 : induit la transcription de l’IL-12   
IRF9 : activé par l’IFN-β ; interagit avec STAT2   

HIFs HIF-1α : induit par NF-κB ; régule de l’activité de iNOS  

Facteurs de transcription inducteurs de la polarisation M2 

STAT STAT6 : activé par l’IL-4 et l’IL-13 ; induit la transcription du facteur de 
transcription KLF4 et des récepteurs nucléaires PPARs 

IRFs IRF4 : activé par des agents parasitaires et fongiques 

HIFs HIF-2α : inhibe la production de NO  

PPARs 
PPAR-γ : associé au complexe répresseur NCoR ; bloque l’activité 
transcriptionnelle des facteurs STATs, NFκB et AP-1 
PPAR-δ : induit par la voie IL-4/STAT6  

KLFs KLF4 : induit par IL-4 ; favorise la transcription du gène Arg1  

GRs Inhibent la signalisation induite par NF-κB et AP-1 

AP-1: Activated protein-1; Arg1: Arginase 1; GR: Glucocorticoid receptor; HIF: Hypoxia inducible 
factor; IFN: Interféron ; IRF: IFN-recognition factor ; KLF: Krüppel-like factor; NF-κB: Nuclear factor of  
κB ; PPAR: Peroxisome proliferator-activated receptor ; STAT: Signal transducer and activator of 
transcription ; TLR: Toll-like receptor ; TNF: Tumor necrosis factor. D’après Tugal et al., 2013. 

 Les microARNs (miRNAs) sont de petits ARN non codants capables de moduler 

l’expression génique au niveau post-transciptionnel. La régulation des réponses 

inflammatoires et immunitaires par des miRNAs connaît un intérêt grandissant. En outre, les 
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différentes études menées démontrent que les miRNAs possèdent des profils d’expression 

dépendants du type cellulaire et de l’environnement. Ainsi, les différents stimuli de 

polarisation affectent l’expression de nombreux miRNAs, ce qui entraine des variations 

d’expression génique au sein des deux types de macrophages (Tableau 10). 

Tableau 10: microARNs impliqués dans la polarisation des macrophages 

micro ARN Cible Effets observés 

miR-9 NF-κB Activé par le LPS ; impliqué dans le rétrocontrôle négatif de 
la signalisation induite par le TLR4 

miR-21 PDCD4 
Activé par le LPS ;  inhibe la sécrétion d’IL-6 et induit la 
sécrétion d’IL-10 impliqué dans le rétrocontrôle négatif de la 
signalisation induite par le TLR4 

miR-27b PPAR- γ Inhibe l’expression de PPAR-γ ; active les réponses induites 
par le LPS 

miR-105 TLR2 Inhibe l’expression et les réponses induites par le TLR2 

miR-106a IL-10 Inhibe la sécrétion d’IL-10 

miR-187 TNF-α ; IL-6 ;  
IL-12 

Activé par l’IL-10 ; inhibe la sécrétion de TNF-α, d’IL-6 et 
d’IL-12 

miR-378-3p Arg1 Activé par l’IL-4 ; inhibe l’expression de Arg1 ; impliqué dans 
le rétrocontrôle négatif de la signalisation induite par l’IL-4 

miR-511-3p Rock2 
Activé par l’IL-4 ; augmente l’expression de Rock2 ; 
impliqué dans le rétrocontrôle négatif de la signalisation 
induite par l’IL-4 

Arg1: Arginase 1; NF-κB: Nuclear factor κB; PDCD4: Programmed Cell Death 4; PPAR: Peroxisome 
proliferator-activated receptor; Rock2: Rho-associated coiled-coil kinase 2; TLR: Toll-like receptor; 
TNF: Tumor necrosis factor. D’après Liu et al., 2013; Squadrito et al., 2013. 

Les mécanismes épigénétiques régulant la polarisation des macrophages incluent 

des phénomènes de remodelages de la chromatine par modification des protéines se liant à 

l’ADN (phosphorylation, méthylation et/ou acétylation), ainsi que par méthylation d’ilots CpG 

situés sur certains gènes. Par exemple, il a été démontré que l’inhibition des HDACs 

(Histone Deacetylases) réduit considérablement la sécrétion de TNF-α et d’IL-6 induite par le 

LPS et l’IFN-γ (Van den Bossche et al., 2014a). Lors de la polarisation M2, l’expression de 

l’histone déméthylase JMJD3 est augmentée par la voie IL-4/STAT6 (Ishii et al., 2009). Les 

auteurs suggèrent que la modification des histones catalysée par JMJD3 faciliterait 

l’expression de facteurs de transcription entrainant la polarisation M2, tels que IRF4, mais 

également la transcription de gènes nécessaires à leur fonction, par exemple le gène Arg1 

codant pour l’arginase-1 (Mullican et al., 2011). 
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1.3 Régulation des voies métaboliques des macrophages M1/M2 

Les différents mécanismes de régulation mentionnés ci-dessus sont à l’origine des 

nombreux changements phénotypiques des macrophages, mais ils vont également 

influencer le fonctionnement de nombreuses voies métaboliques. Les macrophages 

polarisés montrent une régulation différente des métabolismes du fer, du glucose, des 

lipides, de certains acides aminés ou encore du glutathion. Concernant le métabolisme du 

fer, les macrophages M1 ont tendance à séquestrer le fer par une expression forte de la 

ferritine, ce qui favorise leur activité bactériostatique et anti-tumorale. A l’inverse, l’export de 

fer est favorisé dans les macrophages M2, puisqu’ils expriment fortement la ferroportine et le 

récepteur CD163, ce qui favorise les mécanismes de remodelage tissulaire et de tolérance 

immunitaire (Cairo et al., 2011). Les macrophages polarisés régulent également 

différemment leur métabolisme énergétique. Ainsi, les macrophages M1 favorisent la voie 

anaérobie de la glycolyse, en exprimant de manière préférentielle l’isoforme uPFK2 

(ubiquitous 6-Phophofructo-2-Kinase 2) qui est beaucoup plus active que L-PFK2 (Liver 6-

Phophofructo-2-Kinase 2), ce qui maintient une concentration importante en fructose-2,6-

diposphate (Rodríguez-Prados et al., 2010). En revanche, les macrophages M2 préfèrent 

l’oxydation des acides gras, ce qui leur confère un apport énergétique prolongé nécessaire 

lors des processus de remodelage tissulaire (Odegaard and Chawla, 2011).  

Les macrophages sécrètent de nombreux médiateurs lipidiques impliqués dans la 

modulation de la réponse inflammatoire. Les travaux de Martinez et al. (2006) ont montré 

que l’expression de deux enzymes impliquées dans le métabolisme de l’acide arachidonique, 

COX-2 (Cyclo-Oxygénase 2) et mPGES (microsomal Prostaglandin E Synthase) sont 

fortement exprimées en réponse à des stimuli pro-M1, ce qui entraine la synthèse de lipides 

pro-inflammatoires. A l’inverse, l’expression de ces deux enzymes est réprimée dans les 

macrophages M2, au profit de l’expression de COX-1 et ALOX-15 (Arachidonate 15-

Lipoxygenase), qui sont impliquées dans la synthèse de médiateurs lipidiques anti-

inflammatoires (Mosca et al., 2007). Le métabolisme de l’arginine est également modifié 

suite à la polarisation. En effet, l’expression forte de NOS2 (Nitric Oxyde Synthase 2) dans 

les macrophages M1 favorise la production d’oxyde nitrique, qui est un effecteur important 

pour leur activité microbicide. Quant aux macrophages M2, ils expriment l’arginase-1, qui 

synthétise des polyamines nécessaires à la formation des réseaux de collagène et au 

remodelage tissulaire (Geelhaar-Karsch et al., 2013).  

Finalement, l’expression différentielle du glutathion dans les macrophages polarisés 

influence les mécanismes oxydo-réducteurs. Alors que le glutathion est présent en grande 

quantité dans les macrophages M1, il est totalement absent des macrophages M2. Par 

conséquent, l’environnement des macrophages M1 est plus réducteur, ce qui favorise leur 

activité microbicide (Murata et al., 2002). 
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 2. Travaux de recherche  

  En raison de leur capacité à interagir avec un vaste répertoire de ligands protéiques, 

les HS régulent de nombreux processus biologiques. Leur diversité structurale est 

dépendante de l’activité de nombreuses enzymes catalysant les différentes étapes de 

maturation du précurseur glycanique. Or, l’expression de ces enzymes varie en fonction du 

type cellulaire et/ou de l’environnement cellulaire. Comme mentionné précédemment, la 

polarisation des macrophages entraine de profonds changements au niveau du 

fonctionnement des voies métaboliques. Il est donc probable que la machinerie de 

biosynthèse des HS soit modifiée au cours de la polarisation des macrophages. Les 

premiers travaux réalisés dans l’Equipe sur les macrophages ont donc été consacrés à la 

vérification de cette hypothèse. Les résultats montrent une expression forte de la 3-OST3B 

dans les macrophages M1, alors que l’enzyme est très peu exprimée dans les macrophages 

M2. A l’inverse, la 3-OST2 est fortement exprimée dans les macrophages M2 et quasi 

indétectable dans les macrophages M1. Ces premiers résultats ont fait l’objet d’une 

publication parue dans Glycobiology en 2015 : 

Martinez P., Denys A., Delos M., Sikora A.S., Carpentier M., Julien S., Pestel J. and Allain F. 

«Differential macrophage polarization alters the expression profile of 

glycosaminoglycans» (Annexe 1). 

Sur la base de cette étude, nous nous sommes intéressés aux mécanismes 

moléculaires à l’origine des variations d’expression des 3-OST2 et 3-OST3B dans les 

macrophages en réponse aux stimuli de polarisation M1. Nous avons également participé à 

une étude réalisée en parallèle portant sur la régulation de l’expression de la 3-OST3B dans 

les monocytes stimulés en présence de LPS. Ces derniers travaux ont fait l’objet d’une 

publication parue dans Journal of Cellular Biochemistry en 2016 : 

Sikora AS., Delos M., Martinez P., Carpentier M., Allain F and Denys A. « Regulation of the 

expression of heparan sulfate 3-O-sulfotransferase 3B (HS3ST3B) by inflammatory 

stimuli in Human monocytes » (Annexe 2).  

Alors que l’expression de la 3-OST3B est régulée dans les macrophages M1 de 

façon similaire à ce qui est observé dans les monocytes, nos résultats montrent que la chute 

rapide du taux de transcrits de la 3-OST2 serait liée à un arrêt brutal de la transcription 

combiné à l’action de microARN 
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3. Résultats 

3.1 Expression des 3-OSTs de type gD dans les macrophages M1/M2 

La polarisation des macrophages s’accompagne de profonds changements 

phénotypiques et métaboliques. Les travaux réalisés au Laboratoire se sont intéressés aux 

effets induits par la polarisation de ces cellules sur la machinerie de biosynthèse des HS. 

Pour cela, les macrophages dérivés de monocytes de sang humain ont été stimulés in vitro 

soit par la combinaison LPS/IFN-γ inducteur d’une polarisation M1, soit par l’association des 

cytokines IL-4 et IL-13, connue pour diriger les macrophages vers un phénotype M2. Après 

avoir vérifié que ces deux modes d’activation induisent bien les phénotypes attendus en 

mesurant l’expression de marqueurs spécifiques, l’expression des 3-OSTs de type gD a été 

analysée dans les macrophages par RT-qPCR. Alors que les macrophages non différenciés 

M0 expriment majoritairement la 3-OST2, les 3-OST1, 3A, 3B et 6 sont faiblement exprimées 

et les 3-OST4 et 5 ne sont pas détectées. L’analyse de l’expression des 3-OSTs dans les 

macrophages polarisés montre d’importantes variations d’expression pour les 3-OST2 et 3-

OST3B. Le taux d'expression de la 3-OST3B est fortement augmenté dans les macrophages 

M1, alors que celui de la 3-OST2 chute drastiquement. A l'inverse, la polarisation M2 ne 

réduit le niveau d'expression d'aucune enzyme, mais induit une augmentation de 

l'expression de la 3-OST2 (Figure 19). 

  

 
Figure 19: Profils d'expression des 3-OST2 et 3-OST3B dans les macrophages 
primaires humains après polarisation M1 et M2. D’après Martinez et al., 2015. 

 Afin de confirmer que les variations d’expression des ARNm sont associées à des 

modifications de l’expression protéique des enzymes, des expériences de Western-Blot ont 

été réalisées en utilisant des lysats cellulaires issus de macrophages M1 et M2. Les  

résultats montrent un immuno-marquage de la 3-OST3B dans les deux types de 

macrophages, avec une plus forte intensité dans les macrophages M1. A l’inverse, 

l’expression protéique de la 3-OST2 est uniquement détectée dans les macrophages M2 

(Figure 20). Ainsi, l’expression différentielle des ARNm codant pour les 3-OST2 et 3B se 
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traduit bien par des variations d’expression des protéines correspondantes dans les deux 

types de macrophages. Dans leur ensemble, ces résultats montrent une balance entre la 

forte expression de la 3-OST2 dans les macrophages M2, qui est remplacée par la 3-OST3B 

au cours de la polarisation M1.  

 
Figure 20: Expression protéique des 3-OST2 et 3-OST3B dans les macrophages 
polarisés. D’après Martinez et al., 2015. 

 

3.2  Régulation de l’expression de la 3-OST3B dans les monocytes/ 

macrophages par des stimuli pro-inflammatoires 

3.2.1 Cinétique d’expression de la 3-OST3B dans les monocytes/macrophages 

En se basant sur l’observation que les stimuli pro-inflammatoires induisent 

l’expression de la 3-OST3B dans les macrophages humains, nous nous sommes intéressés 

aux mécanismes moléculaires à l’origine de l’augmentation d’expression de cette enzyme.  

Dans un premier temps, nous avons réalisé une cinétique d’expression des transcrits 

codant pour la 3-OST3B. Pour cette étude, des monocytes primaires ont été différenciés in 

vitro par ajout de M-CSF pendant 5 jours. La polarisation M1 des macrophages a ensuite été 

initiée par traitement en présence d’IFN-γ et/ou de LPS. Aux temps indiqués, les cellules ont 

été récupérées et l’expression des transcrits a été analysée par RT-qPCR. Les résultats 

montrent que l’expression des transcrits de la 3-OST3B est augmentée environ 40 fois après 

4 h de stimulation par le LPS seul. Alors que l’association avec l’IFN-γ a un effet positif sur 

l’augmentation d’expression de la 3-OSTB, le traitement par la cytokine seule n’a en 

revanche aucun effet (Figure 21A). Ces résultats suggèrent que les variations d’expression 

de la 3-OST3B observées au cours de la polarisation M1 sont majoritairement dépendantes 

de la fixation du LPS sur son récepteur TLR4. En parallèle, nous avons étudié les variations 
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d’expression de la 3-OST3B en réponse aux mêmes stimuli pro-inflammatoires dans les 

monocytes primaires humains (Sikora et al., 2016). La cinétique d’expression des transcrits 

codant pour la 3-OST3B montre le même profil que celle obtenue avec les macrophages. 

L’expression des transcrits de la 3-OST3B est augmentée environ 7 fois après 4 h de 

stimulation par le LPS. Puis, le taux d’ARNm diminue progressivement au cours du temps. 

Comme observé dans les macrophages, le traitement des monocytes par l’IFN-γ n’a pas non 

plus d’effet notable sur l’expression de la 3-OST3B (Figure 21B). Les mêmes résultats ont 

été obtenus avec la lignée myéloïde THP1, qui sera utilisée pour la suite des investigations 

concernant les monocytes. Dans leur ensemble, ces premiers résultats suggèrent que 

l’augmentation d’expression de la 3-OST3B induite par les facteurs inflammatoires implique 

probablement l’activation des mêmes mécanismes transcriptionnels dans les monocytes et 

les macrophages. 

 
Figure 21: Effets des stimuli de polarisation M1 sur l’expression de l’ARNm codant 
pour la 3-OST3B dans les macrophages et monocytes primaires humains. (A) Les 
macrophages ont été stimulés en présence de LPS (�) ou d’IFN-γ (r) seuls ou ajoutés 
simultanément à raison de 10 ng/mL pour chaque stimulus (£). Aux temps indiqués, les 
cellules ont été collectées et l’expression des transcrits de la 3-OST3B a été analysée par 
RT-qPCR. L’expression du transcrit de l’HPRT a été utilisée pour normaliser les données. 
Les valeurs sont des moyennes de triplicates obtenues à partir de 5 expériences distinctes 
réalisées avec différents donneurs. (B) La cinétique d’expression des ARNm de la 3-OST3B 
a été analysée par RT-qPCR après stimulation par le LPS (�) ou d’IFN-γ (r) (10 ng/mL 
pour chacun) dans les monocytes primaires.  
 

3.2.2 Voies de signalisation impliquées dans l’induction de la 3-OST3B 

Le LPS est un inducteur de réponses pro-inflammatoires dont l’activité est 
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transcription NF-KB et des voies MAPK, ces dernières entrainant l’activation de Erk1/2, JNK 

et p38 MAPK. Afin d’identifier les voies de signalisation impliquées dans l’augmentation 

d’expression de la 3-OST3B, les macrophages et les cellules THP1 ont été prétraitées 

pendant 1 h avec des inhibiteurs spécifiques des voies de signalisation de NF-KB, Erk1/2, 
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JNK et p38 MAPK, avant d’être stimulées par le LPS pendant 4 h pour les cellules THP1 et 

par le mélange LPS/IFN-γ pendant 6 h dans le cas des macrophages.  

En premier lieu, nous avons vérifié que le niveau basal d’expression de la 3-OST3B 

n’est pas affecté en présence des différents inhibiteurs pour les deux types cellulaires. En 

revanche, après 6 h de stimulation des macrophages, l’inhibiteur de la voie NF-KB diminue 

d’environ 50 % l’expression de la 3-OST3B induite le mélange LPS/IFN-γ. Les résultats 

montrent également une réduction importante de l’expression de l’enzyme après 4 h de 

simulation des cellules THP1 par le LPS, ce qui suggère que l’activation de la voie NF-KB 

est importante pour induire la transcription rapide du gène codant pour la 3-OST3B dans les 

deux types cellulaires. Les inhibiteurs ciblant JNK et p38 MAPK réduisent également 

d’environ 50 % l’expression de la 3-OST3B induite par le mélange LPS/IFN-γ dans les 

macrophages et par le LPS dans les cellules THP1. En revanche, l’inhibition de Erk1/2 ne 

change pas de manière significative l’expression de la 3-OST3B dans les deux types 

cellulaires (Figure 22). Dans leur ensemble, les résultats montrent que l’augmentation rapide 

de l’expression de la 3-OST3B est dépendante de l’activation des voies de signalisation de 

NF-KB, p38 MAPK et JNK.  

 

 
Figure 22: Effets des inhibiteurs spécifiques des voies de signalisation sur 
l’expression de l’ARNm codant pour la 3-OST3B dans les macrophages et dans les 
cellules THP1. (A) Les macrophages ont été prétraités ou non pendant 1 h en présence 
d’inhibiteurs de p38 MAPK (SB203580), JNK (JNK inhibitor II), Erk1/2 (U0126) et NF-KB 
(IKK inhibitor III). Puis les cellules ont été stimulées ou non par l’association LPS/IFN-γ (10 
ng/mL pour chacun) pendant 6 h. Les cellules ont été collectées et l’expression des 
transcrits de la 3-OST3B a été analysée par RT-qPCR. L’expression du transcrit de l’HPRT 
a été utilisée pour normaliser les données. Les valeurs sont des moyennes de triplicates  
obtenues à partir de 5 expériences distinctes réalisées avec différents donneurs. (B)	 La 
même expérience a été réalisée avec les cellules THP1 stimulées par le LPS (10 ng/mL) 
pendant 4 h. (* p < 0,05 ; ** p < 0,01 ; *** p < 0,001 par rapport aux cellules non stimulées). 
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3.2.3 Régulation transcriptionnelle du gène Hs3st3B1  

Pour étudier la régulation transcriptionnelle du gène Hs3st3B1, un fragment 

génomique de 2140 pb a été cloné en amont du gène de la luciférase dans le vecteur pGL3-

basic. Comme attendu, cette séquence de 2140 pb contient la séquence promotrice putative 

du gène Hs3st3B1 prédite par le logiciel Genomatix Model Inspector (Quandt et al., 1995).  

La construction réalisée, nommée pGL3prHs3st3B1, a été transfectée dans les 

macrophages non différenciés et dans les cellules THP1. La polarisation M1 des 

macrophages a ensuite été initiée par traitement en présence d’IFN-γ et/ou de LPS. Les 

monocytes THP1 ont été stimulés par le LPS comme précédemment. Aux temps indiqués, 

les cellules ont été récupérées et l’activité luciférase a été mesurée. En absence de stimulus, 

l’activité luciférase est augmentée respectivement d’un facteur 15 et 9 dans les 

macrophages et dans les cellules THP1 par rapport à l’activité du pGL3-basic dans les 

mêmes cellules. Comme nous l’attentions, la présence de LPS n’a pas d’effet notable sur 

l’activité basale du vecteur pGL3-basic vide. En revanche, dans les macrophages transfectés 

avec le plasmide pGL3prHs3st3B1, l’activité luciférase augmente rapidement pendant les 

quatre premières heures de stimulation par le LPS ou par le mélange LPS/IFN-γ, puis se 

stabilise à ce niveau élevé au cours du temps. Par contre, le traitement des macrophages 

par l’IFN-γ seul n’a pas d’effet notable sur l’activité luciférase (Figure 23A). L’analyse de 

l’activité luciférase dans les cellules THP1 transfectées avec le plasmide pGL3prHs3st3B1 et 

stimulées par le LPS montre un profil similaire à celui observé dans les macrophages. En 

effet, l’activité luciférase augmente rapidement pour atteindre son maximum après 4 h de 

stimulation par le LPS, puis se stabilise à un taux élevé au cours du temps (Figure 23B). Ces 

résultats confirment que cette région promotrice putative contient les éléments de réponse 

au LPS dans les deux types cellulaires. Dans le but de vérifier si le gène rapporteur se 

comporte comme le gène Hs3st3B1, les macrophages et les cellules THP1 transfectés ont 

été prétraités pendant 1 h avec les inhibiteurs spécifiques de NF-KB, Erk1/2, JNK et p38 

MAPK, avant d’être stimulés pendant 6 h en présence du mélange LPS/IFN-γ pour les 

macrophages et pendant 4 h par le LPS pour les cellules THP1 (Figure 24). Comme 

précédemment, les différents inhibiteurs ne modifient pas l’activité luciférase en absence de 

LPS. En revanche, la stimulation des macrophages et des cellules THP1 par les facteurs 

pro-inflammatoires augmente l’activité luciférase d’un facteur 2 par rapport aux cellules non-

stimulées. Cette réponse est considérablement réduite en présence des inhibiteurs 

spécifiques des voies de signalisation NF-KB et JNK dans les deux types cellulaires. Dans 

leur ensemble, les résultats suggèrent un modèle dans lequel les voies de signalisation 

conduisant à l’activation de NF-KB et de JNK sont directement impliquées dans l’activation 

rapide de mécanismes transcriptionnels contrôlant l’expression de la 3-OST3B.  De façon 

surprenante, l’inhibition de la voie p38 MAPK n’a pas d’effet sur l’activité luciférase dans les 
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deux types cellulaires, alors qu’il atténuait l’augmentation d’expression de l’ARNm de la 3-

OST3B en réponse au LPS. Ces résultats suggèrent que l’activation de la voie p38 MAPK 

serait plutôt requise dans les processus post-transcriptionnels.  

 
Figure 23: Effets des stimuli pro-inflammatoires sur l’activation du gène Hs3st3B1 
dans les macrophages et monocytes primaires humains. (A) Les macrophages ont été 
stimulés en présence de LPS (�), d’IFN-γ (r) ou en présence des deux stimuli (£) (10 
ng/mL pour chacun). Aux temps indiqués, les cellules ont été collectées et l’activité 
luciférase a été mesurée. L'activité luciférase mesurée dans les macrophages transfectés 
avec le plasmide pGL3prHs3st3B1 est normalisée par rapport à celle mesurée dans les 
cellules transfectées avec le plasmide pGL3-basic vide. Les résultats sont représentatifs de 
3 expériences distinctes réalisées avec différents donneurs. (B) La même expérience a été 
réalisée avec les cellules THP1 stimulées (�) ou non (�) par le LPS (10 ng/mL).  
 

 
Figure 24: Effets des inhibiteurs spécifiques sur l’activité du promoteur du gène 
Hs3st3B1 dans les macrophages et dans les cellules THP1. (A) Après transfection avec 
le plasmide pGL3prHs3st3B1, les macrophages ont été prétraités ou non pendant 1 h en 
présence d’inhibiteurs de p38 MAPK (SB203580), JNK (JNK Inhibitor II), Erk1/2 (U0126) et 
NF-KB (IKK inhibitor III). Les cellules ont été stimulées ou non par l’association LPS/IFN-γ 
(10 ng/mL), puis collectées pour la mesure de l’activité luciférase. Les données sont 
normalisées par rapport à l’activité luciférase des cellules non stimulées. Les résultats sont 
représentatifs de 3 expériences distinctes réalisées avec différents donneurs. (B)	La même 
expérience a été réalisée dans les cellules THP1 en réponse au LPS (10 ng/mL). (* p < 0,05 
** p < 0,01 par rapport aux cellules non stimulées). 
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3.2.4 Régulation post-transcriptionelle du gène Hs3st3B1  

 Les mécanismes de régulation post-transcriptionnelle du gène Hs3st3B1 ont été 

étudiés uniquement dans les cellules THP1. Dans un premier temps, la stabilité des ARNm 

codant pour la 3-OST3B a été analysée en réalisant une cinétique d’expression en présence 

d’actinomycine D dans des cellules prétraitées ou non en présence de LPS pendant 4 h. Les 

résultats montrent que la demi-vie des transcrits de la 3-OST3B est réduite de 270 min dans 

les cellules non traitées à 115 min dans les cellules traitées par le LPS. Ces premiers 

résultats suggèrent que le LPS induit des mécanismes post-transcriptionnels qui vont 

complémenter la transcription afin de maintenir un taux élevé et constant d’ARNm codant 

pour la 3-OST3B. Comme vu précédemment, la voie p38 MAPK ne participe pas à la 

régulation transcriptionnelle du gène Hs3st3B1. La même expérience a donc été réalisée en 

présence de l’inhibiteur spécifique de la voie p38 MAPK. Dans ce cas, la demi-vie des 

transcrits de la 3OST3B est encore réduite en présence de l’inhibiteur SB203580, puisqu’elle 

n’est plus que de 80 min, ce qui suggère que la p38 MAPK induit l’activation de mécanismes 

impliqués dans la stabilisation des transcrits de la 3-OST3B (Sikora et al., 2016). 

 

     3.3 Régulation de l’expression de la 3-OST2 au cours de la polarisation M1 

des macrophages. 

3.3.1 Cinétique d’expression de la 3-OST2  au cours de la polarisation M1 

En parallèle des travaux réalisés sur la 3-OST3B, nous nous sommes intéressés aux 

mécanismes moléculaires à l’origine de la diminution du taux de transcrits de la 3-OST2 au 

cours de la polarisation M1 des macrophages. Dans un premier temps, nous avons réalisé 

une cinétique d’expression des transcrits codant pour la 3-OST2. Comme précédemment, 

les monocytes primaires ont été différenciés in vitro par ajout de M-CSF pendant 5 jours. La 

polarisation M1 des macrophages a ensuite été initiée par traitement en présence d’IFN-γ 

et/ou de LPS. Aux temps indiqués, les cellules ont été récupérées et l’expression des 

transcrits a été analysée par RT-qPCR.  

Dès 2 h de stimulation par le LPS seul ou par la combinaison IFN-γ/LPS, nos 

résultats montrent une diminution brutale de l’expression des transcrits de la 3-OST2 

d’environ 80 fois par rapport aux macrophages non stimulés. Après 4 h, le niveau 

d’expression de l’enzyme est quasi indétectable. En revanche, le traitement par l’IFN-γ seul 

n’a aucun effet sur l’expression de la 3-OST2 (Figure 25). Comme pour la 3-OST3B, ces 

premiers résultats suggèrent que les variations d’expression de la 3-OST2 observées au 

cours de la polarisation M1 sont majoritairement dépendantes du LPS. 
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Figure 25: Effets des stimuli de polarisation M1 sur l’expression de l’ARNm codant 
pour la 3-OST2 dans les macrophages humains. Les macrophages ont été stimulés en 
présence de LPS (�), d’IFN-γ (£) seuls ou ajoutés simultanément (�) (10 ng/mL pour 
chacun). Aux temps indiqués, les cellules ont été collectées et l’expression des transcrits de 
la 3-OST2 a été analysée par RT-qPCR. L’expression du transcrit de l’HPRT a été utilisée 
pour normaliser les données. Les valeurs sont des moyennes de triplicates obtenues à 
partir de 5 expériences distinctes réalisées avec différents donneurs.  
 

3.3.2 Voies de signalisation impliquées dans la régulation de l’expression 
de la 3-OST2 

  Avant d’identifier les voies de signalisation impliquées dans l’inhibition d’expression 

de la 3-OST2, les macrophages ont été prétraités comme précédemment avec les inhibiteurs 

de NF-KB, Erk, JNK et p38 MAPK avant d’être stimulés par la combinaison LPS/IFN-γ, et 

l’expression des transcrits a été analysée par RT-qPCR. Les résultats montrent que le 

niveau basal d’expression de la 3-OST2 n’est pas affecté en présence des différents 

inhibiteurs (Figure 26). Comme attendu, l’association LPS/IFN-γ entraine une diminution 

drastique du taux d’ARNm codant pour la 3-OST2. Par contre, le traitement par les différents 

inhibiteurs n’a aucun effet sur la diminution des transcrits de la 3-OST2, ce qui suggère un 

mécanisme de régulation différent de celui observé pour la 3-OST3B.  

 

 

Figure 26: Effets des inhibiteurs des voies de 
signalisation sur l’expression de la 3-OST2 
dans les macrophages. Les macrophages ont été 
prétraités ou non en présence d’inhibiteurs de p38 
MAPK (SB203580), JNK (JNK inhibitor II), Erk1/2 
(U0126) et NF-KB (IKK inhibitor III). Puis les 
cellules ont été stimulées ou non par l’association 
LPS/IFN-γ (10 ng/mL pour chacun) pendant 6 h. 
L’expression des transcrits de la 3-OST2 a été 
analysée par RT-qPCR. L’expression du transcrit 
de l’HPRT a été utilisée pour normaliser les 
données. Les valeurs sont des moyennes de 
triplicates obtenues à partir de 3 expériences 
distinctes réalisées avec différents donneurs. 
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3.3.3 Effet des stimuli de polarisation M1 sur la transcription et la stabilité de 
de l’ARNm codant pour la 3-OST2 

La diminution brutale de l’expression de la 3-OST2 en réponse à des stimuli de 

polarisation M1 pourrait être due à des mécanismes post-transcriptionnels, et notamment à 

un phénomène de déstabilisation de ses ARNm. Pour tester cette hypothèse, nous avons 

comparé la stabilité des transcrits dans les macrophages traités pendant 2 h soit en 

présence d’actinomycine D, qui est un puissant inhibiteur de la transcription, soit par 

l’association LPS/IFN-γ. A différents temps d’incubation, les cellules ont été prélevées et les 

niveaux de transcrits de la 3-OST2 ont été analysés par RT-qPCR (Figure 27). Les résultats 

montrent qu'en présence d'actinomycine D, la demi-vie des ARNm de la 3-OST2 est de 107 

min dans les macrophages non polarisés. En revanche, la décroissance des transcrits 

induite par le mélange LPS/IFN-γ est plus rapide que celle induite par l'actinomycine D, avec 

un t1/2 de 48 min. Ces résultats indiquent que l’activation des macrophages par les facteurs 

de polarisation M1 induit un mécanisme d’élimination des ARNm de la 3-OST2 plus efficace 

que le seul arrêt de la transcription. En plus d’agir sur la transcription du gène Hs3st2, 

l’association LPS/IFN-γ pourrait contrôler des mécanismes post-transcriptionnels et 

augmenter le turn-over des ARNm codant pour la 3-OST2.  

 

Figure 27: Analyse de la stabilité des transcrits de la 3-OST2 dans les macrophages 
stimulés ou non par l’association LPS/IFN-γ. Les macrophages ont été stimulés en 
présence d’actinomycine D (n) (1 µg/mL)  ou en présence du mélange LPS/IFN-γ (l) (10 
ng/mL pour chacun). Aux temps indiqués, les cellules ont été collectées et l’expression des 
transcrits de la 3-OST2 a été analysée par RT-qPCR. L’expression du transcrit de l’HPRT a 
été utilisée pour normaliser les données. Les valeurs sont exprimées en pourcentage par 
rapport aux taux de transcrits mesurés à t0 pour les deux conditions. Les résultats sont 
représentatifs de 3 expériences distinctes réalisées avec différents donneurs.  
 

Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons tout d’abord mesuré le temps de vie des 

ARNm non matures (ARNhn) de la 3-OST2. Pour cette analyse, des amorces spécifiques 

ont été sélectionnées de façon à ce que l’amorce sens se fixe sur l’intron 1-2 et l’amorce 
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anti-sens en bordure de l’exon 2 du gène Hs3st2 (sens 5’-TGGAAGGGCTG 

ATGTAGCTGGGCCTG AGG-3’ ; anti-sens 5’-GGGACATGTTGAAGATGCGTCGAGGA 

GCC-3’). Comme précédemment, les macrophages non activés ont été traités pendant 2 h 

en présence d’actinomycine D ou du mélange LPS/IFN-γ. Les niveaux d’expression des 

ARNhn de la 3-OST2 ont alors été mesurés par RT-qPCR à différents temps de cinétique 

(Figure 28). Les résultats montrent que les ARNhn de la 3-OST2 disparaissent très vite 

après l’arrêt de la transcription induit par l’actinomycine D. En effet, le temps de demi-vie est 

estimé à 20 min, et l’inhibition maximale de la transcription est atteinte après une 1 h de 

traitement. Dans le cas du traitement par l’association LPS/IFN-γ, la demi-vie est d’environ 

30 min, avec une inhibition maximale observée après 2 h de stimulation. Ces données 

montrent que la diminution du taux d’ARNhn induite par les facteurs pro-inflammatoires est 

légèrement retardée par rapport à celui provoqué par l’actinomycine D, ce qui peut 

s’expliquer par la mise en place de mécanismes plus complexes pour aboutir à un blocage 

de la transcription. Toutefois, la différence n’est pas aussi marquée que celle observée avec 

les ARNm, ce qui implique l’existence d’autres mécanismes de régulation négative.   

  
Figure 28: Analyse du temps de vie des ARNm non matures (ARNhn) de la 3-OST2 
dans les macrophages stimulés par l’association LPS/IFN-γ. Les macrophages ont été 
soit traités en présence d’actinomycine D (n) (1 µg/mL) soit stimulés en présence du 
mélange LPS/IFN-γ (l) (chacun à 10 ng/mL). Aux temps indiqués, les cellules ont été 
collectées et l’expression des ARNhn de la 3-OST2 a été analysée par RT-qPCR. 
L’expression du transcrit de l’HPRT a été utilisée pour normaliser les données. Les résultats 
sont exprimés en pourcentage par rapport aux taux de transcrits mesurés à T0 pour les deux 
conditions. Les résultats sont représentatifs de 3 expériences distinctes. 
 

 Nous avons vu précédemment que les mécanismes conduisant à la disparition des 

transcrits de la 3-OST2 dans les macrophages M1 sont insensibles aux inhibiteurs des voies 

de signalisation classiquement activées par les agents pro-inflammatoires. Ces mécanismes 

ne pouvant pas s’expliquer par un seul arrêt de la transcription, nous nous sommes orientés 

vers une éventuelle action d’un miRNA. Pour vérifier cette hypothèse, les macrophages non 

activés ont été traités pendant 4 h avec l’acide aurintricarboxylique (ATA), un composé 
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pharmacologique utilisé pour bloquer la biogénèse des miRNA et leur activité par inhibition 

des ribonucléases telles que DICER1 ou celles du complexe RISC (Tan et al., 2012). Puis, 

les cellules ont été stimulées ou non par le mélange LPS/IFN-γ pendant 4 h (Figure 29). Une 

légère augmentation de l’expression de la 3-OST2 est observée dans les macrophages non 

stimulés prétraités par l’ATA par rapport aux cellules non traitées, sans toutefois être 

significative. Comme attendu, la stimulation en présence de l’association LPS/IFN-γ réduit 

fortement l’expression de la 3-OST2, avec une diminution de 95 % par rapport aux cellules 

non stimulées. En revanche, le prétraitement des cellules par l’ATA atténue la diminution du 

taux de transcrits induite par les stimuli de polarisation M1. En effet, l’expression des ARNm 

codant pour la 3-OST2 n’est réduite que de 50 % dans les macrophages stimulés et 

préalablement traités par l’ATA. Ces premiers résultats sont donc en faveur d’un mécanisme 

dépendant des stimuli de polarisation M1 et conduisant à la maturation et/ou à l’action de 

miRNA ciblant l’ARNm de la 3-OST2. De plus, le fait que l’action protectrice de l’ATA ne soit 

pas totale suggère que la déstabilisation des transcrits codant pour la 3-OST2 est 

complémentaire à celui de l’arrêt de transcription induit par les facteurs inflammatoires.  

 
Figure 29: Effet du traitement des macrophages par l’acide aurintricarboxylique (ATA) 
sur l’expression du transcrit de la 3-OST2 en réponse aux stimuli de polarisation M1. 
Les macrophages ont été prétraités ou non en présence d’ATA (100 µM) pendant 4 h, puis 
stimulés ou non par le mélange LPS/IFN-γ pendant 4 h. Le taux de transcrits de la 3-OST2 
a été analysé par RT-qPCR. L’expression du transcrit de l’HPRT a été utilisée pour 
normaliser les données. Les valeurs sont des moyennes de triplicates et sont 
représentatives de 3 expériences distinctes réalisées avec différents donneurs (** p < 0,01 
par rapport aux cellules stimulées par l’association LPS/IFN-γ et en absence de 
prétraitement par l’ATA). 
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4. Discussion  

Les macrophages sont des acteurs majeurs de nombreux processus physiologiques. 

Ils interviennent notamment dans les réponses immunitaires innées ainsi que dans la mise 

en place des réponses adaptatives. Ils participent également à l’homéostasie tissulaire, 

grâce à leur capacité de phagocytose et à la production de facteurs de remodelage des 

tissus. Ce large panel de fonctions est permis grâce à la grande plasticité phénotypique de 

ces cellules, qui sont capables de s’adapter à leur environnement tissulaire et d’exprimer en 

conséquence diverses molécules nécessaires à leurs activités. Ces modifications 

phénotypiques sont accompagnées d’une réorganisation au niveau transcriptionnel et 

épigénétique, ce qui entraine une régulation différentielle de nombreux métabolismes 

associées aux fonctions des macrophages (Martinez et al., 2006 ; Biswas et al., 2012).  

Les HS sont sulfatés sur différentes positions par plusieurs familles de 

sulfotransférases, dont l’expression varie en fonction du type cellulaire et du contexte 

tissulaire. Ainsi, en fonction des sulfotransférases exprimées, les HS présentent différents 

motifs de sulfatation, qui conduisent à la fixation de différents facteurs et donc 

potentiellement à des fonctions différentes. L’impact de la polarisation des macrophages sur 

la biosynthèse des HS n’avait jamais été étudié. Etant donné l’importance de ces 

polysaccharides dans de nombreux processus physiopathologiques, et notamment lors de 

phénomènes inflammatoires, l’Equipe s’est intéressée aux changements subis par les HS 

lors de la polarisation des macrophages. Pour cette étude, les monocytes primaires isolés de 

sang de sujet sains ont été différenciés in vitro par ajout de M-CSF. Comme mentionné 

précédemment, la 3-OST2 est très largement exprimée dans les macrophages non activés. 

Par contre, les autres 3-OSTs de type gD sont soit exprimées à un taux très faible (3-

OST3A, 3B et 6), soit non détectable (3-OST4). La polarisation des macrophages a ensuite 

été réalisée par traitement en présence d’IFN-γ et de LPS pour l’activation classique (M1) et 

en présence d’IL-4 et d’IL-13 pour l’activation alternative (M2). Parmi les différentes 

sulfotransférases dont l’expression est modifiée en réponse à ces facteurs, l’effet le plus 

marquant a été observé pour les 3-OST2 et 3-OST3B (Martinez el al., 2015). L’expression 

de la 3-OST3B est fortement induite dans les macrophages M1, alors que les ARNm codant 

pour la 3-OST2 sont retrouvés à un taux très faible. A l'inverse, la polarisation M2 ne réduit 

le niveau d'expression d'aucune enzyme, mais induit une augmentation de l'expression des 

transcrits de la 3-OST2. Des expériences de Western-blot ont confirmé que les variations 

observées au niveau des transcrits sont corrélées à une expression différentielle des deux 

protéines correspondantes. Ainsi, ces résultats suggèrent un mécanisme de régulation 

différent pour les deux iosenzymes au cours de la polarisation des macrophages. Etant 

donné que les variations d’expression les plus marquées ont été observées lors du passage 
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d’un état non activé à un phénotype M1, nous nous sommes focalisés sur les mécanismes à 

l’origine des variations d’expression de la 3-OST2 et 3-OST3B au cours de l’activation pro-

inflammatoire des macrophages.  

Dans ce contexte, nous avons tout d’abord réalisé une étude cinétique des variations 

d’expression des transcrits des 3-OST2 et 3B en réponse à une stimulation par le LPS ou 

l’IFN-γ, seuls ou ajoutés simultanément. Les résultats obtenus pour la 3-OST2 montrent une 

diminution brutale du taux de transcrits dès 2 h de stimulation par le LPS ou par la 

combinaison  LPS/IFN-γ. En revanche, le traitement par l’IFN-γ seul n’a aucun effet sur 

l’expression de la 3-OST2. Contrairement à cette dernière, la 3-OST3B est fortement induite 

en réponse au LPS seul ou associée à l’IFN-γ, avec un maximum observé après 4 h de 

stimulation. Par contre, le traitement par l’IFN-γ seul n’a aucun effet sur l’expression de la 3-

OST3B. Ces premiers résultats indiquent que les variations d’expression de la 3-OST2 et de 

la 3-OST3B observées au cours de la polarisation M1 sont dépendantes des voies activées 

par la fixation du LPS sur les macrophages. Les travaux réalisés en parallèle sur l’activation 

des monocytes par le LPS ont montré les mêmes résultats. En effet, le facteur pro-

inflammatoire induit également une forte augmentation de l’expression de la 3-OST3B, alors 

que l’IFN-γ seul n’a pas d’effet (Sikora et al., 2016). Ces résultats suggèrent que l’expression 

de la 3-OST3B puisse être régulée par les mêmes mécanismes dans les deux types 

cellulaires. 

Afin de décrypter les mécanismes moléculaires à l’origine de l’augmentation de 

l’expression de la 3-OST3B dans les macrophages activés, nous avons utilisé des inhibiteurs 

spécifiques des principales cascades de signalisation activées par le LPS. Nos résultats 

montrent l’importance des voies NF-KB, JNK et p38 MAPK dans l’activation rapide de 

l’expression de la 3-OST3B. Les mêmes expériences réalisées avec les monocytes ont 

donné des résultats identiques, suggérant que la surexpression de la 3-OST3B implique des 

mécanismes similaires dans les deux types cellulaires.  

Pour étudier la régulation transcriptionnelle du gène Hs3st3B1, la séquence 

promotrice putative du gène a été clonée en amont du gène de la luciférase. Le gène 

rapporteur a ensuite été transfecté dans les macrophages et les monocytes. Dans les deux 

types cellulaires, le LPS seul ou l’association LPS/IFN-γ induisent une augmentation de 

l’activité luciférase, avec un profil similaire à celui observé pour les ARNm de la 3-OST3B. 

Nous avons ensuite montré que l’activation du gène rapporteur est inhibée dans les cellules 

prétraitées par les inhibiteurs de NF-KB et JNK. D’après ces résultats, la transcription du 

gène Hs3st3B1 serait bien sous le contrôle des voies conduisant à l’activation de ces deux 

molécules de signalisation. Ce modèle est en accord avec nos analyses in silico du 

promoteur putatif du gène Hs3st3B1 (Figure 30). En effet, trois éléments de réponse au NF-
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KB ont été identifiés, ce qui peut expliquer la forte inhibition obtenue avec le composé ciblant 

ce facteur de transcription. De plus, la séquence putative contient des éléments de réponse 

pour le facteur de transcription AP-1, décrit pour être activé par la voie JNK en réponse à 

des stimuli pro-inflammatoires (Diaz and Lopez Berestein, 2000). Des expériences 

complémentaires par mutagénèse dirigée du promoteur putatif cloné permettront de 

confirmer l’identité des éléments cis-régulateurs impliqués dans la fixation des facteurs de 

transcription au niveau de la séquence promotrice du gène Hs3st3B1.  

 
Figure 30: Schéma illustrant l'organisation du promoteur putatif du gène Hs3st3B1. 
Les chiffres indiquent la position relative des éléments cis-régulateurs détectés par le logiciel 
Genomatix (GmbH) par rapport au TSS (+1), indiqué par les flèches. 

De façon surprenante, l’inhibition pharmacologique de la voie p38 MAPK n’a pas 

d’effet notable sur l’activité luciférase du gène rapporteur dans les deux types cellulaires, 

alors que le taux de transcrits de la 3-OST3B est réduit de manière significative par le même 

inhibiteur. Ces résultats suggèrent que la voie p38 MAPK serait plutôt impliquée dans des 

mécanismes de régulation post-transcriptionnelle. En effet, plusieurs études ont reporté un 

rôle de p38 MAPK dans la stabilisation des ARNm de certains médiateurs inflammatoires, 

tels que le TNF-α et la cyclo-oxygénase-2 (COX-2) par inhibition de la fixation des protéines 

TTP au niveau du 3’UTR des transcrits (Neininger et al., 2002 ; Zhao et al., 2011; 

Palanisamy et al., 2012). Par conséquent, l’absence du 3’UTR de l’ARNm de la 3-OST3B 

dans le gène rapporteur pourrait expliquer l’inefficacité de l’inhibiteur. Nous avons donc 

réalisé une analyse de la demi-vie des ARNm codant pour la 3-OST3B dans les monocytes 

stimulés par le LPS. Les résultats montrent que l’inhibition de la voie p38 MAPK 

s’accompagne d’une réduction de la demi-vie des ARNm, ce qui est en accord avec le taux 

réduit de transcrits dans les cellules traitées par le même inhibiteur. Dans leur ensemble, ces 

résultats suggèrent que la voie p38 MAPK serait nécessaire à la mise en place de 

mécanismes post-transcriptionnels impliqués dans la stabilité des transcrits de la 3-OST3B. 

Contrairement à ce qui est observé pour la 3-OST3B, la stimulation des macrophages 

par le LPS seul ou associé à l’IFN-γ inhibe l’expression de la 3-OST2. Les mécanismes 

impliqués semblent être différents, puisque les inhibiteurs pharmacologiques précédemment 

utilisés n’ont aucun effet sur la diminution des transcrits. Par conséquent, la régulation de la 

3-OST2 en réponse à des stimuli de polarisation M1 ferait intervenir des mécanismes plus 

complexes, ne dépendant pas des voies de signalisation classiquement activées par les 

stimuli pro-inflammatoires.  
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Afin de vérifier si la chute brutale de l’expression de la 3-OST2 est consécutive à un 

arrêt de la transcription, nous avons réalisé une étude cinétique de l’expression des ARNhn 

dans les macrophages stimulés en présence de l’association LPS/IFN-γ ou traités par 

l’actinomycine D. Nos résultats montrent que les stimuli pro-M1 induisent une diminution 

rapide du taux des ARNhn dans les macrophages, ce qui suggère un arrêt de la transcription 

du gène Hs3st2. Nous avons donc recherché des sites potentiels cis-régulateurs 

potentiellement impliqués dans la fixation de facteurs répresseurs. L’analyse in silico du 

promoteur putatif du gène Hs3st2 a révélé l’existence d’éléments de réponse pour NF-KB et 

AP-1 (Figure 31). Toutefois, l’inhibition des voies de signalisation conduisant à l’activation de 

ces facteurs de transcription n’a pas d’effet notable sur la réponse induite par l’association 

LPS/IFN-γ, ce qui exclut leur implication dans les mécanismes de régulation de l’expression 

de la 3-OST2. Par contre, nous avons noté la présence d’un élément de réponse pour le 

facteur de transcription Nrf2 (Nuclear factor-erythroid 2-related factor 2). Cette observation 

est intéressante, car le LPS induit la translocation de ce facteur de transcription dans le 

noyau, et il a été récemment démontré qu’il inhibe la fixation de l’ARN polymérase II au 

niveau des séquences promotrice de plusieurs gènes au cours de la polarisation M1 des 

macrophages (Tsai et al., 2006 ; Kobayashi et al., 2016). Les relations entre l’activation du 

facteur de transcription Nrf2 par le LPS et l’inhibition de la transcription de la 3-OST2 dans 

les macrophages M1 restent encore à déterminer. 

 
Figure 31: Schéma illustrant l'organisation du promoteur putatif du gène Hs3st2. Les 
chiffres indiquent la position relative des éléments cis-régulateurs détectés par le logiciel 
Genomatix (GmbH) par rapport au TSS (+1), indiqué par les flèches. 

Nous avons poursuivi cette étude en analysant les temps de demi-vie des ARNm 

codant pour la 3-OST2 dans les macrophages stimulés ou non en présence du mélange 

LPS/IFN-γ. Nos résultats montrent que la stimulation par les facteurs pro-M1 s’accompagne 

d’une réduction de la demi-vie des ARNm. En outre, nous avons vérifié qu’un inhibiteur 

pharmacologique des miRNA atténue l’effet négatif des stimuli de polarisation M1 sur 

l’expression de la 3-OST2. Ces résultats préliminaires suggèrent que la forte diminution du 

taux de transcrits de la 3-OST2 pourrait être en partie liée à la mise en place de mécanismes 

post-transcriptionnels faisant notamment intervenir des miRNA. 

Contrairement à la 3-OST3B, la région 3’UTR des ARNm de la 3-OST2 ne contient 

pas de sites ARE (AU-rich elements), décrits comme étant impliqués dans la fixation de 

facteurs de régulation de la stabilité des ARNm (Barreau et al., 2006). En revanche, il est 
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maintenant bien établi que la polarisation des macrophages est finement contrôlée par 

l’action de nombreux miRNA (Liu and Abraham, 2013). Des analyses in silico à partir des 

bases de données miRanda, mirWalk et Target Scan nous ont permis de vérifier l’existence 

de nombreux sites potentiels de fixation de miRNA dans la séquence de l’ARNm codant pour 

la 3-OST2. Deux d’entre eux ont plus particulièrement attiré notre attention : les miR-99a et 

miR-100. Le premier a été décrit pour inhiber l’expression de la 3-OST2 au niveau neuronal. 

En outre, son activité est augmenté en réponse au LPS, ce qui suggère qu’il pourrait être 

actif dans les macrophages M1 et agir sur l’expression de la 3-OST2 (Christensen et al., 

2010 ; Tserel et al., 2011). Le second a également été décrit pour inhiber l’expression de la 

3-OST2, mais dans les cellules de cancer colique (Yang et al., 2015). Ces deux miRNA 

ciblent la région 3’UTR de l’ARNm codant pour la 3-OST2. Dans ce contexte, nous avons 

tout d’abord confirmé que les deux miRNA d’intérêt sont bien exprimés dans les 

macrophages M1. En parallèle, nous avons cloné la région 3’UTR de l’ARNm codant pour la 

3-OST2 en aval du gène de la luciférase. Après transfection de ce gène rapporteur dans les 

macrophages, nous avons observé une diminution de l’activité luciférase en réponse à une 

stimulation par le mélange LPS/IFN-γ. Ces résultats préliminaires étant en faveur d’un rôle 

des miR-99a et miR-100 dans la régulation de l’expression de la 3-OST2. Nous avons muté 

les sites potentiels de fixation des deux miRNA dans le vecteur rapporteur. L’analyse des 

vecteurs mutés est en cours de réalisation, ce qui devrait nous permettre de confirmer le rôle 

de ces deux miRNA dans la régulation post-transcriptionnelle de l’expression de la 3-OST2.  

Dans leur ensemble, nos résultats montrent que les profonds changements dans 

l’expression des 3-OST2 et 3-OST3B lors de la polarisation M1 des macrophages sont 

consécutifs à la mise en place de mécanismes transcriptionnels et post-transcriptionnels 

spécifiques à chaque isoenzyme. Ainsi, l’expression différentielle des deux 3OSTs pourrait 

être à l’origine de la synthèse de motifs HS 3-O-sulfatés distincts, potentiellement impliqués 

dans les fonctions spécifiques aux sous-types de macrophages.  
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Partie 3 : Etude de la localisation subcellulaire des 3-OSTs 

 1. Introduction 

La biosynthèse des chaines HS est un processus complexe et finement régulé, au 

cours duquel glycosyl-transférases, épimérase et sulfotransférases interviennent de façon 

séquentielle et coordonnée. A l’exception de la 3-OST1, toutes ces enzymes sont des 

protéines transmembranaires de type II. Le concept de « GAGosome » a été introduit pour la 

première fois par Esko and Selleck. (2002) pour définir un complexe macromoléculaire formé 

par l’association des différentes enzymes de biosynthèse des HS. Les fonctions associées à 

ce complexe seraient régulées par la capacité des enzymes à s’associer entre elles, par leur 

stœchiométrie au sein du complexe et par l’existence de différentes isoenzymes, dont 

l’expression est dépendante du type cellulaire et de son environnement. Ainsi, le profil 

d’expression des différentes enzymes de biosynthèse serait à l’origine de la formation de 

différents « GAGosomes », aboutissant à la génération de chaines HS avec des profils de 

substitution variés selon le type cellulaire (Figure 32). 

 
Figure 32: Représentation schématique du GAGosome. D’après Lindhal and Li. (2009). 

 

L’hypothèse de l’existence de différents GAGosomes est en accord avec plusieurs 

études. Il a ainsi été démontré que la biosynthèse d’une chaine d’héparine correctement 

substituée s’effectue en moins d’une minute, ce qui implique l’existence d’un GAGosome 

capable de synthétiser ce polysaccharide de manière efficace et rapide (Hook et al., 1975; 

Lidholt et al., 1989). Des travaux plus récents portant sur la localisation subcellulaire des 

enzymes de biosynthèse ont conforté cette hypothèse. Par exemple, l’utilisation de formes 

étiquetées de EXT1 et EXT2 a montré une localisation golgienne des deux polymérases. 

Des expériences d’immunoprécipitation ont ensuite permis la mise en évidence d’une 

interaction physique entre les deux enzymes (Kobayashi et al., 2000; McCormick et al., 

2000; Senay et al., 2000). La NDST1, qui est l’enzyme clé d’initiation de la maturation des 

HS, a été décrite comme une protéine résidente de l’appareil de Golgi. Les travaux de Presto 

et al. (2008) ont démontré qu’elle peut interagir avec EXT2, ce qui aurait pour effet 

d’augmenter son activité. A l’inverse, son activité est diminuée lorsque EXT2 est complexée 
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à EXT1. Les travaux de Pinhal et al. (2001) ont mis en évidence un autre complexe formé 

par l’association de la C5-épimérase et de la 2-OST, les deux enzymes agissant sur les 

acides uroniques au sein de l’appareil de Golgi. Finalement, si aucune interaction avec 

d’autres enzymes de biosynthèse des HS n’a encore été démontrée pour les 6-OSTs, 

l’utilisation de formes étiquetées a permis de montrer une localisation golgienne pour les 

trois isoenzymes. En outre, des expériences de mutagenèse ont montré l’importance du 

domaine tige de ces sulfotransférases dans leur localisation subcellulaire et leur 

oligomérisation (Nagai et al., 2004). 

 2. Travaux de recherche 

A ce jour, les différentes études sur la localisation subcellulaire des enzymes de 

biosynthèse des HS ont confirmé leur présence dans l’appareil de Golgi, compartiment dans 

lequel elles sont le plus souvent associées en complexes macromoléculaires. Toutefois, 

aucune étude n’a été reportée sur la localisation subcellulaire des 3-OSTs, et l’éventuelle 

association de ces enzymes au sein de GAGosomes reste encore inconnue.  

Afin de préciser la localisation subcellulaire des 3-OST2, 3A et 3B, nous avons 

construit des vecteurs d’expression codant soit pour les formes entières des trois enzymes, 

soit pour des formes tronquées dépourvues de leur domaine catalytique. Par des 

expériences de microscopie de fluorescence, nous avons démontré que la 3-OST3B est 

strictement localisée dans l’appareil de Golgi, alors que la 3-OST3A est également retrouvée 

dans des vésicules intracellulaires à proximité de la membrane plasmique. Dans les deux 

cas, les formes tronquées montrent la même distribution subcellulaire, ce qui indique que le 

domaine catalytique n’est pas impliqué dans l’adressage des deux isoenzymes. En 

revanche, la 3-OST2 est entièrement retrouvée à la membrane cellulaire, alors que sa forme 

tronquée reste golgienne. Ces observations suggèrent que la 3-OST2 serait adressé hors de 

l’appareil de Golgi par un mécanisme dépendant de son domaine catalytique. Nous avons 

alors recherché si la localisation non conventionnelle des 3-OST2 et 3-OST3A pouvait être 

dû à une éventuelle association avec des partenaires présents dans les mêmes 

compartiments. Nos travaux montrent une localisation commune avec les syndécan-2 et -4, 

suggérant que ces deux protéoglycanes puissent être impliqués dans la localisation non-

golgienne des deux isoenzymes.  

Les résultats sont présentés dans l’article : « Heparan sulfate 3-O-

sulfotransferases 2, 3A and 3B display distinct subcellular localization ». 
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Introduction 

Heparan sulfate (HS) are linear polysaccharides composed of repeating disaccharide 

units of sulfated uronic acid and glucosamine (GlcN) residues. They are covalently attached 

to core proteins, thus assembling to proteoglycans. A number of signaling events that occur 

at the cell membrane during developmental, regeneratory and inflammatory processes 

require the assistance of cell surface HS moieties of proteoglycans. They are indeed 

involved in the engagement of many ligands with their cognate receptors, explaining why HS 

proteoglycans are usually considered as co-receptors (Esko and Selleck, 2002; Sarrazin et 

al., 2011; Mortier et al., 2012). Syndecans, which are represented by four members, are the 

major source of cell surface HS. The protein core of these proteoglycans consists of a highly 

conserved C-terminal cytoplasmic domain, a short transmembrane domain and a large N-

terminal extracellular domain. The cytoplasmic domain contains conserved motifs, through 

which syndecans interact with regulatory proteins involved in signaling and organizing 

complexes at the plasma membrane. Thereby, syndecans are of key importance in cell 

adhesion, growth and differentiation. With the exception of the HS attachment sites, the 

ectodomain is highly variable between the four syndecans, which suggests that it could 

interact with distinct partners at the cell membrane and in the extracellular matrix (Morgan et 

al., 2007, Lambearts et al., 2009; Couchman, 2010).   

As it transits in the Golgi apparatus, the linear HS precursor composed of alternating 

glucuronic acid (GlcUA) and N-acetyl glucosamine (GlcNAc) is extended via EXT1/EXT2 

copolymerases, and then sequentially modified through the action of N-deacetylases/N-

sulfotransferases (NDSTs), C5-epimerase, and HS 2-, 6-, and 3-O-sulfotransferases 

(HS2ST, HS6ST, HS3ST). These enzymatic modifications are not systematic, which leads to 

the occurrence of domains of relatively high IdoUA content and sulfate density (NS domains), 

bound by short transition zones with intermediate sulfation patterns and separated by N-

acetylated domains (NA domains). Importantly, NDSTs, HS6STs and HS3STs are 

represented by distinct isoenzymes, which are differently expressed depending on cell type 

and tissue environment. As example, human HS3STs are represented by seven isoenzymes, 

namely HS3ST1, HS3ST2, HS3ST3A, HS3ST3B, HS3ST4, HS3ST5 and HS3ST6, which 

possess more than 60 % of sequence homology in their sulfotransferase domain. 

Nevertheless, the reaction of 3-O-sulfation is the least abundant modification in HS, and to 

date, very few biological mechanisms have been reported to depend on 3-O-sulfated HS 

(Thacker et al., 2014). HS3ST1 was reported to generate the HS binding site for 

antithrombin-III. In contrast, HS3ST2, 3A, 3B, 4 and 6 transfer sulfate groups to the 3-OH 

position of GlcNS or GlcNH2 adjacent to an IdoUA2S residue. Thus, they provide HS-binding 

sites for the glycoprotein D (gD) of herpes simplex virus-1 (HSV-1). In contrast, HS3ST5 
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exhibits broad substrate specificity and generates HS-binding motifs for both ligands (Shukla 

et al., 1999 ; Xia et al., 2002 ; Xu et al., 2005 ; O’Donnell et al., 2006 ; Tiwari et al., 2007).  

In the current scheme of HS biosynthesis, all the enzymes are considered to be 

resident of the Golgi apparatus. In this way, a number of previous studies have postulated 

that the majority of HS-modifying enzymes may be gathered in a GAGosome, in which they 

work in close proximity of each other (Esko and Selleck, 2002). As example, EXT1 and EXT2 

form a hetero-oligomeric complex in the Golgi apparatus. This complex is likely to represent 

the biologically relevant form of the enzymes in vivo, as it exhibits enhanced 

glycosyltransferase activity compared to EXT1 or EXT2 alone (Kobayashi et al., 2000; 

McCormick et al., 2000). By overexpressing EXT1 and/or EXT2 in HEK-293 cells, Presto et 

al. (2008) demonstrated that the expression and activity of NDST1 were affected with an 

opposite effect depending on EXT1 and EXT2. Immunoprecipitation experiments highlighted 

an interaction between EXT2 and NDST1, which suggested that NDST1 might compete with 

EXT1 for binding to EXT2. Physical association between C5-epimerase and HS2ST has also 

been reported. This interaction affects the localization and activity of C5-epimerase and may 

play a functional role in chain modification by ensuring rapid and complete 2-O-sulfation of 

nascent IdoUA residues (Pinhal et al., 2001). The subcellular localization of HS6STs was 

investigated by using green fluorescent protein (GFP)-tagged forms of the enzymes. This 

experimental approach showed that the three HS6STs are retained into the Golgi apparatus, 

via a mechanism dependent on their stem domain for correct addressing (Nagai et al., 2004). 

With the exception of HS3ST1, HS3ST isoenzymes are type II transmembrane proteins with 

cytosolic, transmembrane and stem domains. However, the subcellular localization of 

HS3STs has not been yet specified, even though these enzymes represent the largest family 

among HS sulfotransferases.  

In previous works, we demonstrated that HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B are 

differently expressed in monocytes/macrophages depending on the inflammatory 

environment. HS3ST3B was strongly induced in LPS-activated monocytes and M1 

macrophages, indicating that the expression of this isoenzyme is upregulated by pro-

inflammatory stimuli. In contrast, HS3ST2 was highly expressed in M2 macrophages, while it 

was not detected in M1 macrophages and monocytes. We also found that exposure of 

monocytes/macrophages to pro- or anti-inflammatory stimuli had no notable effect on the 

expression of HS3ST3A (Martinez et al., 2015; Sikora et al., 2016). These enzymes were 

reported to catalyze the same reaction of 3-O-sulfation in vitro and to provide the HS binding 

sites for the glycoprotein gD of HSV-1 (Shukla et al., 1999; O’Donnell et al., 2006; Tiwari et 

al., 2007; Thacker et al., 2014). However, their differential expression in 

monocytes/macrophages suggests that they may be involved in the synthesis of 3-O-sulfated 

HS with distinct structural features and functions. 
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In the assumption that distinct localization may affect the activity of these enzymes, we 

examined here the subcellular distribution of fluorescently labeled HS3ST2, HS3ST3A and 

HS3ST3B. To this end, HeLa cells were transfected with expression vectors encoding red 

fluorescent protein (RFP)-tagged constructs fused to either wild-type enzymes (WT forms) or 

mutated forms that have deleted from their catalytic domain (Δcat forms). While HS3ST3B 

constructs appeared to be strictly confined to the Golgi apparatus, HS3ST3A forms were 

distributed between Golgi and small vesicles close to the plasma membrane. Most 

surprisingly, we found the both forms of HS3ST2 did not share the same subcellular 

localization. The truncated form was indeed retained in the Golgi apparatus, while the WT 

enzyme was clearly visualized at the plasma membrane. This suggests that the catalytic 

domain of HS3ST2 was capable of addressing the enzyme outside the Golgi apparatus. We 

also found that HS3ST2 and HS3ST3A partially co-localized with syndecan-2 and syndecan-

4, respectively. Silencing the expression of these proteoglycans altered the membrane 

localization of HS3ST2 and HS3ST3A, which suggests that syndecan-2 and syndecan-4 are 

required to address each isoenzyme outside the Golgi apparatus. Finally, we found that 

endogenous HS3ST2 co-localized with syndecan-2 at the cell membrane of macrophages, 

which confirms the specific interaction between both molecules. Collectively, our results 

suggest that HS3ST3B is probably fully involved in the reaction of 3-O-sulfation in the Golgi 

apparatus, while HS3ST3A and HS3ST2 may also participate, at least in part, in other 

processes that occur at the plasma membrane.  

 

Materials and methods 

Materials 

Rabbit antibody to HS3ST2 was obtained from Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, 

USA), as were secondary antibodies conjugated to Alexa-488 and Alexa-568. Mouse 

antibodies to HS3ST3A (clone E-12), syndecan-1 (clone DL-101), syndecan-2 (clone H-7) 

and syndecan-4 (clone 5G9) were purchased from Santa-Cruz Biotechnology (Santa Cruz, 

CA, USA). Anti-GM130 and anti-calnexin antibodies were from BD Biosciences (San Jose, 

CA, USA). Secondary antibodies conjugated to horse radish peroxidase (HRP) were 

purchased from Cell Signaling Technology (Danves, MA, USA). Other chemicals were from 

Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA) unless otherwise specified.  

 

Isolation of human monocyte-derived macrophages and cell culture 

Human citrated venous blood samples were obtained from the local blood transfusion 

center (Lille, France). Following isolation of peripheral blood mononuclear cells by density 
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centrifugation on Lymphoprep (Eurobio-AbCys, Courtaboeuf, France), monocytes were 

purified with magnetic beads coupled to CD14, according to the instructions of the 

manufacturer (BD Biosciences). Purity of the cell population was assessed by flow cytometry 

and found >95 %. Macrophages were then obtained by incubating freshly isolated 

monocytes (1×106 cells/mL) for 5 days in RPMI 1640 medium (Lonza, Basel, Switzerland) 

supplemented with 10 % (v/v) heat-inactivated fetal calf serum (FCS) and 10 ng/ml M-CSF 

(Peprotech, Rocky Hill City, NJ, USA). The experiments were undertaken with the 

understanding and written consent of each subject (EFS, NT/18/2015/092). The study 

methodologies conformed to the standards set by the Declaration of Helsinki and were 

approved by the local ethics committee (French research ministry, DC-2008-242). 

HeLa cells was routinely cultured in Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) 

supplemented with 4.5 g/L glucose, Ultraglutamine-1 and 10 % FCS (Lonza), at 37°C in an 

atmosphere containing 5 % CO2.  

 

RNA isolation and real-time RT-PCR 

Total RNA was isolated from 1×106 cells using the NucleoSpin RNA II kit, according 

to the instructions of the manufacturer (Macherey-Nagel, Düren, Germany). Reverse 

transcription was performed from 1 µg of total RNA by using the Maxima First Strand cDNA 

Synthesis Kit for RT-qPCR (Thermo Fisher Scientific). Synthetic primers for syndecan-1, -2, -

3 and -4 were designed by using Primer-Blast (NCBI) according to published sequences: 

syndecan-1 (NM_002997.4), 5’-GGGACTCAGCCTTCAGACAG-3’ (forward) and 5’-

CTCGTCAATTTCCAGGAGGA-3’ (reverse); syndecan-2 (NM_002998.3), 5’-

CTGCTCCAAAAGTGGAAACC-3’ (forward) and 5’-TGGGTCCATTTTCCTTTCTG-3’ 

(reverse); syndecan-3 (NM_014654.3), 5’-ACCCCAACTCCAGAGACCTT-3’ (forward) and 5’-

CCCACAGCTACCACCTCATT-3’ (reverse) and syndecan-4 (NM_002999.3), 5’-

CATTAGCTCCCGTCACCACT-3’ (forward) and 5’-AGAGGAGGTGCTCACTCCAA-3’ 

(reverse) (Eurogentec, Seraing, Belgium). Specificity of the primers was checked by semi-

quantitative RT-PCR on a 2.5 % (w/v) agarose gel. All of them amplified only one fragment of 

expected size, for which the sequence was confirmed (GATC Biotech, Constance, 

Germany). Real-time PCR amplifications were performed using an Mx3000P Multiplex 

Quantitative PCR system (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA). The transcript of 

HPRT was used as a control to normalize the expression of our genes of interest. Each 

reaction of PCR consisted of 25 µL containing 2 µL of diluted cDNA sample (1:4), 12.5 µL of 

Maxima SYBR Green qPCR Master Mix (Thermo Fisher Scientific), 1 µL of forward primer 

(15 µM), 1 µL of reverse primer (15 µM) and 8.5 µL of water. Each PCR also included a non-
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template negative control to check for primer dimers. The conditions of PCR were as follows: 

1 cycle of denaturation at 95°C for 10 min, followed by 40 cycles of 30 s at 95°C, 30 s at 

specific temperature of annealing (60°C for all primer pairs) and 30 s at 72°C. The 

fluorescence data were measured at the end of each cycle. A melting curve (55-95°C at 1°C 

interval) was constructed for each primer pair to check for the presence of one gene-specific 

peak. The amplification efficiency of each primer pair was performed on serial dilutions of 

cDNA. Triplicate PCR reactions were prepared for each sample. The point at which the PCR 

product was first detected above a fixed threshold, termed cycle threshold (Ct), was 

determined for each sample, and the average Ct of triplicate samples was used for further 

analysis. The relative quantification of transcripts was calculated as described previously 

(Pfaffl, 2001).  

 

Construction of expression plasmids 

The encoding regions of human HS3ST2 (NM_006043) and HS3ST3A (NM_006042) 

were isolated from cDNA of primary macrophages, while the encoding region for HS3ST3B 

(NM_006041) was obtained from the fibroblast MRC-5 SV2 cell line (Martinez et al., 2015; 

Sikora et al., 2016). For each isoform, 4 recombinant forms were constructed. Full-length 

cDNAs (WT) were inserted into pcDNA3.1 (Thermo Fisher Scientific) upstream a sequence 

coding for monomeric red fluorescent protein 1 (mRFP1) or green fluorescent protein (GFP). 

Truncated forms (Δcat) encoding the cytoplasmic, transmembrane and stem regions were 

fused to the NH2 terminus of both fluorescent proteins. All cDNA were amplified by PCR with 

specific forward and reverse primers (Table 1) and the DynaZyme EXT DNA Polymerase 

(Thermo Fisher Scientific), as described in the manufacturer’s protocol. PCR fragments were 

generated with NheI or XhoI restriction sites at the 5’ end and HindIII or BamHI at the 3’ end. 

After digestion with the appropriate restriction enzymes, fragments were inserted in-frame 

with mRFP1 or GFP to express tagged proteins or into empty pcDNA3.1 to express 

untagged proteins. The predicted protein structures encoded by the plasmids are shown in 

Figure 1A. 

 

Cell transfection of expression plasmids and siRNA  

For cell transfection of expression plasmids, HeLa cells were plated at 2x105 cells per 

well and transiently transfected with ADN-lipofectamine 2000 complexes at a ratio 1:4, 

according to the manufacturer’s instructions (Thermo Fisher Scientific). For siRNA-mediated 

silencing experiments, HeLa cells and macrophages were plated at 2x105 cells per well and 

1×106 cells per well, respectively. Thereafter, cells were transfected with siRNA (60 pmoles 
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per well) using INTERFERin (Polyplus, Illkirch, France), according to the manufacturer’s 

recommendations. Synthetic siRNA duplex targeting syndecan-4 mRNA was described in 

Baietti et al. (2012). A synthetic siRNA duplex corresponding to the sequence of syndecan-2 

mRNA 5’-AAAACUCCAACUUAGUGUCdTdT-3’ was designed by Sigma-Aldrich. All siRNA 

were synthetized by Sigma-Aldrich and tested for their efficiency to silence the expression of 

mRNA target. A control siRNA duplex (MISSION®, Sigma-Aldrich) was used as negative 

control. 

 

Western Immunoblotting 

HeLa cells (1×106/point) were lysed in 40 µL lysis buffer (50 mM Tris-HCl, 150 mM 

NaCl, 1 % Triton X-100, pH 8.0), supplemented with 1 mM NaVO3, 10 mM NaF and protease 

inhibitor mixture (Roche Diagnostics, Meylan, France) for 3 h at 4°C. Lysates were clarified 

by centrifugation at 10,000 g for 30 min at 4°C. Protein content of the supernatants was 

estimated using micro BCA protein assay kit (Thermo Fisher Scientific). Volumes of lysates 

corresponding to twenty micrograms of proteins were mixed with Laemmli buffer and boiled 

for 10 min. Proteins were then separated by SDS-PAGE (10 %, w/v) and transferred onto 

nitrocellulose membrane (Amersham, Uppsala, Sweden). The membrane was blocked for 1 

h at room temperature in 20 mM Tris-HCl, pH 7.6, 150 mM NaCl buffer (TBS) supplemented 

with 0.05 % (v/v) Tween-20 and 5 % (w/v) nonfat dry milk powder, and then probed overnight 

with primary antibodies (1:1000) in TBS supplemented with 5 % (w/v) nonfat dry milk powder. 

After washing, immunoreactive proteins were visualized with HRP-conjugated secondary 

antibodies (1:10 000) and ECL detection kit (Amersham).  

 

Immunofluorescence staining 

Cells were seeded on glass coverslips and transfected with siRNA for 48 h and/or 

with expression plasmid for 24 h. They were then washed once with 0.1 M sodium phosphate 

buffer (PBS, pH 7.2) and fixed in 4 % paraformaldehyde in PBS for 30 min at room 

temperature. After three washing with PBS, cells were permeabilized with 0.5 % Triton X-100 

in PBS for 5 min, and then incubated for at least 60 min with a blocking solution containing 

0.1 % Triton X-100, 1 % BSA (Roche Applied Science, Penzberg, Germany) and 5 % normal 

goat serum (Thermo Fisher Scientific) in PBS. Following blocking, cells were incubated 

overnight at 4°C with primary antibodies diluted (1:1000) in the blocking buffer. After 

washing, they were incubated for 1 h with Alexa 488- or Alexa 568-conjugated secondary 

antibodies diluted at 1:600 in blocking buffer. Finally, cells were stained with 500 ng/mL DAPI 

(Sigma-Aldrich) for 10 min, in order to visualize cell nuclei. Immunostaining was detected 
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with an inverted Zeiss LSM 780 microscope (Oberkochen, Germany) equipped with a 63x oil 

immersion lens, at room temperature. Data were collected using the Zeiss Zen Pro 2.1 

software and processed with Image J software. 

 

Statistical analysis 

Results are representative of at least three independent experiments. Statistical 

significance between the different values was analyzed by Student’s t-test, with a threshold 

of P < 0.05 considered as significant. 

 

Results 

Subcellular localization of fluorescently tagged HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B 

The subcellular localization of human HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B was 

investigated by using overexpression systems in HeLa cells. We used this model because of 

the absence of HS3ST2 and the low expression of endogenous HS3ST3A and HS3ST3B in 

these cells (Deligny et al., 2010). The expression vectors for RFP-tagged proteins were 

constructed with either the full-length sequences encoding each enzyme (HS3STs-WT-RFP) 

or truncated sequences deleted of the catalytic domains (HS3STs-Δcat-RFP). The predicted 

structure of the different constructs was schematically represented in Figure 1.  

 

Figure 1. Schematic representation of RFP-tagged full length (WT) and truncated 
(Δcat) forms of HS3ST3A, HS3ST3B and HS3ST2. The purple, blue, green and red 
boxes indicate the intracellular and transmembrane regions, the sulfotransferase domain 
and the RFP tag, respectively. The zigzag line illustrates the stem domain. The numbers 
indicate position of each domain in amino acid sequences. 
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HeLa cells were then transiently transfected with the different expression vectors and the 

expression of RFP-tagged WT and Δcat forms of HS3STs was analyzed by confocal 

microscopy. In addition, the precise localization of the fluorescent proteins was delineated by 

immunofluorescence staining with organelle-specific antibodies labeled with Alexa-488. The 

fluorescent signals obtained from HS3ST3A-WT-RFP and HS3ST3A-Δcat-RFP were mainly 

concentrated in intracellular organelles that are close to the nucleus (Figure 2A). Overlapping 

with the green fluorescence of the cis-Golgi marker GM130 confirmed that this fraction was 

localized in the Golgi apparatus. However, a minor fraction of both forms of HS3ST3A was 

also visualized in small vesicles and at the plasma membrane. These first results suggested 

that HS3ST3A is mainly a Golgi-resident enzyme, but it can be addressed to the plasma 

membrane. The fact that similar membrane localization was observed for both constructs 

revealed that the cytoplasmic tail, transmembrane domain or stem region of HS3ST3A 

probably contains a sorting signal that directs the enzyme outside of the Golgi apparatus. As 

shown in Figure 2B, both HS3ST3B-WT-RFP and HS3ST3B-Δcat-RFP constructs were 

similarly localized with GM130, which indicates that HS3ST3B is entirely confined within the 

Golgi apparatus. Unlike the two other HS3STs, we found that the truncated and WT forms of 

HS3ST2 displayed distinct intracellular staining (Figure 2C). In our hands, HS3ST2-Δcat-

RFP colocalized with GM130, confirming its localization in the Golgi apparatus. HS3ST2-WT-

RFP, however, was visualized in other intracellular compartments. The observation that it 

overlapped with calnexin suggested that the WT tagged form of HS3ST2 was retained in the 

endoplasmic reticulum (ER). Such localization could be due to a defective protein folding, 

which may explain that it was sequestered in the ER for degradation (Ruggiano et al., 2014).  

 

Overexpression of HS3ST2 and HS3ST3A in HeLa cells 

To overcome the problem of HS3ST2 misfolding, we decided to transfect HeLa cells 

with an expression vector encoding a full-length and non-tagged form of HS3ST2. First, we 

confirmed the expression of recombinant HS3ST2 in our model by Western blot. Anti-

HS3ST2 antibody specifically reacted with immunoreactive proteins, for which the apparent 

molecular weights varied from 45 to 55 kDa (Figure 3A). PNGase treatment reduced the 

number of reactive bands of higher molecular weights, which indicates that immunoreactive 

proteins corresponded to N-glycosylated forms of HS3ST2 (data not shown). These results 

revealed that the recombinant enzyme was efficiently produced in HeLa cells at the expected 

molecular weight and validated anti-HS3ST2 antibody for next experiments. After 

transfection with the expression vector, HeLa cells were fixed, permeablized and incubated 

with anti-HS3ST2 antibodies. Thereafter, cells were incubated with secondary antibodies 

conjugated to Alexa-568 and the fluorescence signal was analyzed by confocal microscopy.  
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Figure 2. Subcellular localization of fluorescent forms of HS3ST3A, HS3ST3B and 
HS3ST2. HeLa cells were transiently transfected with expression vectors encoding the RFP 
tag coupled to full-length (WT) or truncated (Δcat) forms of HS3ST3A (A), HS3ST3B (B) or 
HS3ST2 (C). In parallel, cells were doubled-labeled with antibodies to GM130 (Golgi marker) 
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or calnexin (ER marker), and secondary antibody conjugated to Alexa-488 was used to 
highlight in green both markers. Nuclei were stained in blue with DAPI. Representative 
microscopy images of the expression of WT and Δcat forms of HS3STs (left panels) and 
organelles markers (middle panels) are shown in red and green fluorescence, respectively. 
Right panels show merged images. Scale bar = 10 µm.  

 

 

 
Figure 3. Subcellular localization of non-tagged HS3ST2 and HS3ST3A. HeLa cells were 
transiently transfected with expression vectors encoding non-tagged forms of full-length 
HS3ST2 (A, B) or HS3ST3A (C, D). The expression of each enzyme was verified by Western 
blot with specific antibodies to HS3ST2 (A) and HS3ST3A (C). Parallel immunoblotting with 
anti-GAPDH confirmed equal loading of the samples. For fluorescence analysis, HeLa cells 
were fixed, permeabilized and then incubated in the presence of anti-HS3ST2 (B) and anti-
HS3ST3A (D). Thereafter, cells were immunostained with secondary antibodies conjugated 
to Alexa-568. Nuclei were stained in blue with DAPI. Representative microscopy images of 
the expression of HS3STs are shown in red fluorescence. Scale bar = 10 µm.  

 

HS3ST2130
100
70

55

40

35

25

15

42

(kDa)

GAPDH

BA

130
100
70

55

40

35

25

15

42 GAPDH

(kDa)
HS3ST3A

C D



 120 

As shown in Figure 3B, immunostaining was mainly visualized at the plasma membrane of 

HeLa cells, which revealed that HS3ST2 was addressed outside of the Golgi apparatus. 

Given that HS3ST2-Δcat-RFP was detected into the Golgi apparatus, these last results 

suggest that the catalytic domain of HS3ST2 may support the unexpected localization of the 

enzyme to the plasma membrane. 

In order to check whether unconventional localization of fluorescent HS3ST3A 

constructs was not due to an artifact, we reproduced the same experiments with a 

recombinant form of HS3ST3A without fluorescent tag. HeLa cells were transiently 

transfected with an expression vector encoding a full-length and non-tagged form of 

HS3ST3A and the expression of the enzyme was verified by Western blot with a specific 

anti-HS3ST3A antibody (Figure 3C). As above, we confirmed efficient expression of 

HS3ST3A in transfected cells, and PGNase treatment revealed the presence of at least two 

N-glycosylated forms of the enzyme with apparent molecular weights of ∼ 50 kDa. We then 

analyzed the subcellular localization of recombinant HS3ST3A by using the same antibody. 

As shown in Figure 3D, the results were similar to the ones obtained with RFP-tagged 

constructs of the enzyme. Non-tagged HS3ST3A was indeed localized in the Golgi apparatus 

and intracellular vesicles close to the plasma membrane.  

Collectively, these results revealed that HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B display 

different subcellular localizations. While HS3ST3B is a normal Golgi-resident enzyme, 

HS3ST2 and a fraction of HS3ST3A are addressed outside the Golgi apparatus, which 

suggests that these three isoenzymes may have distinct functions. 

 

Effect of the co-expression of HS3STs on their subcellular localization  

We reported in previous works that HS3ST2 and HS3ST3B are differentially 

expressed in monocytes/macrophages depending on the inflammatory environment, while 

the expression of HS3ST3A remains unchanged (Martinez et al., 2015). Hence, we analyzed 

whether the expression of one isoenzyme may compromise the localization of another one in 

our cellular model (Figure 4). For the experiments of co-expression with HS3ST3A and 

HS3ST3B, an expression vector for a GFP-tagged form of HS3ST3A was constructed. 

Thereafter, HeLa cells were transfected with HS3ST3A-WT-GFP and HS3ST3B-WT-RFP 

and analyzed for the localization of fluorescent proteins by confocal microscopy. As shown in 

Figure 4A, the green and red fluorescence signals overlapped in the Golgi apparatus, which 

confirmed our previous results. Moreover, a green fluorescent signal was also visualized in 

intracellular vesicles and at the plasma membrane. These results indicated that the 

expression of HS3ST3B did not modify the localization of HS3ST3A and vice-versa. For the 

other experiments, we used GFP-tagged HS3ST3A or RFP-tagged HS3ST3B in combination 
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with the non-tagged form of HS3ST2. When compared to the results obtained with one 

isoenzyme, we found that simultaneous expressions of HS3ST3A or HS3ST3B with HS3ST2 

did not modify the localization of each isoenzyme (Figures 4B and 4C). Most interestingly, we 

did not observe any co-localization of HS3ST2 and HS3ST3A. Even though both were 

addressed outside the Golgi apparatus, these last findings revealed that they did not 

accumulate in the same areas.  

 

 

Figure 4. Co-expression of HS3STs in HeLa cells. HeLa were co-transfected with 
expression vectors encoding full-length forms of HS3STs. Three combinations of double 
transfection were used as follows: HS3ST3A-WT-GFP with HS3ST3B-WT-RFP (A), 
HS3ST3A-WT-GFP with HS3ST2-WT (B); HS3ST2-WT with HS3ST3B-RFP (C). The 
expression of HS3ST3A and HS3ST3B was visualized by the green and red fluorescence 
signals of GFP and RFP tags, respectively. The expression of HS3ST2 was immunodetected 
with specific antibodies and visualized with secondary antibodies conjugated to Alexa-568 
(red signals) (B) or Alexa-488 (green signals) (C). DAPI staining was performed to show the 
nucleus. Representative fluorescence microscopy images of the expression of each HS3ST 
are shown in left and middle panels. Right panels show merged images of the combinations. 
Scale bar = 10 µm. 
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Subcellular localization of HS3STs with syndecans 

According to their plasma membrane localization, we hypothesized that HS3ST2 and 

HS3ST3A may localize with an HS proteoglycan, and more precisely with a member of the 

syndecan family. The four syndecans exhibit different expression profiles depending on cell 

type. Hence, we first established their expression profile in HeLa cells by real-time RT-PCR. 

We found that the transcript encoding syndecan-2 was the main syndecan mRNA expressed 

in HeLa cells. Syndecan-1 and -4 mRNAs were expressed at lower level, while syndecan-3 

mRNA was barely detected. The presence of syndecan-1, -2 and -4 in HeLa cells was then 

confirmed by immunofluorescence with anti-syndecan antibodies and secondary antibodies 

conjugated to Alexa-488. As already reported by others (Araki et al., 2009; Suffee et al., 

2012; Renga et al., 2014), we observed fluorescent staining of syndecans at the plasma 

membrane and also in some intracellular compartments, which may be related to the 

intracellular trafficking of these proteoglycans (Figure 5A).  

We then examined whether HS3ST3A and HS3ST2 shared common localization with 

syndecans. To this end, the vector encoding RFP-tagged HS3ST3A was first transfected in 

HeLa cells and the expression of syndecans were analyzed by immunofluorescence as 

above. We did not observe any overlapping between the signal of HS3ST3A-WT-RFP and 

the fluorescent staining of either syndecan-2 (Figure 5B) or syndecan-1 (data not shown). In 

contrast, we found that the red fluorescence signal of HS3ST3A merged, at least in part, with 

the green immunostaining of syndecan-4, which revealed a partial co-localization between 

both molecules in intracellular vesicles and at the plasma membrane. In next experiments, 

HeLa cells were transfected with the expression vector encoding the non-tagged form of 

HS3ST2. Following their permeabilization, cells were incubated with antibodies to HS3ST2 

and syndecans, and reactive proteins were fluorescently stained with secondary antibodies 

conjugated to Alexa-568 and Alexa-488, respectively. As shown in Figure 5C, we found that 

the fluorescent staining of HS3ST2 and syndecan-2 merged in some areas of the plasma 

membrane, indicating a partial co-localization of the isoenzyme with this proteoglycan. In 

contrast, we did not observe any overlapping between the fluorescence signals of HS3ST2 

and either syndecan-4 (Figure 5C) or syndecan-1 (data not shown). Thus, the findings that 

HS3ST3A and HS3ST2 specifically co-localized with different syndecans suggest that they 

may have distinct functions in some specialized cellular compartments. 

To decipher the functional relationships between both HS3STs and syndecan-2 and 

syndecan-4, we decided to silence the expression of each proteoglycan by RNA interference. 

Treatment of HeLa cells with specific siRNA targeting syndecan-2 or syndecan-4 resulted in 

a significant down-regulation of corresponding mRNA. After 24 h of transfection, the 

inhibitory effects of siRNA were estimated at 82 % and 89 % respectively, when compared to  
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Figure 5. Colocalization of HS3ST3A and HS3ST2 with syndecans in HeLa cells. (A) 
The endogenous expression of syndecans was analyzed by RT-qPCR and by 
immunofluorescence microscopy. Following reverse transcription of RNA extracted from 
HeLa cells, mRNA levels of syndecans was quantified by RT-qPCR. Relative transcript 
abundance was normalized to HPRT mRNA. Data are means ± S.D. from five separate 
experiments. For fluorescence analysis, cells were permeabilized and incubated in the 
presence of specific antibodies to each syndecan. Thereafter, immunoreactive syndecans 
were stained with secondary antibodies conjugated to Alexa-488. For the experiments of 
colocalization, HeLa cells were transiently transfected with the expression vectors encoding 

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

m
R
N
A
ex
pr
es
si
on

(g
en
e/
H
P
R
T)

Syndecan-4Syndecan-2Syndecan-1

HS3ST3A-WT-RFP MergeSyndecan-2

HS3ST3A-WT-RFP MergeSyndecan-4

HS3ST2 MergeSyndecan-2

HS3ST2 MergeSyndecan-4

A

B

C



 124 

HS3ST3A-WT-RFP (B) or HS3ST2-WT (C) for 24 h, after which time they were 
permeabilized for immunofluorescence analysis of endogenous syndecan-2 and syndecan-4. 
Nuclei were stained in blue with DAPI. Representative microscopy images of the expression 
of HS3STs (left panels) and syndecans (middle panels) are shown in red and green 
fluorescence, respectively. Right panels show merged images. Scale bar = 10 µm.  

 

 

 
Figure 6. Localization of HS3ST3A and HS3ST2 in syndecan-deficient HeLa cells. HeLa 
cells were transfected with negative control siRNA (si-control) or specific siRNA targeting 
either syndecan-2 (si-syndecan-2) or syndecan-4 (si-syndecan-4). (A) The efficacy of each 
siRNA to down-regulate the expression of syndecans was verified by RT-qPCR. Relative 
transcript abundance was normalized to HPRT mRNA. Data are means ± S.D. of five 
independent experiments (***P < 0.001, significantly different when compared to cells 
transfected with negative control siRNA). Following treatment with siRNA for 24 h, HeLa cells 
were transiently transfected with plasmids encoding HS3ST3A-WT-RFP (B) or HS3ST2-WT 
(C). The expression of HS3ST3A was visualized by the fluorescence signals of RFP tag. 
HS3ST2 was detected with specific antibodies and fluorescently stained with secondary 
antibodies conjugated to Alexa-568. Nuclei were stained in blue with DAPI. Representative 
microscopy images of the expression of HS3STs are shown in red fluorescence. Scale bar = 
10 µm.  
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the results obtained with the negative control siRNA. Moreover, we found that the expression 

of mRNA encoding syndecan-2 was not significantly altered by the siRNA that targeted 

syndecan-4, and vice-versa. These results confirmed the efficiency and specificity of both 

siRNA used in this study (Figure 6A). We next examined the cellular localization of HS3ST3A 

and HS3ST2 in siRNA-treated HeLa cells. To this end, HeLa cells were first treated with 

specific siRNA for 24 h and then transfected with either HS3ST3A-WT-RFP or non-tagged 

HS3ST2. Thereafter, the subcellular localization of each isoenzyme was analyzed by 

confocal microscopy as above. As expected, cell treatment with the negative control siRNA 

did not hamper the subcellular localization of both HS3STs. Silencing the expression of 

syndecan-2 had no effect on the localization of HS3ST3A, as shown in Figure 6B. 

Conversely, down-regulating the expression of syndecan-4 had a notable effect on the 

localization of this isoenzyme. RFP-tagged HS3ST3A was indeed enriched in the Golgi 

apparatus, with a consequent decrease in the fraction that was distributed in intracellular 

vesicles and at the plasma membrane. On the other hand, silencing the expression of 

syndecan-2 dramatically altered the cellular localization of HS3ST2 in HeLa cells, when 

compared to control cells. Fluorescent staining of the enzyme was no more observed at the 

plasma membrane but rather in intracellular vesicles, which indicates that the proteoglycan 

was required to address HS3ST2 outside the Golgi apparatus. In contrast, the localization of 

the enzyme was not modified in cells that were deficient in the expression of syndecan-4 

(Figure 6C). Collectively, these results support a model in which syndecan-2 and -4 may 

participate in the trafficking and consequent localization of HS3ST2 and HS3ST3A into 

distinct intracellular compartments, respectively. 

 

Localization of endogenous HS3ST2 and syndecan-2 in primary macrophages 

We previously reported that primary macrophages express high level of HS3ST2 

(Martinez et al., 2015). To validate the results obtained with ectopic expression of this 

enzyme in HeLa cells, we reproduced the same experiments with human macrophages 

derived from blood monocytes. First, we examined the expression of syndecans by real-time 

RT-PCR and we found that syndecan-2 was the main representative of this proteoglycan 

family in primary macrophages (Figure 7A). Thereafter, we analyzed the localization of 

endogenous HS3ST2 and syndecan-2 by immunofluorescence. To this end, permeabilized 

macrophages were incubated with antibodies to HS3ST2 and syndecan-2, after which 

fluorescent staining was performed by using secondary antibodies conjugated to Alexa-568 

and Alexa-488, respectively. As shown in Figure 7B, fluorescence staining of HS3ST2 was 

confined to the plasma membrane of macrophage, which was in agreement with the 

localization  observed in our model  of ectopic  HS3ST2 expression  in HeLa cells. Moreover, 
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Figure 7. Colocalization of HS3ST2 with syndecan-2 in primary macrophages. (A) The 
endogenous expression of syndecans was analyzed by RT-qPCR. Following reverse 
transcription of RNA extracted from primary macrophages, the level of mRNA for the four 
syndecans was quantified by RT-qPCR. Relative transcript abundance was normalized to 
HPRT mRNA. Data are means ± S.D. and were obtained with macrophages from six 
different donors. (B) Colocalization of endogenous HS3ST2 and syndecan-2 in macrophages 
was analyzed by immunofluorescence. Following cell permeablization, HS3ST2 and 
syndecan-2 were detected with rabbit anti-HS3ST2 and mouse anti-syndecan-2 antibodies. 
Thereafter, cells were fluorescently stained with Alexa 568-conjugated anti-rabbit antibodies 
and Alexa 488-conjugated anti-mouse antibodies. DAPI staining was performed to show the 
nucleus. Representative microscopy images of the expression of HS3ST2 (left panel) and 
syndecan-2 (middle panel) are shown in red and green fluorescence, respectively. Merge 
image (right panel) indicates a total yellow colocalization. (C) HS3ST2 localization in 
syndecan-2-deficent macrophages was analyzed by confocal microscopy. Following 
treatment of macrophages with negative control siRNA (si-control) or specific siRNA 
targeting either syndecan-2 (si-syndecan-2) or syndecan-4 (si-syndecan-4), HS3ST2 was 
detected with specific antibodies and fluorescently stained with secondary antibodies 
conjugated to Alexa-568. Nuclei were stained in blue with DAPI. Representative microscopy 
images of the expression of HS3ST2 are shown in red fluorescence. Scale bar = 10 µm.  
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we found that the red fluorescence signal, which corresponds to endogenous HS3ST2, 

perfectly merged with the green fluorescent staining of syndecan-2. Thus, these results 

revealed that HS3ST2 and syndecan-2  are both localized in the same areas at the plasma 

membrane of macrophages. In order to confirm the functional relationships between HS3ST2 

and syndecan-2, we reproduced silencing experiments with specific siRNA to syndecan-2 

and syndecan-4. As expected, we found that each siRNA was as effective in macrophages 

as in HeLa cells to reduce the expression of corresponding syndecan, without sharing any 

cross-reactivity. Treatment of macrophages with negative control siRNA or specific siRNA to 

syndecan-4 did not modify the localization of HS3ST2. Fluorescence staining was indeed 

observed at the cell membrane in both cases. In contrast, silencing the expression of 

syndecan-2 strongly altered the cellular distribution of HS3ST2. When compared to control 

cells, fluorescent staining of HS3ST2 was no more observed at the plasma membrane, but 

confined in intracellular vesicles (Figure 7C). Thus, these last results lend support for the 

hypothesis that syndecan-2 is required for the trafficking and consequent localization of 

HS3ST2 to the plasma membrane of macrophages.  

 

Discussion 

The biological functions of HS rely on their ability to create interactions with a large 

repertoire of proteins. These interactions are mainly dependent on the density and the 

position of sulfate groups into glycan backbone, which are results of the combined actions of 

HS sulfotransferases acting in the Golgi apparatus. Thereby, the differential expression of 

these enzymes depending on the cellular environment is likely to control the synthesis of HS 

motifs with distinct structural features and functions. HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B were 

reported to catalyze the same reaction of 3-O-sulfation in vitro by transferring a sulfate group 

to the 3-OH position of GlcNS or GlcNH2 adjacent to IdoUA2S residues. With HS3ST4 and 

HS3ST6, they were often referred to as gD-type HS3STs, given that they provide HS binding 

sites for the glycoprotein gD of HSV-1 (Liu et al., 1999a, 1999b; Shukla et al., 1999; Thacker 

et al., 2014). Nevertheless, the diversification of HS3ST subfamily suggests that there might 

have distinct substrate specificity in vivo. While HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B shared 

greater that 80 % sequence identity in the sulfotransferase domain, their structure diverged 

by the N-terminal cytoplasmic tail, the transmembrane domain and the stem region. These 

distinct structural features would be in favor of specific subcellular localization and 

consequent interactions with distinct partners, which might argue for their substrate 

specificity in vivo.  

In the current work, we have then examined the subcellular localization of HS3ST2, 

HS3ST3A and HS3ST3B by using expression vectors encoding fluorescent forms of each 



 128 

isoenzyme, which were deleted or not from their catalytic domain. We found that HS3ST3B 

and HS3ST3A are localized in the Golgi apparatus, which is consistent with that is known for 

other enzymes involved in HS biosynthesis. Co-localization with Golgi marker revealed that 

HS3ST3B was confined in this compartment, indicating that it is a strict Golgi-resident 

enzyme. Moreover, full-length and truncated constructs of HS3ST3B were both detected in 

the same compartment, which revealed that the catalytic domain is not important for the 

mechanism of retention. Thus, HS3ST3B could use retention strategies as for the majority of 

Golgi-resident enzymes examined to date, for which Golgi retention can be established via 

the cytoplasmic, transmembrane or luminal stem domains (Banfield, 2011). On another 

hand, protein oligomerization via the stem regions has been already described for HS6STs 

within the Golgi (Nagai et al., 2004). In the same way, HS3ST3B could associate with others 

enzymes as homo- or hetero-oligomers and thereby be excluded from transport vesicles as it 

is in large complexes, resulting in its retention in the Golgi (Banfield, 2011). In contrast to 

HS3ST3B, the mechanism for the retention HS3ST3A in Golgi apparatus seems to be 

different. Indeed, we found that the distribution of HS3ST3A did not entirely merged with the 

localization of HS3ST3B, as it was also distributed in intracellular vesicles outside the Golgi 

and close to the plasma membrane. While sharing nearly 100 % sequence identity in the 

sulfotransferase domain, both isoenzymes strongly diverge in others domains. This is 

consistent with the findings that both RFP-tagged HS3ST3A constructs stained the same 

intracellular behavior, which revealed that this localization did not require the sulfotransferase 

catalytic domain. Unlike HS3ST3B, HS3ST3A could then be present in the Golgi as a 

monomeric form and thereby be transported by vesicles from the Golgi apparatus to the 

plasma membrane. Nevertheless, non-conventional localization of enzymes outside of the 

Golgi apparatus has been the subject of debate, because of the ectopic expression of 

fluorescently tagged proteins. For the avoidance of doubt, we compared the distribution of 

RFP-tagged and non-tagged forms of HS3ST3A. We found that both proteins displayed the 

same subcellular localization, which rules out any interference of the fluorescent tag. We 

then demonstrated that silencing the expression of syndecan-4 resulted in a reduced 

trafficking of HS3ST3A outside of the Golgi apparatus, which suggested that this 

proteoglycan may be involved in the trafficking of the enzyme. Baietti et al. (2012) reported 

that syndecans and their cytoplasmic adaptor syntenin are involved in the formation of 

exosomes. These vesicles represent an important tool for intercellular communication and 

therefore play a key role in the regulation of physiological and pathological processes 

(Columbo et al., 2014). They are released by many cell types when multivesicular 

endosomes fuse with the plasma membrane at the end of the endocytic recycling pathway. 

Therefore, our findings suggest that HS3ST3A could be loaded in exosomes with syndecan-

4. Further investigation will be helpful for supporting this model. 
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In contrast to HS3ST3A and HS3ST3B, we found that the RFP-tagged forms of 

HS3ST2 were not localized in the same compartment. While the truncated enzyme was 

addressed to the Golgi apparatus, the full-length RFP-tagged form remained in the ER, 

indicating that it was certainly misfolded. Thus, we decided to use an expression vector 

encoding a non-tagged form of the enzyme. Following cell transfection, HS3ST2 was 

detected with a specific antibody and indirect immunofluorescence staining. By using this 

approach, we found an unexpected localization of the immunoreactive protein at the plasma 

membrane. That the truncated form of HS3ST2 was retained in the Golgi compartment 

indicates that the sulfotransferase catalytic domain is probably required for the 

unconventional localization of the full-length enzyme. Moreover, we did not observe any 

overlapping between HS3ST2 and HS3ST3A, which revealed that both enzymes were not 

directed into the same compartments. We then examined the localization of HS3ST2 with 

that of syndecans. In contrast to HS3ST3A, we did not observe any co-localization with 

syndecan-4, which was in agreement with the findings that both isoenzymes did not localize 

in the same areas. Conversely, the membrane staining of HS3ST2 was found to overlap with 

that of syndecan-2, suggesting a co-localization of both molecules at the cell membrane. 

Moreover, we showed that silencing the expression of this proteoglycan resulted in a 

complete loss of HS3ST2 at the plasma membrane and in a consequent accumulation of the 

enzyme into intracellular organelles. These results suggest that syndecan-2 is probably 

required for addressing HS3ST2 to the plasma membrane. Since exportation to the cell 

surface appeared dependent on the sulfotransferase catalytic domain, it may be speculated 

a trapping mechanism of HS3ST2 by syndecan-2. Via interaction with HS moieties, 

syndecan-2 could drive a directional transport of HS3ST2 from the Golgi to vesicles at the 

cell surface. Further investigations are currently in progress to decipher the molecular 

interaction between HS3ST2 and syndecan-2 and to know whether both molecules are 

present in focal adhesive plaques.  

Several studies have used overexpression systems to demonstrate the Golgi 

localization of enzymes involved in HS biosynthesis, including EXT1, EXT2, C5-epimerase, 

HS2ST, HS6STs (McCornick et al., 2000; Pinhal et al., 2001; Nagai et al., 2004). Thus, the 

finding that HS3ST2 is addressed outside the Golgi apparatus to the plasma membrane was 

unexpected. However, such an unconventional localization of an HS-modifying enzyme could 

be an artifact of the expression system in HeLa cells. Thus, we analyzed the localization of 

endogenous HS3ST2 in macrophages, as we previously reported that the enzyme was 

expressed at high level within these cells (Martinez et al., 2015). We found that the 

localization of HS3ST2 in macrophages perfectly matched with the distribution of the 

overexpressed enzyme in HeLa cells, which excludes the possibility that non-conventional 

localization of HS3ST2 could be an artifact. Moreover, we found that the enzyme perfectly 
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co-localized with syndecan-2 at the membrane of macrophages. Silencing the expression of 

the proteoglycan altered the localization of HS3ST2, which confirmed the functional 

association between both molecules. Such a non-conventional localization of an enzyme 

supposed to be Golgi-resident has been already reported for some glycosyltransferases, 

including β1,4-galactosyltransferase. Because sugar nucleotides are normally not present in 

the extracellular medium, it has been suggested that surface-localized glycosyltransferases 

may form adhesive bonds with glycan substrates in the extracellular matrix or on the 

membrane of adjacent cells in a lectin-like fashion (Shur et al., 1998; Sun et al., 2014). 

Hence, such an interacting function might be extrapolated for HS3ST2 at the surface of 

macrophages, which will highlight a new function for an HS sulfotransferase.   

In conclusion, we demonstrated for the first time that certain HS3ST isoenzymes 

display distinct subcellular localization, with an unexpected addressing of HS3ST2 and, at 

least in part, of HS3ST3A outside of the Golgi apparatus. In our previous works, we reported 

that macrophage polarization modified the profiles of expression of numerous HS 

sulfotransferases. The striking difference between M1 and M2 macrophage subtypes was 

observed within the expression of HS3ST2 and HS3ST3B. While HS3ST2 was higher 

expressed in M2 macrophages, it was rapidly repressed upon M1 polarization. In contrast, 

HS3ST3B was strongly induced in M1 macrophages, which indicates that inflammatory 

stimuli differentially control the expression of both isoenzymes (Martinez et al., 2015). 

Because the structure of HS is mainly the consequence of the specific cell-type expression 

and activity of sulfotransferases, the differential expression and subsequently distinct 

localization of HS3ST2, HS3ST3A and HS3ST3B suggests that these isoenzymes may be 

involved in different functions depending on macrophage environment.  
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 4. Discussion 

Grâce à leur capacité d’interaction avec de nombreux ligands protéiques, les HS 

jouent un rôle important dans de nombreux processus biologiques. Ces interactions sont 

principalement dépendantes de la densité et de la position des groupements sulfates au sein 

de la chaine HS, qui sont le résultat de l’action combinée des HS sulfotransférases dans 

l’appareil de Golgi. En outre, l’expression de ces différentes enzymes varie en fonction du 

type cellulaire et de leur environnement, ce qui est susceptible de conduire à la génération 

de motifs HS distincts possédant des structures et des fonctions spécifiques. Les 3-OST2, 

3A et 3B catalysent la même de 3-O-sulfatation in vitro en transférant un groupement sulfate 

sur la fonction hydroxyle de résidus de GlcNS ou GlcNH2 à proximité immédiate d’un résidu 

IdoUA2S. Elles sont regroupées, avec les 3-OST4 et 3-OST6, sous la dénomination 3-OST 

de type gD, étant donné qu’elles sont à l’origine des motifs HS de fixation de la protéine gD 

du virus HSV-1 (Liu et al., 1999a, 1999b; Shukla et al., 1999; Thacker et al., 2014). 

Toutefois, la présence de plusieurs isoenzymes au sein de cette sous-famille suggère 

qu’elles possèdent une spécificité de substrat plus étroite in vivo. Les 3-OST2, 3A et 3B 
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possèdent plus de 80% d'homologie de séquence au niveau du domaine sulfotransférase. 

En revanche, elles divergent au niveau de leur extrémité N-terminale, qui contient les 

domaines cytoplasmique et transmembranaire, ainsi que la région tige. Ces différences 

structurales soutiennent l’hypothèse d’une localisation subcellulaire spécifique pour chaque 

isoenzyme et par conséquent des interactions avec des partenaires distincts, ce qui pourrait 

être à l’origine de différences de spécificités de substrats in vivo. 

Au cours de cette étude, nous avons étudié la localisation subcellulaire des 3-OST2, 3A et 

3B en utilisant des vecteurs d’expression codant pour des formes fluorescentes de chaque 

isoenzyme, délétée ou non de leur domaine catalytique. Nos résultats montrent que les 3-

OST3B et 3A sont localisées dans l’appareil de Golgi, ce qui est accord avec les études 

réalisées pour les autres enzymes de maturation des HS. La co-localisation totale avec un 

marqueur golgien révèle que la 3-OST3B est confinée dans ce compartiment, indiquant 

qu’elle est une enzyme résidente de l’appareil de Golgi. De plus, les constructions réalisées 

pour la 3-OST3B sont toutes les deux détectées dans le même compartiment, ce qui 

démontre que le domaine catalytique n’est pas requis pour le mécanisme de rétention. Ainsi, 

la 3-OST3B peut utiliser des stratégies de rétention communes à la majorité des protéines 

résidentes de l’appareil de Golgi étudiées à ce jour, pour lesquelles la rétention est établie 

via les domaines cytoplasmiques, transmembranaires et/ou tiges (Banfield, 2011). En outre, 

les travaux de Nagai et al., 2004 ont décrit l’importance des domaines tiges des 6-OSTs 

dans la formation de complexe oligomérique et la rétention des enzymes dans le Golgi. De la 

même manière, la 3-OST3B pourrait être associée avec d’autres enzymes au sein d’homo- 

ou hétéro-oligomères et être ainsi exclue des vésicules de transport intracellulaires, ce qui 

conduirait à sa rétention au sein de l’appareil de Golgi (Banfield, 2011). En revanche, le 

mécanisme à l’origine de la rétention de la 3-OST3A dans l’appareil de Golgi semble être 

différent. En effet, nos résultats montrent que la distribution cellulaire de la 3-OST3A n’est 

pas entièrement superposable à celle de la 3-OST3B, puisqu’elle est également présente au 

sein de vésicules intracellulaires à l’extérieur de l’appareil de Golgi et à proximité de la 

membrane plasmique. Bien que ces deux isoenzymes partagent presque 100% d’homologie 

de séquence au niveau du domaine sulfotransférase, leurs séquences diffèrent au niveau 

des autres domaines. Ces observations sont en accord avec le fait que nos deux 

constructions pour la 3-OST3A partagent la même localisation intracellulaire, ce qui indique 

que la localisation subcellulaire de l’enzyme n’est pas dépendante de son domaine 

catalytique. Contrairement à la 3-OST3B, la 3-OST3A pourrait être présente sous forme 

monomérique dans l’appareil de Golgi, ce qui lui permettrait d’être acheminée vers la 

membrane plasmique par le biais de vésicules. Néanmoins, la localisation non 

conventionnelle d’enzymes à l’extérieur de l’appareil de Golgi a fait l’objet de controverses, 
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en raison de l’utilisation de protéines chimères fluorescentes. Afin d’écarter tout biais lié à 

cette stratégie, nous avons comparé la distribution cellulaire des formes étiquetée ou non de 

la 3-OST3A. Nos résultats montrent une localisation similaire dans les deux cas, éliminant 

ainsi le fait que la localisation non-golgienne soit due à influence du groupement fluorescent. 

Nous avons ensuite démontré que l’invalidation d’expression du syndécan-4 entraine une 

diminution du trafic de la 3-OST3A à l’extérieur de l’appareil de Golgi, ce qui suggère une 

implication de ce protéoglycane dans le trafic intracellulaire de l’enzyme. Les travaux de 

Baietti et al. (2012) ont démontré que les syndécans, en association avec la synténine, sont 

impliqués dans la formation des exosomes. Ces vésicules sont importantes dans les 

phénomènes de communication intercellulaire et jouent un rôle majeur dans la régulation de 

processus physiologiques et pathologiques (Colombo et al., 2014). Elles sont sécrétées par 

de nombreux types cellulaires lorsque les endosomes multi-vésiculaires fusionnent avec la 

membrane plasmique. Ainsi, nos résultats suggèrent que la 3-OST3A pourrait être présente, 

au même titre que le syndécan-4, au sein de ces exosomes. Il serait alors intéressant de 

poursuivre ces travaux pour confirmer cette hypothèse. 

Contrairement aux 3-OST3A et 3B, nous avons montré que les deux formes 

fluorescentes de la 3-OST2 ne sont pas localisées dans le même compartiment. Alors que la 

forme tronquée de l’enzyme est résidente de l’appareil de Golgi, la forme entière est 

retrouvée au niveau du réticulum endoplasmique, suggérant une mauvaise conformation. 

Nous avons donc décidé d’utiliser un vecteur d’expression codant pour une forme non 

étiquetée de l’enzyme. Après transfection des cellules, la 3-OST2 a été détectée avec un 

anticorps spécifique par immunofluorescence indirecte. L’utilisation de cette approche a 

permis de montrer une localisation inhabituelle de l’enzyme, qui est retrouvée au niveau de 

la membrane plasmique. Le fait que la forme tronquée de la 3-OST2 soit retenue au sein de 

l’appareil de Golgi indique que le domaine catalytique est nécessaire pour l’adressage de 

l’enzyme vers la membrane plasmique. De plus, nous n’avons observé aucune co-

localisation entre les 3-OST2 et 3-OST3A, révélant ainsi que les deux isoenzymes ne sont 

pas dirigées vers les mêmes compartiments. Nous avons alors comparé la localisation de la 

3-OST2 avec celle des syndécans. Contrairement à la 3-OST3A, nous n’avons pas observé 

de co-localisation avec le syndécan-4, ce qui confirme le fait que les deux isoenzymes ne 

soient pas localisées au sein des mêmes régions. En revanche, le marquage membranaire 

de la 3-OST2 est superposable à celui du syndécan-2, suggérant une co-localisation entre 

les deux molécules à la surface cellulaire. De plus, l’invalidation de l’expression de ce 

protéoglycane entraine la perte du marquage membranaire associé a la 3-OST2 au profit 

d’une accumulation de l’enzyme au sein d’organites intracellulaires. Ces résultats suggèrent 

que la syndécan-2 est nécessaire pour l’adressage de la 3-OST2 vers la membrane 
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plasmique. Etant donné que le trafic intracellulaire de la 3-OST2 est dépendant de la 

présence de son domaine catalytique, il est possible que l’enzyme soit entrainée par le 

syndécan-2. En effet, le protéoglycane pourrait prendre en charge la 3-OST2 par interaction 

avec ses chaines HS et l’acheminer à partir de l’appareil de Golgi vers la membrane 

plasmique. Des expériences sont actuellement réalisées pour déterminer précisément les 

interactions entre le syndécan-2 et la 3-OST2 et identifier leur présence au sein des plaques 

focales d’adhésion.  

Plusieurs études ont utilisé des systèmes de surexpression pour démontrer une 

localisation golgienne des enzymes de biosynthèse des HS, telles que EXT1, EXT2, la C5-

épimérase, la 2-OST ou encore les 6-OSTs (McCornick et al., 2000; Pinhal et al., 2001; 

Nagai et al., 2004). Dans ce contexte, l’adressage de la 3-OST2 à partir de l’appareil de 

Golgi vers la membrane plasmique est surprenant. Toutefois, cette localisation non 

conventionnelle pour une HS sulfotransférase pourrait être la conséquence d’un artefact dû à 

la surexpression en cellules HeLa. Pour écarter cette hypothèse, nous avons analysé la 

localisation subcellulaire de la 3-OST2 endogène dans les macrophages, puisque les 

travaux réalisés dans l’Equipe ont démontré sa forte expression dans ce type cellulaire 

(Martinez et al., 2015). Nos résultats montrent que la 3-OST2 est localisée de manière 

similaire à la membrane plasmique, que ce soit dans les macrophages ou dans les cellules 

HeLa surexprimant cette isoenzyme. Ainsi, ces résultats excluent la possibilité que la 

localisation non conventionnelle de la 3-OST2 soit juste un artefact lié au système de 

surexpression. Nous avons également vérifié que la 3-OST2 est co-localisée avec le 

syndécan-2 au niveau de la membrane plasmique des macrophages. L’invalidation de 

l’expression du protéoglycane altère sa localisation membranaire, ce qui confirme 

l’association fonctionnelle entre les deux molécules.  

En conclusion, nos résultats montrent pour la première fois que certaines 3-OSTs 

possèdent une localisation subcellulaire distincte, avec notamment un adressage inattendu 

de la 3-OST2, et dans une moindre proportion, de la 3-OST3A, vers la membrane 

plasmique. Comme mentionné précédemment, nous avons montré que la polarisation des 

macrophages entraine de profonds changements d’expression des HS sulfotransférases. 

Les différences les plus marquantes entre les macrophages M1 et M2 concernent les 3-

OST2 et 3-OST3B. Alors que la 3-OST2 est présente à un taux élevé dans les macrophages 

M2, son expression est rapidement réprimée dans les macrophages M1. A l’inverse, 

l’expression de la 3-OST3B est fortement induite dans les macrophages M1 (Martinez et al., 

2015). Ainsi, nos résultats supportent l’hypothèse selon laquelle les 3-OST2, 3A et 3B 

pourraient avoir des fonctions différentes dans les deux types de macrophages en relation 

avec leur expression différentielle combinée à leur localisation subcellulaire distincte. 
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Les HS sont retrouvés en abondance dans les MECs et à la surface des cellules. Ils 

sont formés de la répétition d’un disaccharide de base composé d’un acide uronique (GlcUA 

ou IdoUA) lié à un résidu de GlcN. Le groupement amine de la GlcN peut être N-acétylé, N-

sulfaté ou très rarement non substitué, alors que les fonctions hydroxyles en position C3 

et/ou C6 peuvent être sulfatées. Quant à l’acide uronique, il peut être sulfaté en position C2. 

Ces différentes modifications sont catalysées par plusieurs isoenzymes regroupées en 

quatre familles : les NDSTs (4 membres), la 2-OST, les 6-OSTs (3 membres) et les 3-OSTs 

(7 membres). Toutes ces enzymes n’agissent pas de façon systématique sur l’ensemble de 

la chaîne HS en cours de biosynthèse. En outre, les membres d’une même famille 

possèdent de fines différences d’activité et de spécificité de substrat. Un degré de 

complexité supplémentaire est ajouté du fait que ces isoenzymes sont exprimées à des 

niveaux variables selon le type cellulaire et le microenvironnement. Il en résulte une 

organisation très hétérogène des chaînes HS, où alternent des motifs structuraux fortement 

modifiés dénommés domaines NS, des domaines NA peu ou non modifiés, et des zones de 

sulfatation intermédiaire NA/NS. En raison de leur large diversité structurale, les HS sont 

capables d’interagir avec de nombreux ligands protéiques, incluant des facteurs de 

croissance, des cytokines, des chimiokines et des composants de la MEC. Via ces 

interactions, ils participent à la modulation d’un grand nombre de processus physiologiques 

ou pathologiques.  

 Les 3-OSTs représentent la famille de HS sulfotransférases comptant le plus de 

membres, et pourtant, la 3-O-sulfatation est la modification la plus rare des HS. En outre, 

plusieurs études suggèrent un rôle important de ces enzymes dans de nombreux processus 

physiopathologiques, mais à l’heure actuelle, peu de travaux ont décrit une interaction 

fonctionnelle entre les HS 3-O-sulfatés et des ligands protéiques (Thacker et al., 2014). Par 

exemple, des études ont démontré l’implication des HS 3-O-sulfatés dans la fixation de la 

protéine gD du virus HSV-1. A l’exception de la 3-OST1, tous les autres membres de la 

famille des 3-OSTs sont capables de générer le motif HS spécifique de la protéine virale. 

Cette interaction est nécessaire à la fusion membranaire entre le virus et certaines cellules 

cibles, et représente donc une étape cruciale dans le processus infectieux. La protéine gD 

intervient également dans d’autres processus favorables à la survie du virus dans les 

cellules infectées. Ainsi, il a été démontré qu’une forme soluble de la protéine gD est aussi 

efficace que la particule virale pour protéger les cellules myéloïdes contre l’apoptose. Un 

autre exemple de protéine dépendante des HS 3-O-sulfatés est la CyPB. Comme pour la 

protéine gD, les interactions avec les HS 3-O-sulfatés sont fonctionnels, puisqu’elles sont 

indispensables à l’activité pro-migratoire de la CyPB vis-à-vis des macrophages et des 

lymphocytes T (Vanpouille et al., 2007; Deligny et al., 2010).  
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Sur la base de ces travaux, la première partie des travaux de thèse a été consacrée à 

vérifier si la protéine gD et la CyPB induisaient les mêmes réponses cellulaires dans les 

macrophages. Pour cette étude, nous avons utilisé un modèle de macrophages primaires 

différenciés in vitro à partir de monocytes isolés de sang humain. Dans un premier temps, 

nous avons confirmé que la protéine gD recombinante soluble a bien un effet protecteur 

contre la mort induite dans les macrophages par un agent pro-apoptotique. Nous avons 

ensuite démontré que la CyPB possède les mêmes propriétés anti-apoptotiques vis-à-vis 

des macrophages. En complément des HS 3-O-sulfatés, la protéine gD peut interagir avec 

trois autres récepteurs membranaires, les nectines 1 et 2 et HVEM. Afin d’étudier 

l’importance relative de ces différents récepteurs dans les réponses anti-apoptotiques, nous 

avons utilisé une approche par ARN interférence. Nos résultats ont montré que les propriétés 

anti-apoptotiques de la protéine gD et la CyPB sont dépendantes de l’expression de la 3-OST2 

dans les macrophages, ce qui a confirmé l’importance fonctionnelle des HS 3-O-sulfatés dans 

les activités des deux protéines. En outre, nous avons vérifié que la fixation de la protéine gD à 

la surface des macrophages est inhibée en présence d’un excès de CyPB, ce qui suggère que 

les HS 3-O-sulfatés nécessaires à la fixation des deux protéines sont probablement les 

mêmes. L’invalidation de HVEM réduit considérablement les réponses anti-apoptotiques 

induites par la protéine gD et par la CyPB dans les macrophages. A l’inverse, nous n’avons 

pas observé d’inhibition après invalidation d’expression de la nectine-2, indiquant que la survie 

induite par la protéine gD et la CyPB dans les macrophages est dépendante de HVEM et des 

HS 3-O-sulfatés. Si ces résultats n’étaient pas surprenants pour la protéine gD, ils étaient 

inattendus pour la CyPB, étant donné qu’aucune interaction entre cette protéine et HVEM n’a 

été reportée à ce jour. Par contre, le CD147 a déjà été décrit comme étant impliqué dans 

l’activité chimio-attractante de la CyPB (Yurchenko et al., 2001; Allain et al., 2002). Toutefois, 

invalider l’expression du CD147 n’a eu aucun effet sur les réponses induites par la CyPB ou la 

gD dans notre modèle. Dans leur ensemble, cette étude nous a permis de montrer que la 

protéine gD du virus HSV-1 et la CyPB partagent les mêmes propriétés anti-apoptotiques vis-

à-vis des macrophages, par un mécanisme dépendant des interactions avec un complexe 

membranaire commun formé par HVEM et les HS 3-O-sulfatés.  

Etant donné leur rôle dans les processus d’entrée du virus et de protection contre 

l’apoptose, les HS 3-O-sulfatés représentent une cible thérapeutique intéressante. En effet, 

HSV-1 peut être à l’origine de graves complications oculaires, et aucun traitement efficace 

n’est actuellement disponible pour lutter contre le virus. Dans ce contexte, des 

oligosaccharides d’héparine 3-O-sulfatés et des peptides basiques ont déjà été testés avec 

succès pour bloquer l’entrée du virus (Copeland et al., 2008; Tiwari et al., 2011). Les travaux 

antérieurs réalisés au Laboratoire ont permis d’identifier la région de la CyPB impliquée dans 
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les interactions avec les HS (Carpentier et al., 1999). Si la protéine gD utilise bien les mêmes 

récepteurs que la CyPB, un peptide synthétique mimant le site de fixation de la CyPB sur les 

HS 3-O-sulfatés devrait se révéler efficace pour inhiber spécifiquement les réponses induites 

par la protéine gD dans les cellules ciblées par HSV-1. 

Les HS jouent un rôle majeur dans les mécanismes contrôlant les réponses 

inflammatoires et immunitaires. Par conséquent, l’étude des variations d’expression de leurs 

enzymes de biosynthèse et des modifications structurales qui en découlent est nécessaire à 

la compréhension de leurs rôles au cours de ces processus. Les macrophages sont des 

acteurs majeurs dans la mise en place des réponses immunitaires innées et adaptatives. 

Ces dernières années, de nombreuses études ont portés sur leur grande plasticité 

phénotypique. En présence de cytokines de type Th1 et d’agonistes des TLRs, les 

macrophages vont acquérir un phénotype pro-inflammatoire, dénommé M1. Par contre, dans 

un contexte anti-inflammatoire et/ou enrichi en cytokines de type Th2, ils sont capables de se 

différencier en cellules tolérisantes selon un mode alternatif dénommé M2. Les travaux 

précédents réalisés dans l’Equipe ont montré que la polarisation des macrophages 

s’accompagnait de larges variations d’expression pour certaines HS sulfostransférases. 

Dans les macrophages M1, l'expression de la 3-OST3B est fortement induite, à l’inverse de 

la 3-OST2. Par contre, la polarisation M2 ne réduit le niveau d'expression d'aucune enzyme, 

mais induit une augmentation de l'expression de la 3-OST2 (Martinez et al., 2015). A la suite 

de ces travaux, nous avons étudié les mécanismes impliqués dans la régulation de ces deux 

isoenzymes en réponse aux stimuli de polarisation M1.  

Concernant la 3-OST3B, les mécanismes mis en jeu semblent être identiques à ceux 

observés dans les monocytes activés en présence de LPS (Sikora et al., 2016). L’expression 

de la 3-OST3B en réponse au LPS serait dépendante de mécanismes transcriptionnels et 

post-transcriptionnels, responsables à la fois de l’augmentation précoce du taux d’ARNm, 

puis de la mise en place d’une phase de stabilisation. Ce type de régulation est couramment 

observé pour d’autres gènes de l’immunité	 innée (Frevel et al., 2003), ce qui suggère que le 

gène de la 3-OST3B se comporte comme un gène précoce de la réponse inflammatoire.  

Contrairement à ce qui est observé pour la 3-OST3B, la stimulation des macrophages par 

les stimuli pro-M1 inhibe l’expression de la 3-OST2. Des mécanismes transcriptionnels 

seraient également impliqués, mais nos résultats montrent qu’ils seraient différents de ceux 

responsables de l’induction de la 3-OST3B. En effet, l’association LPS/IFN-γ induit une 

diminution rapide du taux des ARNhn dans les macrophages, ce qui suggère un arrêt de la 

transcription du gène Hs3st2. Le ou les facteurs responsables restent encore à déterminer. 

En complément, nos résultats préliminaires suggèrent que la forte diminution du taux de 

transcrits de la 3-OST2 pourrait être également liée à l’intervention de miRNA. Des études 
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complémentaires sont actuellement en cours afin d’identifier le ou les miRNA impliqués dans 

ces processus. 

Dans leur ensemble, ces travaux montrent que les profonds changements observés 

dans l’expression des 3-OST2 et 3-OST3B lors de la polarisation M1 des macrophages sont 

la conséquence de la mise en place de mécanismes transcriptionnels et post-

transcriptionnels spécifiques pour chaque isoenzyme. Ainsi, l’expression différentielle des 

deux 3-OSTs pourrait être à l’origine de la synthèse de motifs HS 3-O-sulfatés distincts, 

potentiellement impliqués dans les fonctions spécifiques aux sous-types de macrophages. 

Des études complémentaires sont donc nécessaires afin de mieux comprendre les 

conséquences fonctionnelles de ces variations d’expression. Dans un premier temps, il sera 

important d’étudier les variations structurales des HS consécutives à cette expression 

différentielle. L’analyse de la composition en disaccharides des HS purifiés à partir des 

macrophages différenciés a déjà révélé des profils différents (Martinez et al., 2015). Des 

analyses plus fines sont toutefois requises pour identifier plus précisément la nature des 

motifs HS 3-O-sulfatés. D’autre part, les HS sont capables d’interagir avec de nombreux 

ligands protéiques, incluant des facteurs de croissance, des cytokines, des chimiokines et 

des composants de la MEC. Via ces interactions, ils régulent de nombreux processus 

cellulaires et jouent un rôle important dans la communication intercellulaire au sein des 

tissus. Il serait donc intéressant d’étudier l’impact de l’expression différentielle des 3-OSTs 

sur la communication entre les deux types de macrophages et leur micro-environnement. 

Ces travaux devraient nous permettre de mieux comprendre le rôle physiologique de la 3-O-

sulfatation, ainsi que les conséquences de son dérèglement dans un contexte pathologique.  

Ces dernières années, il a été proposé que la biosynthèse des chaines HS puisse 

être régulée par la capacité des différentes enzymes impliquées à s’associer au sein de 

complexes macromoléculaires appelés « GAGosomes » (Esko and Selleck, 2002 ; Lindhal 

and Li, 2009). En outre, les variations d’expression de ces enzymes ainsi que leur 

localisation subcellulaire pourraient être à l’origine de la formation de différents GAGosomes 

en fonction du type cellulaire, ce qui aboutirait à la génération de chaines HS avec des profils 

de substitution variés. Selon le schéma classique de biosynthèse des HS, toutes les 

enzymes sont considérées comme des protéines résidentes de l’appareil de Golgi. Toutefois, 

la place des 3-OSTs au sein de ces complexes n’a pas été établie à ce jour. 

Dans ce contexte, la dernière partie de la thèse a été consacrée à la localisation 

subcellulaire des 3-OST2, 3A et 3B. Cette étude a été réalisée en utilisant des vecteurs 

d’expression codant pour des formes fluorescentes de chaque isoenzyme. Nos résultats 

montrent que les 3OST3A et 3-OST3B sont localisées dans l’appareil de Golgi, ce qui est en 

accord avec les études réalisées pour les autres enzymes de maturation des HS. En 
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revanche, si la 3-OST3B n’est retrouvée que dans le Golgi, la distribution subcellulaire de la 

3-OST3A est plus large. Elle est également retrouvée dans des vésicules intracellulaires à 

l’extérieur de l’appareil de Golgi et à proximité de la membrane plasmique. Cette différence 

de localisation suggère une fonction spécifique de la 3-OST3A. Nous avons alors démontré 

que l’invalidation d’expression du syndécan-4 entraine une diminution du trafic de la 3-

OST3A à l’extérieur du Golgi, ce qui suggère une implication de ce protéoglycane dans le 

trafic intracellulaire de l’enzyme. Les travaux de Baietti et al. (2012) ont démontré que les 

syndécans, en association avec des protéines adaptatrices comme la synténine et ALIX, 

sont impliqués dans la biogenèse des exosomes. Ces vésicules sécrétées par de nombreux 

types cellulaires sont importantes dans les phénomènes de communication intercellulaire et 

jouent un rôle majeur dans la régulation de processus physiologiques et pathologiques 

(Columbo et al., 2014). Ainsi, nos résultats suggèrent que la 3-OST3A pourrait être présente, 

au même titre que le syndécan-4, au sein de ces exosomes. Afin de confirmer cette 

hypothèse, il est tout d’abord nécessaire d’établir la présence de l’enzyme à partir 

d’exosomes purifiés. Il a également été démontré des modifications qualitatives et 

quantitatives des exosomes au cours des phénomènes de progression tumorale notamment 

dans le cas du cancer du pancréas (Melo et al., 2015). En parallèle, les travaux récents de 

Mao et al. (2016) ont montré une augmentation de l’expression de la 3-OST3A dans des 

tumeurs mammaires. Dans l’hypothèse où la 3-OST3A est présente au sein des exosomes, 

il serait intéressant d’étudier si la 3-OST3A est également surexprimée dans des tumeurs 

pancréatiques, ce qui suggèrerait une éventuelle corrélation entre les variations d’expression 

observées et le développement tumoral. 

Contrairement aux deux 3-OSTs précédentes, nous avons observé une localisation 

inhabituelle pour la 3-OST2. En effet, cette dernière est retrouvée uniquement au niveau de 

la membrane plasmique, que ce soit dans les cellules HeLa surexprimant l’enzyme ou dans 

les macrophages primaires. De plus, l’invalidation d’expression du syndécan-2 altère 

fortement la localisation membranaire de la 3-OST2 dans les deux types cellulaires, ce qui 

démontre une association fonctionnelle entre les deux molécules.  

  Des travaux antérieurs sur la 3-OST2 ont montré que sa surexpression conduisait à 

la synthèse d’une enzyme active, puisque qu’elle est capable de générer les motifs HS de 

fixation pour la protéine gD du virus HSV-1 (O'Donnell et al., 2006). Toutefois, sa présence 

au niveau de la membrane plasmique suggère qu’elle puisse avoir des fonctions spécifiques 

associées à sa localisation non conventionnelle. En raison de l’absence de nucléotides-

sucres dans le milieu extracellulaire, il a déjà été suggéré que des formes membranaires de 

glycosyl-transférases pourraient être impliquées dans la formation de liaisons avec des 

glycanes présents à la surface des cellules voisines et/ou sur des composants de la MEC 

(Shur et al., 1998; Sun et al., 2014). Etant donné que la présence de PAPS n’a jamais été 
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décrite dans le milieu extracellulaire, une telle fonction pourrait être envisagée pour la 3-

OST2, ce qui serait inédit pour une HS sulfotransférase.  

Dans leur ensemble, ces derniers résultats supportent l’hypothèse selon laquelle 

l’expression différentielle des 3-OSTs associée à leur localisation subcellulaire différente 

pourrait impacter la biosynthèse des HS et conduire à la génération de motifs 3-O-sulfatés 

distincts. En fonction du contexte inflammatoire, ces différences structurales pourraient 

influencer les relations entre les macrophages et leur environnement tissulaire.  
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Abstract

Macrophages aremajor cells of inflammatory process and take part in a large number of physiologic-
al and pathological processes. According to tissue environment, they can polarize into pro-inflam-
matory (M1) or alternative (M2) cells. Although many evidences have hinted to a potential role of
cell-surface glycosaminoglycans (GAGs) in the functions of macrophages, the effect of M1 orM2 po-
larization on the biosynthesis of these polysaccharides has not been investigated so far. GAGs are
composed of repeat sulfated disaccharide units. Heparan (HS) and chondroitin/dermatan sulfates
(CS/DS) are the major GAGs expressed at the cell membrane. They are involved in numerous bio-
logical processes, which rely on their ability to selectively interact with a large panel of proteins.
More than 20 genes encoding sulfotransferases have been implicated in HS and CS/DS biosynthesis,
and the functional repertoire of HS and CS/DS has been related to the expression of these isoen-
zymes. In this study, we analyzed the expression of sulfotransferases as a response to macrophage
polarization. We found that M1 and M2 activation drastically modified the profiles of expression of
numerous HS and CS/DS sulfotransferases. This was accompanied by the expression of GAGs with
distinct structural features. We then demonstrated that GAGs of M2 macrophages were efficient to
present fibroblast growth factor-2 in an assay of tumor cell proliferation, thus indicating that changes
in GAG structure may contribute to the functions of polarizedmacrophages. Altogether, our findings
suggest a regulatory mechanism in which finemodifications in GAG biosynthesis may participate to
the plasticity of macrophage functions.

Key words: glycosaminoglycan, macrophage, sulfotransferases

Introduction
Macrophages play a key role in inflammatory process and participate
in a large number of physiological and pathological settings, imput-
able to the high plasticity of their functional responses. Depending
on environmental cues, they can indeed polarize into classically
(M1) or alternatively (M2) activated cells, both of them representing
phenotypic extremes of macrophage differentiation (Mosser and
Edwards 2008). In response to some bacterial stimuli, e.g., lipopoly-
saccharide (LPS) and interferon-γ (IFN-γ), macrophages undergo

classic (M1) activation and produce large amounts of nitric oxide
and pro-inflammatory cytokines: interleukin (IL)-1β, IL-6, IL-12 and
tumor necrosis factor (TNF)-α. Alternative activation (M2) occurs in
response to IL-4, IL-13 and other factors as IL-10, transforming
growth factor-β or glucocorticoids. M2-activated macrophages
express high levels of scavenger receptors, lectins (e.g., dendritic cell-
specific intercellular adhesion molecule-3-grabbing non-integrin
(DC-SIGN) and mannose receptor) and anti-inflammatory cytokines
(e.g., IL-10) (Martinez et al. 2006). They have a low function of
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antigen-presenting cells and exhibit anti-inflammatory and immuno-
suppressive activities (Gordon andMartinez 2010). Thus, M2 macro-
phages are preferentially involved in scavenging cell debris, promoting
angiogenesis and repairing wounded or damaged tissues. In the con-
text of cancer, such functions of M2 macrophages can be hijacked to
favor tumor cell growth. This diverges consequentially from the
phenotype of classically activated M1 macrophages, which are effi-
cient pro-inflammatory and antigen-presenting cells. This radical
change of phenotype is the result of a profound reprogramming in
gene expression and metabolism, which leads to large modification

in functional repertoire of macrophages (Biswas and Mantovani
2012).

Glycosaminoglycans (GAGs) are linear polysaccharides composed
of repeating disaccharide units, which are the structural basis for their
classification. Heparan (HS) and chondroitin/dermatan sulfates (CS/
DS) are the major GAGs expressed at the cell membrane. They are co-
valently attached to a core protein, thus assembling to proteoglycans.
HS and CS/DS are involved in numerous biological processes, which
rely on their ability to selectively interact with a large panel of proteins
(Esko and Selleck 2002; Zhang 2010). Considering that a number of
inflammatory and immuno-regulatory mediators interact with cell-
surface GAGs, these interactions could play an important role in
inflammatory and immune responses (Taylor and Gallo 2006). As
examples, they are implicated in the rolling of circulating leucocytes
on inflamed endothelium and in the formation of a chemokine gradi-
ent that addresses migrating cells to the inflammatory site (Celie et al.
2009; Mortier et al. 2012). GAGs are also involved in the binding and
immobilization of many cytokines and growth factors, thus promoting
the accumulation of active molecules at high concentrations in the
appropriate location to encounter their target cells and to facilitate
the assembly with cognate receptors to initiate signal transduction
(Sarrazin et al. 2011).

More than 40 genes encoding glycosyltransferases, epimerases and
sulfotransferases have been identified in HS and CS/DS biosynthesis.
The structural basis of HS backbone is a disaccharide unit comprising
an N-acetylglucosamine (GlcNAc) residue and a glucuronic acid
(GlcUA) that can be variably modified. The non-sulfated precursor
is first subject to partial N-deacetylation/N-sulfation of GlcNAc resi-
dues, which leads to the occurrence of consecutively N-sulfated re-
gions. The further modifications include C5-epimerization of some
GlcUA into iduronic acid (IdoUA) residues, 2-O-sulfation of uronic
acid (mostly IdoUA) residues, and finally 3-O- and 6-O-sulfation of
GlcN units. These modifications involve HS biosynthetic enzymes,
including N-deacetylases/N-sulfotransferases (NDSTs), C5-epimerase
and 2-O-, 3-O-, 6-O-sulfotransferases [heparan sulfate 2-O-sulfo-
transferase (HS2ST), heparan sulfate 3-O-sulfotransferase (HS3ST)
and heparan sulfate 6-O-sulfotransferase (HS6ST)]. In the general
scheme of HS biosynthesis, GlcNAc modification by NDSTs creates
the prerequisite substrate needed for the later enzymatic modifications.
This first step of modification does not occur uniformly along the
GAG backbone, thus creating sulfation heterogeneity within the poly-
mer with homogeneous, non- or low sulfated regions alternating with
hypervariable, highly sulfated domains, bordered by short transition
zones with intermediate sulfation (Kreuger and Kjellén 2012). Alter-
natively, CS/DS chains consist of repeating disaccharide units of ur-
onic acid and N-acetylgalactosamine (GalNAc) instead of GlcNAc.
CS/DS distinction depends on the nature of the uronic acid with
CS-containing GlcUAwhile DS contains IdoUA. CS/DS disaccharides
are also modified through the addition of sulfate groups at position 2
of uronic acid residues and at position 4 and/or 6 of the GalNAc resi-
dues, using a variety of sulfotransferases (Zhang 2010). Importantly,
most of HS and CS/DS sulfotransferases are represented by various
isoenzymes, which exhibit fine differences in substrate specificity and
are regulated depending on cell type and tissue environment. Because
the sulfation patterns of HS and CS/DS chains result of the combined
expression of these isoenzymes, the regulation of this biosynthesis ma-
chinery could be a way to make tissue and/or cell-specific GAGs with
distinct biological functions (Taylor and Gallo 2006).

Although many evidences support a potential role of proteogly-
cans in the functions of macrophages (Clasper et al. 1999; Jones
et al. 2000; Wegrowski et al. 2006; Trottein et al. 2009), changes in

Fig. 1. Phenotypic characterization of macrophage polarization. Following
activation of MDM for 2 days in the presence of either LPS/IFN-γ or IL-4/IL-13,
M1 or M2 polarization was confirmed by evaluating the expression of specific
phenotype markers. (A) Cell-surface expression of CD80 (M1 marker) and
DC-SIGN (M2 marker) was analyzed by flow cytometry with appropriate
specific antibodies. Filled histograms represent staining with specific
antibodies and open histograms represent negative control obtained with an
irrelevant antibody. Representative results of four independent experiments
conducted with different donors are shown. (B) Following extraction of total
RNA and reverse transcription, the expression of CXCL10, IL-12 (markers
M1), FN1 and CCL18 (markers M2) was analyzed by real-time PCR, as
described in Materials and methods. Relative mRNA abundance in
non-activated (M0), M1 and M2 macrophages was normalized to
endogenous HPRT transcript. Data are means ± SD from six independent
experiments conducted with MDM from different donors.
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GAG biosynthesis during macrophage polarization have not yet been
studied. In the current work, we analyzed the differential expression of
GAGs modifying enzymes as a response to macrophage polarization.
We found that M1 andM2 activation drastically modified the profiles
of expression of numerous HS and CS/DS sulfotransferases, which
was accompanied by the expression of GAGs with distinct structural
features. We then tested the ability of macrophage GAG species to pre-
sent fibroblast growth factor (FGF)-2 in an assay of tumor cell prolif-
eration. Altogether, our findings suggest that fine modifications in the
GAG biosynthesis machinery may participate to the plasticity of
macrophage functions.

Results

Phenotypic characterization of M1 and M2macrophages
Human primary monocytes-derived macrophages (MDMs) were sti-
mulated with LPS/IFN-γ or IL-4/IL-13 in order to obtain polarized
macrophages. We confirmed M1 or M2 phenotypes by measuring
the expression of specific markers. Typically, M1 polarization can
be characterized by upregulation of CD80 and high production of
Th-1 cytokines, such as CXCL10 and IL-12. Conversely, M2 macro-
phages express DC-SIGN (CD209) at their cell surface and produce
high levels of CCL18 and fibronectin 1 (FN1). Accordingly, we
found that LPS/IFN-γ stimulation induced a higher expression of
CD80 than IL-4/IL-13 treatment. In contrast, DC-SIGN expression
was only increased in response to IL-4/IL-13 treatment (Figure 1A).
Furthermore, we confirmed that LPS/IFN-γ treatment selectively in-
duced CXCL10 and IL-12 gene expression, while FN1 and CCL18
gene expression was induced in response to IL-4/IL-13 (Figure 1B).
The expression of other specific markers, including TNF-α, CCL5,
CCL17, CCL22, ALOX15 and CD206, was also evaluated, and
further supported our observations (Supplementary data, Figure S1).
Together, these results confirmed that our protocol of in vitro polar-
ization was efficient to obtain macrophages exhibiting either
pro-inflammatory M1 or alternative M2 phenotypes.

Variations of GAG structural features in polarized
macrophages
To examine whether macrophage polarization may affect GAG syn-
thesis, we first quantified the amounts of HS and CS/DS produced in
M1 versus M2 macrophages. By using a carbazole assay, we found
that the total GAG content was 1.5-fold lower in M1 macrophages
by comparison with M2 macrophages (135 ± 4.7 versus 203 ± 6.7

Fig. 2. Changes in GAG structural features after macrophage polarization.
Following macrophage activation, the structural features of GAGs of M1
versus M2 subtypes were determined by colorimetric quantitation,
cell-surface immunostaining with anti-GAG antibodies and compositional
disaccharide analysis. (A) GAGs were extracted from fully differentiated M1
and M2 macrophages and either untreated (total GAGs) or treated with
heparinases (to obtain CS/DS) and/or chondroitinase ABC (to obtain HS).

GAGs were then quantified by carbazole assay, as described in Materials
and methods. Relative GAG abundance was normalized to protein content.
Data are mean ± SD from three independent experiments conducted with
MDM from different donors. (B) Cells were immunostained with VSV-tagged
antibodies to HS and CS epitopes or isotype control. After incubation with
mouse anti-VSV and fluorescein-conjugated anti-mouse antibodies,
fluorescence was detected by flow cytofluorimetry. Data are expressed as
variation of fluorescence mean value and correspond to means ± SD from at
least three separate experiments obtained with macrophages from different
donors (*, significant difference compared with isotype control, P < 0.05;
n.s., not significant). (C) Compositional disaccharide analysis of GAGs from
M1 and M2 macrophages. Total GAGs (5 µg per sample) were digested with
a mixture of heparinases or chondroitinase ABC. Disaccharides were
labelled with AMAC and resolved by RP-HPLC (see Supplementary data,
Figure S2). Data are expressed as frequency of each disaccharide and
correspond to means ± SD from two separate experiments performed with
distinct donors.
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µg/mg of protein, respectively). Interestingly, this difference was main-
ly related to an increase in HS content. Indeed, treatment with hepar-
inases reduced the total GAG contents to 91 ± 22 µg/mg of proteins in
M1 macrophages and to 116 ± 29 µg/mg of proteins in M2 macro-
phages. In reverse experiments, remaining GAGs after chondroitinase
ABC treatment were estimated at 54 ± 12 µg versus 97 ± 22 µg/mg of
proteins in M1 and M2 macrophages, respectively. Therefore, M2
macrophages contain almost twice more HS than M1 macrophages.
In contrast, the CS/DS amount appeared to be fairly similar in both
types of macrophages (Figure 2A).

To characterize structural features of GAGs expressed at the sur-
face of M1 and M2 macrophages, we also analyzed the binding of a
panel of anti-GAG antibodies by flow cytometry (Deligny et al. 2010).
AO4B08, which preferentially reacts with HS motifs containing an in-
ternal 2-O-sulfated IdoUA residue, poorly bound to M1 macro-
phages. The reactivity of this antibody was almost 8-fold higher
with M2 macrophages, indicating that the HS motifs recognized by
AO4B08 were selectively increased in response to IL-4/IL-13.
RB4Ea12, specific for low-sulfated HS, bound similarly to M1 and
M2 subtypes, indicating that low-sulfated HS motifs were similarly re-
presented. HS4C3, which recognizes highly sulfated HS epitopes con-
taining 3-O-sulfate groups, reacted strongly with both macrophage
types, with an almost 1.5-fold higher ability to react with M2

macrophages. Finally, cell staining with IO3H10, which reacts with
CS but not DS epitopes, was found higher in M1 macrophages (Fig-
ure 2B). Although the reactivity of anti-GAG antibodies was not dis-
criminant to define GAG sequences, these results are informative of
the subtle changes in the structural features of every type of cell-
surface GAGs during macrophage polarization.

In order to provide structural information on the changes in HS
and CS/DS composition, total GAGs purified fromM1 or M2 macro-
phages were digested with either a mixture of heparinases or chondroi-
tinase ABC. The resulting disaccharides were then labelled with
2-aminoacridone (AMAC) and analyzed by reverse phase-high-
performance liquid chromatography (RP-HPLC) with fluorescent
detection (Supplementary data, Figure S2). As already described in
Deakin and Lyon (2008), the fluorescence profiles contained identifi-
able peaks, which are representative of the typical HS and CS/DS com-
ponents. Analysis of HS digest from M1 macrophages revealed an
overall low level of sulfation (∼0.35 sulfate/disaccharide on average),
coupled to a relative high amount of the non-sulfated ΔUA-GlcNAc
disaccharide (77.4%). Moreover, it did not contain a great abundance
of both the disulfated ΔUA2S-GlcNS (2.3%) and trisulfated
ΔUA2S-GlcNS6S (3.3%) disaccharides, indicating that HS species
from M1 macrophages had an overall weak level of 2-O-sulfation.
Analysis of CS/DS digest from M1 macrophages indicated a compos-
ition dominated by the monosulfated ΔUA-GalNAc4S disaccharide
(71.4%), with considerably lower amount of monosulfated ΔUA-
GalNAc6S (3.1%) and disulfated ΔUA-GalNAc4S6S (1.7%) disac-
charides. As expected, compositional differences were seen in both
HS and CS/DS from M2 macrophages when compared with the cor-
responding GAGs fromM1 macrophages (Figure 2C). Analysis of HS
component revealed an overall higher sulfation level (∼0.5 sulfate/di-
saccharide on average), which is accompanied with a decrease in the
abundance of the ΔUA-GlcNAc disaccharide. Moreover, the relative
increase in the level of sulfated disaccharides was coupled to a substan-
tial higher amount of the disulfated ΔUA2S-GlcNS dissacharide
(11.7%), which could reflect an enhancement in the reaction of HS
2-O-sulfation in M2 macrophages. Due to the unavailability of
commercial standards, 3-O-sulfated disaccharides cannot be directly
identified and quantified. However, very small peaks around the
ΔUA2S-GlcNS6S standard may contain such rare components. Most
notably, the peak named (a) in the elution profile of HS digest from
M2 macrophages (Supplementary data, Figure S2, panel C) could be
the trisulfated disaccharide containing a 3-O-sulfo group in addition
to 2-O- andN-sulfo groups, which has been already identified in cells
overexpressing HS3ST isoenzymes (Vijaya Kumar et al. 2014). Final-
ly, CS/DS digest from M2 macrophages had a higher sulfation level
than that derived from M1 macrophages (∼1.1 versus ∼0.75 sulfate/
disaccharide, respectively) but still retained the relative abundance of
the ΔUA-GalNAc4S disaccharide (78.8%). It contained a substantial
higher amount of the disulfated ΔUA-GalNAc4S6S disaccharides (9.7
versus 1.7% in CS/DS component fromM1macrophages). Moreover,
a significant level of disaccharides were 2-O-sulfated (5.3 versus 0.9%
in M2 and M1 macrophages, respectively), suggesting that a specific
subpopulation of CS/DS was enriched in M2 macrophages by
enhancement of the reactions of 2-O- and 6-O-sulfation.

Expression of GAG sulfotransferases in polarized
macrophages
In the following experiments, we analyzed whether difference in GAG
structure between M1 and M2 macrophages could be related to
changes in the expression of sulfotransferases. In HS, the removal of

Fig. 3. Expression of mRNA encoding HS sulfotransferases in non-activated
(M0) macrophages. Following reverse transcription of RNA extracted from
non-activated MDM, the level of expression of HS (A) and CS/DS (B)
sulfotransferases was quantified by real-time PCR. Relative transcript
abundance was normalized to endogenous control HPRT mRNA. Data are
means ± SD and were obtained with MDM from six different donors.
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acetyl groups from GlcNAc residues followed by sulfation of amino
groups is a prerequisite for subsequent modifications. This crucial re-
action can be catalyzed by four isoenzymes, NDST1, NDST2, NDST3
and NDST4, which display subtle differences in enzymatic activity.
Further modifications of HS include the addition of sulfate groups
at C2 of uronic acid and at C6 and/or at C3 of glucosamine (GlcN).
Residues C2 sulfation is catalyzed by a single enzyme, termed
HS2ST1. In contrast 6-O-sulfation can be catalyzed by three isoen-
zymes (HS6ST1, HS6ST2 and HS6ST3) and 3-O-sulfation by seven
isoenzymes (HS3ST1, HS3ST2, HS3ST3A, HS3ST3B, HS3ST4,
HS3ST5 and HS3ST6). Sulfation of CS/DS is catalyzed by eight sulfo-
transferases. Four isoenzymes are involved in the reaction of
4-O-sulfation. Chondroitin 4-O-sulfotransferase-1 (C4ST1), C4ST2
and C4ST3 are preferably acting on GalNAc residues in CS, whereas
dermatan 4-O-sulfotransferase 1 (D4ST1) is involved in 4-O-sulfation
of GalNAc residues in DS. There are also three enzymes involved in the
reaction of 6-O-sulfation: two of them, denoted as chondroitin 6-O-
sulfotransferase 1 and 2 (C6ST1 and C6ST2), add sulfate groups to
the C6 of GalNAc residues, while the third, termed GalNAc4S-6ST
(or CHST15 for carbohydrate sulfotransferase-15), specifically cata-
lyses 6-O-sulfation of 4-O-sulfated GalNAc residues. Finally,
uronyl-2-O-sulfotransferase (UST) specifically transfers a sulfate
group to the C2 of either GlcUA or IdoUA residues in CS/DS chains
(Mikami and Kitagawa 2013).

The expression of sulfotransferases was first assessed by quantita-
tive reverse transcription–polymerase chain reaction (qRT–PCR) in
non-activated macrophages (M0) (Figure 3). We found that M0
macrophages expressed mRNA encoding 11 HS sulfotransferases,
the strongest expressed being NDST1, NDST2, HS2ST, HS6ST1,
HS3ST1 and HS3ST2. By comparison, HS6ST2, HS6ST3, HS3ST3A,
HS3ST3B and HS3ST6 were weakly expressed. NDST3, NDST4,
HS3ST4 and HS3ST5 were not detected. With the exception of
C6ST1, all the sulfotransferases modifying CS/DS are detected in M0
macrophages. These experiments were conducted with MDM from at
least six different healthy donors. Although some interindividual varia-
tions could be observed, the profiles of expression of HS and CS/DS sul-
fotransferases resembled each other, suggesting that non-activated
macrophages express cell-surface GAGs with similar sulfation patterns.

Levels of expression of each isoenzyme were then measured in the
cells from the same donors uponM1 orM2 polarization. As shown in
Table I, marked variations in mRNA levels of 6 out of 15 HS sulfo-
transferases could be distinguished in M1 and M2 subtypes by com-
parison to non-activated M0 macrophages. For example, a 2-fold
increase in the expression of NDST1 and NDST2 was observed fol-
lowing M1 activation, while the level of HS2ST was decreased by a
factor of 3. However, the most dramatic changes were observed for
mRNA encoding HS3ST isoforms. Indeed, the levels of HS3ST1 and
HS3ST2 were decreased by 15- and 30-fold, respectively, while a
20-fold increase in the expression of HS3ST3B was observed in M1
macrophages. In M2 macrophages, the expression of HS2ST was
increased by a factor of 2, while HS3ST3B was barely detected. Re-
garding CS/DS sulfotransferases, we found marked modifications in
the expression of 3 out of 8 isoenzymes. A 3-fold increase in the ex-
pression of C4ST1 was observed following M1 polarization, which
was accompanied by an 8-fold decrease in the expression of C4ST3.
In contrast, the levels of C4ST3 and UST expression were increased
by factors of 2 and 3.5 in M2 macrophages, respectively.

In an attempt to emphasize the phenotypic changes in the biosyn-
thesis machinery of GAGs, we then compared the expression of sulfo-
transferases in M2 versus M1 macrophages (Table I right column and
Figure 4). In addition to NDST1 and NDST2 that were 2-fold more

expressed in response to pro-inflammatory stimuli, we found that
the expression of HS3ST3B was significantly more expressed
(65-fold) in M1 versus M2 subtypes. In contrast, HS3ST1 and
HS3ST2were 8- and 40-fold more expressed inM2macrophages (P <
0.05), thus indicating that HS3ST isoenzymes may be used as specific
markers of macrophage polarization. We found also a marked pheno-
typic difference in the expression of mRNA encoding C4ST isoen-
zymes. A 2.5-fold higher expression of C4ST1 was observed in M1
macrophages, while M2 polarization was characterized by a 20-fold
higher expression of C4ST3. Finally, we showed that HS2ST1 and
UST, which are involved in the C2-sulfation of HS and CS/DS, respect-
ively, were 5-fold more expressed in M2 versus M1 subtypes, suggest-
ing that high 2-O-sulfation of GAGs may be a specific hallmark of M2
macrophages.

Sulfotransferases protein expression
In order to confirm that variations in gene expression led to changes in
the production of corresponding enzymes, we performed western blot
experiments using cell lysates from M1 and M2 macrophages. We
focused on HS3ST2, HS3ST3B and C4ST1, which were the most dif-
ferentially expressed following macrophage polarization. As shown in
Figure 5, we found that HS3ST3B and C4ST1 were immunostained in
lysates from both subtypes of macrophages, with a higher expression
in M1 macrophages. In contrast, the expression of HS3ST2 was only
detected in lysate from M2 macrophages. All together, these results
confirm that differential gene expression measured by qPCR translate
into differential expression of the corresponding proteins, which can,
at least for these three examples, finely modify GAG sulfation in a
polarization-dependent manner.

Presentation of FGF-2 by GAGs expressed at the surface
of polarized macrophages
Previous works reported that macrophages interact with and present
FGF-2 in a form that transactivates receptor-bearing cancer cells
(Clasper et al. 1999; Jones et al. 2000). These results were consistent
with a role of macrophage cell-surface GAGs in the delivery of seques-
tered ligands to their target cells. However, the relevance of M1/M2
polarization was not addressed in these studies. To test the ability of
polarized macrophages to present FGF-2 to cancer cells, we used the
human breast cancer cell line MDA-MB-231. Although these cells
express the cognate receptor of FGF-2, they are poorly responsive to
the growth factor due to the low capability of presentation of their
endogenous GAGs (Delehedde et al. 1996).

First, we analyzed the effect of polarized macrophages on the pro-
liferation of co-cultivatedMDA-MB-231 cells. After 5 days of incuba-
tion, the number of cancer cells was counted by flow cytometry and
the values were compared with the number of initially added cells
(0.1 × 106 per sample) (Figure 6A). We found that removal of serum
in culture medium potently reduced the growth of MDA-MB-231
cells, as evidenced after cell counting (0.11 × 106 cells versus
0.41 × 106 cells in the presence of serum). Co-culture with M2 macro-
phages had no cytotoxic effect but rather enhanced cell proliferation in
the absence of serum (0.27 × 106 cells). In contrast, the addition ofM1
macrophages had no significant effect on MDA-MB-231 cells in cul-
ture. This observation was however not surprising since M2 macro-
phages have been reported to release factors that promote cell
growth and/or survival (Liu et al. 2013). We then analyzed the role
of M2 macrophages in the promotion of FGF-2-dependent cell prolif-
eration, by using carboxyfluorescein succinimidyl ester (CFSE)-
labelled MDA-MB-231 cells. As shown in Figure 6B, FGF-2 alone
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was poorly efficient to stimulate the proliferation of serum-starved
cells. The addition of heparin induced a 1.5-fold increase in cell
growth by comparison with FGF-2 alone, thus confirming that GAGs-
mediated presentation of the growth factor is required to transactivate
the cognate receptors on MDA-MB-231 cells. Importantly, we found
that co-culture with M2 macrophages also potentiated the activity of
FGF-2 (×1.4 by comparison with FGF-2 alone). In contrast, the add-
ition of M1 macrophages had no significant enhancing effect on
FGF-2-induced cell proliferation (Figure 6B). To explain these differ-
ences, cell surface binding of the growth factor was assayed in both
macrophage subtypes by flow cytometry (Supplementary data,
Figure S3) (Nedvetzki et al. 2003). A 3-fold higher fluorescent staining
was seen at the surface of M2 macrophages when compared with M1
macrophages, indicating that polarization has also induced changes in
the binding capacities of membrane-associated GAGs. Moreover, HS
chains rather that CS/DS appeared to be involved in the interactions
with FGF-2. Indeed, heparinase treatment strongly reduced the bind-
ing of FGF-2 to the surface of M2 macrophages, while chondroitinase
had no notable inhibitory effect.

These results indicate that M2 macrophages could be efficient pro-
moters of FGF-2-dependent proliferation of adjacent cancer cells. To
further explore this function, we reproduced the experiments with
glutaraldehyde-fixed M2 macrophages. Proliferation and viability of
MDA-MB-231 cells was measured by using CFSE (Figure 6C) and
MTS/PMS assays (Figure 6D), respectively. Fixed macrophages had
no significant effect on cell growth, supporting the hypothesis that
the enhancing effect of M2 macrophages in co-culture may be related
to the release of promoting factors for cancer cell growth and/or sur-
vival. In contrast, proliferation of MDA-MB-231 cells was significant-
ly increased when FGF-2 was added in the presence of fixed

macrophages (×1.4 at day 5 when compared with FGF-2 alone).
The involvement of HS chains in this process was also demonstrated
by treatment of fixed macrophages with GAG lyases. Indeed, removal
of cell-surface HS by heparinases potently reduced FGF-2-induced cell
proliferation, while the same treatment with chondroitinase ABC had
no significant inhibitory effect (Figure 6C). In summary, our results
show that surface HS of M2 macrophages efficiently present FGF-2
in a form that enhances proliferation of adjacent cells, which may
play an important role in the promotion of tumor cell growth.

Discussion
Due to multiple binding sites within their polymeric structures, GAGs
are critical regulators of many extracellular messengers (e.g., chemo-
kines or growth factors). For example GAGs can cross-present growth
factors to their receptors, thus potentiating their effect. GAGs have
also the ability to attract and concentrate these messengers, thus acting
on their bioavailability. Consequently, GAGs are involved in many
cellular processes, including proliferation, differentiation, adhesion
and/or migration. A number of inflammatory factors and cytokines
have been reported to interact with cell-surface GAGs to target leuko-
cyte subsets, which could play an important role in the regulation of
immune responses. However, little is known about the consequences
of various inflammatory stimuli on GAG biosynthesis. In the current
work, we have then explored the effect of differential macrophage
polarization on the biosynthesis of GAGs. To this end, macrophages
derived from peripheral blood monocytes were polarized in the pres-
ence of either LPS/IFN-γ or IL-4/IL-13 combinations, in order to
obtain pro-inflammatory M1 or alternative M2 subpopulations,

Table I. Analysis of the expression of HS and CS/DS sulfotransferases in non-activated (M0), pro-inflammatory (M1) and alternative (M2)
macrophages

Gene name Gene symbol M0 M1 M2 M1 :M2 ratio

N-Deacetylase/N-sulfotransferase 1 NDST1 2.02 ± 1.25 4.24 ± 2.6 1.98 ± 0.84 2.14*
N-Deacetylase/N-sulfotransferase 2 NDST2 2.54 ± 1.31 4.21 ± 2.22 2.15 ± 1.28 1.96**
N-Deacetylase/N-sulfotransferase 3 NDST3 n.d. n.d. n.d. n.d.
N-Deacetylase/N-sulfotransferase 4 NDST4 n.d. n.d. n.d. n.d.
HS 2-O-sulfotransferase HS2ST 1.43 ± 1.05 0.53 ± 0.48 2.81 ± 1.44 0.19**
HS 6-O-sulfotransferase 1 HS6ST1 0.67 ± 0.56 0.62 ± 0.55 1.19 ± 1.17 0.52
HS 6-O-sulfotransferase 2 HS6ST2 0.051 ± 0.039 0.058 ± 0.053 0.063 ± 0.04 0.93
HS 6-O-sulfotransferase 3 HS6ST3 0.024 ± 0.017 0.029 ± 0.034 0.017 ± 0.014 1.75
HS 3-O-sulfotransferase 1 HS3ST1 0.73 ± 1.24 0.039 ± 0.028 0.32 ± 0.32 0.12*
HS 3-O-sulfotransferase 2 HS3ST2 53.5 ± 37.1 1.65 ± 2.22 65.2 ± 45.09 0.025*
HS 3-O-sulfotransferase 3A HS3ST3A 0.027 ± 0.019 0.027 ± 0.022 0.027 ± 0.025 0.98
HS 3-O-sulfotransferase 3B HS3ST3B 0.089 ± 0.11 1.69 ± 1.2 0.026 ± 0.011 65.4*
HS 3-O-sulfotransferase 4 HS3ST4 n.d. n.d. n.d. n.d.
HS 3-O-sulfotransferase 5 HS3ST5 n.d. n.d. n.d. n.d.
HS 3-O-sulfotransferase 6 HS3ST6 0.003 ± 0.002 0.002 ± 0.001 0.002 ± 0.001 1
DS 4-O-sulfotransferase 1 D4ST1 0.78 ± 0.65 0.84 ± 0.76 0.59 ± 0.48 1.43
CS 4-O-sulfotransferase 1 C4ST1 5.14 ± 4.46 16.6 ± 9.27 6.72 ± 4 2.47*
CS 4-O-sulfotransferase 2 C4ST2 0.43 ± 0.20 0.45 ± 0.5 0.62 ± 0.45 0.74
CS 4-O-sulfotransferase 3 C4ST3 4.98 ± 4.21 0.59 ± 0.46 11.7 ± 11.25 0.05
Uronyl-2-O-sulfotransferase UST 0.16 ± 0.07 0.1 ± 0.1 0.55 ± 0.25 0.17*
CS 6-O-sulfotransferase 1 C6ST1 n.d. n.d. n.d. n.d.
CS 6-O-sulfotransferase 2 C6ST2 2.68 ± 1.93 3.39 ± 2.99 2.98 ± 3.14 1.14
GalNAc4S-6-O-sulfotransferase CHST15 1.90 ± 2.65 1.35 + 2.13 1.02 ± 1.05 1.33

The relative expression of mRNA encoding sulfotransferases was normalized with the transcript of HPRT. Data are expressed as the mean values ± SD from six
different donors. n.d., not detectable.

*t-Test P-value < 0.05; **t-test P-value < 0.01.
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respectively. Full macrophage polarization was confirmed by analyz-
ing the expression of specific markers of M1 and M2 phenotypes.
Using a quantitative colorimetric assay, we found that GAG content
was higher in M2 macrophages and contained almost twice more
HS than M1 macrophages. This observation was consistent with pre-
vious reports showing that IL-4 increased GAG synthesis in human
fibroblasts (Wegrowski et al. 1995; Hashimoto-Uoshima et al.
2002) and mouse macrophages (Ruffell et al. 2011). Interestingly,
these past studies also reported that GAG sulfation was increased in
response to IL-4 stimulation. Sulfation patterns may vary considerably
among GAG species. This has been linked to the action of specific sul-
fotransferases and to the relative expression of these enzymes, which
depends on cell type and environment. To gain information on the
structural features of GAGs in M1/M2 polarized macrophages, we
analyzed the expression of HS and CS/DS sulfotransferases. Non-
activated macrophages expressed 18 sulfotransferases involved in
cell-surface GAG biosynthesis, 11 of them acting specifically on HS
species. We then observed that macrophage polarization altered the
levels of expression of these enzymes, with a dramatic change in the
expression of nine sulfotransferases between M1 and M2

macrophages. A striking difference was related to the expression of
HS3STs. Indeed, HS3ST3Bwas strongly induced inM1macrophages,
indicating that the expression of this isoenzyme is upregulated by
pro-inflammatory stimuli. In contrast, HS3ST2 was highly expressed
inM2 macrophages, while it was barely detected in M1 macrophages.
Both isoenzymes have been extensively studied for their role in provid-
ing HS binding sites for the glycoprotein gD of HSV-1, and they were
reported to catalyze the same reaction of 3-O-sulfation in vitro
(Thacker et al. 2014). The biological functions of GAGs rely on
their ability to create specific interaction with a large repertoire
of proteins. Because the structure of GAGs is a consequence of
cell-type-specific expression of sulfotransferases, the differential ex-
pression of HS3STs in polarized macrophages suggests that these iso-
enzymes may be involved in the synthesis of 3-O-sulfated HS with
distinct structural features and functions. Concerning CS/DS sulfating
enzymes, a marked phenotypic difference in the expression of C4ST1
and C4ST3 was observed, also suggesting that both isoenzymes may
be involved in the synthesis of distinct 4-O-sulfated species in polar-
ized macrophages. Finally, we found that M2 macrophages expressed
high levels of both HS and CS/DS 2-O-sulfotransferases, i.e., HS2ST1
and UST. These results suggest that M2 macrophages are able to pro-
duce higher levels of 2-O-sulfated GAGs than M1 macrophages.

The sulfation pattern of cell-surface GAGs was then assessed by
the use of a panel of anti-GAG antibodies. HS4C3, which preferential-
ly reacts with 3-O-sulfated HS sequences (van Kuppevelt et al. 1998;
Smits et al. 2006; Ten Dam et al. 2006), strongly stained M1 and M2
macrophages, which is in accordance with the high expression of
HS3STs in both subsets of macrophages. Cell immunostaining was
significantly half as much in M1 than in M2 macrophages, indicating
that 3-O-sulfated epitopes were less represented in these cells when
compared with M2 macrophages. This difference could be partly
linked to the amount of HS, which is twice as much in M2 than in
M1macrophages (Figure 2). Alternatively, difference in cell immunos-
taining could be linked to difference in the reaction of 3-O-sulfation.

Fig. 4. Variations in the expression of HS and CS/DS sulfotransferases in
polarized macrophages. MDM were activated in the presence of either LPS/
IFN-γ or IL-4/IL-13 for 2 days in order to obtain fully polarized M1 and M2
macrophages, respectively. Following extraction of total RNA and reverse
transcription, variations in the levels of expression of sulfotransferases were
quantified by real-time PCR. Relative transcript abundance was normalized
to endogenous HPRT transcript. Variations in the expression of mRNA
encoding NDST1, NDST2, HS2ST, HS3ST1, HS3ST2, HS3ST3B, C4ST1,
C4ST3 and UST are represented as box-and-whiskers plots showing range
and quartiles. The boxes extend from the 25th percentile to the 75th
percentile, with a line at the median (the 50th percentile). The whiskers
extend above and below the boxes to show the highest and lowest values.
Data are from six experiments performed independently with cells from six
different donors. Statistical significance was calculated with the paired
Student’s t-test and indicated for each enzyme. In all experiments, statistical
significance was determined using the Student’s t-test, and P-values of <0.05
were considered as significant.

Fig. 5. Detection of HS3ST2, HS3ST3B and C4ST1 in polarized macrophages.
After polarization, M1 and M2 macrophages from the same donor were lysed
and proteins were separated by SDS–PAGE. Variations in HS3ST2, HS3ST3B
and C4ST1 in both macrophage subtypes was analyzed by western blot as
described in Materials and methods. Parallel immunoblotting with
anti-GAPDH confirmed equal loading of the samples. Representative results
from three independent experiments are shown.
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Although the expression of HS3ST3B was increased in M1 macro-
phages compared with the low levels detected in M2 macrophages,
HS3ST2 was strongly overexpressed in M2 macrophages but drastic-
ally repressed in M1 macrophages, as evidenced by western blot ex-
periments (Figure 5). Such differences in the expression of HS3ST
isoenzymes may in turn lead to a higher density of 3-O-sulfate groups
in HS ofM2macrophages. AO4B08was described to recognize highly
sulfated HS epitopes containing an internal IdoUA2S residue (Dennis-
sen et al. 2002; Smits et al. 2006). We found that the reactivity of this
antibody was 8-fold higher with M2 versus M1 macrophages. This is
consistent with the 5-fold higher expression of HS2ST in these cells by
comparison with M1 macrophages. Finally, we used IO3H10, which
was reported to exhibit a broad reactivity toward 4-O-, 6-O- and
4,6-O-sulfated CS epitopes (Smetsers et al. 2004). Intriguingly, this
antibody was efficient to stain M1 macrophages, while it was 3-fold
less reactive with M2 macrophages. This could not be due to

differences in amount of CS/DS expressed by both subsets, which
were found similar (Figure 2). Furthermore, the main difference in
the CS/DS synthesis machinery between both subtypes concerned
the 2-O-sulfotransferase UST, which was found increased in M2
macrophages. Therefore, it could be postulated that high density of
2-O-sulfates reduced the reactivity of IO3H10 to CS/DS.

To ascertain that macrophage polarization was accompanied by
change in HS and CS/DS structures, we examined the disaccharide
compositions of GAG preparations from M1 and M2 macrophages.
Disaccharides resulting from digestion with either a mixture of hepar-
inases or chondroitinase ABC were fluorescently labelled with AMAC
and separated by RP-HPLC. As expected, the elution profiles con-
tained some identifiable peaks, which are representative of the disac-
charide species usually found in HS and CS/DS populations.
Compositional analysis of both HS and CS/DS components from
M2 macrophages revealed an overall higher level of sulfation when

Fig. 6. Presentation of FGF-2 by GAGs expressed at the surface of polarized macrophages. The capability of polarized macrophages to present FGF-2 to adjacent
tumor cells was tested in a model of co-culture with the human breast cancer cell line MBA-MB-231. (A) Fully differentiated M1 or M2 macrophages and
MDA-MB-231 cells were co-cultured without serum at a ratio 1 : 1 in the absence or presence of FGF-2 (10 ng/mL). A control of proliferation was performed by
culturing MDA-MB-231 cells in the presence of 10% of serum. After 5 days of culture, macrophages were stained with a PE-labelled anti-CD14 antibody for
exclusion and the number of MDA-MB-231 cells was calculated by flow cytometry. Data are means ± SD of at least three separate experiments obtained with
macrophages from different donors. (B) CFSE-labelled MDA-MB-231 cells were cultured with FGF-2 (10 ng/mL), heparin (100 ng/mL) and/or M1 or M2
macrophages at a ratio 1 : 1. After 5 days of culture, the intensity of CFSE signal in tumor cells was analyzed by flow cytometry after exclusion of macrophages
with PE-labelled anti-CD14 antibody. Each bar of histograms represents mean ± SD of the proliferation indexes obtained from three distinct experiments.
(C) Prior co-culture with CFSE-labelled MDA-MB-231 cells, M2 macrophages were fixed with glutaraldehyde and either treated or not with a mixture of
heparinases I, II, III (1.25 mU/mL of each) or chondroitinase ABC (0.75 U/mL). After 5 days of culture with FGF-2 (10 ng/mL) and/or glutaraldehyde-fixed M2
macrophages (fixed-M2), the intensity of CFSE signal in MDA-MB-231 cells was analyzed by flow cytometry. Data are means ± SD of proliferation indexes
obtained from at least three distinct experiments. (D) MDA-MB-231 cells were cultured without serum for 48, 72 or 120 h in the absence (filled circle) or
presence of FGF-2 (filled square), glutaraldehyde-fixed M2 macrophages (filled diamond) or both (empty circle). The role of cell-surface GAGs was determined
by treating fixed M2 macrophages with GAG lyases prior addition to cell culture (empty square). Control of proliferation was performed by culturing
MDA-MB-231 cells in the presence of 10% of serum (empty diamond). At the end of each time of incubation, 20 µL MTS/PMS solution was added to the well
(100 µL) and the intensity of the reaction was measured at 490 nm. Points are means ± SD from three separate experiments obtained with macrophages from
different donors (*, significantly different by comparison with MDA-MB-231 cells cultured in the absence of serum, P < 0.05).
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compared with the corresponding GAGs from M1 macrophages
(Figure 2C). The most remarkable differences may be attributed to
the formation of 2-O-sulfated species in M2 macrophages. Indeed,
the relative amount of 2-O-sulfated disaccharides in HS and CS/DS di-
gests were increased by ∼2.5- and ∼5-fold, respectively. These differ-
ences suggest that specific subpopulation of HS and CS/DS may be
enhanced specifically in M2 macrophages by enrichment with
2-O-sulfation, which is consistent with the high levels of both
HS2ST1 andUST in these cells. Unfortunately, 3-O-sulfated disacchar-
ides cannot be directly identified in the elution profiles of HS digests.
However, a minor product that elutes just after the ΔUA2S-GlcNS6S
standard may be the ΔUA2S-GlcNS3S disaccharide. The peak was
characterized in the elution profile of HS disaccharides from M2
macrophages, which is consistent with the high expression of
HS3ST2 in these cells. Indeed, a significant proportion of this
3-O-sulfated disaccharide was previously reported in cells transfected
with HS3ST2 constructs and confirmed by GAG disaccharide analysis
(Vijaya Kumar et al. 2014). Given the high expression of HS3ST3B and
HS3ST2 transcripts in M1 andM2macrophages, respectively, a larger
abundance of 3-O-sulfated disaccharides could be expected. However,
it has been reported that the catalytic activity of these HS3ST isoen-
zymes is dependent on the presence of 2-O-sulfated substrate acceptors
(Thacker et al. 2014). This substrate specificity may explain the low fre-
quency of 3-O-sulfated disaccharides and the relative enhancement of
these rare components by enrichment with 2-O-sulfation.

Overall, immunological characterization and compositional disac-
charide analysis of GAGs from polarized macrophages fitted well with
the profile of expression of HS and CS/DS sulfotransferases. These sul-
fation patterns driven by M1/M2 polarization might therefore bear
some functional specialization involved in macrophage physiological
functions. To address this issue, we chose to work within the scope of
cancer immunity. It is nowwell known that macrophages can infiltrate
solid tumors and participate to the formation of a tolerant environ-
ment beneficial for cancer cell growth and expansion. Accumulating
data now support the concept that M2 rather than M1 macrophages
could be involved in this process. M2macrophages have poor antigen-
presenting ability and weak cytotoxic activity. Conversely, they pro-
duce high levels of soluble anti-inflammatory factors that suppress im-
mune function while stimulating cancer cell proliferation. For
example, M2 polarized macrophages were shown to promote pancre-
atic cancer cell growth and/or survival (Liu et al. 2013). In parallel, it
was previously reported that GAGs present at the surface of activated
macrophages were capable to present FGF-2 and to induce prolifer-
ation of a fibroblast cell line lacking endogenous HSPGs (Clasper
et al. 1999; Jones et al. 2000). However, the distinction between
M1 and M2 macrophages was not addressed in these works. Here
we used the human breast carcinoma cell line MDA-MB-231 as a
model to test the presentation of FGF-2 by GAGs of polarized macro-
phages. Although MDA-MB-231 cells express the cognate receptor of
FGF-2, they are devoid of GAGwith high-affinity binding sequences for
FGF-2 (Delehedde et al. 1996). Accordingly, we confirmed that these
cells are poorly responsive to FGF-2 when the growth factor is simply
added to the culture medium. In contrast, co-culture of MDA-MB-231
cells with M2 macrophages resulted in significant FGF-2-induced can-
cer cell proliferation. This M2-mediated effect was dependent on the
presentation of FGF-2 by M2 cells since fixed macrophages still poten-
tiated the growth factor effect on MDA-MB-231 cells. It was also de-
pendent on HS integrity, as demonstrated by heparinase treatment.
Taken together, our results demonstrate the ability of HS expressed at
the membrane of M2 macrophages to cross-present exogenous FGF-2
to adjacent cancer cells and promote their growth.

The minimal HS sequence supporting FGF-2 binding was identi-
fied as a decasaccharide containing N- and 2-O-sulfo groups, while
additional 6-O-sulfo groups are required for interaction with the cog-
nate receptor (Guimond et al. 1993). In the current works, we found
that the expression of 6-OSTs modifying either HS or CS/DS was not
significantly modified by macrophage polarization. Conversely,
HS2ST was overexpressed in M2 macrophages, which is related to
an increase in the relative abundance of 2-O-sulfated disaccharides
when compared with HS from M1 macrophages. These data indicate
that the reaction of 2-O-sulfation of HS is increased as a response of
alternative polarization, which could explain why M2 macrophages
are efficient cells to present FGF-2 to adjacent cancer cells.

Collectively, our results show that macrophage polarization is
accompanied by marked changes in the expression of certain GAG-
modifying enzymes, which in turn lead to change in the structural
features of cell-surface GAGs. These findings suggest that fine modifi-
cations in GAG biosynthesis may participate to the plasticity of macro-
phage functions, as demonstrated herein in the context of cancer
progression.

Material and methods

Materials
Recombinant human cytokines (FGF-2, IFN-γ, IL-4 and IL-13) were
purchased from Tebu-Bio PeproTech. Antibodies to GAG epitopes
have been described in Deligny et al. (2010) and were kindly provided
by Toin van Kuppevelt (University of Nijmegen, the Netherlands). All
other chemicals, except where otherwise mentioned, were purchased
from Sigma-Aldrich.

Cells
Human citrated venous blood samples were obtained from the local
blood transfusion center (Etablissement de Transfusion Sanguine,
Lille, France). Following isolation of peripheral blood mononuclear
cells by density centrifugation on Lymphoprep (AbCys), monocytes
were purified by selection with magnetic beads coupled to CD14, ac-
cording to the instructions of the manufacturer (BD Biosciences). The
purity of cell populations was assessed by FACS and found >95%.
MDMs were obtained by incubating freshly isolated monocytes (106

cells/mL) in complete RPMI 1640 10% fetal calf serum (FCS) for 5
days. Macrophage polarization was obtained by culturing MDM for
an additional 48 h with 10 ng/mL LPS plus 10 ng/mL IFN-γ for M1
polarization or 10 ng/mL IL-4 plus 10 ng/mL IL-13 for M2 polariza-
tion. The human breast carcinoma cell lineMDA-MB-231 was obtained
from the American Type Cell Culture Collection. Cells were routinely
cultured in DMEM medium containing 10% FCS, 100 U/mL penicillin
and 100 µg/mL streptomycin, all purchased from Lonza.

Real-time RT-PCR
Total RNAwas isolated from 1 × 106 cells using a NucleoSpin RNA II
kit, according to the instructions of the manufacturer (Macherey-
Nagel). Reverse transcription was performed from 2 µg of total RNA
by using the Maxima First Strand cDNA Synthesis Kit for RT-qPCR
(Thermo Scientific). Synthetic primers for NDST1, NDST2, NDST3,
NDST4, HS3ST1, HS3ST2, HS3ST4, HS3ST5 and HS3ST6 were de-
scribed in Deligny et al. (2010) and for HS2ST1, HS3ST3A, HS3ST3B,
HS6ST1, HS6ST2, HS6ST3, D4ST1, C4ST1, C4ST2, C4ST3, UST,
C6ST1, C6ST2 and GALNAC4S-6ST in Gotte et al. (2007). Synthetic
primers for CXCL10, IL-12, FN1 and CCL18 were designed by using
Primer-Blast (NCBI) according to the published cDNA sequences:
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CXCL10 (NM_001563.3), 5′-CCACGTGTTGAGATCATTGGC-3′
(forward) and 5′-TTCTTGATGGCCTTCGATTC-3′ (reverse) ; IL-12
(NM_000882.3), 5′-ACCAGGTGGAGTTCAAGACC-3′ (forward) and
5′-TGGCACAGTCTCACTGTTGA-3′ (reverse); FN1 (NM_212482.1),
5′-TGACACTTATGAGCGTCCT-3′ (forward) and 5′-AAACACTTCT
CAGCTATGGG-3′ (reverse); CCL18 (NM_002988.2), 5′-AAGAGC
TCTGCTGCCTCGTCTA-3′ (forward) and 5′-CCTCAGGCATTCA
GCTTCA-3′ (reverse). The sequence of amplified fragmentswas confirmed
by sequencing (GATC Biotech). Real-time PCR amplifications were per-
formed using an Mx3000P Multiplex Quantitative PCR system (Strata-
gene). The transcript of hypoxanthine–guanine phosphoribosyl
transferase (HPRT) was used as a control to normalize the expression of
genes of interest. Each reaction of PCR consisted of 25 µL containing 2 µL
of diluted cDNA sample (1 : 5), 12.5 µL of Maxima SYBR Green qPCR
Master Mix (Thermo Scientific), 1 µL of forward primer (7.5 µM for
HS2ST1, 22.5 µM for HS3ST1 and HS3ST2, 15 µM for all the others),
1 µL of reverse primer (7.5 µM for HS2ST1, 22.5 µM for NDST4 and
HS3ST6, 15 µM for all the others) (Eurogentec) and 8.5 µL of water. It
also included a non-template negative control to check for primer dimers.
The conditions of PCRwere as follows: 1 cycle of denaturation at 95°C for
10 min, followed by 40 cycles of 30 s at 95°C, 30 s at specific temperature
of annealing (67°C forNDST4,HS3ST1 andHS3ST4; 68°C forHS3ST6;
60°C for all the others) and 30 s at 72°C. The fluorescence datawere mea-
sured at the end of each cycle. A melting curve (55–95°C at 1°C interval)
was constructed for each primer pair to check for the presence of one gene-
specific peak. The amplification efficiency of each primer pair was per-
formed on serial dilutions of cDNA. Triplicate PCRs were prepared for
each sample. The point at which the PCR product is first detected above
a fixed threshold, termed cycle threshold (Ct), was determined for each
sample, and the average Ct of triplicate samples was used for further ana-
lysis. The relative quantification of transcripts was calculated as described
previously (Pfaffl 2001).

GAG quantitation
20 × 106 macrophages were collected, pelleted and suspended in 1 mL
of lysis buffer (Tris–HCl 50 mM, pH 7.4, 100 mM NaCl, Triton
X-100 1%). Pronase E (Merck) was then added to a final concentra-
tion of 0.6 mg/mL and the samples were incubated at 50°C for 16 h.
Following inactivation of Pronase E for 5 min at 100°C, samples were
centrifuged at 10,000 × g for 10 min, supernatants were recovered and
adjusted at 2 M NaCl. Thereafter, 1 mL of chloroform and 200 µL of
methanol were added, and the samples were mixed vigorously for
15 min. They were centrifuged at 400 × g for 10 min and the aqueous
phases were recovered. High-molecular-weight molecules were then
precipitated with 9 volumes of cold ethanol overnight at −20°C.
The precipitates were pelleted by centrifugation at 10,000 × g for 1 h
and air-dried by using a SpeedVac apparatus to remove traces of etha-
nol. The samples were then suspended in 200 µL of buffer (Tris
50 mM, MgCl2 2 mM, pH 6.5), and treated with benzonase and
type V neuraminidase fromClostridium perfringens at final concentra-
tions of 1.2 and 0.1 U/mL, respectively, for 4 h at 37°C. After inacti-
vation of the enzymes and clarification of the samples, GAGs were
precipitated with 9 volumes of cold ethanol overnight at −20°C.
The precipitates were pelleted and air-dried.

Purified GAGs were suspended in either heparinase buffer (Tris
20 mM,CaCl2 4 mM,NaCl 50 mM, pH 7.9) or chondroitinase buffer
(Tris 50 mM, sodium acetate 60 mM, pH 8) and treated with hepar-
inases I, II, III (0.25 mU of each per sample, 24 h at 37°C) (Iduron) or
chondroitinase ABC (25 mU/sample, 2 h at 37°C). After inactivation
of the enzymes and clarification, remaining GAGs were precipitated

with 9 volumes of cold ethanol overnight at −20°C. The precipitates
were pelleted, air-dried and resuspended in water. The efficacy of the
enzymatic digestions was assessed by treating GAG standards (CS-A,
CS-B, CS-C, HS and heparin) at the same enzyme concentrations.
Quantitation of GAGs was performed by using a carbazole assay, ac-
cording to the method developed by Cesaretti (2003) with some mod-
ifications. Briefly, 50 µL of serial dilutions of standard GAGs or
samples were placed in a 96-well plate. Two hundred microliters of
a solution of 25 mM sodium tetraborate in sulfuric acid were added
and the plate was heated for 30 min at 80°C. After cooling at room
temperature, 50 µL of 0.125% carbazole in absolute ethanol was
added and the plate was heated at 80°C for 30 min. After cooling, ab-
sorbances were measured at a wavelength of 550 nm using a Tristar
multimode microplate reader LB 941 (Berthold Technologies). Stand-
ard curve ranging from 0.04 to 0.5 mg/mL (2–25 µg/sample) was done
with CS-A. Relative GAG abundance was normalized to protein con-
tent (micro BCA protein assay reagent kit, Pierce Biotechnology).

Disaccharide compositional analysis of GAGs
Composition of both HS and CS/DS from polarized macrophages was
analyzed by using a fluorescent method of pre-column labelling of dis-
accharides. To this end, GAG extraction was conducted as above, with
minor modifications. Following treatment with Pronase E (1.5 mg/
mL) and benzonase (250 mU/mL), cell lysate (corresponding to
20 × 106 polarized macrophages) was clarified and loaded on DEAE-
Sepharose column (G&E Healthcare). After extensive wash with
phosphate buffer containing 0.3 MNaCl, remaining boundmolecules
were eluted with the same buffer containing 2 M NaCl. Chloroform
was then added to the sample (v/v) and the mixture was stirred vigor-
ously for 10 min. Aqueous phase was recovered and dialyzed against
water for 16 h at 4°C (Slide-A-Lyser 2000Da, Thermo Scientific).
After freeze drying, material (5 µg of total GAGs, as quantified by car-
bazole assay) was dissolved in lyase digestion buffer and treated either
with heparinases (10 mU each/sample) or with chondroitinase ABC
(Sigma) (50 mU/sample) for 16 h at 37°C. Sample was then filtered
on an Amicon 3000-Da unit (Millipore) and the fraction containing
disaccharides was collected and freeze-dried. AMAC-labelling of
disaccharides was performed as described in Deakin and Lyon
(2008), with some modifications as follows. Dried disaccharide stan-
dards (Iduron) or enzyme digests of GAGs were dissolved in 10 µL of
glacial acetic acid/DMSO (15:85, v/v) solution containing 0.1 M
AMAC. After 20 min of incubation at 20°C, 10 µL of freshly prepared
sodium cyanoborohydride solution (1 M in water) was added and the
samples was centrifuged at 10,000 × g for 3 min to pellet insoluble
material. The reaction of derivatization was then carried out for 5 h
at 45°C. Finally, 15 µL of 50% (v/v) DMSOwas added to the samples
and aliquots were then stored at −20°C in the dark prior HPLC
analysis.

For RP-HPLC separation, AMAC-labelled disaccharides were
diluted with water to a final volume of 200 µL and applied to a Shodex
C18-M column (4.6 × 250 mm) equilibrated in 60 mM ammonium
acetate, pH 5.6 (eluent A), running on a Varian Prostar 260HPLC sys-
tem. After a 7 mL gradient of 0–10% solution B (100% methanol),
disaccharides were eluted over a 35 mL linear gradient of 10–30% so-
lution B at a flow rate of 0.7 mL/min. The column was finally regener-
ated by washing with gradient of 30–100% solution B for 15 min
before returning to solution A. Disaccharides were detected by in-line
fluorescence (excitation at 428 nm and emission at 525 nm), using a
Varian ProStar 363 detector, and data were analyzed with the Star
software (v6.43).
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Analysis of cell immunostaining by flow cytometry
Cell-surface CD80 was directly stained with fluorescein-conjugated
mouse anti-human CD80 antibody (BD Pharmingen). To this end,
cells were incubatedwith the antibody for 1 h at 4°C in PBS containing
0.5% of bovine serum albumin and rapidly washed with PBS prior
analysis. For CD209 staining, cells were first incubated in the same
buffer with primary mouse anti-human CD209 antibody (BD Phar-
mingen), followed by a second incubation with fluorescein-conjugated
anti-mouse IgG antibody. Cell-surface GAGs was stained by using
phage display-derived vesicular stomatitis virus (VSV)-tagged single-
chain antibodies as described in Deligny et al. (2010). Data were mon-
itored on a flow cytofluorimeter (FACSCalibur, BD Biosciences) and
analyzed with CellQuest software.

Western blot analysis of sulfotransferases
Cells (8 × 106 per point) were lysed in 1 mL of lysis buffer (10 mM
Tris, 150 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 2 mM CaCl2, 1% Triton
X-100, 20%, v/v, glycerol, pH 7.2) containing cocktail of protease in-
hibitor (Roche) for 16 h at 4°C. The lysates were clarified by centrifu-
gation at 10,000 × g for 30 min at 4°C. They were then diluted 10
times with previous buffer without Triton X-100 and glycerol,
mixed with 10 mg of adenosine 3′,5′-diphosphate-agarose beads
and incubated overnight at 4°C. The beads were then washed two
times with lysis buffer containing 0.1% Triton X-100. Thereafter,
100 µL of Laemmli buffer was added to the beads and samples were
boiled for 10 min. Proteins were then eluted by centrifugation, sepa-
rated by SDS–PAGE (10%, w/v) and transferred onto nitrocellulose
membrane (Schleicher & Schuell BioScience). Immunoblotting was
performed by using antibodies to HS3ST3B, HS3ST2 and C4ST1.
In all cases, membranes were blocked for 1 h at room temperature
in TBS supplemented with 0.1% (v/v) Tween-20 and 5% (w/v) fat-free
milk and then probed with primary antibodies overnight at 4°C in the
same solution. After washing, HRP-conjugated secondary antibodies
(Amersham Biosciences) were added for 1 h at room temperature. Sig-
nals were visualized using the ECL SuperSignal West Femto detection
system according to the customer instructions (Thermo Scientific).

Cell proliferation assay
The ability of macrophages to modulate proliferation of
MDA-MB-231 cells was assessed by co-culture experiments, essential-
ly as described by Jones et al. (2000), with the followingmodifications.
MDA-MB-231 cells were plated at 1 × 105 cells/mL and incubated
overnight in serum-starved medium. Thereafter, an equal volume of
culture medium containing M1 or M2 macrophages (1.105 cells/mL)
was added to the wells and co-culture samples were incubated for 2–
5 days at 37°C in the presence or absence of FGF-2 (10 ng/mL). In
some experiments, macrophages were fixed with glutaraldehyde
(1%, w/v, in PBS, pH 7.5) as described in Jones et al. (2000). To evalu-
ate the role of cell-surface GAGs, macrophages were treated with ei-
ther a cocktail of heparinases I, II and III (1.25 U/mL of each) or
chondroitinase ABC (0.75 U/mL) or both, for 2 h at 37°C. Prolifer-
ation of cancer cells was measured by CFSE or MTS/PMS assays
(see Supplementary data), according to the instructions of the manu-
facturers. CFSE labelling of MDA-MB-231 cells was performed by
using the CellTrace CFSE Proliferation kit (Life Technologies). Briefly,
cells were incubated with CFSE (5 µM) in PBS for 15 min at 37°C.
After washing with prewarmed medium, MDA-MB-231 cells were in-
cubated for 30 min at 37°C prior the addition of macrophages. After
2–5 days of co-culture, the number of cancer cells was estimated by
flow cytometry and data were analyzed with the software CellQuest.

The proliferation index, which represents the average number of grow-
ing cells relative to the initially added cells, was calculated by using
FCS Express 4 Plus Research software. For MTS/PMS assays, cell
proliferation was measured by using CellTiter 96 Aqueous Non-
Radioactive Cell Proliferation Assay kit (Promega). At the end of
incubation, 20 µL of working solution of MTS/PMS was added to
each well (100 µL) and the reaction was developed at 37°C for 1 h.
The absorbance was measured at 490 nm on a BioTek Epoch micro-
plate reader.

Statistical analysis
Results are representative of at least three independent experiments
conducted with MDM obtained from different donors. Statistical sig-
nificance between the different values was analyzed by Student’s t-test
with a threshold of P < 0.05.
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Regulation of the Expression of Heparan Sulfate
3-O-Sulfotransferase 3B (HS3ST3B) by Inflammatory
Stimuli in Human Monocytes
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ABSTRACT
Heparan sulfate (HS) is recognized as an important player in a wide range of dynamic steps of inflammatory reactions. Thereby, structural HS
remodeling is likely to play an important role in the regulation of inflammatory and immune responses; however, little is known about
underlying mechanism. In this study, we analyzed the regulation of expression of HS 3-O-sulfotransferases (HS3STs) in response to
inflammatory stimuli. We found that among the seven HS3ST isoenzymes, only the expression of HS3ST3B was markedly up-regulated in
human primarymonocytes and the related cell line THP1 after exposure to TLR agonists. TNF-awas also efficient, to a lesser extent, to increase
HS3ST3B expression, while IL-6, IL-4, and IFN-g were poor inducers. We then analyzed the molecular mechanisms that regulate the high
expression of HS3ST3B in response to LPS. Based on the expression of HS3ST3B transcripts and on the response of a reporter gene containing
the HS3ST3B1 promoter, we provide evidence that LPS induces a rapid and strong transcription of HS3ST3B1 gene, which was mainly
dependent on the activation of NF-kB and JNK signaling pathways. Additionally, active p38 MAPK and de novo synthesized proteins are
involved in post-transcriptional mechanisms to maintain a high level of HS3ST3B mRNA to a steady state. Altogether, our findings indicate
that HS3ST3B1 gene behaves as a primary response gene, suggesting that it may play an important role in making 3-O-sulfated HS with
specific functions in the regulation of inflammatory and immune responses. J. Cell. Biochem. 117: 1529–1542, 2016. © 2015Wiley Periodicals, Inc.

KEY WORDS: HEPARAN SULFATE; 3-O-SULFOTRANSFERASE; INFLAMMATION; GENE REGULATION

Heparan sulfates (HS) are linear polysaccharides composed of
repeating disaccharide units of sulfated uronic acid and

glucosamine (GlcN) residues. They are involved in numerous
biological processes, which rely on their ability to selectively
interact with a large panel of proteins [Esko and Selleck, 2002;
Zhang, 2010]. As example, they are implicated in the formation of a
chemokine gradient on inflamed endothelium that addresses
circulating leucocytes to the inflammatory site. Cell surface HS
are also involved in the binding of many cytokines and growth
factors, thus, promoting their accumulation at high concentration in
the appropriate location to encounter their target cells and to
facilitate the assembly with cognate receptors to initiate signal

transduction [Celie et al., 2009; Sarrazin et al., 2011; Mortier et al.,
2012]. Structural distinction in functional HS sequences is derived
from enzymatic modifications in the Golgi apparatus of the nascent
polymer composed of alternating glucuronic acid (GlcUA) and N-
acetyl GlcN (GlcNAc) units. These modifications involve HS
biosynthetic enzymes including N-deacetylases/N-sulfotransferases
(NDSTs), C5-epimerase, and 2-O, 3-O, and 6-O-sulfotransferases
[Esko and Selleck, 2002]. In the stepwise scheme of HS biosynthesis,
the non-sulfated precursor is first subject to N-deacetylation/N-
sulfation of GlcNAc residues, which creates the prerequisite substrate
needed for the next enzymatic modifications. This crucial reaction
can be catalyzed by four isoenzymes, which display subtle
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differences in enzymatic activity. Even though NDST1 and NDST2
exhibit similar activities in vitro, they have no redundant but rather
complementary activity in vivo, making highly N-sulfated HS
sequences [Forsberg et al., 1999; Aikawa et al., 2001; Deligny et al.,
2010]. The further modifications include C5-epimerization of some
GlcUA into IdoUA, 2-O-sulfation of uronic acid residues, and 3-O-
and 6-O-sulfation of GlcN units. The reaction of C2 sulfation is
catalyzed by a single enzyme, termed HS2ST1. In contrast, 6-O-
sulfation can be catalyzed by three isoenzymes (HS6ST1, HS6ST2,
and HS6ST3) and 3-O-sulfation by seven isoenzymes (HS3ST1,
HS3ST2, HS3ST3A, HS3ST3B, HS3ST4, HS3ST5, and HS3ST6).
HS3STs can be classified into three subfamilies, in relation to thefine
difference in their substrate specificity. While HS3ST1 is known to
generate a HS-binding site for antithrombin-III (AT-III) via the
sulfation at the C3 position of a GlcNS attached to a GlcUA residue,
HS3ST2, HS3ST3A, HS3ST3B, HS3ST4, and HS3ST6 transfer sulfate
groups to the 3-OH position of GlcNS or GlcNH2 adjacent to an
IdoUA2S residue, thus providing an entry receptor for the gD protein
of herpes simplex virus HSV-1. In contrast, HS3ST5 exhibits broad
substrate specificity and generate products with affinity to
HSV-1 and AT-III [Liu et al., 1999a, 1999b; Zhang et al., 2001;
Xia et al., 2002; Thacker et al., 2014].

Although the reaction of 3-O-sulfation can be catalyzed by the
largest family of HS sulfotransferases, it is the least abundant
modification inHS and, to date, very few biologicalmechanisms have
been reported to be dependent on 3-O-sulfated HS [Thacker et al.,
2014]. In previous works, we reported that memory/activated
T lymphocytes, monocytes/macrophages, and related cell lines
express high level of HS3ST3B,whichmay explain the dependence on
3-O-sulfated HS for the binding of cyclophilin B (CyPB) to these
responsive cells. We then demonstrated that specific silencing of the
expression of HS3ST3B by RNA interference strongly reduced
the binding of CyPB to T lymphocytes and consequently abolished
the responses triggered by this inflammatory factor [Vanpouille et al.,
2007; Deligny et al., 2010]. More recently, 3-O-sulfated HS have been
associated to the regulationof the responsesmediated bynatural killer
(NK) cells. Indeed, KIR2DL4, a member of the killer cell receptor (KIR)
family, was found to functionally interact with HS by a mechanism
dependent on the expression of HS3ST3B [Brusilovsky et al., 2013].
Other studies have reported that the expression of HS3STs could be
modulated in response to inflammatory stimuli. As examples, Krenn
et al. [2008] reported that the expression of HS3ST1, the most
abundant HS3ST isoform expressed in microvascular endothelial
cells, was diminished after a 20h long exposure to TNF (Tumor
Necrosis Factor)-a, while the expression of HS3ST3B was
up-regulated. More recently, we demonstrated that macrophage
polarization drastically modified the profiles of expression of
numerous HS sulfotransferases, which was accompanied by the
biosynthesis of HS with distinct structural features. The striking
difference between inflammatory (M1) and alternative (M2) macro-
phage subtypes was observed with the expression of HS3STs. Indeed,
HS3ST3B was strongly induced in M1 macrophages, indicating that
the expression of this isoenzyme is up-regulatedbypro-inflammatory
stimuli. In contrast, HS3ST1 andHS3ST2were highly expressed inM2
macrophages, while they were barely detected in M1 macrophages
[Martinez et al., 2015]. Altogether, these studies suggest that HS3STs

may be differentially involved in the synthesis of 3-O-sulfated
HS with specific functions in inflammatory and immune responses.
However, still little is known about the regulatory mechanisms
controlling the expression of these sulfotransferases.

In the current work, we analyzed the regulation of expression of
HS3STs in response to inflammatory stimuli. These experiments
were conducted with human primary monocytes and the related cell
line THP1, as these cells are highly responsive to TLR agonists and
inflammatory cytokines. We showed that among the seven HS3ST
isoenzymes, only the expression of HS3ST3B was markedly
up-regulated after LPS exposure. Peptidoglycan (PGN) and, to a
lesser extent, TNF-a, were also efficient to increase the expression of
HS3ST3B, while interleukin IL-6, IL-4, and interferon (IFN)-g were
poor inducers. We then analyzed the molecular mechanisms that
regulate the high expression of HS3ST3B in response to LPS. To this
end, we compared the expression of endogenous HS3ST3B to the
response of a reporter gene containing the promoter of the gene
encoding the enzyme, namely HS3ST3B1. Our results support a
model in which rapid and strong induction of HS3ST3B1
transcription is dependent on the activation of NF-kB and JNK
signaling pathways, while post-transcriptional mechanisms involv-
ing active p38MAPK and de novo synthesized proteins maintained a
high level of HS3ST3B mRNA to a steady state. Altogether, our
findings indicate that HS3ST3B1 gene behaves as a primary
response gene, suggesting that it may play an important role in
making 3-O-sulfated HS with specific functions in the regulation of
inflammatory and immune responses.

MATERIALS AND METHODS

MATERIALS
Recombinant human cytokines (TNF-a, IL-4, IL-6, and IFN-g) were
purchased from Peprotech (Rocky Hill, NJ). PGN (Staphylococcus
aureus), LPS (Escherichia coli 055B5), cycloheximide (CHX),
actinomycin D, rabbit antibody to human HS3ST3B, and mouse
monoclonal antibody to human hypoxanthine-guanine phosphor-
ibosyltransferase (HPRT) were from Sigma–Aldrich (St. Louis, MO).
The absence of contamination in LPS and PGN samples has been
checked by using a cell-based assay with HEK-BlueTM-hTLR2 and
HEK-BlueTM-hTLR4 cell lines from Invivogen (Toulouse, France).
Horseradish peroxidase (HRP)-linked anti-rabbit and anti-mouse
antibodies were from Cell Signaling Technology (Danvers, MA). IKK
(I-Kappa B Kinases) inhibitor III, SB203580 (p38 MAPK inhibitor),
and JNK inhibitor II were purchased from Merck (Darmstadt,
Germany). U0126 (ERK1/2 inhibitor) was obtained from Alexis
Biochemicals (Lausen, Switzerland). HS4C3 antibody was kindly
provided by Toin Van Kuppevelt (University of Nijmegen,
Netherlands) [Deligny et al., 2010].

CELLS
Human leukemia THP1 cells (ECACC n°88081201, Porton Down,
Salisbury, UK) were routinely cultured at 37°C in RPMI 1,640
medium supplemented with 10% of fetal calf serum (FCS), 2mM
L-glutamine and 20mM b-mercaptoethanol, in 5% CO2 enriched
atmosphere. Prior stimulation, THP1 cells were suspended
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at 0.6! 106 per mL in complete RPMI medium without
b-mercaptoethanol for 24 h. Primary mononuclear cells were
isolated from human citrated venous blood samples obtained from
the local blood transfusion center (Etablissement de Transfusion
Sanguine, Lille, France) by density centrifugation on Lymphoprep
(Eurobio-Abcys, Courtaboeuf, France). Monocytes were purified by
selection with magnetic beads coupled to CD14, according to
instructions of the manufacturer (BD Biosciences, NJ). Monocyte
purity was>95% when assessed by flow cytometry. Freshly isolated
monocytes were cultured at 1! 106 per mL in complete RPMI 1,640
without b-mercaptoethanol. Each experiment performed with
primary monocytes was conducted with cells isolated from a single
donor and repeated at least three times with distinct donors.

CELL STIMULATION
THP1 cells or primary monocytes were seeded into six-well plates
(3! 106 cells/well) in RPMI 1,640 medium with 2.5% FCS and
stimulated for the indicated times with either TLR ligands or
recombinant human cytokines. In order to identify the signaling
events involved in the regulation of HS3ST3B expression, THP1 cells
were pretreated for 1 h prior stimulation with various inhibitory
drugs targeting NF-kB or MAPK pathways. At the end of incubation
time, total RNA was extracted and the expression level of HS3ST3B
mRNA was determined by real-time RT-PCR as described below. For
analysis of the rate of HS3ST3B mRNA decay, THP1 cells were
stimulated with LPS for 4 h, and transcription was then inhibited by
the addition of actinomycin D at 10mg/mL. At various time points
after the addition of the inhibitor, total RNAwas isolated and the rate
of mRNA degradation was subsequently determined by real-time
RT-PCR.

RNA ISOLATION AND REAL-TIME RT-PCR
TotalRNAwas isolated from3! 106cellsusingaNucleoSpinRNAII kit,
according to the instructions of the manufacturer (Macherey–Nagel,
D€uren, Germany). Reverse transcription was performed from 1mg of
total RNA by using a Maxima First Strand cDNA synthesis kit (Thermo
Scientific Fermentas, Waltham, MA). Each reaction of real-time PCR
consisted of 25mL containing 2mL of diluted cDNA sample (1:5),
12.5mLof2xMaximaSYBRGreenqPCRMasterMix (ThermoScientific
Fermentas), 1mL of forward primer, 1mL of reverse primer (Eurogentec,
Seraing, Belgium) depending of determined final primer concentration
and 8.5mL of water. The transcript of HPRT was used as a control to
normalize the expression of our genes of interest. The amplification
efficiency of each primer pair was performed on serial dilutions of
cDNA. Triplicate PCRs were prepared for each sample. The point at
which the PCR product is first detected above a fixed threshold, termed
cycle threshold (Ct),was determined for each sample, and the averageCt
of triplicate samples was used for further analysis. The relative
quantification of transcripts was calculated as described previously
[Pfaffl, 2001]. The primer sets forHS3ST1,HS3ST2,HS3ST4,HS3ST5,
and HS3ST6 were described in Deligny et al. [2010] and for HS2ST1,
HS6ST1, HS6ST2, HS6ST3, HS3ST3A, and HS3ST3B1 in G€otte et al.
[2008]. Real-time PCR of heterologous nuclear RNA (hnRNA) was
carried out with HS3ST3B-specific forward and reverse primers
complementary to sequences in intron 1 and exon 2 of HS3ST3B1,
respectively. PCR primers used were: forward (hnRNA_F),

50-GGATTAGAAGTCGTGACCTTAAGACGTGTGGCCAG-30 and re-
verse (hnRNA_R), 50-CGAAGTAACTGGGCGTCTTCTCCATGGT-
GATCTGC-30. The sequence of amplified product (142bp)
corresponds to nucleotides 14,344,947–14,345,089 of human chromo-
some17 (GenBankaccessionno.NC_000017.11). Todetermine the level
of genomic DNA contamination, identical reverse transcription
reactions without reverse transcriptase were also amplified, and the
values were subtracted as background. In all cases, PCR reactions were
performed using the Mx3000P QPCR System (Agilent technologies,
Santa Clara, CA) and relative expression of amplified products was
calculated with the MxPro QPCR Software (Agilent technologies).

IMMUNOSTAINING OF CELL SURFACE HS BY FLOW CYTOMETRY
Cell surface HS were analyzed with anti-HS antibody HS4C3 as
described in Deligny et al. [2010]. Non-specific binding was
determined by using the isotype control antibody MPB49. Data
were monitored on a flow cytometer (FACSCalibur, BD Biosciences)
and analyzed with CellQuest software.

WESTERN BLOT ANALYSIS OF SULFOTRANSFERASES
Cells (12! 106 per point) were lysed in 1mL of lysis buffer (10mM
Tris–HCL, 150mM NaCl, 10mM MgCl2, 2mM CaCl2, pH7.2)
containing 1% of Triton X100, 20% of (v/v) glycerol, and a cocktail
of protease inhibitors (Roche), overnight at 4°C. After clarification by
centrifugation at 10,000g for 30min at 4°C, the lysates were diluted
10 times with previous buffer, mixed with 10mg adenosine
30,50-diphosphate-agarose beads (Sigma), and incubated with gentle
rocking overnight at 4°C. The beads were thenwashed two times with
lysis buffer containing 0.1% Triton X100. Proteins bound to the
beads were eluted with Laemmli buffer and boiled for 10min.
Proteins were separated by SDS-PAGE (10%, w/v) and transferred
onto nitrocellulose membranes (Schleicher and Schuell BioScience).
Membranes were blocked for 1 h at room temperature in TBS
supplemented with 0.1% (v/v) Tween-20 and 3% (w/v) BSA and then
probed overnight at 4°C with primary antibody to HS3ST3B in TBS
supplemented with 1% (w/v) BSA. After washing, HRP-conjugated
secondary antibodies were added for 1 h at room temperature.
Signals were visualized using the ECL detection kit according to the
manufacturer0s instructions (Amersham Biosciences). Input controls
were performed with anti-HPRT antibody to confirm equal loading
of the samples.

CONSTRUCTION OF LUCIFERASE REPORTER GENE
Genomic DNA from THP1 cells was extracted with Nucleospin Blood
kit following the instructions of the manufacturer (Macherey–
Nagel). The sequence containing the putative HS3ST3B1 promoter
("1,900 toþ240 nt relative to the transcription start codon deduced
from the transcript no. AK023723 [GenBank accession number]) was
amplified with DyNAzyme Ext DNA polymerase (ThermoFisher
Scientific) and DMSO as additive to overcome high Tm, by using the
primers: sense, 50-GCGCGGTACCGGAAAGAAAAGCTAGAAA-
GAAGTTATTGCTGAGAATAT-30 and antisense, 50-AAATAGATCT-
GACATGTTGCCCGGCAGGAGCTGCAACTGGAACGGAAAG-30. The
underlined sequences correspond to 50-KpnI and 30-BglII restriction
sites, which were introduced for further experiments. The PCR
product was then digested with restriction enzymes KpnI and BglII
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(New England BioLabs, Lpswich) and subcloned into pGL3-basic
vector (Promega, Madison). Integrity of the construct was checked
by DNA sequencing (GATC Biotech, Constance, Germany) with
vector primers (RVprimer 3 and GLprimer 2) and intermediate
primers (sense, 50-TGCACCTCAGTGATGGATTTGTTCC-30 and anti-
sense, 50-TCCAGCCTTCCAAACTGCCGA-30). The amplified sequence
perfectly matched with GenBank accession no. NC_000017.11.
Following transformation in Top 10 competent E.coli, the construct
(named pGL3prHS3ST3B1) was purified with NucleoBond Xtra Midi
Plus EndoFree kit (Macherey–Nagel).

LUCIFERASE REPORTER GENE ASSAY
THP1 cells were seeded in 24-well plates at a density of 0.1! 106

cells/mL in 1mL RPMI 1,640 medium without FCS and incubated for
18h with transfection mixtures, consisting of either 0.5mg of
pGL3prHS3ST3B1 or pGL3-basic plasmid and 1mL JetPEI-macrophage
(Polyplus transfection, Illkirch, France). The promoter-less pGL3-basic
expression was used as a control for vector backbone-based luciferase
activity. Cells were then stimulated with 10ng/mL of LPS in the
presence or not of specific inhibitors in RPMI 1,640 mediumwith 2.5%
FCS. After wash, cells were treated with luciferase assay kit (Promega),
and luciferase activity was measured using a Tristar multimode
microplate reader LB 941 (Berthold Technologies). Relative luciferase
activities were normalized to protein contents.

STATISTICAL ANALYSIS
Results are representative of at least three independent experiments
conducted with either THP1 cells or primary monocytes obtained
from distinct donors. Statistical significance between the different
values was analyzed by Student0s t-test, with a threshold of P< 0.05
considered as significant.

RESULTS

LPS MODULATES THE EXPRESSION OF HS3ST ISOENZYMES IN
HUMAN MONOCYTES
Prior analysis of the variations of expression of HS3STs in response
to pro-inflammatory stimuli, the basal levels of expression of
corresponding mRNA were quantified in non-stimulated monocytes
by real-time RT-PCR. Although some inter-individual variations
were found, the expression profiles of HS3STs were similar in
primary monocytes from six donors, with a common higher
expression of mRNA encoding HS3ST3B relative to other
isoenzymes. HS3ST1, HS3ST2, and HS3ST3A were barely expressed,
while other HS3STs were not detected (Fig. 1A). As expected, the
expression profile of HS3STs in THP1 cells was also characterized by
a high level of HS3ST3BmRNA. Additionally, these cells expressed a
low level of HS3ST3A, while the expression of other isoenzymes was
below the limit of detection (Fig. 1B). LPS activation (10 ng/mL) had
a marked effect on the expression of HS3ST3B in both cell types. In
primary monocytes, a "twofold increase in the level of HS3ST3B
mRNA was observed at 4 h of LPS exposure, and the high expression
was maintained after 16 h of stimulation. Concomitantly, the
expression of HS3ST1 and HS3ST3A were modified following LPS
activation, with a maximal fivefold increase by comparison with

unstimulated cells. Nevertheless, data were significant at only one
time post-stimulation and the expression of both isoenzymes
remained very low by comparison with HS3ST3B in LPS-stimulated
cells (Fig. 1A). Similarly, a strong increase in the expression of
HS3ST3B was observed in THP1 cells exposed to LPS (x9 by
comparison with non-stimulated cells). The expression of HS3ST3A
was also modified in LPS-stimulated cells, but the mRNA level
remained low by comparison with HS3ST3B (Fig. 1B). In parallel
experiments, we also analyzed whether HS2ST and HS6ST groups of
HS modifying enzymes were affected by LPS stimulation in primary
monocytes from the same donors (Fig. 1C) and THP1 cells (Fig. 1D).
In both cases, only HS2ST1 and HS6ST1 were detected in
non-stimulated cells. Following LPS activation, the levels of
HS2ST1 and HS6ST1 mRNA were not significantly modified, and
the expression of HS6ST2 and HS6ST3 remained not detectable.
Altogether, these first results demonstrated that HS3ST3B is strongly
reactive to LPS, suggesting that its gene may behave as a primary
gene of the inflammatory response.

INFLAMMATORY STIMULI UP-REGULATE HS3ST3B1 GENE
EXPRESSION IN HUMAN MONOCYTES
We then focused our investigation on the up-regulation of
HS3ST3B by inflammatory stimuli, as it was the most responsive to
LPS among HS3ST isoenzymes. In first experiments, we decided to
perform time-course experiments with TLR agonists and cytokines
at the following optimal concentrations: LPS, 10 ng/mL; PGN,
2mg/mL; TNF-a, IL-4, IL-6, and IFN-g, 20 ng/mL, which are
routinely used in the literature. At the indicated times, HS3ST3B
mRNA levels were quantified by real-time RT-PCR. All stimuli
caused a time-dependent increase in the expression of HS3ST3B,
but the kinetic and the amplitude of the responses were quite
distinct between TLR agonists and cytokines. Time-course experi-
ments conducted with primary monocytes revealed that HS3ST3B
mRNA levels increased rapidly during the first 5 h after LPS and
PGN exposure and reached a "15-fold induction over basal level
observed in non-stimulated cells (Fig. 2A). Subsequent to this,
HS3ST3B mRNA levels gradually decreased during the long times
of incubation. The observation that LPS and PGN induced the same
responses was not surprising, since it is well documented that both
TLR agonists triggered pro-inflammatory responses in monocytes
with a similar potency [Yamamoto et al., 2002]. In response to
TNF-a, the profile of expression resembled the ones observed with
LPS and PGN, with a rapid increase in the level of HS3ST3B mRNA
during the first hours. However, the response reached a maximal
fivefold induction at 4 h of stimulation, which might be explained
by the lower expression of TNF-a receptors by comparison with
the abundance of TLR2 and TLR4 expressed at the membrane of
monocytic cells [Yoshie et al., 1986; O0Mahony et al., 2008]. Thus,
these results suggested that up-regulation of HS3ST3B expression
by TLR agonists and TNF-a probably involved a rapid activation of
the same transcriptional mechanisms. Time-course experiments
were then reproduced with IL-4, IL-6, and IFN-g as inflammatory
cytokines. Over the 24 h period of stimulation, we found that a
long exposure of monocytes to IL-6 resulted in a weak increase in
the expression of HS3ST3B (x 3 vs. non-stimulated cells at 16 h),
while IL-4 and IFN-g had no significant effect.
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As observed in primary monocytes, the level of HS3ST3B mRNA
increased rapidly in THP1 cells during the first hours of LPS and PGN
stimulation (x 8 vs. non-stimulated cells), and decreased steadily
thereafter (Fig. 2A). TNF-a also induced a rapid increase in the level of
HS3ST3B mRNA, which remained however weaker than the ones
obtained with TLR agonists (x 3 vs. non-stimulated cells). Finally, we
found that the profiles of HS3ST3B expression were similar for the
three cytokines. Increase in the level of HS3ST3B was no more than
twice the basal level and maximal induction was observed after 8 h of
stimulation, confirming that these cytokines are poor inducers of
HS3ST3B expression when compared to TLR agonists and TNF-a.
Thus, the expressionprofiles ofHS3ST3BmRNA in stimulatedprimary
monocytes and THP1 cells resembled eachother. These results indicate
that HS3ST3B overexpression has involved common signaling
pathways in primary monocytes and THP1 cells, and also validate
the use of the immortalized cell line for further mechanistic studies.

To check that the expressionofHS3ST3B to inflammatory stimuli is
dose-dependent, THP1 cells were stimulated for 8 h with various
concentrations of either LPS, PGN, and the cytokines TNF-a, IL-6,
IL-4, or IFN-g, after which HS3ST3B mRNA were quantified by real-
time RT-PCR (Fig. 2B). All treatments induced a dose-dependent
increase in the level of HS3ST3B mRNA, even though cytokines
triggered a moderate effect when compared to LPS and PGN. Indeed,

both TLR agonists induced a!sevenfold increase in the expression of
the enzyme, while a maximal threefold induction was only observed
with cytokines in these experiments. High expressionofHS3ST3Bwas
observed from 1ng/mL of LPS and 1mg/mL of PGN, which was
consistent with the concentrations of TLR agonists routinely used to
induce a full expression of pro-inflammatory genes in monocytes. In
addition, themaximal effect of cytokineswasobserved from20ng/mL
of each. Increasing their concentrations did not modify the amplitude
of the responses, thus confirming that cytokines are poor inducers of
HS3ST3B expression by comparison with TLR agonists.

INFLAMMATORY STIMULI INCREASE THE PRODUCTION AND
ACTIVITY OF HS3ST3B IN HUMAN MONOCYTES
In order to confirm that increase in the level of HS3ST3B mRNA led
to changes in the production of the corresponding enzyme, we
performed Western blot experiments with lysates from THP1 cells
stimulated for 24 h with inflammatory stimuli. As shown in Figure
3A, HS3ST3B was immunostained in lysate from non-stimulated
THP1 cells and higher expression was detected after LPS and PGN
stimulation. Conversely, no notable modification in the production
of HS3ST3B could be observed in response to TNF-a, IL-4, IL-6, and
IFN-g (data not shown), which could be related to the slight increase
in gene transcription induced by the cytokines.

Fig. 1. Expression of HS-O-sulfotransferases in human primary monocytes and THP1 cells. Cells were stimulated or not in the presence with LPS (10 ng/mL) for 4 and 16 h.
Following extraction of total RNA and reverse transcription, the expression of HS3ST, HS2ST, and HS6ST isoenzymes was analyzed in triplicates by real-time PCR, as described in
“Materials and Methods.” Relative mRNA abundance was normalized to endogenous HPRT mRNA. Data are means" S.D. of six independent experiments conducted with
monocytes from distinct donors (A, C) and from three separate independent experiments with THP1 cells (B, D). (# and ### , significantly different by comparison with non-
stimulated cells, P< 0.05 and P< 0.001, respectively).

JOURNAL OF CELLULAR BIOCHEMISTRY REGULATION OF HS3ST3B BY INFLAMMATORY STIMULI 1533



In next experiments,flow cytometric analysis was performedwith
anti-HS epitope antibody to check that HS 3-O-sulfation was
modified by the increased expression of HS3ST3B. To this end, THP1
cells were stimulated with TLR agonists and cytokines for 24, 48, and
72 h and immunostained with HS4C3 antibody, which recognizes
highly sulfated HS epitopes containing 3-O-sulfate groups [Deligny
et al., 2010; Martinez et al., 2015]. As shown in Figure 3B, HS4C3
efficiently stained non-activated THP1 cells, and stimulation with
LPS or PGN enhanced the cell surface binding of the antibody. By
comparison with TLR agonists, cytokines were less efficient
to modify the reactivity of anti-HS antibody. Indeed,
cell immunostaining was only twofold increased at 72 h
post-stimulation with TNF-a and other cytokines, while a fivefold

increase was observed in the presence of TLR agonists at the same
time (Fig. 3C). Taken together, these results are informative of the
changes in HS sulfation induced by TLR agonists and cytokines, and
indicate that increased expression of HS3ST3B may in turn lead to a
higher density of 3-O-sulfate groups in HS of activated monocytes.

UP-REGULATION OF HS3ST3B1 GENE EXPRESSION IS DEPENDENT
ON THE ACTIVATION OF NF-kB AND MAPK SIGNALING PATHWAYS
LPS and PGN are well-known inducers of pro-inflammatory
responses, acting via the activation of various intracellular signaling
pathways. The main signaling events include NF-kB pathway and
MAPK cascades, which culminate in the activation of ERK, JNK, and
p38 MAPK [Szatmary, 2012]. To know whether these pathways are

Fig. 2. Time- and dose-dependent effects of inflammatory stimuli on the expression of HS3ST3B mRNA in human primary monocytes and THP1 cells. (A) Cells were stimulated
with either LPS (10 ng/mL) (о), PGN (2mg/mL) (*), TNF-a (20 ng/mL) (&), IL-6 (20 ng/mL) (^), IL-4 (20 ng/mL) (^), or IFN-g (20 ng/mL) (&). At the indicated times, cells
were harvested and real-time RT-PCR were performed to quantify HS3ST3B and HPRT mRNAs. Results are expressed as the relative expression of HS3ST3B mRNA compared with
that obtained in non-stimulated cells. Each experiment was repeated three times with monocytes obtained from distinct donors and three times with THP1 cells. Data are
means! S.D. of these independent experiments. (B) THP1 Cells were stimulated with increasing concentrations of TLR agonists (LPS, PGN) or cytokines (TNF-a, IL-6, IL-4, or IFN-
g) for 8 h prior analysis of the levels of HS3ST3B transcript by real-time RT-PCR. Results are expressed as mean values! S.D. of three separate experiments and represent fold
changes by comparison with non-stimulated cells ("P< 0.05, ""P< 0.01, """P< 0.001 vs. non-stimulated cells).
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required for the up-regulation of HS3ST3B expression, THP1 cells
were pretreated for 1 h with specific inhibitors prior stimulation with
LPS. The inhibitors used are: JNK inhibitor II (1mM), U0126 (5mM),
and SB203580 (5mM) to block JNK, ERK, and p38MAPK activations,
respectively, and IKK inhibitor III (10mM), which inhibits IkBa
phosphorylation and proteosomal degradation, thus leading to a
consequent inhibition of NF-kB activation. As shown above
(Fig. 2A), the expression of HS3ST3B increased rapidly during
the first 5 h of culture after LPS exposure. Subsequent to this rapid
phase of induction, HS3ST3B mRNA level decreased gradually
during the long times of incubation. Thus, we decided to measure the
effects of the inhibitory drugs at 4 and 16 h LPS post-stimulation
(Fig. 4). In the absence of LPS stimulus, the levels of HS3ST3BmRNA
were not significantly affected by the treatment with inhibitors. At
4 h post-stimulation, IKK inhibitor III strongly suppressed
LPS-induced HS3ST3B expression on THP1 cells, thus indicating
that NF-kB activation was critically required for enhancing rapid
transcription of the gene encoding HS3ST3B. JNK and p38 MAPK
inhibitors were also efficient to reduce HS3ST3B expression induced
by a 4 h LPS exposure (!50% and !35% of inhibition with JNK
inhibitor II and SB203580 respectively, when compared to the level
obtained in the absence of inhibitors). In contrast, increase in the
expression of HS3ST3B was refractory to inhibition by the ERK
inhibitor U0126. After 16 h of LPS stimulation, the effect of
inhibitory drugs targeting p38 MAPK and NF-kB were more
pronounced, and the administration of U0126 was also efficient to
inhibit the increase in HS3ST3B expression (45% of inhibition by
comparison with the level of HS3ST3B mRNA obtained in the
absence of inhibitors). Taken together, these results support a model
in which up-regulation of HS3ST3B expression could be biphasic,
with a rapid phase of induction dependent on NF-kB, JNK, and p38
MAPK activation, and a second phase in the course of which ERK
activation complements the first signaling events to maintain a
steady state of HS3ST3B mRNA level in stimulated THP1 cells.

FUNCTIONAL CHARACTERIZATION OF HS3ST3B1 GENE PROMOTER
In order to study the transcriptional regulation ofHS3ST3B1 gene, a
genomic fragment spanning 2,140 bp from the positions "1900 to
þ240 of the putative transcription start site (TSS) was cloned
upstream of the firefly luciferase reporter gene in a pGL3-basic
vector, as described in the experimental section. The putative TSS of
the gene was positioned by using the transcript no. AK023723
(GenBank accession number), which has the longer 50 extension
among transcript sequences encoding HS3ST3B. As expected, this
2,140 bp sequence includes the putative HS3ST3B1 gene promoter
region, which was predicted by using Genomatix Model Inspector
software [Quandt et al., 1995]. The resulting pGL3prHS3ST3B1
construct was transfected in THP1 cells and time-course experiments
were performed to compare the behavior of the reporter gene
with the endogenous gene encoding HS3ST3B (Fig. 5A). In the
absence of stimulus, luciferase activity in THP1 transfected
with pGL3prHS3ST3B1 construct was found !ninefold higher
than the basal activity of pGL3-basic vector (used as a control of
backbone-based luciferase activity) and remained unchanged during
the time-course experiment. As expected, LPS had no enhancing
effect on the basal luciferase activity in THP1 cells transfected with

Fig. 3. Effect of inflammatory stimuli on HS3ST3B production and HS 3-O-
sulfation. (A) Immunostaining of endogenous HS3ST3B in THP1 cells.
Following a 24 h-exposure to either LPS or PGN, variations in the expression
of HS3ST3B were analyzed in cell lysates by Western blot. The apparent
molecular weight of the unique reactive band was!43 kDa. Detection of HPRT
confirmed equal loading of samples. Representative results from three
independent experiments are shown. (B) Immunostaining of cell surface HS
by HS4C3 antibody. Following exposure to LPS or PGN for 72 h, THP1 cells were
immunostained with antibody to HS epitope or isotype control. The black line
histograms represent staining with HS4C3 antibody and the gray histograms
represent negative control obtained withMPB49 isotype control antibody. Data
are representative of three separate experiments. (C) Surface binding of HS4C3
antibody to THP1 cells in response to TLR agonists and cytokines. Cells were
incubated with either LPS (10 ng/mL), PGN (2mg/mL), TNF-a, IL-6, IL-4, or
IFN-g (20 ng/mL). At the indicated times, cells were harvested and
immunostained with HS4C3 or isotype control antibodies. Results are
expressed as variation of fluorescence mean value (DFMV%) and correspond
to means$ S.D. from at least three separate experiments. (%P< 0.05,
%%P< 0.01, %%%P< 0.001 vs. non-stimulated cells).
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pGL3-basic vector. In THP1 cells transfected with pGL3prHS3ST3B1
construct, luciferase activity increased rapidly during the first 4 h of
LPS stimulation and reached a plateau thereafter. These results
confirmed that the putative promoter region contained functional
elements for both constitutive and LPS-induced transcriptional

activity. To ascertain that the reporter gene was as reactive as the
gene encodingHS3ST3B, transfected THP1 cells were pretreatedwith
NF-kB and MAPK inhibitors prior LPS stimulation for 4 and 16 h
(Fig. 5B). As expected, the inhibitory drugs did not significantly
modify luciferase activity in the absence of LPS. In contrast,

Fig. 4. Effect of specific inhibitors of signaling molecules on LPS-induced overexpression of HS3ST3B. THP1 cells were either untreated (control) or pretreated for 1 h with
specific inhibitors to p38 MAPK (SB203580), JNK (JNK inhibitor II), ERK (U0126), or NF-kB (IKK inhibitor III). Thereafter, cells were either non-stimulated (open bars) or
stimulated with LPS (10 ng/mL) (filled bars) for 4 and 16 h. Variations in the levels of HS3ST3B mRNA were quantified by real-time RT-PCR. Relative mRNA abundance was
normalized to endogenous HPRT mRNA. Results are expressed as fold changes by comparison with non-stimulated cells cultured in the absence of inhibitory drug and correspond
to means! S.D. from three separate experiments ("P< 0.05, ""P< 0.01, """P< 0.001, significantly different by comparison with LPS-stimulated cells in the absence of
inhibitors).

Fig. 5. Functional analysis of the HS3ST3B1 gene promoter in THP1 cells. Cells were transfected with either the HS3ST3B1 promoter luciferase reporter construct
(pGL3prHS3ST3B1) or empty vector (pGL3-basic) for 18 h, after which time they were stimulated or not in the presence of LPS. (A) Time-course variations in luciferase activity
driven by human HS3ST3B1 promoter in the presence (*) or absence (#) of LPS. Transfected cells were harvested at the indicated times and luciferase activity was assayed. Data
were normalized to the protein content and expressed as luciferase activity driven by pGL3prHS3ST3B1 relative to that of empty pGL3-basic vector. Results are means! S.D. from
three separate experiments. (B) Effects of specific inhibitors to signaling pathways on the luciferase activity. Transfected cells were pretreated for 1 h with inhibitors prior LPS
administration for 4 or 16 h. Relative luciferase activity is calculated as fold induction over that of non-stimulated cells. Data are mean values! S.D. of three separate
experiments ("P< 0.05, ""P< 0.01, """P< 0.001, significantly different by comparison with LPS-stimulated cells in the absence of inhibitors).
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exposure to LPS induced a twofold increase in luciferase activity
when compared to non-stimulated cells. This response was strongly
reduced by inhibitory drugs targeting NF-kB and JNK, thus
confirming that up-regulation of HS3ST3B expression is highly
dependent on the activation of these signaling pathways. In contrast,
U0126 had a moderate inhibitory effect, indicating that ERK had
only a minor effect in the transcriptional events controlling
HS3ST3B expression. Most surprisingly, we found that targeting
p38 MAPK with the inhibitory drug SB203580 had no effect on
luciferase activity at 4 or 16 h post-stimulation, while it was efficient
to inhibit the increase in HS3ST3B mRNA in LPS-stimulated cells
(Fig. 5B). Altogether, these results support a model in which NF-kB
and JNK are critically involved in the early activation of
transcriptional mechanisms controlling HS3ST3B expression, while
p38 MAPK activation could be required in a post-transcriptional
regulatory process.

LPS-INDUCED EXPRESSION OF HS3ST3B IS CONTROLLED BY DE
NOVO PROTEIN SYNTHESIS
A common feature of many primary response genes is the
observation that translational inhibitors such as CHX paradoxically
increase mRNA expression, a phenomenon called super-induction.
The underlying mechanisms would be related to inhibition of the
synthesis of regulatory proteins involved in the negative control of
gene transcription and/or stabilization of mRNA. To examine
whether CHX may affect LPS-induced HS3ST3B expression in the
same way, THP1 cells were pretreated with CHX (10mg/mL) or not
for 1 h prior LPS stimulation and the levels of mRNAwere quantified
by real-time RT-PCR at 4 and 16 h post-stimulation. In the presence
of the inhibitory drug, we found that the levels of HS3ST3B mRNA
was 28-fold and 19-fold increased by comparison to non-stimulated
cells, while it was only increased by nine and six in cells exposed to
LPS alone at the same times, thus reflecting a !threefold super-
induction (Fig. 6A). Thus, the effect observed with CHX suggested
that LPS-induced HS3ST3B expression could be regulated by de
novo synthesized proteins acting at the transcriptional and/or post-
transcriptional levels. To investigate the relative contribution of both
mechanisms, a real-time RT-PCR strategy was used to distinguish
between nascent HS3ST3B transcripts (hnRNA) and HS3ST3B
mRNA. We found that LPS induced a 5.5-fold increase in the level
of HS3ST3B hnRNA when compared to non-stimulated cells. Most
interestingly, a 16.5-fold increase was obtained after CHX treatment,
indicating that inhibition of protein synthesis led to an almost
threefold higher expression of HS3ST3B hnRNA by comparison with
control cells exposed to LPS alone (Fig. 6B). Given that CHX induced
a similar increase in the levels of hnRNA and mRNA, this indicates
that super-induction observed with CHX primarily occurred via
increased HS3ST3B1 gene transcription. However, we cannot
exclude that inhibition of post-transcriptional mechanisms may
also explain, at least in part, the super-inductive effect of CHX.

LPS-INDUCED EXPRESSION OF HS3ST3B IS REGULATED BY
POST-TRANSCRIPTIONAL MECHANISMS
We demonstrated that p38 MAPK activation did not participate in
the transcriptional regulation of the gene encoding HS3ST3B. The 30

untranslated region (30UTR) of many mRNA encoding inflammatory

mediators has been described to be targeted by regulatory proteins,
which control their stability and/or translation. These RNA-binding
proteins can be regulated by various signaling molecules, including
p38 MAPK [Palanisamy et al., 2012]. Given that the
pGL3prHS3ST3B1 construct lacks the 30UTR of the endogenous
HS3ST3B1 gene, this may explain why luciferase activity from
transfected THP1 cells exposed to LPS was not affected by the
inhibitory drug targeting p38 MAPK. To test this hypothesis, the
stability of endogenous HS3ST3B mRNA was monitored in THP1
cells by actinomycin D pulse chase. To this end, THP1 cells were
exposed to LPS for 4 h and thereafter treated with actinomycin D for
a 3 h incubation, in the course of which the levels of HS3ST3BmRNA
were measured at the indicated time points by real-time RT-PCR
(Fig. 7). As expected, the expression of HS3ST3BmRNAwas strongly
increased in response to LPS (x 9 when compared to non-stimulated
cells). Concomitantly, the half-life (T1/2) of HS3ST3B mRNA was
reduced from 270min in non-stimulated cells to 115min in
LPS-stimulated cells. These results suggest that post-transcriptional
mechanisms probably counterbalanced the transcriptional activa-
tion of the gene encoding HS3ST3B, in order to maintain a steady
state of mRNA level in stimulated THP1 cells. As shown above, the
addition of p38 MAPK inhibitor SB203580 prior LPS stimulation
resulted in a decrease in the level of HS3ST3B mRNA.We found here
that the inhibitory effect of the drug was also accompanied by a
reduced T1/2 of the transcripts (81min), thus indicating that p38
MAPK certainly plays a critical role in the mechanisms controlling
the stability of HS3ST3B mRNA.

As demonstrated above, cell treatment with CHX prior the
addition of LPS increased the levels of hnRNA and mRNA, which
indicates that de novo synthesized proteins would be involved in the
down-regulation of HS3ST3B1 gene transcription. However, these
results did not exclude the possibility that inhibition of mRNA
degradation may also account for the super-inductive effect of CHX.
To test this possibility, THP1 cells were pretreated with CHX prior
stimulation with LPS, and the stability of HS3ST3B mRNA was
analyzed as above. We found that the addition of CHX increased the
T1/2 of HS3ST3BmRNA to 158min, which was in line with the higher
level of HS3TS3B mRNA in the same cells. Thus, CHX probably
inhibited the synthesis of regulatory proteins, which are involved in
the degradation of HS3ST3B mRNA in LPS-stimulated cells.
Altogether, these observations suggest that the high expression of
HS3ST3B in activated THP1 cells is also controlled by a post-
transcriptional mechanism, in which the opposing effects of p38
MAPK and de novo synthesized proteinsmaintainedmRNA level to a
steady state.

DISCUSSION

HS is recognized as an important player in a wide range of
dynamic steps of inflammatory reactions, including the binding
and accumulation of many cytokines and growth factors in the
appropriate location to encounter their target cells and to facilitate
the assembly with cognate signaling receptors [Zhang, 2010;
Sarrazin et al., 2011; Mortier et al., 2012]. Thereby, structural
remodeling of HS is likely to play an important role in the
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regulation of inflammatory and immune responses. An important
modulator of HS structure is heparanase, which has been well
described to participate in many inflammatory processes via the
degradation of HS, both in extracellular space and at the cell
surface [Nasser, 2008; Meirovitz et al., 2013]. Upstream the action
of heparanase, fine regulation of the biosynthesis machinery could
be a way to make HS with distinct inflammatory functions.

Nevertheless, only a few studies have taken an interest in the
regulation of HS biosynthesic enzymes in the course of an
inflammatory response. By using a mouse model with inactivated
NDST1 gene, Wang et al. [2005] showed that endothelial cells are
defective in their response to inflammatory stimuli. This observa-
tion was supporting the idea that enzymatic modifications of HS
N-sulfation could alter the communication between inflammatory

Fig. 6. Effect of cycloheximide on the expression of HS3ST3B in LPS-stimulated THP1 cells. Cells were pretreated or not with CHX for 1 h prior LPS stimulation. (A) After 4 or
16 h LPS exposure, cells were harvested and real-time RT-PCR was performed to quantify HS3ST3B mRNA. Data are expressed as fold changes in HS3ST3B mRNA by comparison
with non-stimulated cells cultured in the absence of CHX (n¼ 3 separate experiments). (B) Cells were pretreated or not for 1 h with CHX followed by treatment with LPS for 4 h.
The expression of HS3ST3B mRNA and hnRNA was analyzed by real-time RT-PCR. Data are means" S.D from three independent experiments and results are expressed as fold
changes by comparison with non-stimulated cells cultured in the absence of CHX (##P< 0.01, ###P< 0.001, significantly different by comparison with THP-1 stimulated with
LPS alone).

Fig. 7. Analysis of HS3ST3B mRNA stability in THP1 cells stimulated or not with LPS. Cells were pretreated or not with p38MAPK inhibitor or CHX for 1 h prior LPS stimulation.
At 4 h post-stimulation, actinomycin Dwas added to stop any further mRNA synthesis and the cells were incubated for a further 3 h pulse chase. (A) Prior addition of actinomycin
D, cells were harvested and real-time RT-PCR was performed to quantify HS3ST3B mRNA levels in each conditions at the 0min point of the time-course experiment. Results are
expressed as fold changes by comparison with non-stimulated cells (#P< 0.05, ###P< 0.001, significantly different by comparison with LPS-stimulated cells in the absence of
inhibitors). (B) At the indicated times, remaining HS3ST3BmRNAwere quantified by real-time RT-PCR and the results are normalized to 100%at the 0min point: no stimulus (о);
LPS (*); LPSþ SB203580 (&); LPSþ CHX (~). The results are representative of three separate experiments.
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cells and their environment. In this regard, we and others reported
that the expression of NDST1 and NDST2 was increased in
macrophages and endothelial cells as a response to pro-
inflammatory stimuli, which was related to changes in the
N-sulfation pattern of cell surface HS [Carter et al., 2003; Krenn
et al., 2008; Martinez et al., 2015]. In addition to NDSTs, HS3STs
have been also reported to be responsive to an inflammatory
environment. As example, down-regulation of HS3ST1 in
endothelial cells was described as a consequence of the stimulation
by TNF-a and LPS. Given that HS3ST1 is a key enzyme for the
generation of the binding site for AT-III, the authors suggested that
the consequent HS modifications could participate in the
activation of the coagulation system [Krenn et al., 2008]. More
recently, we demonstrated that M1 polarization of macrophages by
the combination of LPS and IFN-g strongly induced the expression
of HS3ST3B. In contrast, HS3ST1 and HS3ST2 were highly
expressed in response to M2 polarization by IL-4/IL-13, while they
were barely detected in M1 macrophages [Martinez et al., 2015].
These observations suggest that the expression of HS3STs may
be differentially regulated as a response to the modifications of the
inflammatory environment. However, little is known about the
molecular mechanisms that control the expression of these
biosynthetic enzymes. In the current work, we have then examined
in detail the regulation of HS3ST3B in activated monocytes. In a
first set of experiments, we demonstrated that LPS activation
strongly increased the expression of HS3ST3B in primary
monocytes and THP1 cells, while other HS3STs, HS2ST1 and
HS6STs were either moderately affected or not responsive. We then
examined whether other inflammatory stimuli were as efficient as
LPS to induce changes in the expression of HS3ST3B. The level of
HS3ST3B mRNA was rapidly increased in response to LPS, PGN,
and TNF-a, with a maximal induction peaking at 4 h post-
stimulation. LPS and PGN appeared !three times more potent than
TNF-a, which may be due to the high expression of TLR2 and TLR4
at the membrane of monocytes by comparison with TNF-a
receptors [Yoshie et al., 1986; O0Mahony et al., 2008]. In contrast,
IL-4, IL-6, and IFN-g induced a slight increase in the expression
of HS3ST3B with a delayed induction peaking at 8 h post-
stimulation. Finally, we demonstrated that high levels of HS3ST3B
mRNA in LPS or PGN-activated THP1 cells was accompanied by an
increase in the expression of corresponding enzyme and
modification in the density of 3-O-sulfate groups in cell surface
HS. Altogether, these results indicate that TLR agonists are potent
inducers of HS3ST3B expression and activity, which in turn lead to
the generation of 3-O-sulfated HS as a consequence of
inflammatory activation.

To decipher the molecular mechanisms that cause an over-
expression of HS3ST3B in activated monocytes, specific inhibitory
drugs were used to target the main signaling cascades activated by
pro-inflammatory stimuli. First, we demonstrated that NF-kB, JNK,
and p38 MAPK were critically required for a rapid and full
expression of HS3ST3B. In contrast, the dependence on ERK
signaling was delayed, which led us to suggest that up-regulation
of HS3ST3B expression could be a biphasic process, with early events
controlling a rapid increase in the level of HS3ST3B mRNA followed
by a phase corresponding to a steady state. To gain insight into the

transcriptional activation of HS3ST3B1 gene, we decided to
construct the pGL3prHS3ST3B1 reporter gene, in which the gene
encoding luciferase was under the control of HS3ST3B1 promoter.
To this end, the sequence corresponding to the putative HS3ST3B1
promoter was analyzed by using Genomatix MatInspector and
AliBaba 2.1 (http://www.gene-regulation.com) softwares. In silico
analysis of the predicted sequence revealed that HS3ST3B1 gene
possesses a TATA-less promoter containing classical core promoter
elements, which are required for effective transcription. It also
contains several GC-boxes, considered as consensus sites for the
transcription factor Sp1. Interestingly, the combination of these
features has been already described in XYLT1, XYLT2, and EXT1
genes, which encode enzymes involved in initiation and elongation
steps of HS biosynthesis [M€uller et al., 2009, 2013; Jennes et al.,
2012]. Moreover, the absence of classical TATA-box and the
presence of GC-boxes are often encountered within housekeeping
gene promoters [Zhu et al., 2008], which is in agreement with the
broad expression of these HS biosynthetic enzymes. In addition to
cis-binding elements for basal/general transcription factors, the
putativeHS3ST3B1 promoter also contained sequences identified as
binding sites for NF-kB, C/EBPs, CREB, and AP1/c-jun, which are
transcription factors classically activated by inflammatory stimuli
[Guha and Mackman, 2001; Zhou et al., 2003; Lu et al., 2009]. As
expected, time-course activation of pGL3prHS3ST3B1 construct and
endogenous gene encoding HS3ST3B resembled each other,
indicating that the predicted promoter was functional in our model.
Moreover, inhibition of NF-kB and JNK pathways strongly reduced
LPS-induced luciferase activity, while the effect of ERK inhibitor was
moderate. These results support a model in which LPS-induced
HS3ST3B1 gene transcription is critically dependent on NF-kB and
JNK activation. This is also consistent with the in silico analysis of
the putative HS3ST3B1 promoter. Indeed, we identified three
cis-binding elements for NF-kB, which may explain the high
inhibition obtained with the drug targeting this transcription factor.
In addition, JNK activation has been described as a key event for the
transcriptional activity of CREB and AP1/c-jun in response to
inflammatory stimuli [Boehlk et al., 2000; Diaz and Lopez-Berestein,
2000]. Additional experiments are currently in progress to confirm
the binding of these transcription factors to the predicted
cis-elements in HS3ST3B1 gene promoter.

More surprisingly, we found that inhibition of p38 MAPK
pathway had no notable effect on luciferase activity, whereas the
mRNA level of HS3ST3B mRNA was significantly reduced by the
same inhibitory drug. These results led us to postulate that p38
MAPK could be required to regulate post-transcriptional mecha-
nisms. Indeed, active p38 MAPK was previously described to control
the mRNA stability of many inflammatory mediators through
activation of the kinase MK2, which subsequently phosphorylates
and inactivates the protein TTP. Once inactivated, phosphorylated
TTP dissociates from the 30UTR ofmRNA, leading to an enhancement
of its stability [Neininger et al., 2002; Zhao et al., 2011; Palanisamy
et al., 2012]. Consequently, the lack of the sequence corresponding to
the 30UTR of HS3ST3B mRNA in our reporter gene may explain why
luciferase activity was not affected by the inhibitory drug targeting
p38 MAPK. To check this possibility, we analyzed the half-life of
HS3ST3B mRNA in LPS-stimulated THP1 cells. We found that
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inhibition of p38 MAPK was accompanied by a !1.5 fold reduction
in the T1/2 of HS3ST3B mRNA, which is in accordance with the
lowered level of the transcript in treated cells. Thus, these results
support the idea that p38 MAPK takes part in the regulation of
HS3ST3B expression by directing post-transcriptional events that
enhance stability of the transcripts.

In next experiments, we addressed the possibility that over-
expression of HS3ST3B could be regulated by inducible proteins.
Surprisingly, we found that translational blockage by CHX did not
reduce LPS-induced expression of HS3ST3B mRNA but rather led to
a super-induction. Indeed, we observed that CHX induced an
increase in the levels of both hnRNA andmRNA in LPS-treated cells,
indicating that the drug has probably blocked transcriptional
processes involved in the negative regulation of HS3ST3B expres-
sion. One explanationmay be that CHXhas inhibited the synthesis of
transcriptional inhibitors. We have seen that HS3ST3B over-
expression was highly dependent on the activation of NF-kB. It is
now well established that LPS-induced NF-kB activation can be
down-regulated by a number of negative feedback systems, which
have evolved to reduce the production of pro-inflammatory
mediators. These include de novo expression of LPS-inducible
members of the IkB family, such as Bcl-3 and IkBz, and resynthesis
of IkBa, which are produced with delayed kinetic and target NF-kB
dependent gene expression [MaruYama, 2015]. Consequently,
NF-kB remains fully active in the absence of these transcriptional
inhibitors, which may explain the super-inductive effect of CHX on
HS3ST3B expression. On the other hand, we found that treatment by
CHX caused a marked increase in the half-life of HS3ST3B mRNA,
supporting the idea that CHX has inhibited a post-transcriptional
system that normally control the level of transcripts by enhancing
their degradation. Such a stabilizing effect of CHX have been already
described for a number of mRNAs induced by inflammatory stimuli,
including the transcripts of COX-2, iNOS, ICAM-1, GM-CSF, IL-6,
and IL-8 [Wertheimer et al., 1992; Xing et al., 1993; Evans et al.,
1994; Newton et al., 1997; Roger et al., 1998; Hershko et al., 2004].
These last results indicate that high level of HS3ST3B mRNA in
activated cells is also controlled by post-transcriptional mecha-
nisms, in which the stabilizing effect of p38 MAPK is counter-
balanced by an inducible system that enhances mRNA degradation.

It is worthy to note that among the mRNA sequences registered
in GenBank and corresponding to HS3ST3B transcripts, the
accession number BC063301 is approximately 5.3 kb in length
and contains an extensive 30UTR of!3.8 kb. Such a large 30UTR is a
common hallmark of many transcription products induced by
inflammatory stimuli, in which post-transcriptional events control
mRNA stability and/or translation. They are all characterized by the
presence of AU-rich elements (AREs), which are targeted by ARE-
binding proteins such as TTP, AUF1, and HuR [Barreau et al., 2006].
Depending on their arrangement, AREs have been ranked among
three classes. Class I AREs contains sequences with non-overlapping
AUUUA pentamers. They are found in the 30UTR of mRNAs encoding
transcription factors and cytokines, such as c-fos, c-myc, IL-4, and
IL-6. In contrast, class II AREs contain multiple overlapping AUUUA
motifs and are representative of cytokines with rapid mRNA decay,
such as TNF-a and GM-CSF. Finally, AREs in which AU-rich
sequences are not organized in AUUUA pentamers have been ranked

in a class III. Such sequences are situated within the 30UTR of c-jun
and IL-8 mRNAs [Stoecklin et al., 2001; Frevel et al., 2003; Barreau
et al., 2006; Palanisamy et al., 2012]. Because our results suggest a
post-transcriptional regulation of HS3ST3B mRNA, we examined
whether the 30UTR of BC063301 sequence contains AU-rich motifs.
In silico analysis of the full length of 30UTR allowed us to identify
eight scattered sequences with no overlapping pentanucleotide
AUUUA core motifs, suggesting that the 30UTR of HS3ST3B mRNA
contains a class I ARE. This is consistent with the long half-life of
HS3ST3B mRNA, since class I AREs have been reported to stabilize
mRNAs induced by inflammatory stimuli [Frevel et al., 2003].

Collectively, our results provide evidence that HS3ST3B1 gene can
be considered as a primary response gene. Indeed, it shares the main
features of this gene family, i.e., mRNA expression peaking at!2–4h,
dependence on first class transcription factors that are constitutively
expressed, such as NF-kB, and requirement of active MAPKs
[Medzhitov and Horng, 2009]. Moreover, we demonstrated that
HS3ST3B expression is controlled by transcriptional and post-
transcriptional mechanisms, which is a common hallmark of many
inflammatory and immune gene products. In this context, it can be
hypothesized that HS3ST3B is involved in the synthesis of 3-O-sulfated
HS with specific functions in the regulation of inflammatory and
immune responses. This aspect will be the subject of upcoming studies.
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